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Abréviations 

ADAR1           Adenosine deaminase acting on RNA 1 

AIDS               Acquired immunodeficiency syndrome 

ALIX               ALG-2-interacting protein X 

ALV                 Avian leukosis virus 

AMV                RT Avian myeloblastosis virus reverse transcriptase 

AN                   Acide nucléique 

APOBEC3G      Apolipoprotein B mRNA-editing enzyme-catalytic polypeptide-like 3G 

BLV                  Bovine leukemia virus 

CA                    Capsid 

CCD                 catalytic core domain 

CCR5                C-C-chemokine receptor 5 

cDNA                Complementary DNA 

CM                    Cynomolgus monkey 

cPPT                  Central polypurine tract 

CPSF                 Cleavage polyadenylation specificity factor 

CRF                   Circulating recombinant form 
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DC                     Dendritic cell 
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dNTP                 Deoxyribonucleoside triphosphate 
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ERT                   Endogenous reverse transcription 
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FRET                  Fluorescence resonance energy transfer 
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HTLV                   Human T-cell leukemia virus 
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ICTV                    International Committee of Taxonomy of Viruses 
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LAV                     Lymphoadenopathy associated virus 

LDF                      Long DNA fragment 

LEDGF                Lens epithelium-derived growth factor 

LTR                     Long terminal repeat 

LysRS                  Lysyl-tRNA synthetase 

MA                      Matrix 

MLV                    Murine leukemia virus 

MMTV                 Mouse mammary tumor virus 

NA                       Nucleic acid 

NC                       Nucleocapsid protein 

NF-κB                  Nuclear factor κ-light-chain-enhancer of activated B cells 

NTD                     N-terminal domain 

NWM                   New world owl monkey 

ORF                      Open reading frame 

OWM                    Old world monkey 

PAS                       Primer activation signal 

PBMC                    Peripheral blood mononuclear cell 

PBS                        Primer binding site 

PE                          Psi element 

PIC                         Pre-integration complex 

PI(4,5)P2                Phosphoinositol (4,5) bisphosphate 

PPT                        Polypurine tract 

PR                          Protease 

Psi                          Packaging signal 

P-TEFb                   Positive transcription elongation factor b 

Rh                          Rhesus monkey 

RNase H                 Ribonuclease H 

RRE                        Rev responsive element 



 

 

 

 

RSV                        Rous sarcoma virus 

RT                           Reverse transcriptase 

RTC                         Reverse transcription complex 

SDF                         Short DNA fragment 

SHAPE                    Selective 2’-hydroxyl acylation analysed by primer extension 

SIV                          Simian immunodeficiency virus 

SIVage                     Simian immunodeficiency virus isolated from an African green monkey 

SIVcpz                     Simian immunodeficiency virus isolated from chimpanzee 

SIVmac                    Simian immunodeficiency virus isolated from a macaque 

SIVsm                      Simian immunodeficiency virus isolated from sooty mangabey monkeys 

SL                            Stem-loop 

SLIP                        TTTTTT slippery site 

SP                            Self-priming 

ssDNA                     Minus-strand “strong-stop” DNA 

STLV-III                  Simian T-cell leukemia virus-III 

TAR                         Transactivator response element 

TR2                          Transportin-SR2 

TRIM5α                   Tripartite motif 5α 

USE                         Upstream enhancer element 

UTR                         Untranslated region 

WDSV                     Walleye dermal sarcoma virus 

ZF                            Zinc finger  
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1. Les rétrovirus 

1.1   Caractéristiques des rétrovirus  

Les rétrovirus sont une famille de virus à ARN monocaténaire, diploïde et de polarité 

positive. Ces virus causent de nombreuses maladies chez les vertébrés : des désordres 

neurologiques, des tumeurs,  le syndrome d’immunodéficience acquise (SIDA)… 

À l’exception du spumavirus qui contient un génome viral à ADN (1), les rétrovirus 

présentent deux copies d’ARN simple-brin, ce qui facilite les événements de recombinaison 

génétique.  

Ces virus ont la particularité de posséder une enzyme : la transcriptase inverse (RT). 

Cette dernière rétro-transcrit une molécule d’ARN simple-brin en molécule d’ADN 

bicaténaire qui est, ensuite, intégrée dans le génome de la cellule hôte par l’intégrase virale 

(IN). L’ADN bicaténaire viral intégré est désigné par le terme « provirus » : il est assimilé à 

un gène cellulaire et peut être transcrit en ARN messager (ARNm) ou en ARN génomique 

(ARNg). Environ 8% du génome humain présente des similarités de séquence avec des 

rétrovirus endogènes qui joueraient un rôle physiologique ou pathologique. Les rétrovirus 

endogènes sont des virus intégrés dans le génome humain et transmis à la descendance, dont 

certains sont des rétrovirus infectieux. Ces derniers possèdent trois gènes caractéristiques : 

gag (code pour les protéines de structure), pol (code pour les enzymes virales), env (code pour 

les protéines de surface) et les extrémités du génome viral sont caractérisées par les Long 

Terminal Repeats (LTR) (Figure 1)(2).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1. Structure des rétrovirus infectieux (2). 
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1.2   Classification des rétrovirus  

La classification a été tirée du comité international de taxonomie des virus (ICTV, 

http://www.ictvonline.org/virusTaxonomy.asp). Une famille est définie par  des 

dénominateurs taxonomiques communs : l’information génétique et les propriétés de 

réplication. Des éléments de structure  comme la présence d’enveloppe et la pathogénicité 

sont considérés dans certains cas de manière équivalente. Les rétrovirus ne sont pas assignés à 

un ordre, ils appartiennent à la famille des Retroviridae (Tableau 1). Les rétrovirus infectant 

les primates sont classés en sept groupes, définis par leur parenté évolutive, chacun avec le 

rang taxonomique du genre (Figure 2). Deux de ces groupes sont les lentivirus et les 

spumavirus, et cinq de ces groupes représentent des rétrovirus avec un potentiel oncogénique 

(oncovirus): beta, delta, gamma, epsilon et epsilon-like virus. En se basant sur l’organisation 

de leur génome, les rétrovirus peuvent être divisés en deux catégories, simple et complexe (3, 

4). Tous les oncovirus, à l’exception du  human T-cell leukemia virus (HTLV) et du bovine 

leukemia virus (BLV), sont des rétrovirus simples.  HTLV, BLV, les lentivirus et les 

spumavirus sont complexes.  

Tableau 1. Classification des rétrovirus (http://www.ictvonline.org/virustaxonomy.asp) 

Famille Sous-famille Genre Espèce 

 

 

 

 

Retroviridae 

 

 

 

 

Orthoretrovirinae 

Alpharétrovirus 9 espèces 

Betarétrovirus 5 espèces 

Gammarétrovirus 4 espèces 

Deltarétrovirus 3 espèces 

Epsilonrétrovirus 17 espèces 

Lentivirus 9 espèces :  
Human immunodeficiency virus 1, 
Human immunodeficiency virus 2, 
Bovine immunodeficiency virus, 
Caprine arthritis encephalitis virus, 
Equine infectious anemia virus, Feline 

immunodeficiency virus, Puma 

lentivirus, Simian immunodeficiency 

virus et Visna/maedi virus 
Spumaretrovirinae Spumavirus 6 espèces 

 

 

 

 

http://www.ictvonline.org/virusTaxonomy.asp


Introduction 

 

3 

 

 

Figure 2. Classification des rétrovirus (4). ALV: Avian Leukosis Virus ; BLV: Bovine Leukemia 

Virus ; HERV: Human Endogenous Retrovirus ; HFV: Human Foamy Virus ; HIV: Human 

Immunodeficiency Virus ; HTLV: Human T-Lymphotropic Virus ; MLV: Murine Leukemia Virus ; 
MMTV: Mouse Mammary Tumor Virus ; WDSV: Walleye Dermal Sarcoma Virus. 
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2. Connaissances générales sur le VIH  

 

2.1   Le VIH, agent causal du syndrome d’immunodéficience acquise (SIDA)  

Le virus de l’immunodéficience humaine (VIH) est un rétrovirus qui a pour principale 

cible les lymphocytes T CD4+. En 1981, aux Etats Unis, une importante augmentation du 

taux de maladies infectieuses comme la pneumonie causée par pneumocystis carinii, a été 

constatée dans la communauté homosexuelle. A ces maladies était associée une forte 

diminution du taux de lymphocytes CD4+ dans le sang périphérique. Le rétrovirus a été isolé 

pour la première fois, en 1983 par Françoise Barré-Sinoussi et Luc Montagnier, à l’institut 

Pasteur (5). Ces derniers avaient observé une activité transcriptase inverse à partir de l’isolat 

d’un patient atteint de lymphadenopathie et le virus a ainsi été appelé lymphadenopathy 

associated-virus (LAV). En 1984, l’équipe de Robert Gallo a isolé un rétrovirus nommé 

Human T-Lymphotropic Virus (HTLV-III) décrit comme étant responsable du SIDA. L’équipe 

de Jay A. Levy a aussi identifié des rétrovirus nommés AIDS-associated retrovirus (ARV) 

(6).  En 1985, la communauté scientifique a conclu que les trois rétrovirus étaient identiques. 

En 1986, un nouveau virus a été isolé de deux malades d'Afrique de l'Ouest, il a aussi pour 

cible les lymphocytes CD4+ et il induit un effet cytopathogène similaire au LAV-1, il a donc 

été appelé LAV-2. Cependant, il se distingue du LAV-1 par la séquence de son génome et les 

protéines qu’il code. Le virus LAV-2 présente une parenté antigénique au niveau de la 

protéine externe d’enveloppe avec Simian T-Lymphotropic Virus (STLV-III) qui est un 

rétrovirus isolé du macaque rhésus atteint d'immunodépression (7). En 1986, LAV-1 et LAV-

2, ont été respectivement nommés VIH-1 et VIH-2.  

En 2015, il a été estimé que 36.7 millions de personnes vivaient avec le VIH, dont 2,1 

millions étaient des personnes nouvellement infectées (Figure 3). 
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2.2   Origine du VIH    

Chez les primates, le simian immunodeficiency virus (SIV) est un lentivirus qui attaque 

le système immunitaire. Des recherches menées, en 1999, sur une souche de SIV provenant 

du chimpanzé (SIVcpz) ont montré une forte similarité avec le VIH-1 (8).  

En se basant sur la classification phylogénétique des lentivirus infectant les primates, il 

a été montré que les VIH-1 et VIH-2 proviennent de SIVs différents, ils ont donc des origines 

et une évolution différente (Figure 4 et Tableau 2).  En effet, le VIH-1 descendrait du 

SIVcpz qu’on retrouve chez certaines sous-espèces de chimpanzé, principalement en Afrique 

centrale et la région équatoriale occidentale (9). En revanche, le VIH-2 descendrait du 

SIVsmm infectant le sooty mangabey qui vit en Afrique de l’ouest (10). Le passage des SIVs 

à l’homme semble s’être fait par consommation de la viande de brousse, la chasse ou encore 

la domestication de singes. 

Tableau 2. Comparaison entre les espèces de VIH 

Especes Virulence Infectivité Prévalence Origine 
VIH-1 Forte Forte Global Chimpanzé 
VIH-2 Faible Faible Afrique de l’ouest Sooty mangabey 

   

Figure 3: Rapport général du World Health Organization sur l’épidémie du VIH/SIDA en 
Juillet 2016 (http://www.who.int/hiv/data/en/). 
 

Figure 3: Rapport général du World Health Organization sur l’épidémie du VIH/SIDA en 
Juillet 2016 (http://www.who.int/hiv/data/en/). 
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Figure 4. Arbre phylogénétique des VIH-1 et VIH-2 (11, 12).  A) Similarité d’évolution du 
VIH-1 et les SIV isolés d’autres primates, les événements de transmission entre des espèces 
croisées sont indépendants. Les groupes M, N, O et P résultent de transferts différents entre les 
espèces de chimpanzés et gorilles. B) Similarité d’évolution du VIH-2 et le SIVsmm dans la 
région gag-env. Les groupes de VIH-β sont représentés en bleu, les SIVsmm de Côte d’Ivoire en 
rouge (C12 et C18 du macaque sooty mangabay en rose). 
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2.2.1  VIH-1 

Le VIH de type 1 est divisé en quatre groupes M, N, O et P, dont l’épidémiologie varie 

considérablement. En effet, le groupe M est le plus pandémique (environ 33 million 

d’individus infectés dans le monde). Les groupes M et N ont pour origine le SIVcpz retrouvé 

chez le chimpanzé commun (pan troglodytes) en Afrique occidentale (8). Le Groupe P, 

nouvellement découvert, et le groupe O présentent des similarités avec le SIVgor, identifié 

chez le gorille sauvage vivant au Cameroun (13). Il est possible que ces deux groupes dérivent 

de souches du SIVgor par transmission independante, du gorille à l’homme. Le groupe O, 

infecte quelques dizaines de milliers de personnes au Cameroun, Gabon et Guinée-

équatoriale. Le groupe P a été identifié chez deux individus originaires de Yaounde au 

Cameroun (14). L’analyse d’un prélévement sanguin effectué en 1959 à Kinshasa 

(Republique Démocratique du Congo) a demontré que l’infection à VIH existait déjà à cette 

époque. Il est probable que le VIH-1 (groupe M) s’est propagé à partir de Kinshasa des les 

années 1920 (15). Le groupe M du VIH-1 qui est le plus étudié en laboratoire, regroupe 11 

sous-types (A1, A2, B, C, D, F1, F2, G, H, J et K) et  48 formes circulaires recombinantes 

(CRFs) (Figure 5). Les isolats les plus étudiés en laboratoire sont HXB2, NL4-3, LAI (sous-

type B) et  MAL (recombinant des sous-types A1, D et K) (http://www.hiv.lanl.gov/).  

 
2.2.2  VIH-2 

Le VIH de type 2 est assez repandu en Afrique occidentale car il représente 10 à 20% des 

personnes infectées par le VIH. Il est décrit comme descendant du SIVsmm infectant le sooty 

mangabey (16). Par comparaison avec le VIH-1, les personnes séropositives au VIH-2 

présentent une periode de latence plus longue, une progression de la pathologie plus lente et 

une plus faible charge virale au cours du stade asymptomatique (17).  Le VIH-2 est divisé en 

8 groupes nommés de A à H (18), les groupes A et B étant les plus représentés. De nos jours, 

on a noté une diminution de la prévalence du VIH-2 dans la majorité des pays. 
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Figure 5. Distribution globale des sous-types du groupe M du VIH-1 et les formes 
recombinantes circulaires (CRFs) (19). 
 
 
2.3   Pathogénèse du VIH 

 Les principales cibles du VIH sont les cellules du système immunitaire comme les 

lymphocytes T CD4+, les macrophages et les cellules dendritiques (DC). L’infection induite 

par le VIH conduit à une chute du taux des cellules T CD4+, principalement via trois 

mécanismes majeurs : i) le rétrovirus détruit des cellules infectées ; ii) un fort taux de cellules 

infectées entre en apoptose ; iii) les lymphocytes cytotoxiques CD8 reconnaissent les CD4+ 

infectée et les détruisent. Par conséquent, il se produit un déclin du nombre de lymphocytes T 

CD4+ en dessous du seuil critique, ce qui entraine une perte d’immunité. Progressivement, 

l’organisme devient une cible pour les infections opportunistes. Ces différents stades 

d’infection par le VIH sont résumés dans la Figure 6. 
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Figure 6. Évolution typique de l’infection par VIH-1 (adapté de 20). 
Courbe noire : évolution du taux des lymphocytes T CD4+ de la personne infectée. 
Courbe orange : évolution de la charge virale (copie d’ARN viraux) circulant dans le sang. 
 

 

2.4   Caractéristiques du VIH-1 

2.4.1   Structure de la particule virale 

La particule virale du VIH-1 est de forme sphérique avec un diamètre d’environ 145 

nm, le cœur de la particule virale mature présente une forme conique, contenant l’ARNg viral 

et les protéines nécessaires à la réplication (21).  

Le VIH-1 est un virus enveloppé (Figure 7) dont l’enveloppe externe est composée 

d’une bicouche lipidique qui est enrichie en protéines d’enveloppe (Env). Celle-ci est 

constituée de trois glycoprotéines (gp120) formant une coiffe et de trois protéines 

transmembranaires (gp41) ancrées dans la membrane virale. La partie interne du virus forme 

une coque nommée capside (CA). La capside contient le génome du virus qui est constitué de 

deux molécules d’ARN en étroite association avec les protéines de nucléocapside (NC) et les 

enzymes virales (protéase, transcriptase inverse et integrase). La matrice est principalement 

constituée de protéines de matrice (MA) et est située entre l’enveloppe et la capside (Figure 

7). 

 



Introduction 

 

10 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 7. Structure des particules virales immature et mature du VIH-1 (22). A) 
organisation schématique des particules virales immature et mature.  B) Observation des particules 
virales mature et immature par cryotomographie électronique. En mauve, gp120 ; en jaune, bicouche 
lipidique ; en rouge, MA ; en vert, CA ; en bleu, NC ; filament rouge, ARNg. 
 
 
2.4.2   Organisation génétique du VIH-1 

L’ARN viral est constitué de six marqueurs structuraux (TAR, RRE, Psi, SLIP, CRS, et INS) 

(http://www.hiv.lanl.gov/), et neuf gènes (gag, pol, env, tat, rev, nef, vif, vpr, vpu) codant pour 

15 protéines différentes (Figure 8) (23). L’existence d’un dixième gène présent sur le brin 

antisens de l’ADN viral, au niveau du gène env, a recemment été montré, ce gène code pour la 

proteine ASP (Anti-Sens Protein) dont la fonction reste inconnue (24). 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 8. Organisation génétique du VIH-1 (25). ADN pré-intégré du VIH-1 (pNL4-3). Les 
rectangles noirs correspondent aux extrémités 5’ et γ’ LTR, les rectangles en couleur 
correspondent aux cadres de lecture ouverts. Le signal d’encapsidation (Psi) en rouge et le rev-

responsive element (RRE) en gris y sont également représentés. 
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TAR (Transactivator response element) est le site de liaison de la protéine Tat et de protéines 

cellulaires, il est constitué par les 57 premiers nucléotides de l’ARN viral du VIH-1. L’ARN 

TAR forme une tige-boucle contenant une boucle interne qui est le site de fixation de la 

protéine Tat (26). 

RRE (Rev responsive element) est un domaine ARN contenu dans la région env du VIH-1. Il 

correspond à 203 nucléotides (position 7327 à 7530)  englobant les extrémités des séquences 

gp120 et gp41). Le RRE  est nécessaire à l’export des ARNm épissés et non épissés par 

fixation de la protéine Rev. Il contient environ 7 sites de fixation pour Rev (27). 

Psi (Packaging signal) ou region psi, est constitué de quatre structures en tige-boucle (SL1-

SL4). SL1 est la tige-boucle décrite comme site d’initiation de la dimérisation de l’ARN viral, 

SLβ contient le site donneur d’épissage. La tige-boucle SL3 a longtemps été considérée 

comme le principal élément d’encapsidation, en revanche il a été montré récemment que SL1 

serait plus importante lors de la fixation de Gag et la sélection du génome viral (25, 28–31). 

Quant à la tige-boucle SL4, elle contient le codon d’initiation AUG, en revanche sa structure 

est instable. 

SLIP (Slippery site) est un domaine contenant le motif TTTTTT suivi d’une structure en tige-

boucle, il régule le décalage du cadre de lecture du ribosome en -1, générant ainsi le 

précurseur polyprotéique Gag-Pol qui permet la synthèse des enzymes suivantes : protéase, 

transcriptase inverse et intégrase (32, 33).  

CRS (cis-acting responsive sequences) sont des séquences décrites comme inhibitrices de 

l’expression des protéines de structure en absence de la protéine Rev. Un seul site a été 

cartographié dans la région pol du VIH-1. A ce jour, la fonction exacte de CRS reste 

méconnue. Par ailleurs, certains sites d’épissage ont été décrits agissant comme des séquences 

CRS (32). 

INS (inhibitory/instability RNA sequences) sont retrouvées dans les gènes de structure du 

VIH-1 ou d’autres rétrovirus. Les éléments INS multiples existent dans le génome et peuvent 

agir indépendamment. Des essais fonctionnels ont défini les INS comme éléments inhibant 

l’expression génique de manière post-transcriptionelle (32, 34, 35).  

 

2.5   Cycle réplicatif du VIH-1 

Le cycle réplicatif du VIH-1 (Figure 9) s’effectue en deux phases majeures : 

- Phase précoce : 1) attachement à la cellule hôte et désassemblage du virion ; 2) 

transcription inverse de l’ARNg  ; 3) intégration de l’ADN viral bicaténaire. 
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- Phase tardive : 1) transcription et épissage de l’ARNg ; 2) export des ARN viraux ; 3) 

synthèse des protéines virales, empaquetage de l’ARNg et assemblage de la particule 

virale ; 4)  bourgeonnement et maturation de la particule virale. 

                                   
                                            Figure 9. Cycle réplicatif du VIH-1 (9). 
 

2.5.1   Entrée du VIH-1 

Les cellules dendritiques (DC) sont les premières cellules que le virus rencontre au 

niveau des muqueuses lors de la transmission par voie sexuelle. Le VIH-1 peut infecter les 

DC qui expriment le récepteur CD4 et un co-recepteur de la famille des récepteurs à la 

chimiokine  soit CCR5 ou CXCR4 (36). Elles sont soupçonnées de jouer un rôle important en 

transmettant le virus aux cellules T. Le VIH-1 pénètre dans la cellule par fusion membranaire 

de manière dépendante ou indépendante du pH, ce qui entraine le relargage de la particule 

virale dans le cytoplasme. Par ailleurs, des études suggèrent que l’entrée et la fusion du VIH-1 
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à la membrane de la cellule hôte est suivie d’une endocytose (36, 37).  La principale protéine 

virale intervenant lors de l’entrée du virus est la protéine d’enveloppe Env qui fait 160 kDa 

lorsqu’elle est glycosylée (une protéine de surface gp120 et une protéine transmembranaire 

gp41 (38). La liaison à la cellule hôte est initiée par des interactions du complexe trimérique 

de l’enveloppe (la protéine gp120) et les récepteurs CD4-CCR5 ou CD4-CXCR4 à la surface 

cellulaire (Figure 10A) (37, 39). La première étape de fusion se fait par liaison du domaine 

gp120 au récepteur  CD4 par une liaison de très haute affinité, ce qui entraine un changement 

structural du complexe néoformé (Figure 10B). Ce réarrangement structural permet 

l’exposition de la boucle V3 de la gp120, ce qui conduit à la liaison au récepteur à la 

chimiokine (Figure 10B et 10C) (37, 39). Ces réseaux de liaisons formées sont très stables, 

ce qui induit la pénétration du domaine N-terminal de la protéine gp41 dans la membrane 

cellulaire (Figure 10D) (37, 39). Les séquences heptad repeat  (HR)  de la gp41 en 

interagissant, forment une structure en boucle (Figure 10E). Ainsi, les membranes cellulaire 

et virale sont à une très faible distance, ce qui conduit à leur fusion et à l’entrée de la capside 

virale (Figure 10F) (37, 39). Après la fusion, la capside contenant l’ARNg viral et les 

enzymes virales (RT, IN et PR) est injectée à l’intérieur de la cellule (37, 39). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                                          Figure 10. Entrée du VIH-1 dans la cellule hôte (36). 
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2.5.2   Transcription inverse de l’ARN viral 

La transcription inverse débute principalement après l’entrée dans la cellule de la 

capside lorsque cette dernière est partiellement désassemblée (décapsidation). La transcription 

inverse est décrite en détail dans le chapitre 4. 

 

2.5.3   Intégration du génome viral dans l’ADN de la cellule hôte 

En fin du processus de transcription inverse, l’ADN viral double-brin est transloqué 

dans le noyau. L’ADN bicaténaire néo-synthétisé fait partie d’un large complexe 

nucléoprotéique nommé complexe de pré-intégration (PIC). Ce dernier inclut la présence de 

l’intégrase virale fixée aux deux extrémités 5’ et γ’ de l’ADN du VIH-1 (Figure 11) (38).  

Une fois intégré l’ADN peut rester en état de dormance lors de la phase de latence de 

l’infection par le VIH-1 (38). Une production optimale du virus nécessite la présence de 

certains facteurs de transcription comme le NF-κB, qui est régulé positivement lorsque les 

cellules T sont activées (40, 41). Ce qui implique que les cellules détruites par le VIH-1 sont 

celles qui combattent l’infection.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

               Figure 11. Intégration de l’ADN viral dans le chromosome de la cellule hôte (42). 
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2.5.4   Synthèse et maturation de l’ARN viral 

Au cours de la phase tardive du cycle de réplication du VIH-1, l’ADN intégré est 

transcrit en ARNm. La majorité des souches présente cinq différents sites donneurs d’épissage 

et huit différents sites accepteurs pour produire au moins 109 ARN épissés dans les cellules 

infectées (Figure 12) (43). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 12. Localisation des sites d’épissage chez le VIH-1 (43). Organisation du génome du VIH-1 
et les différents ARNm produits. Les sites donneur (D1-D4, D6) et accepteur (A1-A8) d’épissage sont 
indiqués. Les transcrits sont classés par taille (le génome non épissé, partiellement épissé ou 4 Kb, 
complètement épissé ou 2 Kb et une dernière classe d’ARN complètement épissés ou 1 Kb). Les exons 
sont représentés par des traits épais et les introns par des traits fins. Les protéines obtenues à partir de 
transcrits hautement conservés sont représentées. L’abondance relative à chaque transcrit au sein de sa 
classe constitutive est indiquée par une couleur suivant échelle affichée. 
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 La maturation de l’extrémité γ’ et la polyadenylation des pré-ARNm du VIH-1 

impliquent la reconnaissance du motif AAUAAA et des motifs riches en GU qui sont présents 

dans la séquence R, celle-ci étant dupliquée au niveau des extrémités 5’ et γ’ de l’ARN viral 

(Figure 13). Le VIH-1 utilise de multiples éléments de régulation pour générer une extrémité 

γ’ polyadénylée. En effet, la séquence U3 du VIH-1 qui se situe en amont du site de 

polyadénylation en γ’, contient des séquences activatrices (upstream enhancer elements) 

(USE) qui facilitent la liaison au facteur CPSF (cleavage polyadenylation specificity factor). 

Ce facteur optimise la polyadénylation à l’extrémité γ’ des transcrits du VIH-1(44). D’autre 

part, il a été montré que l’USE situé à proximité de l’extrémité 5’ près du gène Nef, se fixe 

aux protéines SR 9G8 cellulaires, qui recrutent les facteurs d’épissage CF1m et CPSF (45). 

De plus, la polyadénylation préférentielle de l’extrémité γ’ par rapport à l’extrémité 5’ de 

l’ARN viral s’effectue grâce au facteur d’épissage U1 snRNP. Ce dernier inhibe la 

reconnaissance du motif AAUAAA en 5’en se fixant sur le site d’épissage D1 (Figure 13).  

Une mutation du site D1 qui affaibli la liaison de U1 snRNP conduit à l’utilisation du signal 

de polyadenylation en 5’(46).  

 

 

 

Figure 13. Régulation de la polyadénylation (47). La reconnaissance du signal de 
polyadenylation en 5’ est empêchée par l’interaction de U1 snRNP avec D1. Le site de 
polyadenylation en γ’ est régulé par l’action inhibitrice compétitive de ESSγ’ (S) et l’action de 
ESE (E). 
 
 

L’activité transcriptionnelle  du VIH-1 est très faible en l’absence de la protéine virale 

Tat. En revanche, en présence de Tat  et des facteurs cellulaires la transcription de l’ARN 

viral est fortement augmentée. Tat agit en se fixant sur l’élément TAR qui est situé dans la 

région R (48, 49). L’ARN pré-messager du VIH-1 subit de nombreuses combinaisons 

d’épissage pour produire les ARNm des protéines accessoires (Vpr, Vpu, Vif et Nef), de 

régulation (Tat et Rev) et de structure (MA, CA et NC) (50).  Les ARNm faisant entre 1,8 à 2  

kb en taille sont principalement polycistroniques et produisent préférentiellement Tat, Rev et 

Nef (Figure 14), selon le site accepteur d’épissage utilisé (51). Ces ARNm sont 

constitutivement exportés vers le cytoplasme et traduits. Au cours d’une phase plus tardive 

qui nécessite la présence de la protéine Rev, les ARN non épissés ou partiellement épissés 
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(4kb) sont exportés vers le cytoplasme pour produire les protéines Gag, Pol, Env, Vif, Vpr et 

Vpu (Figure 14). L’export de ces ARN vers le cytoplasme nécessite l’interaction de la 

protéine Rev avec la séquence RRE et des facteurs cellulaires (46). Certains aspects de 

l’export des ARN viraux restent méconnus, notemment le choix du type d’export. En effet, 

deux voies d’export des ARN viraux ont été décrites : i) une voie constitutive à la cellule 

dépendante des facteurs cellulaires TAP/NXF1 via le complexe TREX (transcription/export) 

qui se fixe aux ARN épissés (2kb) ; ii) une voie qui fait intervenir la protéine cellulaire Crm1 

(Chromosome maintenance-1) qui en reconnaissant la séquence NES (nuclear export signal) 

interagit avec Rev/RRE, ce qui crée un large complexe ribonucléoprotéique capable 

d’effectuer le transport des ARN partiellement ou non épissés (respectivement, 4 kb et 9 kb) 

vers le cytoplasme (27, 52).  La voie constitutive à la cellule serait constamment inhibée par 

la voie Rev/RRE/Crm1 par un mécanisme qui n’est pas élucidé (52). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 14. Expression des ARNm du VIH-1 (53). Rev et Tat sont produits à partir de transcrits qui 
sont les premiers à être exportés vers le cytoplasme et à être traduits. Rev et Tat entrent dans le noyau 
pour agir respectivement au niveau de la transcription, et l’export des ARNm non épissés ou 
partiellement épissés. Les transcrits non épissés ou partiellement épissés présentent un site de liaison 
(RRE) pour Rev conduisant à l’export à partir du noyau. 
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2.5.5   Encapsidation de l’ARNg dans la particule virale 

Au cours de la phase tardive du cycle réplicatif, le VIH-1 sélectionne efficacement deux 

copies d’ARNg, non épissés, coiffées en 5’ et polyadénylées en γ’ par le mécanisme 

d’encapsidation qui a été très étudié (54–56). Ce mécanisme permet une incorporation 

préférentielle de l’ARNg dimérique dans le virion par rapport aux ARNm viraux épissés et 

aux ARNm cellulaires (57). Le précurseur Gag est l’acteur principal du processus 

d’encapsidation. En cas d’absence de l’ARNg viral, l’assemblage de la particule virale 

s’effectue en incorporant un taux équivalent d’ARN cellulaires (58). La sélection du génome 

viral s’effectue par l’interaction directe du domaine NC du précurseur Gag avec la région psi 

(ψ) qui est constituée des tiges-boucles SL1-SL3 (Figure 15).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 15. Modèle de structure secondaire de l’extrémité 5’UTR de l’ARNg du VIH-1 (59). Le 
code couleur indique le niveau de réactivité des nucléotides vis-à-vis d’un agent acylant (NMIA ou 
1M7) qui modifie les nucléotides flexibles.   
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Similairement aux autres rétrovirus, les nucléotides qui participent à la sélection du 

génome se situent dans la région 5’UTR du génome viral (25, 60). Par ailleurs, de courts 

éléments situés dans la région 5’ UTR effectuent, de manière indépendante, la sélection 

d’ARN hétérologues dans des pseudo-particules virales en cours d’assemblage (Virus-like 

particles VLPs). Ces dernières ont été identifiées chez certains rétrovirus. Cependant, le VIH-

1 semble nécessiter plus que la région 5’ UTR (61). En effet, une séquence nucléotidique en 

aval de l’extrémité 5’UTR et se situant dans la région codante gag est nécessaire pour une 

encapsidation optimale (62–64). L’extrémité 5’ UTR est la région la plus conservée du 

génome viral (65). De plus, cette région intervient dans la régulation et l’activation de la  

transcription, l’épissage, la fixation de l’amorce ARNt lors de la transcription inverse, la 

dimérisation de l’ARN viral. Par ailleurs, le site d’initiation de la dimérisation (SL1) semble 

être aussi déterminant pour l’encapsidation de l’ARN viral. L’interaction U5-AUG a été 

identifiée comme jouant un rôle important dans la régulation de l’encapsidation de l’ARN 

viral (56, 66, 67). Il a été proposé que la séquence du site donneur d’épissage  (SLβ) contribue 

à cette régulation in vivo (68). De plus, d’autres recherches ont montré que la tige-boucle 

poly(A) de l’extrémité 5’ est un déterminant important dans l’encapsidation d’ARN viraux 

épissés et non épissés (61).  Deux modèles ont été proposés pour l’encapsidation d’ARN 

épissés et non épissés (Figure 16).  

 

 

 

 

 

 

Figure 16. Modèles proposés pour l’encapsidation selective d’ARN épissés et non épissés (60). 
(A) L’ARN g non épissé (FL RNA) incluant la région psi formé par les tiges-boucles SL1 et SL3 
est reconnu par le domaine NC de Gag. Ainsi, l’ARNg peut fixer plus de précurseurs Gag que les 
ARN épissés. B) Modèle alternatif, le domaine MA/SP1de gag se fixe, avec une interaction faible, 
sur la tige-boucle poly(A), tandis que, le domaine NC se fixe fortement sur la région psi. Ces deux 
types d’interactions Gag -ARN expliquent comment l’ARNg non épissé est plus compétitif que les 
ARN épissés, lors de l’assemblage de la particule viral. Ce domaine interagit aussi avec la tige-
boucle poly(A) présente dans les ARN epissés et non épissés. 
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Une étude récente propose un troisième modèle pour l’encapsidation sélective (Figure 17) 

(30). 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 17. Troisième modèle d’encapsidation sélective (30). La fixation du précurseur Gag sur la 
partie inférieure de la tige-boucle SL1 est inhibée par la séquence en amont des ARN épissés. Cette 
régulation négative est contrebalancée par une courte séquence située en γ’ de la tige-boucle SL4 dans 
l’ARNg. 
 

2.5.6   Assemblage et bourgeonnement de la particule virale 

Le génome joue un rôle structural important lors de l’assemblage de la particule virale 

(56, 61), cependant ce processus peut aussi se produire avec des ARNs cellulaires (69). 

L’assemblage de nouveaux virions débute au niveau de la membrane plasmique de la cellule 

hôte (Figure 18). La protéine Env (gp160) passe par le réticulum endoplasmique (RE) puis 

elle est transportée vers l’appareil de Golgi oû elle est clivée par une protéine cellulaire en 

deux glycoprotéines, gp120 et gp41. Par la suite, ces dernières sont transportées vers la 

membrane plasmique et gp41 ancre gp120 à la membrane des cellules infectées. Les 

précurseurs protéiques Gag (Pr55) et Gag-Pol (Pr160) sont exprimés à partir de l’ARNg non 

épissé. Ils sont relargués puis se fixent à la membrane plasmique par l’extrémité N-terminale 

myristoylée. L’accumulation adéquate de précurseurs associés à l’ARNg induit l’assemblage 

du virion sous la membrane de la cellule hôte (22). De nombreux aspects de l’assemblage du 

virion comme le bourgeonnement et le relargage ne sont que partiellement compris. De 

nombreux facteurs cellulaires semblent aussi contribuer à ce processus (70).  La formation de 

la NCp9 est concomitante de celle du peptide p6. Ce peptide est nécessaire au 

bourgeonnement de la particule virale, au moment du relargage de la membrane cellulaire 

(71). Le peptide p6 contient une région riche en prolines et un domaine di-leucine qui sont les 

cibles, respectivement, des protéines cellulaires Tsg101 et ALIX. Ces dernières sont 

impliquées dans le processus d’export cellulaire par les protéines de classe E et la machinerie 

nécessaire pour le bourgeonnement du VIH-1 (71–74).  
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Figure 18. Assemblage de la particule virale (75). A) illustration schématique du processus 
d’assemblage et de bourgeonnement de la particule virale. MA (rouge), CA (noir), NC (vert), 
glycoprotéines (bleu clair),  membrane (jaune) et protéines accessoires (violet, marron et rose). B) 
reconstitution tomographique d’une particule virale immature et mature.  
 

2.5.7   Maturation de la particule virale 

Le VIH-1, comme tous les autres rétrovirus possède deux copies de son matériel 

génétique (76). Plus précisément, le génome viral se présente sous la forme d’un dimère dont 

les sous-unités sont liées de manière non covalente dans les particules virales immatures et 

matures. La stabilité du dimère d’ARN dans la particule virale dépend de la maturation de 

celle-ci (77, 78). Après bourgeonnement, la particule virale n’est pas immédiatement 

infectieuse. Elle acquiert sa capacité d’infection lors de la maturation, un processus initié par 

la protéase virale (PR) qui clive les précurseurs Gag (Pr55) et Gag-Pol (Pr160) (79–81). Le 

mécanisme reste encore mal  compris en ce qui concerne l’activation de la PR. La protéase 

virale va cliver les précurseurs Gag et Gag-Pol en différentes protéines et enzymes 

fonctionnelles. La maturation du virion semble être initiée pendant ou immédiatement après le 

relargage de la particule virale (79, 80, 82). L’étape de maturation permet le passage de la 

forme non infectieuse du virus à sa forme infectieuse. Environ 1000 à 1500 copies du 

précurseur Gag sont nécessaires à la formation d’un virion infectieux (23, 83). Gag est 

constitué de 6 protéines et peptides selon l’ordre suivant de l’extrémité N-terminale à 

l’extrémité C-terminale : MA-CA-sp1-NC-sp2-p6.  Gag présente cinq sites de clivages 

protéolytiques ciblés par la PR virale (Figure 19). Le clivage de Pr55 est séquentiel car les 

taux de clivage des cinq sites ne sont pas équivalents (84). Le clivage entre SP1 et NC (SP1-

NC) est le premier à se produire, tandis que les clivages entre SP2-p6 et MA-CA se 

A 

B 
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produisent en second. Les deux sites restants CA-SP1 et NC-SP2 sont les derniers à être 

clivés (Figure 19).  

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 19. Les changement structuraux de la particule virale du VIH-1 au cours de la 
maturation (85). Les intermédiaires structuraux ont été générés par mutation individuelle des sites de 
clivage, chaque intermédiaire est illustré par :  A) reconstitution tomographique de la particule virale. 
B) illustration schématique de la morphologie de la particule virale. MA (rouge), CA (noir), NC (vert), 
p6 (bleu), SP (gris), glycoprotéines (bleu clair),  membrane (jaune) et protéines accessoires (violet, 
marron et rose). C) Schéma montrant l’état de clivage de la polyprotéine Gag en fonction des sites de 
clivage mutés ou non.  

 

Le clivage protéolytique  en SP1-NC conduit à séparer le domaine MA-CA  du domaine 

NC associé à l’ARNg. Lors de la protéolyse, la NC existe sous deux formes intermédiaires, 

NCp15 (produit de clivage partiel comprenant les domaines NC-SP2-p6) et la NCp9 (produit 

de clivage partiel contenant les domaines NC-SP2). La forme finale NCp7 résulte du clivage 

total. Ces trois protéines présentent une activité chaperonne des acides nucléiques (86). Une 

B A C 
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étude récente suggère fortement que l’intégrase virale joue un role dans la maturation. Il a été 

montré qu’une mutation pouvant  altérer la fixation de IN à l’ARNg conduit à la formation de 

particules virales non infectieuses et immatures (87). 
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3. Les protéines intervenant dans le cycle réplicatif du VIH-1 

3.1   Les protéines cellulaires 

De nombreuses protéines cellulaires interviennent dans le cycle réplicatif du VIH-1 

(Figure 20). Le processus débute lorsque les glycoprotéines d’enveloppe se fixent au 

complexe de récepteurs CD4-CCR5 (étape 1), ce qui conduit à la fusion des membranes virale 

et cellulaire et entrée de la capside virale dans la cellule (étape 2). Le désassemblage partiel de 

la capside virale (étape 3), est associé à la transcription inverse (étape 4), ce qui donne le 

complexe de pré-intégration (PIC). A la suite de l'importation dans le noyau cellulaire (étape 

5), l'intégrase associée au PIC coordonne l’intégration de l’ADN nouvellement synthétisé, à 

l'aide du lens epithelium-derived growth factor (LEDGF), une protéine cellulaire fixant la 

chromatine (étape 6). La transcription de l’ADN viral intégré (étape 7) est médiée par l'ARN 

polymérase II et le facteur positive transcription elongation factor b (P-TEFb). L’ARN non 

épissé qui est l’ARNg, a besoin de la protéine cellulaire  CRM1 pour être exporté du noyau 

(étape 8). Le bourgeonnement et le relargage des particules virales sont médiés par les 

complexes ALIX et ESCRT (étapes 11 et 12). Chaque étape du cycle de réplication du VIH-1 

est une cible potentielle pour les thérapies anti-rétrovirales (88). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 20. Rôle des protéines cellulaires dans le cycle réplicatif du VIH-1 (88). Les sites d’action 
des inhibiteurs cliniques et les facteurs cellulaires de restriction sont indiqués respectivement par des 
rectangles blancs et bleus. 
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3.1.1   TRIM5 

Le VIH-1 infecte l’homme et les chimpanzés, mais pas les Old World Monkeys 

(OWMs) tels que le singe rhésus (Rh) et le singe cynomolgus (CM) (89). Le VIH-1 entre 

efficacement dans les cellules d’OWMs mais il est cependant bloqué avant la transcription 

inverse. Il a été montré que la résistance à l'infection par le VIH-1 est dominante dans les 

hétérokaryons entre les cellules de l’homme et des OWM, ce qui suggère la présence d'un ou 

plusieurs facteurs inhibant l'infection des cellules OWM par le VIH-1 mais pas par le SIV 

(90).  En β004, le criblage d'une banque d'ADNc d’un Rh a permis d’identifier le tripartite 

motif 5α (TRIM5α) en tant que facteur antiviral cellulaire spécifique à certaines espèces (90) 

(Tableau 3). TRIM5α, présent dans le cytoplasme, reconnaît des motifs de la capside et 

interfère avec l’étape de désassemblage de la capside (décapsidation) (Figure 21), empêchant 

ainsi la transcription inverse et le transport du génome viral vers le noyau (89, 91).  

 

Tableau 3. Restriction spécifique par TRIM5α selon les espèces (92). 

TRIM5α HIV-1 SIVmac SIVagm N-MLV B-MLV 

Human No No No Yes No 

Rhesus monkey Yes No Yes Weak No 

Cynomolgus monkey Yes No N.D. N.D. N.D. 

AGM (tantalus) Yes Yes No Yes No 

AGM (pygerythrus) Yes No No Yes No 

Squirrel monkey No Yes Weak No No 

Owl monkey (TRIMCyp) Yes No N.D. No No 

 

TRIM5α est l'un des variants d'épissage produit par le gène trim5. Les protéines TRIM5 

font partie de la famille TRIM contenant les domaines RING B –box 2 et coiled-coil. Les 

domaines RING possèdent une activité E3 ubiquitine ligase (93). Il a été démontré que 

TRIM5α forme un dimère (94, 95). Chez Le singe Rh, le domaine B –box 2 peut s’auto-

oligomériser formant un large réseau de TRIM5α oligomériques (96, 97). Le domaine coiled-

coil de TRIM5α est important pour la formation d'homo-oligomères et est essentiel pour 

l'activité antivirale du TRIM5α (98). Parmi les variants d'épissage TRIM5, TRIM5α est le 

« Yes » désigne la 

restriction. « Weak » 

désigne une faible 

restriction. « No » 

désigne l’absence de 
restriction. « N.D. » 

désigne l’absence de 
résultats publiés. 

SIVmac, simian 

immunodeficiency virus 

isolé du macaque ; 

SIVagm, simian 

immunodeficiency virus 

isolé du African green 

monkey; NMLV, N-tropic 

murine leukemia virus; 

B-MLV, B-tropic murine 

leukemia virus. 
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seul à posséder un domaine supplémentaire PRYSPRY C -terminal. TRIM5α reconnaît la 

protéine de la capside (CA) multimérique d'un virus entrant, par son domaine PRYSPRY 

(96). 

 
Figure 21. Modèle proposé pour la restriction rétrovirale par TRIM5α  (99). Suivant l’entrée de 
la capside (rose) dans le cytoplasme de la cellule hôte, les protéines TRIM5α (vert) se fixent aux 
protéines de capside (CA) (rose). L’assemblage des TRIM5α dimériques conduit à la formation d’une 
maille hexamérique entourant la capside. Ensuite, les protéines TRIM5α sont dégradées par le 
protéasome ce qui déclenche un désassemblage abortif de la particule virale. Ainsi, il y a dissociation 
et non dégradation des protéines de capside.  
 
 
3.1.2   APOBEC3 

La famille de protéines Apolipoprotein B mRNA-editing enzyme-catalytic polypeptide-

like 3 (APOBEC3) de mammifères a émergé comme un médiateur clé de la restriction 

intrinsèque des rétrovirus comprenant le VIH et le virus de l'hépatite B (100–102). Les 

protéines APOBECγ font partie de la classe d’enzymes cytidine déaminase qui sont 

incorporées dans des virions. L’enzyme APOBECγ contenant deux domaines en doigt de zinc  

édite l'ADN viral nouvellement synthétisé par déamination des cytidines (dC) en uraciles 

(dU), entraînant une hyper-mutation de G à A qui est létale. L'activité antivirale de APOBEC3 

peut également être deaminase indépendante par interférence avec la transcription ou 

l'intégration de l’ADN viral (103, 104). En revanche, le VIH-1 détourne l’activité des 

enzymes cellulaires APOBEC3G et 3F sous l’action de son facteur d'infectivité virale (Vif). 

Ce dernier déclenche la dégradation d’APOBECγG et γF via la voie d’ubiquitination faisant 

intervenir des protéines cellulaires telles que : Cullin5, Elongins B et C, et Rbx1 (105). Les 

sept gènes de la famille APOBEC3 (A, B, C, DE, F, G et H) sont situés en tandem sur le 

chromosome 22q12-q13.2 qui couvre 150 kb. Leur activité anti-VIH et la sensibilité à la 

dégradation médiée par Vif est variable (Tableau 4). 

 

 



Introduction 

 

27 

 

Tableau 4. Le profil anti-VIH-1 des protéines APOBEC3 (106). 

 

Parmi toutes les protéines APOBEC3, APOBEC3G présente l'effet antiviral le plus 

élevé. L'impact des niveaux d'expression d’APOBEC3G sur la sévérité de l’infection au VIH-

1 a été trés étudié. La plupart des études ont rapporté une corrélation positive entre les 

niveaux d'expression et l’inhibition du virus (107). Une forte expression de APOBEC3G dans 

les cellules mononuclées du sang périphérique (PBMC) et les tissus du col utérin a été 

observée chez les femmes séronégatives exposés au VIH ; les PBMC sont également 

résistantes à l'infection par la souche macrophagotropic (R5) du VIH-1 (108). Les niveaux 

d'ARNm d’APOBEC3G sont inversement corrélés à la charge virale et présentent une 

corrélation positive avec le taux de cellules T CD4+ (109). Les observations indiquent que la 

variation génétique de APOBEC3 et son taux d'expression modulent le degré d’infection 

VIH-1 et la progression de la pathologie.  

Dans les cellules infectées par le ΔVif VIH-1, APOBECγG n’est pas dégradé, il est 

incorporé dans la particule virale et transféré à la cellule cible suivante, où il exerce ses effets 

antiviraux à de multiples niveaux (110). APOBEC3G peut inhiber la polymérisation par la RT 

d’une manière déaminase indépendante (Figure 22-1). En effet, APOBEC3G se lie 

directement à l’ARN viral empêchant la RT de se déplacer le long de l’acide nucléique. De 

plus, APOBEC3G peut déclencher une déamination massive de dC à dU lors de la synthèse 

du brin (-) d’ADN viral (Figure 22-2). Ainsi, lors de la synthèse du brin (+) d'ADN, les 

adenosines sont incorporés à la place des guanines, entraînant une hypermutation de G à A. 

APOBEC3G inhibe également l'intégration de l'ADN viral, probablement, en induisant des 

défauts de clivage au niveau de l’ARNt, au cours du deuxième transfert de brin. Ces défauts 

de clivage conduisent à la formation  d’un ADN viral aux extrémités modifiées par rapport à 

celles obtenues en présence du Vif sauvage  (Figure 22-3). APOBEC3G interagit également 

avec IN, ce qui pourrait nuire à l'intégrité du complexe d'intégration, entraînant une 

diminution du taux d'intégration. 
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Figure 22. Action de APOBEC3G sur le cycle réplicatif du  ΔVif VIH-1 (111).  
 

3.1.3   Autres facteurs cellulaires intervenant dans le cycle réplicatif 

De nombreuses autres protéines cellulaires ont été décrites comme ayant un potentiel 

anti-rétroviral. La Sterile alpha motif histidine-aspartate domain containing protein 1 

(SAMHD1) est une phosphohydrolase qui catalyse la conversion  des désoxyribonucleosides 

triphosphates (dNTP) en désoxyribonucleoside et triphosphates inorganiques (PPi). SAMHD1 

est considérée comme un facteur antiviral du VIH-1 qui contrôle le taux de dNTP dans les 

cellules immunitaires en hydrolisant les dNTP (112, 113). Il a été suggéré que SAMHD1 

inhibe plusieurs étapes du processus de réplication virale (114). SAMHD1 serait la cible du 

facteur Vpx présent chez certains rétrovirus comme le SIVmac ou encore le VIH-2 (113). Une 

étude effectuée in cellulo a montré que dans les virions du SIVmac dépourvus de Vpx, 
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l’activité antivirale de SAMHD1 est traduite par une forte réduction du taux cellulaire de 

dNTP. Cette activité est inhibée en présence de Vpx qui déclenche une dégradation par le 

protéasome (113).  

Endosomal sorting complexes required for transport (ESCRT) est un complexe de 

protéines cellulaires impliquées dans des processus d’exocytose, de réparation de la 

membrane plasmique et de bourgeonnement des particules virales (115). Parmi les protéines 

du complexe ESCRT, ALIX et TSG101 sont des facteurs cellulaires qui sont recrutés par le 

domaine p6 de Gag pour favoriser le bourgeonnement (116, 117). Dautre part, en se liant au 

précurseur Gag par son domaine p6 (118), une étude récente suggère que l’activité antivirale 

d’ESCRT au cours du bourgeonnement réside dans l’inactivation de la protéase virale (119). 

 

3.2   Les protéines du VIH-1 

Les protéines virales (Tableau 5) sont synthétisées à partir de plus d’une centaine 

d’ARNm différents dérivant tous d’un transcrit (Figure 12). 

 

Tableau 5. Les protéines du VIH-1 (source : http://www.hiv.lanl.gov/) 

Name Size Function Localization 

Gag 
    MA 
  
    CA 
    NC 

 
p17 
 
p24 
p7 
p6 

 
membrane anchoring, env interaction,nuclear transport of 
viral core (myristylated protein) 
core capsid 
nucleocapsid, binds RNA 
binds Vpr 

 
virion 
 
virion 
virion 
virion 

Pol 
    Protease (PR) 
    Reverse 
    Transcriptase 
    (RT) 
    RNase H 
    Integrase (IN) 

 
p15 
p66, p51 
 
 
p15 
p31 

 
Gag/Pol cleavage and maturation 
reverse transcription, RNase H activity 
 
 
 
DNA provirus integration 

 
virion 
virion 
 
 
virion 
virion 

Env Gp120/gp41 external viral glycoprotein binds to CD4 and  
secondary receptors 

plasma membrane, virion 
envelope 

Tat p16/p14 viral transcriptional activator primarily in nucleolus-nucleus 

Rev p19 RNA transport, stability and utilization factor 
(phosphoprotein) 

primarily in nucleolus-nucleus 
shuttling between nucleolus 
and cytoplasm 

Vif p23 promotes virion maturation and infectivity cytoplasm (cytosol, 
membranes) 

Vpr p10-15 promotes nuclear localization of preintegration  
complex, inhibits cell division, arrests infected cells at  
G2/M 

virion nucleus (nuclear 
membrane?) 

Vpu p16 promotes extracellular release of viral particles:  
degrades CD4 in the ER; (phosphoprotein only in HIV-1 and 
SIVcpz) 

integral membrane 

Nef p27-p25 CD4 and class I downregulation (myristylated protein) plasma membrane, cytoplasm, 
(virion?) 

Tev p28 tripartite tat-env-rev protein (also named Tnv) primarily in nucleolus-nucleus 
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3.2.1    La glycoprotéine d’enveloppe (Env) 

La glycoprotéine d’enveloppe (Env) recouvre la face externe de la particule virale du VIH-1, 

elle intervient dans le processus de fusion membranaire et constitue la première cible de la 

réponse humorale. La protéine Env est constituée de trois sous-unités de gp120 (formant la 

tête) et trois sous unités de gp41 (formant la tige). Les sous-unités gp120-gp41 de la protéine 

Env mature sont liées par des interactions non-covalentes et sont associées sous forme de 

trimère au niveau de la surface membranaire. La sous-unité gp120 présente cinq régions très 

variables appelées de V1 à V5 (120). La boucle Vγ n’intervient pas dans la liaison au 

récepteur CD4, en revanche elle est importante pour le tropisme préférentiel du VIH-1 soit 

pour les lymphocytes T ou les macrophages (121, 122). La séquence représentée par la boucle 

V3 interagit avec le corécepteur CXCR4 et CCR5, ce qui détermine partiellement la 

susceptibilité des différents types cellulaires à générer des souches virales (123). La boucle 

V3 est également la cible principale d’anticorps qui bloquent l’activité virale du VIH-1. 

 

3.2.2    Les protéines de structure 

3.2.2.1   La protéine de la matrice (MA) 

La protéine de la matrice représente le domaine N-terminal (NTD) du précurseur  

Pr55Gag, elle est impliquée dans l’interaction de Gag avec la membrane plasmique, 

l’incorporation de la glycoprotéine Env dans l’enveloppe du virion et dans des événements de 

la phase précoce suivant l’entrée du virion. La structure tridimensionnelle de MA a été résolu 

par RMN et cristallographie aux rayons X (124, 125) (Figure 23). La protéine se replie en un 

domaine central comprenant principalement des hélices α et trois feuillets . Environ γ0 

résidus du domaine C-terminal  forment une hélice α servant à relier MA au domaine CA du 

précurseur Gag. 

Dans la particule virale mature du VIH-1, MA est localisée sous l’enveloppe virale dérivant 

de la membrane de la cellule infectée. MA est myristoylée et contient des acides aminés 

basiques dans sa région N-terminale. La liaison à la membrane plasmique se fait par ancrage 

du groupement myristoyl dans la bicouche lipidique et par le domaine N-terminal basique qui 

lie les phospholipides acides, particulièrement le phosphoinositide PI(4,5)P2 qui est fortement 

présent dans la membrane plasmique (126). 
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Figure 23. Organisation trimérique des protéines de la matrice (MA) (127). Vue longitudinale (A) 
et transversale (B) de la structure trimérique de MA. Le modèle a été généré en utilisant le logiciel 
pymol (www.pymol.org), le code de ce modèle sur la Protein data bank est 1HIW. 
 
 

3.2.2.2   La protéine de la capside (CA) 

Dans la particule virale mature 216 hexamères de CA et 12 pentamères de CA forment 

une coque nommée capside qui contient l’ARNg viral et les protéines associées (Figure 24). 

Le domaine CA du précurseur Gag joue un rôle important dans l’assemblage et la maturation 

du virion. La CA semble, également, être impliquée dans des événements de la phase précoce 

suivant l’entrée du virion (128).  La protéine CA est composée de deux domaines : une région 

N-terminale dite « le domaine central » contenant les résidus 1-145, cette région intervient 

dans la maturation du virion et l’incorporation de la Cyclophiline A (CypA) (128); une région 

C-terminale dite « domaine de dimérisation » contenant les résidus 151-231, cette dernière est 

impliquée dans les interactions Gag-Gag. Le domaine central est composé de sept hélices α et 

deux feuillets  et une boucle fortement exposée servant de site de liaison canonique pour la 

CypA (129). Des études récentes montrent des interactions non canoniques avec la CypA 

ouvrant de nouvelles perspectives dans le développement thérapeutique qui ciblerait ces 

interactions (130).  
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Figure 24. Modèle d’organisation des CA dans les particules virales matures et immatures (128). 
A) CA dans une particule de VIH-1 mature observée par cryo-microscopie électronique (cryo-ME), les 
flèches rouges indiquent la présence d’hexamères et pentamères à la périphérie. Sur le modèle 
computationnel obtenu à partir des données de cryo-ME les hexamères (marron) et pentamères (vert) 
sont observables. B) CA dans une particule de VIH-1 immature. C) Structure d’un hexamère de CA 
dans une particule virale immature (code d’accès PDB 4USN).    
 

 

3.2.2.3   La protéine de la nucléocapside (NC) 

Une particule virale infectieuse de VIH-1 contient environ 1000-1500 molécules de NC 

qui recouvrent l’ARN dimérique viral (23, 83). Le rapport NC:ARNg est de 1 NC pour 12-18 

nucléotides. 

 

3.2.2.3.1     Structure de la NC 

La protéine de nucléocapside du VIH-1 est une petite protéine basique se fixant aux acides 

nucléiques. Elle est générée par clivage protéolytique du précurseur Gag, conduisant dans un 

premier temps à la formation de la NCp15, puis NCp9 et finalement NCp7 (communément 

appelée NC) (131). La NC contient 55 acides aminés comprenant deux doigts de zinc (ZF) 

avec le motif très conservé CCHC qui fixe le zinc avec une très forte affinité (Figure 25). 

 

 

 

 

 

A 
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Figure 25. Structure primaire (A) et structure 3D (B) de la NC (132, 133). Les deux domaines en 
doigts de zinc (ZF1 et ZF2 en vert), sont séparés par une région charnière (orange) et les extrémités N 
(gris) et C-terminales (violet) sont faiblement structurées. La structure 3D a été obtenue à partir de 
données RMN (code PDB : 1AAF). 
 

3.2.2.3.2     Propriétés de la NC 

La NC présente une activité chaperonne des acides nucléiques (AN) (131, 134) grâce à 

laquelle elle remodèle la structure secondaire d’un acide nucléique de manière à ce qu’il 

adopte la conformation qui est thermodynamiquement la plus stable (135–137), contenant 

généralement le maximum de paires de bases (Figure 26). L’activité chaperonne est due à 

trois composantes principales : 1) la déstabilisation transitoire des structures secondaires par 

liaison des molécules de NC ; β) l’hybridation des séquences complémentaires d’AN ; 3) une 

cinétique rapide de liaison (132, 133). 
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Figure 26. Remodelage de la structure d’un AN viral par la NC (138). Modèle schématique  du 
changement d’entropie entre la NC et la séquence de dimérisation de l’ARNg du VIH-1. (1)  La NC 
peu structurée se fixe au dimère d’ARN. (2) La fixation induit un réarrangement structural mutuel 
conduisant la partie N-terminale de la  NC  à former une hélice α (jaune) et à l’ouverture partielle des 
structures en tige-boucle de l’ARN. (3) La NC est libérée, permettant à l’ARN de rechercher une 
conformation stable, des cycles successifs de fixation puis dissociation (« on » et « off ») conduisent à 
la formation d’un long duplexe à partir d’un complexe boucle-boucle.   
 

3.2.2.3.2.1     Activité déstabilisatrice des acides nucléiques 

La capacité de la NC du VIH-1 à déstabiliser les AN structurés est due principalement à 

ses deux doigts de zinc. Cette activité déstabilisatrice dépend fortement de la stabilité des 

séquences d’AN. Les motifs comme les bulges, les boucles apicales, les mis-appariements, les 

paires de bases terminales jouent un rôle important dans la déstabilisation sélective par la NC 

(132, 139). La déstabilisation induite par la NC est initiée préférentiellement dans les régions 

double-brin qui sont à proximité de nucléotides non appariés. Par la suite, la NC dissocie les 

paires de bases afin que la déstabilisation se propage, ce qui permet le glissement de la NC 

et/ou la fixation de molécules de NC supplémentaires (132). L’activité déstabilisatrice de la 

NC induit une fluctuation des structures secondaires ce qui conduit à l’apparition d’espèces 

réactives nécessaires aux processus d’hybridation inter ou intramoléculaires au cours du cycle 

viral.  
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3.2.2.3.2.2     Activité agrégative des acides nucléiques 

La transcription inverse nécessite de multiples réactions d’hybridation impliquant de 

nombreuses séquences d’AN. La capacité de la NC à agréger les AN de manière non 

spécifique (137) facilite l’étape de nucléation au cours du processus d’hybridation. La 

nucléation est une association de type diffusion limitée qui est ralentie par la répulsion 

électrostatique entre les séquences à hybrider et la faible probabilité du positionnement 

correcte des nucléotides à hybrider (140, 141). Des études effectuées avec des ligands 

cationiques multivalents présentant une forte mobilité lors de leur liaison aux AN, montrent 

que ces derniers constituent des agents d’agrégation ou de condensation efficaces (142, 143). 

Plusieurs recherches ont suggéré que la NC est fortement mobile lorsqu’elle se fixe aux AN 

(138, 144, 145), la région N-terminale de la NC est fortement cationique ce qui lui confère 

une propriété agrégative des AN. Le NTD est non structuré lorsque la NC est sous forme libre 

et forme une hélice α-310 lors de la liaison à un AN (146). Le NTD et les résidus basiques 

situés dans la région linker localisée entre les deux ZF contribuent à des réactions 

d’association avec les AN, assurant leur agrégation (86, 138, 147). Par ailleurs, la NC se lie 

préférentiellement aux séquences simple-brin riches en guanines par des interactions 

d’empilement via les résidus hydrophobes (64, 148, 149). La capacité de fixation et 

d’agrégation de la NC constituent une partie essentielle de son activité chaperonne. 

3.2.2.3.2.3     Cinétique rapide de liaison 

L’une des caractéristiques de la NC est qu’elle présente une cinétique de liaison rapide 

(86). En d’autres termes, la destabilisation et l’association des structures ADN/ARN ne 

necessite pas que la NC réside longtemps sur les acides nucléiques cibles.  

 

3.2.2.3.2.4     Mode de fixation de la NC sur les acides nucléiques 

La constante d’association de la NC à un AN dépend fortement de la nature, la séquence 

et le repliement de la molécule cible et elle peut donc fortement varier. Cette forte variation de 

la constante d’association confère à cette protéine la capacité d’exercer de nombreuses 

fonctions, dépendant de la nature des acides nucléiques et de la concentration respective des 

protéines et des séquences d’AN (138, 150). Des études par RMN et par calorimétrie de 

titration isotherme (ITC) montrent que les boucles apicales des ARN présentant la séquence 

GNG constituent des sites de liaison de forte affinité pour la NC (146, 151). Des expériences 

de résonnance plasmonique de surface (SPR) montrent que dans 0,15 M NaCl, la NC se fixe 

préférentiellement aux ADN simple-brin (152). Une étude basée sur la nano-manipulation de 
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molécule unique (single molecule stretching assay)  a montré que la NC présente une fixation 

préférentielle aux ADN simple-brin (153). Par ailleurs, dans 10 mM de phosphate de sodium 

(pH 7,0), l’affinité de la NC pour les AN double-brin est légèrement plus faible que l’affinité 

pour les AN simple-brin (138). La NC présente également des propriétés de fixation à des 

séquences spécifiques bien définies. Ces propriétés de forte liaison spécifique jouent un rôle 

critique dans la reconnaissance du signal d’encapsidation de l’ARNg viral, par le domaine NC 

du précurseur Gag, impliquant la reconnaissance et la sélection spécifique parmi de nombreux 

ARN cellulaires durant l’assemblage de la particule virale (54, 154–157). La NC se lie 

également avec une forte affinité aux motifs TG, GNG et TNG (64, 148, 152, 158, 159) 

(Tableau 6). Ces motifs sont spécifiquement reconnus par la NC dans trois tiges-boucles 

formées par l’ARN TAR et son complémentaire ADN (158–160) et l’ADN PBS (161). 

La NC présente une polarité de fixation opposée selon que l’acide nucléique est un 

ADN ou un ARN (148). Une étude réalisée au sein de notre équipe a montré que la NC se fixe 

à l’ARN avec une orientation anti-parallèle,   c'est-à-dire que l’extrémité N-terminale de la 

NC est orientée vers l’extrémité γ’ de l’ARN (Figure 27A). Inversement, la NC se fixe 

parallèlement à l’ADN avec son extrémité N-terminale orientée vers l’extrémité 5’ de l’ADN 

(Figure 27B) (139, 148). 

 

 

 

 

 

 

Figure 27. Polarité de fixation de la NC aux acides nucléiques (139). (A) La NC se fixe à l’ARN 
avec une orientation antiparallèle. La NC se fixe à proximité de la région simple-brin induisant une 
déstabilisation de la tige dans le sens indiqué par la flèche. (B) La NC se fixe à l’ADN avec une 
orientation parallèle. 
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3.2.2.3.3     Rôle de la NC au cours du cycle réplicatif 

La NC joue de multiples rôles dans le cycle réplicatif viral grâce à capacité de se lier de 

manière spécifique ou non à presque toutes les séquences d’acides nucléiques (138). La NC du 

VIH-1 a été fortement étudiée au cours des 25 dernières années, ces recherches ont montré 

l’implication de la NC, sous forme libre ou comme domaine du précurseur Gag, dans 

l’assemblage de la particule virale, la dimérisation et l’empaquetage de l’ARNg, la 

transcription inverse et l’intégration dans le génome de la cellule hôte (162) (Figure 28).   

 
Figure 28. Etapes du cycle réplicatif du VIH-1 où la NC intervient (162). La NC mature (NCp7) 
assiste la RT lors de la conversion de l’ARNg simple-brin en ADN double-brin. La NC participerait à 
l’intégration de l’ADN viral dans le génome de la cellule hôte. Le domaine NC de la polyprotéine Gag 
reconnait et encapside l’ARNg au cours du processus d’assemblage. 
     

3.2.2.3.3.1     Transcription inverse  

Le role de la NC dans l’étape de transcription inverse sera décrit dans le chapitre 4. 

3.2.2.3.3.2     Intégration de l’ADN viral  

Le virion du VIH-1 ayant pénétré dans le cytoplasme serait constitué d’un ilot de 

protéines CA entourant le complexe constitué d’ARNg dimérique, de l’amorce ARNt(lys,3) et  

d’environ 1000 à 1500 molécules de NC. De plus, des complexes purifiés ont montré la 

présence de RT, IN, PR, Vpr et un faible taux de Pr55Gag et P41 MA-CA (163, 164). Cet 

assemblage nucléoprotéique est désigné comme le complexe de transcription inverse (RTC). 



Introduction 

 

39 

 

Lorsque le RTC est dans le cytoplasme, la transcription inverse est amorcée et le complexe est 

transporté à travers le cytoplasme vers le noyau ou il est converti en preintegration complexe 

(PIC ) qui est activement transporté vers le noyau (165). La présence de NC dans le complexe 

de pré-intégration est attendue dans une certaine mesure en raison de sa présence dans les 

RTC, des recherches ont montré une localisation de la NC dans le noyau après infection  

(166).  En revanche, la NC n’a pas été détectée dans des PIC isolés du VIH-1 (167). Cet échec 

à détecter la NC pourrait être dû à la faible interaction de la NC et les acides nucléiques dans 

les PIC. Il a été proposé deux modèles pour expliquer la non détection de NC dans les PIC 

isolés du VIH-1. Le premier modèle suggère que la NC se fixe non spécifiquement aux ADN 

double-brin, obligeant l’intégrase (IN) à se fixer aux extrémités LTR (168).  Lorsque IN se 

fixe à la bonne position, il n’est pas nécessaire que la NC soit présente. Le second modèle 

propose que la NC se fixe, à très faible concentration, à des régions spécifiques de l’ADN 

viral. La visualisation par microscopie à transmission électronique a montré que l’ADN 

double-brin contient en son centre une zone nommée  FLAP qui peut fixer la NC (169, 170), 

Cette zone est une structure triple brin contenant deux segments d’ADN(+)  se chevauchant et 

un brin (-) complémentaire. Des études ont montré que le FLAP joue un rôle important dans 

le transport du PIC, il est également désigné comme étant un facteur determinant influençant 

l’étape d’intégration de l’ADN viral (171). De plus, le clivage de la NCp15 par la protéase 

virale n’est pas complet, il est probable que la NCp9 soit présente en très faible quantité. Cette 

dernière se fixe sur les ADN simple-brin et double-brin (172). Des travaux ont montré que la 

NCp9 possède un mode de liaison coopérative, c'est-à-dire, l’accroissement des interactions 

Gag-Gag augmente la constante d’association NC/ADN (86), ce qui suggère qu’une faible 

concentration de NCp9 peut permettre à IN de former un complexe aux extrémités LTR. Il a 

également été observé in vitro que l’intégration stimulée par la NCp9 est plus efficace qu’en 

présence de NC (173).  

 

3.2.2.3.3.3     Assemblage et incorporation de l’ARNg viral  

La fixation de Gag via son domaine NC, à l’ARN génomique, est initiée dans la région 

Psi, cette dernière agit comme un point de nucléation pour permettre l’agrégation des unités 

de Gag et Gag-Pol par des interactions Gag-Gag et Gag-ARN. Des analyses génétiques ont 

montré que le domaine NC de Gag est nécessaire à la reconnaissance spécifique et 

l’encapsidation de l’ARNg, les mutations des doigts de zinc (174, 175) ou la présence de 

multiples résidus basiques dans le domaine NC de Gag (176, 177) peuvent significativement 

réduire l’empaquetage du génome. L’assemblage de la particule virale est médié par 



Introduction 

 

40 

 

l’empaquetage de l’ARN et les interactions Gag-Gag, suivie de l’étape de bourgeonnement à 

partir de la cellule hôte sous la forme d’une particule immature non infectieuse. La délétion 

du domaine NC du précurseur Gag induit une accumulation de la poly-protéine Gag au niveau 

de la membrane plasmique in cellulo (175).  

3.2.2.3.3.4     Bourgeonnement et maturation de la particule virale  

Une étape nécessaire à la maturation de la particule virale est la formation d’un dimère stable 

entre les deux molécules d’ARNg qui sont présentes dans la particule virale. Des études ont 

montré que la NC est importante pour la formation de ce dimère (78, 178, 179). Deux études 

in vitro suggèrent que les sous-unités des dimères stables sont liées par un duplexe 

relativement long qui necéssite l’action de la NC pour être formé à température physiologique 

(180, 181). Des mutations au niveau des doigts de zinc ont un impact négatif sur le 

bourgeonnement et le clivage du précurseur Gag (178, 179). 

 

3.2.3    Les protéines non structurales  

3.2.3.1   Les protéines de régulation et les protéines accessoires 

Le VIH-1 code deux protéines de régulation, le Transactivator of transcription (Tat) et 

le Regulator of expression of virion proteins (Rev). Le virus code également pour des 

protéines dites accessoires : negative effector (Nef), viral infectivity factor (Vif) et les viral 

protein r et u (respectivement, Vpr et Vpu). 

3.2.3.1.1     Tat  

(86 à 101 acides aminés)  se fixe sur la structure en tige-boucle TAR (182). Elle est 

produite par des ARNm entièrement ou partiellement épissés (Figure 12). Tat est l’un des 

deux facteurs de régulation viraux essentiel pour l’expression génique. Il recrute de 

nombreuses protéines cellulaires permettant de rendre la structure de la chromatine accessible 

à la machinerie de transcription  (183, 184). Un faible taux de Tat est détecté dans les cellules 

infectées. Tat a été localisé principalement au niveau du nucléole/noyau par 

immunofluorescence. La fixation de Tat à TAR se produit conjointement avec les protéines 

cellulaires qui contribuent à l’activité de Tat. La fixation de Tat à TAR active d’un facteur 

1000  la transcription à partir du LTR 5’ (184, 185). 

3.2.3.1.2     Rev  

(116 acides aminés) est une protéine qui se fixe spécifiquement sur la région RRE qui 

est situé dans le gène env. Elle est produite à partir d’ARNm entièrement épissés (Figure 12). 



Introduction 

 

41 

 

La fixation de Rev à la structure RRE facilite le transport des ARN viraux non épissés ou 

partiellement épissés, du noyau vers le cytoplasme (186). Des travaux ont montré que la 

fixation de Rev est inhibée par l’enzyme Adenosine Deaminase Acting on RNA 1 (ADAR1) 

(187, 188). 

3.2.3.1.3     Nef  

(β06 acides aminés) est produite à partir d’ARNm entièrement épissés (Figure 12). Elle 

présente une région centrale structurée (acides aminés 62-147 et 179-200) ; les régions N- et 

C-terminales flexibles (acides aminés 2-61 et 201-206) ; une boucle interne flexible (acides 

aminés 148-178) (numérotation standard NL4-3) (189). Nef est considérée comme étant un 

facteur pathogène, son rôle dans le développement du SIDA reste peu compris. Bien que ses 

effets soient dus aux interactions protéine-protéine, une seule protéine cellulaire, la protéine 

tyrosine kinase Hck, a été caractérisée comme se fixant directement à Nef (Kd environ 200 

nM) (190–192). Il a été montré que Nef présente de multiples activités dont la régulation 

négative de l’expression des CD4 à la surface cellulaire, la perturbation de l’activation des 

lymphocytes T et la stimulation de la pathogénicité du VIH-1 (193).  

3.2.3.1.4     Vpr  

(96 acides aminés) joue un rôle dans la capacité du VIH-1 à infecter  des cellules ne se 

divisant pas en facilitant la localisation nucléaire du PIC (194). Cette protéine est produite à 

partir d’ARNm partiellement épissés (Figure 12), elle intervient dans : la coactivation 

transcriptionnelle des gènes viraux et cellulaires, l’induction de l’arrêt du cycle cellulaire, la 

contribution directe et indirecte au dysfonctionnement des lymphocytes T et la régulation de 

l’activité de Nf-κB (194). 

3.2.3.1.5     Vpu  

(81 acides aminés) est propre aux VIH-1 et SIVcpz (le virus SIV le plus apparenté au 

VIH-1). Chez le VIH-β et les autres SIV, il n’y a pas de protéine similaire. Vpu est produite à 

partir d’ARNm complètement épissés (Figure 12). Elle présente deux fonctions biologiques 

bien distinctes : (a) régulation négative de l’expression des récepteurs CD4 en modulant la 

dégradation par le protéasome des CD4 nouvellement synthétisés dans le réticulum 

endoplasmique (ER), (b) stimulation du relargage des virions à partir de la membrane 

plasmique des cellules infectées par le VIH-1 (195, 196). Des études ont montré que ces deux 

fonctions pourraient avoir influencé la transmission inter-espèces du virus de 
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l’immunodéficience chez les primates. De plus, cette protéine accessoire permet au VIH-1 

d’échapper au système immunitaire de l’hôte (197). 

3.2.3.1.6     Vif  

(220 acides aminés) est produite à partir d’ARNm complètement épissés (Figure 12). 

Vif est essentielle pour la réplication du VIH-1 dans les lymphocytes du sang périphérique, 

les macrophages et certaines lignées cellulaires (198). Vif inhibe l’activité antivirale de la 

protéine cellulaire APOBEC3G en empêchant sont incorporation dans les virions en phase de 

bourgeonnement. Ainsi, APOBEC3G est ubiquitinylée ce qui déclenche sa dégradation par le 

protéasome (199, 200). 

3.2.3.2   La protéase (PR) 

L’activité de la protéase du VIH-1 n’est pas nécessaire pour la production et le relargage 

du virion per se, en revanche elle est essentielle pour la maturation conduisant à des particules 

virales infectieuses. Elle génère des particules virales infectieuses par clivage des précurseurs 

polyprotéiques Gag et Gag-Pol. La PR du VIH-1 est classée dans la famille des protéases à 

acide aspartique (cet acide aminé se trouve dans le site actif en position 25) et est un homo-

dimère formé de deux sous-unités identiques de 99 acides aminés (201, 202). Le centre de 

l’enzyme contient le site de fixation au substrat qui interagit avec les différents sites de 

clivage des précurseurs Gag et Gag-Pol. La dimérisation de la polyprotéine Gag-Pol est 

nécessaire à l’activation de la protéase virale qui est présente dans le domaine Pol du 

précurseur Gag-Pol (203). 

3.2.3.3   L’integrase (IN) 

L’intégrase du VIH-1 est une enzyme essentielle pour l’intégration de l’ADN viral dans le 

génome de la cellule hôte. Le processus d’intégration de l’ADN se produit suivant deux 

étapes bien distinctes appelées maturation en γ’ et transfert de brin. 

Fonctionnellement et structuralement, l’intégrase appartient à la famille des 

polynucléotidyl transférase (204). Chaque particule virale contient environ 50 à 100 copies de 

l’enzyme (205). IN est une protéine de 32 kD comprenant trois domaines structuralement 

indépendants : le domaine amino-terminal (NTD), le domaine du cœur catalytique (CCD) et 

le domaine carboxy-terminal (CTD).  

IN semble être en équilibre entre les états monomérique, dimérique, tétramérique et 

d’autres états oligomériques. L’intégrase se lie à l’ADN uniquement sous sa forme dimérique, 

ce dernier représente la forme active de l’enzyme (206, 207). Deux protéines cellulaires ont 

été caractérisées comme intervenant dans l’import du PIC. Le complexe IN-ADN est 
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transporté vers le noyau par la transporine-SR2 (TR2) (208). LEDGF/p75 est un autre 

cofacteur cellulaire de l’intégrase du VIH-1 qui interagit avec IN par son IN binding domain 

(IBD) et fixe le PIC à la chromatine de la cellule hôte (209).  

3.2.3.4   La transcriptase inverse (RT) 

3.2.3.4.1     Structure de la RT 

La RT est un hétérodimère qui est généré par le clivage du précurseur Gag-Pol et se 

présente comme deux sous-unités, p66 (560 acides aminés) et p51 (les 440 premiers acides 

aminés de la sous-unité p66) (210). La sous-unité p66 possède deux domaines : le domaine N-

terminal contenant une activité ADN polymérase qui est responsable de l’étape critique de 

conversion de l’ARNg viral simple brin en ADN double-brin ; le domaine C-terminal 

possèdant une activité RNase H qui dégrade le brin d’ARN dans un hybride ARN-ADN. Les 

deux sous-unités sont codées par la séquence génomique virale. Le domaine RNase H 

constitue les 120 derniers acides aminés de la sous-unité p66, qui correspond au fragment p15 

généré par le clivage de la sous-unité p66 par la protéase virale. Ce clivage génère aussi la 

sous-unité p51 (211, 212) qui ne présente pas d’activité catalytique. Similairement aux autres 

polynucléotides polymérases, la structure tridimensionnelle globale de la sous-unité p66 est 

souvent comparée à une main droite (Figure 29), avec un sous-domaine dit Fingers (acides 

aminés 1-85 et 118-155), un sous-domaine Palm (acides aminés 86-117 et 156-237) et un 

sous-domaine Thumb (acides aminés 238-318) (213). Le sous-domaine Palm possède 

l’activité polymérase avec les trois acides aspartiques formant le site actif (D110, D185, 

D186). Les dNTP se fixent entre les sous-domaines Palm et Fingers et d’importants contacts 

se produisent entre les riboses et les bases azotées avec les résidus L74, Y115, M184 et Q151. 

La poche catalytique est formée par le sous-domaine Fingers qui se rabat sur le sous-domaine 

Palm (214). A proximité du domaine catalytique, la sous-unité p66 contient le domaine 

RNase-H (acides aminés 427-560) lié par le domaine de connexion (acides aminés 319-426) 

au sous-domaine Thumb. Le domaine de connexion est aussi impliqué dans des interactions 

avec les AN et la sous-unité p51. Malgré leur homologie de séquence, la sous-unité p66 

présente une structure ouverte et flexible, tandis que la sous-unité p51 est plus globulaire et 

elle aurait un rôle structural dépourvue de l’activité catalytique avec les trois acides 

aspartiques enfouis à l’intérieur.  
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Figure 29. A) Aperçu d’un complexe RT/ADN (211). A) Hétérodimère RT p66:p51 (gris) et un 
aptamère d’ADN (vert). La première paire de bases est située au niveau du site actif de l’activité 
polymérase et la boucle apicale de l’aptamère est située près du site actif de l’activité RNase H. B) 
représentation de la densité electronique de l’aptamère d’ADN au centre du site actif de l’activité 
polymérase.    
 

 

3.2.3.4.2     Propriétés de la RT 

La RT possède deux activités enzymatiques : une activité ADN polymérase qui peut 

copier les matrices ADN ou ARN et une activité RNase-H qui clive le brin d’ARN 

uniquement si ce dernier est hybridé à un ADN. Les deux fonctions enzymatiques de la RT 

coopèrent pour convertir l’ARN en ADN linéaire double-brin. La RT ne possède pas une 

activité de relecture exonucléolytique qui confirme que le transcrit est la copie exacte de  

l’ARN matrice. Par conséquent, la RT effectue des erreurs avec un taux de mutations 

d’environ γ,4 x 10-5 mutations par paire de bases en un cycle de réplication (215). Étant donné 

que la taille du génome du VIH-1 est d’environ à 104 paires de base, et l’infection par le VIH 

est caractérisée par un fort taux de réplication avec production d’environ 10 milliards de 

nouvelles particules virales par jour chez les individus infectés non traités, des millions de 

variants viraux sont produits chaque jour chez une personne infectée (216, 217). Une fois que 

la synthèse de l’ADN est complétée, il en résulte un ADN viral linéaire et double-brin qui est 

transloqué vers le noyau pour être inséré dans le génome de la cellule hôte par l’integrase. 

3.2.3.4.2.1     Activité ADN polymérase 

Le mécanisme de polymérisation de l’ADN par la RT du VIH-1 est relativement bien 

caractérisé et des données cristallographiques ont permis de définir les étapes de ce processus. 
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La réaction débute par liaison de la RT à l’acide nucléique substrat ce qui induit un 

changement conformationnel du sous-domaine Thumb de la sous-unité p66, d’une 

conformation fermée à une conformation ouverte. Similairement aux autres ADN 

polymérases, la RT nécessite une amorce pour copier l’acide nucléique qui sert de matrice. 

L’enzyme se lie préférentiellement aux AN double-brin, ainsi, l’extrémité γ’ de l’amorce se 

fixe sur le Priming site (site P), adjacent au site actif de l’activité polymérase (212, 214, 218, 

219). L’étape initiale d’incorporation nucléotidique est la fixation des dNTP entrants au 

niveau du Nucleotide-binding site (site N) pour former un complexe tertiaire (214). La 

limitation de la cinétique de la réaction de polymérisation est due à un changement 

conformationnel du sous-domaine Fingers qui se rabat sur le dNTP entrant et le site actif de 

l’activité polymérase, permettant d’aligner le γ’-OH de l’amorce, le phosphate α et le site actif 

de la polymérase (214, 220, 221). Par la suite, une étape de réactions chimiques induit la 

formation d’un pont phospho-diester entre le nucléoside nouvellement incorporé et l’amorce, 

générant un pyrophosphate. Le sous domaine Fingers s’ouvre et conduit le pyrophosphate 

hors du site actif. Au cours du processus de synthèse d’ADN, l’acide nucléique substrat est 

transloqué de manière à libérer le site de liaison nucléotidique, ainsi la RT peut fixer le 

prochain dNTP entrant. Cette étape de limitation de la cinétique de polymérisation par 

fixation et appariement du dNTP adéquat constitue la base de la fidélité de polymérisation de 

la RT (222, 223). L’étape de réactions chimiques nécessite la présence de deux ions Mg2+, ces 

derniers coordonnent les oxygènes des trois phosphates d’un dNTP entrant et la chaine 

latérale des résidus aspartate catalytiques (D110, D185, D186). Cette étape de coordination au 

niveau du site polymérase permet au γ’OH  d’attaquer le phosphate α du nucléotide entrant, 

activant ainsi le groupement hydroxyl (Figure 30). Les deux ions métalliques contribuent, 

également, à la stabilisation de la charge des intermédiaires de réaction (224). 
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Figure 30. Chélation d’ions métalliques au niveau du site actif de l’activité polymérase de la RT  
(225). Les deux ions Mg2+ sont représentés par des boules mauves.   
 

3.2.3.4.2.2     Activité RNase H 

Le site actif de l’activité RNase H de la RT est localisé dans le CTD et est séparé du site 

de polymérisation par 18 paires de bases de l’héteroduplexe substrat ADN-ARN (226, 227). 

Cette configuration permet à la RT de cliver l’ARN au cours de la synthèse de l’ADNc, ce 

processus est dit polymerisation-dependant RNase H activity (Figure 31) (228). Toutefois, le 

taux de polymérisation de la RT est supérieur au taux d’hydrolyse de l’ARN. Des coupures 

indépendantes de la polymérisation sont donc effectuées lorsque la RT se fixe sur les hybrides 

ARN-ADN non hydrolysés, cette action est nécessaire pour la dégradation complète du 

génome ayant servi de matrice (Figure 31) (228, 229). Des études ont montré que l’activité 

RNase H de la RT est activée en présence d’ions métalliques, un mécanisme similaire aux 

autres polymérases associées à des nucléases. La structure cristallographique du domaine 

RNase H montre deux Mn2+ liés au site actif. Des expériences de spectroscopie par RMN et 

de calorimétrie ont démontré la présence de deux ions Mn2+ et Mg2+ liés au site actif de la 

RNase H (230, 231). Des essais biochimiques ont mis en évidence une activité RNase H 

optimale obtenue en présence d’un ion Mg2+ et un ion Mn2+ (232). Toutefois, il est possible 

que les deux ions soient du Mg2+ in vivo. Il a été suggéré que la spécificité de l’activité RNase 

H aux hybrides ARN-ADN soit liée à la largeur du petit sillon (233, 234). Cette suggestion a 

été proposée car il a été observé que les hybrides ARN-ADN présentent une conformation 

intermédiaire entre les formes A et B des acides nucléiques double-brin dite « la forme H », 

possédant un petit sillon d’une largeur d’environ 9 à 10 Å (235). La structure 

cristallographique de la RT liée à un hybride ARN-ADN suggère que la largeur du petit sillon 

serait responsable du clivage spécifique des duplexes ARN-ADN (235). 
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Figure 31. Trois modes de clivage par la RT du VIH-1 (236). La RT se fixe aux acides nucléiques 
substrats et peut effectuer trois modes de clivage : Le clivage dirigé par l’extrémité γ’ l’ADN en cours 
de synthèse (A), Le clivage dirigé par l’extrémité 5’ de l’ARN copié (B) et le clivage interne (C). La 
RT est schématisée en bleu, le brin d’ADN en noir, le brin d’ARN en rouge et les sites actifs des 
domaines polymérase (pol) et RNase H (RnH) sont indiqués.  
 

 

L’activité RNase H est responsable de la dégradation du brin ARN dans l’hybride ARN-

ADN  formé  pendant la synthèse du brin (-) d’ADN. Elle est également impliquée dans la 

dégradation de l’amorce ARNt
(Lys,3) (237) et le Polypurine Tract (PPT) (238). Les virus ayant 

une activité RNase H déficiente ne sont pas infectieux (239). En général, la dégradation de 

l’ARNg est indépendante de la séquence. La RNase H de la RT du VIH-1 effectue cependant 

certains clivages spécifiques.  

Lors de la synthèse de l’ADN, la RT se fixe aux hybrides ARN-ADN substrats et utilise 

trois modes de clivage distincts pour la dégradation des séquences d’ARNg (Figure 31) : (A) 

clivage dirigé par l'extrémité γ’ de l'ADN et situé à 15-20 nucléotides de celle-ci. Ce clivage 

est couplé à la synthèse d'ADN (clivage dépendant de l’activité polymérase) ; (B) Clivage 

dirigé par l’extrémité 5' de l’ARN et situé à 13-19 nucléotides de celle-ci, dans lequel 

l'extrémité 5' de l’ARN est en retrait sur un long fragment d’ADN ; (C) clivage interne. Les 

clivages de type (B) et (C) sont indépendants de l’activité polymérase de la RT (228). Des 

expériences de clivage par RNase H ont révélé que les substrats  ARN-ADN sont en contact 

avec les sites polymérase et RNase H en même temps (240).  Au cours des clivages 

polymérase-indépendant, la NC contribue à dissocier les courts duplexes résultants du clivage 
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primaire de l’ARNg (241, 242). Il a également été suggéré que la NC coopère avec la RNase 

H par formation d'un complexe NC-RT (131, 242–244), par un mécanisme doigt de zinc-

dépendant (230). 

De nombreuses recherches effectuées par l’équipe de Zhuang et al. montrent clairement 

que l’orientation de la RT  lorsqu’elle est complexée à des duplexes ADN-ARN détermine 

son action, soit la polymérisation et synthèse d’ADN ou hydrolyse du brin d’ARN (245–247). 
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4. Transcription inverse de l’ARN génomique du VIH 

Bien que dans quelques particules virales la transcription inverse (Figure 32) est initiée 

avant l’entrée dans la cellule (248, 249), ce processus débute principalement lorsque le virion 

pénètre dans le cytoplasme de la cellule hôte.  

 

 

 

 

Figure 32. Représentation schématique du déroulement de la transcription inverse chez le 
VIH-1. L’ARNtlys est représenté par un trait et un nuage en violet ; l’ARN viral en rouge ; le brin (-) 
d’ADN en bleu et le brin (+) en orange. 
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Récemment, il a été montré que la SAMHD1 bloque la réplication du VIH-1 en 

réduisant le taux intracellulaire de désoxyribonucléoside triphosphate (114). Des études ont 

montré que des mutations dans le domaine NC affectent le déroulement de la transcription 

inverse (250–253). Plus précisément, la transcription inverse se produit avant le relargage des 

particules virales. Ces études suggèrent que la NC bloque la synthèse de l’ADNc viral lors de 

la formation et la maturation du virion. Plusieurs laboratoires ont développé des systèmes 

acellulaires afin d’identifier les mécanismes impliqués dans les étapes clés de la transcription 

inverse. Ainsi, les intermédiaires de la transcription inverse et les produits identiques à ceux 

produits par les cellules infectées peuvent être synthétisés dans des virions purifiés (appelé 

transcription inverse endogène naturelle ou NERT) (249, 254–256). La transcription inverse 

dans les virions purifiés peut être amplifiée en la présence de désoxyribonucléotides et de 

détergents doux (appelé transcription inverse endogène ou ERT) (257, 258). En revanche, le 

rendement du produit complet obtenu dans les essais ERT et NERT est extrêmement bas 

(254). 

La transcription inverse de l’ARNg simple-brin est caractérisée par une suite 

d’événements complexes qui aboutissent à la synthèse d’une copie ADN double-brin linéaire 

qui est entièrement intégrée dans l’ADN de la cellule l’hôte (Figure 32) (225, 259). Ce 

processus catalysé par la RT est un événement précoce post-entrée se produisant dans le 

cytoplasme des cellules infectées. L’activité chaperonne de la NC est nécessaire au processus 

de transcription inverse (64, 134, 167). 

 

4.1   La région de fixation de l’amorce ARNt(Lys, 3) 

Localisée au niveau de l’extrémité 5’UTR, la séquence Primer Binding Site (PBS) est 

complémentaire des derniers 18 nucléotides de l’ARNt(Lys,3), elle est nécessaire pour 

l’initiation de la transcription inverse (59, 259). Des expériences de Selective 2’-Hydroxyl 

acylation Analysed by Primer Extension (SHAPE) effectuées avec l’ARNg extrait à partir de 

virions et cellules, ont permis au groupe de Weeks de proposer un modèle de structure 

secondaire de la région 5’UTR (260) (Figure 33). Dans ce modèle, la séquence PBS est 

totalement appariée avec les 18 nucléotides de l’extrémité γ’ de l’ARNt(Lys,3). Les trois 

premiers nucléotides à être copiés sont, en revanche,  non appariés et dans une conformation 

accessible à la RT (261). Des études in vitro réalisées avec des sondes de structure 

(ribonucléases et agents chimiques) suggèrent qu’en absence d’ARNt(Lys,3), la région PBS de 

l’isolat LAI est quasiment non appariée (262, 263) tandis qu’elle est majoritairement appariée 

chez l’isolat MAL (155).  
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Figure 33. Modèle de structure secondaire de la région 5’UTR du VIH-1 (260). Les régions 
interagissant avec l’ARNt(Lys,3) (gris) et les sites préférentiels de fixation de la NC (cyan) sont indiqués, 
DIS (SL1), SD (SLβ) et ψ (SLγ) sont également indiqués. Les nucléotides sont colorés selon leur 
réactivité vis-à-vis d’un agent SHAPE (voir le diagramme de réactivités), les séquences nucléotidiques 
entourées en bleu correspondent à des sites de fixation de la NC. AT-2 (Aldrithiol-2) est un agent 
chimique qui rompt l’interaction entre la NC et l’ARN a permis d’identifier les nucléotides liés à la 
NC, les triangles orientés vers le haut ou vers le bas indiquent respectivement, l’augmentation ou la 
diminution de la réactivité des nucléotides aprés traitement par AT-2. Les sites primaires et 
secondaires de liaison à la NC sont représentés par un ou deux asterisques, respectivement. 

 

4.2   Formation de l’hybride ARN viral-ARNt(Lys, 3) 

4.2.1    Hybridation de l’ARNt(Lys,3) à la séquence PBS 

Les 18 nt de l'extrémité 3' de l'amorce ARNt(Lys,3) sont parfaitement complémentaires 

des 18 nt du PBS situés dans la région 5’UTR de l’ARNg viral (Figure 33). Au cours du 

processus d’assemblage de la particule virale, il y a incorporation sélective de trois ARNtLys 

cellulaires iso-accepteurs (264–266) avec une abondance équivalente entre l’ARNt(Lys,3) et les 

ARNt(Lys-1,2) (267), en revanche seul l’ARNt(Lys,3) sert d'amorce lors de la transcription inverse 
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de l’ARNg (268, 269). Des études ont montré qu’une mutation ponctuelle de la séquence PBS 

(T au lieu de C en position 8 dans la séquence PBS) due aux éventuelles erreurs de la RT est 

réversible (270). En effet, 50% des molécules d‘ARNg ayant la séquence PBS mutée  peuvent 

fixer l’ARNt(Lys-3), ce qui restaure la séquence PBS sauvage au niveau de l’ADN pré-intégré. 

En d’autres termes, par sa fréquence de fixation à la séquence PBS sauvage ou mutée, 

l’ARNt(Lys) amorce détermine la séquence PBS dans les virions filles (270). Si l’hybridation 

de l'ARNt(Lys,3) à l’ARNg a lieu avant ou après la sélection du génome est peu claire, en 

revanche il est probable que l’hybridation in vivo est facilitée par l’activité chaperonne de la 

NC (64, 167, 271). Les acides aminés basiques de la NC sont principalement impliqués dans 

l’appariement des séquences complémentaires ARNt et séquence PBS, tandis que les deux 

domaines à doigts de zinc sont responsables de la déstabilisation des régions structurées de 

l’ARNg (64, 167, 271). Des études ont montré que le placement de l’ARNt sur le PBS se 

produit, également, dans les virions dépourvus d’activité PR, ce qui suggère que le domaine 

NC de Gag facilite l’hybridation in vivo (272). Des études plus récentes ont montré que le 

complexe ARNt-PBS formé par Gag n’est pas aussi stable que celui formé par la NC (273), ce 

qui suggère que le processus d’hybridation s’effectue en deux étapes : initiation de 

l’hybridation de l’ARNt par le domaine NC de Gag, suivie d’un remodelage du complexe 

ARNt-PBS par la NC mature. Par ailleurs, Roldan et al. (274) ont constaté que  l’hybridation 

médiée par la NC est plus efficace lorsque la NC est combinée au domaine C-terminal de CA. 

Ces observations suggèrent que d’autres domaines protéiques des précurseurs Gag ou Gag-Pol 

peuvent influencer les interactions ARNg-ARNt. 

Le remodelage de l’ARNg par la NC facilite probablement le processus de transcription 

inverse. Par exemple, une étude in vitro suggère que la NC déstabilise les tiges-boucles et 

d'autres structures secondaires dans la région 5'UTR pour empêcher les pauses ou le 

décrochage de la RT (64). La méthode SHAPE a été utilisée pour localiser les régions 

d’ARNg affectées par l'activité chaperonne de la NC (260). De manière surprenante, les tiges-

boucles destabilisées par la NC ne sont pas distribuées de façon uniforme dans l’ARNg. En 

effet, six sites double-brin situés entre l'extrémité 5' de l’ARNg et la séquence PBS (les 185 

premiers nt) sont préférentiellement destabilisés par la NC (260) (Figure 33). Ces sites sont 

dans la région contenant le site d’hybridation de l’ARNt, ainsi que la séquence rétro-transcrite 

par la RT lors de la synthèse de l’ADN strong-stop (ADNss). Par conséquent, cette activité de 

déstabilisation localisée est compatible avec le rôle de la NC consistant à faciliter, à la fois, 

l'hybridation de l’ARNt et le processus de transcription inverse. 
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Le moment où l’ARNt(Lys,3) est déplacé de la séquence PBS reste encore inconnu , mais 

le déplacement est nécessaire pour permettre à la RT de copier le  PBS (+) et les 18 nt de 

l'extrémité γ' de l’ARNt (Figure 32). Le processus de transcription inverse qui est largement 

accepté (Figure 32), est compatible avec le déplacement de l'amorce ARNt(Lys,3) avant ou 

après le premier transfert de brin. 

 

4.2.2    Interactions supplémentaires entre l’ARNt(Lys,3) et la région 5’UTR 

Des interactions supplémentaires entre le 5' UTR et l’ARNt(Lys,3) ont été identifiées in 

vitro (Figure 34). La première interaction  qui a été identifiée se fait entre la boucle de 

l'anticodon de l'ARNt(Lys,3) et une boucle conservée riche en A (nucléotides 168-171 dans la 

Figure 33) située en amont du PBS (275, 276). Cette interaction boucle-boucle entre la 

matrice et l’amorce a été observée avec un ARNt(Lys,3) naturel, mais pas avec un ARNt(Lys,3) 

synthétique  dépourvu des nucléotides naturels modifiés (276, 277). La seconde interaction se 

produit entre la séquence 48-55 de l’ARNt(Lys,3) et une séquence conservée de 8 nt, en amont 

du PBS (nt 123-130), nommée  primer activation signal (PAS) (Figure 33) (278–280).  

 

Figure 34. Interactions entre le 5’UTR et l’ARNt(Lys,3)  (adapté de (265). A) Structure secondaire de 
l’ARNt(Lys,3).  B) Structure 3D de l’ARNt(Lys,3). Les motifs complémentaires à l’ARN viral sont indiqués ainsi : 
séquence complémentaire au PBS en bleu, PAS en rouge, boucle riche en A en vert et la région riche en C en 
violet. C) Interactions par appariement de bases entre l’ARNg et l’ARNt(Lys,3).  
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Des expériences de mutagénèse dirigée réalisées sur l’ARNg suggèrent l’idée que la NC 

favorise une interaction entre l’ARNt(Lys,3) (en particulier, le bras γ' de la tige de l’anticodon et 

une partie de la boucle variable) et la séquence 142-148 de l'ARN NL4-3 (281). 

4.3   Initiation de la transcription inverse 

Des études au moyen de nucléases réalisées en l’absence de NC ont montré que 

l'interaction de l’ARNt(Lys,3) avec la boucle riche en A est plus importante dans la souche 

MAL que dans la souche HXB2 pour une initiation efficace de la transcription inverse in vitro 

(276, 282–284). En outre, l'interaction entre la séquence 48-55 de l'ARNt(Lys,3) et le PAS 

favorise l’initiation de la transcription inverse in vitro dans les souches HXB2 et LAI (262, 

278, 280). Il a été montré que les interactions supplémentaires entre l’ARNt amorce et 

l’ARNg facilitent la liaison de la RT au substrat en évitant des encombrements stériques entre 

la RT et le duplexe d’AN (261, 285). En l'absence de NC, une synthèse d’ADNss efficace in 

vitro nécessite la présence d'au moins β4 nt en aval de la séquence PBS de l’ARN matrice, 

lorsque l'amorce est l’ARNt(Lys,3) (281). En revanche, les 24 nt ne sont pas nécessaires en 

présence de NC. Des expériences de gel retard ont montré qu’en l'absence de dNTP, la NC 

n’affecte pas la liaison de la RT aux complexes formés soit avec l'ARN sauvage ou des 

matrices mutantes ayant des modifications dans la séquence 143-149 (281). Un essai similaire 

a été réalisé avec l'ARNt amorce allongé d’un nucléotide, les résultats ont révélé que la NC 

stimule l'incorporation avec le type sauvage, mais pas avec les mutants (64). Par conséquent, 

l’action de la NC dépendrait de la liaison de la RT au substrat et à l'extension de l'amorce d'au 

moins 1 nt.  D’autre part, l’équipe de Zhuang a montré qu’au cours du processus d’initiation 

de la transcription inverse, la RT adopte deux orientations : une orientation favorisant 

l’activité polymérase, et une orientation inversée dans laquelle le site actif de la polymérase se 

place à quelques nucléotides de l’extrémité γ’ de l’ARNg (246). L’équilibre entre ces deux 

orientations jouerait un role dans la régulation de l’activité de la RT au cours de l’initiation de 

la transcription (Figure 35). En effet, la présence de structures secondaires orienterait la RT 

vers la position non favorable à la polymérisation conduisant à la pause de la RT. Ainsi, 

l’ajout des premiers nucléotides à l’amorce ARNt conduit à un changement d’orientation de la 

RT vers la position favorisant la polymérisation (Figure 35). 
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Figure 35. Orientation de la RT au cours de l’initiation de la transcription inverse (246). La RT 
se lie au complexe d’initiation de la transcription suivant deux orientations : une orientation favorable 
à l’activité polymérase et une orientation inversée dépourvue d’activité polymérase. La majeure partie 
du temps, la RT se lie au complexe ARNt-ARNg suivant l’orientation inversée. L’ajout de deux nt à la 
l’ARNt amorce induit un changement d’orientation de la RT vers la conformation active ce qui 
augmente le taux de transcription inverse. La synthèse d’ADN se ralentie lorsque la RT rencontre une 
structure secondaire au niveau de l’ARNg en position +3, ce qui force la RT  à se repositionner en 
conformation inversée augmentant ainsi la probabilité de pause. La synthèse par déplacement de brin 
jusqu’en position +6 pourrait conduire à la destabilisation de la structure secondaire. Ainsi, la RT 
change de nouveau de conformation vers l’orientation active et  la synthèse d’ADN s’accélère au cours 
de la phase d’élongation. 
 

4.4   Synthèse de l’ADN stong-stop 

L’extension de l'ARNt amorce par la RT conduit à la synthèse de l'ADNss, un court 

ADN qui est la copie de la région R-U5 de l’ARNg (Figure 32).  L'ADNss a été découvert 

lors de la synthèse in vitro de l’ADN du virus du sarcome de Rous (RSV) par l’ADN 

polymérase endogène du virus (286). Le produit majeur de cette synthèse a été un fragment 

d'ADN de 101 nucléotides de long mais pas l'ADN viral de pleine longueur, il a ainsi été 

nommé ADN strong-stop (ADNss). Il y a très peu d’ADN viral synthétisé avant l’entrée du 

virion dans la cellule hôte (248, 249, 287). En effet, il y a environ une molécule d’ADNss 

pour mille molécules d’ARNg (249). Par ailleurs, dans les particules virales du VIH-1, le 

nombre de molécules d’ADNss est 10 à 100 fois plus élevé que le nombre de molécules 

d'ADN synthétisées après le premier transfert de brin (248, 249). Lorsque les particules 

virales sont mises en contact avec des dNTP, environ une copie d’ADNss est synthétisée pour 

une molécule d'ARNg (249). 

Le clivage par la RNase H se déroule pendant la synthèse de l’ADNss, et génère de 

courts hybrides dont la stabilité thermodynamique est réduite.  L’activité déstabilisatrice de 

NC permet la dissociation des courts duplexes et la libération de l’ADNss qui a la possibilité 

de se replier (288).  
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4.5   Le premier transfert de brin 

La synthèse complète du brin (-) d'ADN viral nécessite que l’ADNss soit transféré vers 

l'extrémité γ' de la même molécule d’ARNg ou de la seconde molécule d’ARNg incorporée 

dans la même particule virale (289). Ce processus est désigné comme  « le premier transfert 

de brin » et est très efficace in vivo, car l’ADNss ne s’accumule pas dans les cellules infectées 

(290) (Figure 32). Cette partie sera détaillée dans le chapitre suivant. 

4.6   Synthèse complète du brin (-) de l’ADN viral 

Une fois l’étape de transfert de brin achevée, la RT catalyse la polymérisation de 

l’ADNss, qui est accompagnée d’une dégradation supplémentaire de l'ARNg par l’activité 

RNase H de la RT (Figure 32). De très faibles quantités du brin (-) d'ADN de pleine longueur 

sont détectée dans les essais ERT (258).  Par ailleurs, la synthèse du brin (-) d'ADN peut 

également être réalisée in vitro dans des réactions totalement reconstituées comprenant 

uniquement une amorce, une matrice d'ARN, la RT et la NC. En utilisant un ARNg matrice 

de 874 nt in vitro, Drummond et al. (291) ont montré qu’en présence de concentrations 

élevées de NC, presque tous les produits d'ADN synthétisés sont de pleine longueur avec, en 

revanche,  un faible rendement. Toutefois, une copie de l'ADN de pleine longueur d'un ARNg 

matrice de 7 kb ne peut être détecté dans ces essais reconstitués (292). En présence de NC, un 

brin (-) d’ADN d’approximativement 4 kb peut être synthétisé in vitro, cependant, le 

rendement est faible (292). Les positions relatives des domaines à doigts de zinc de la NC ne 

sont pas importantes au cours du processus d’élongation. Etant donné que l’ARNg matrice est 

très structuré (59), la polymérisation peut être ralentie lorsque la RT rencontre une structure 

secondaire. L’activité déstabilisatrice de la NC réduit la pause, permettant ainsi à la RT de 

poursuivre la polymérisation sans obstacle (292, 293). En outre, il a été montré que 

d’importants agrégats sont formés en présence de NC, de RT et des acides nucléiques (131, 

172, 244, 294). Ainsi, l’activité d'agrégation de la NC est probablement plus importante que 

son activité de déstabilisation des duplexes lors de la synthèse de longs ADN (292). 

4.7   Synthèse du brin (+) d’ADN à partir des PTT 

Bien que presque l'ARNg entier est dégradé par la RNase H au cours de la synthèse du 

brin (-) d’ADN, il subsiste deux régions de 15 nt contenant uniquement des bases puriques. 

Ce sont les Poly-purine tract (PPT) qui fonctionnent comme des amorces pour la synthèse du 

brin (+) d'ADN : (1) le 3' PPT se situe à l'extrémité 5' de U3 ; (2) le cPPT est au centre du 

gène IN (Figure 32). Les séquences des deux PPT (5'-AAAAGAAAAGGGGGG-3') sont 
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identiques  (236, 295, 296). Les duplexes PPT ne sont pas comme les autres hybrides ARN-

ADN, car ils présentent des motifs structuraux qui confèrent une résistance au clivage par la 

RNase H. L’enchainement des A au niveau de l’extrémité 5’ contribuerait à la reconnaissance 

des PPT et au positionnement du site actif de l’activité polymérase  (295) (Figure 36A). Des 

études utilisant différentes techniques biochimiques, biophysiques (incluant la cristallographie 

aux rayons X), les sondes chimiques seules ou associées à la spectrométrie de masse et la 

RMN ont révélé que la structure adopté par le PPT est cruciale (295–298).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 36. Synthèse du brin (+) d’ADN à partir d’un PTT  (adapté de (299). A) Lors de la synthèse 
du brin (-) d’ADN, la région  PTT est résistante au clivage par la RNase H tandis que le reste de 
l’ARNg est dégradé. B) La séquence PPT ainsi formée sert d’amorce à la synthèse du brin (+) d’ADN. 
C) L’amorce PPT est allongée de 12 nt. D) La RT effectue une pause et change d’orientation ce qui lui 
confère une activité RNaseH polymérase indépendante lui permettant d’effectuer des clivages au 
niveau des jonctions ARN-ADN et de dégrader le PPT. E) la séquence de 12 nucléotides générée est 
allongée jusqu’à l’extrémité 5’ du brin (-) d’ADN. A la fin du second transfert de brin, le brin (+) 
d’ADN est entièrement synthétisé formant ainsi un ADN double-brin.   
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L'extrémité 5' du duplexe PPT-ADN comprend un empilement classique de paires de 

bases de type Watson Crick et adopte une conformation hélicoïdale de forme A, bien que 

certaines anomalies structurelles aient été détectées par RMN (298). Les résultats de l’étude 

par RMN (298) et ceux d’une étude ancienne (237) sont compatibles avec une flexibilité 

inhérente du duplexe PPT-ADN. Il a été suggéré que lors de la liaison de la RT, des 

perturbations structurelles se produisent le long de la séquence PPT permettant l'accès aux 

résidus présents dans différents sous domaines de la RT, réalisant une liaison optimale et un 

clivage précis à la jonction PPT -U3 (Figure 36 A-B) (296). L’amorce γ'PPT est générée par 

un clivage précis de la RNase H à la jonction PPT- U3. L'extrémité 3' de l'amorce ARN 

nouvellement formée est prolongée par la RT jusqu’à la position +1β en aval de l'ARN PPT 

(Figure 36C). La RT fait une pause puis, se réoriente et fait un clivage spécifique à la 

jonction PPT-U3 (Figure 36D). Ce clivage est important  car il définit l’extrémité γ’ LTR 

servant de substrat à l’IN virale. Les amorces PPT présentant des clivages aberrants ou qui 

initient mal la synthèse d'ADN ne sont pas utilisées de manière efficace, empêchant, ainsi, 

l’avancement de la transcription inverse (209, 300). Etant donné que les sites actifs de la RT 

sont positionnés simultanément sur chaque brin d’AN, la RT doit reconnaître sa position sur 

le génome et changer dynamiquement son orientation selon la tâche à accomplir (245). Ainsi, 

afin d’initier efficacement  la synthèse du brin (+) d'ADN, la RT doit se lier comme une 

polymérase pour étendre l'amorce et comme une RNase H pour cliver à la jonction ARN-

ADN. De ce fait, la réaction d'élimination de l'amorce nécessite une activité RNase H 

polymérase indépendante. En revanche, le clivage de l'extrémité 5 ' servant à supprimer le 

PPT est moins précis (236). 

La synthèse du brin (+) d'ADN nécessite que la RT allonge l’amorce γ’ PPT en utilisant 

comme matrice le brin (-) d’ADN, encore lié à ARNt(Lys,3) (Figure 32). Le produit de cette 

extension d’ADN est constitué des régions U3-R-U5-PBS et est nommé ADN strong-stop (+) 

(ADNss(+)). La RT ne copie pas l’intégralité de l’ARNt(Lys,3) car la polymérisation est stoppée 

par la présence d’une adénine méthylée en position 58 (Figure 34A). L’élimination de 

l’amorce nécessite un clivage primaire par la RNase H qui ne se produit pas à la jonction 

ARNt-ADN mais plutôt entre le résidu A (rA) de l'extrémité 3' de l'ARNt et l'avant-dernier 

résidu C (rC). Cela conduit à la présence d’une adénosine et non d’un désoxyribonucléotide à 

l'extrémité 5' de l'ADN(-) et formation d'un duplexe de 17 pb entre l'extrémité 3' de l'ARNt et 

la séquence PBS de l’ADNss(+) (64). 

L’utilisation de systèmes reconstitués in vitro  modélisant les étapes du second transfert 

de brin a montré que le clivage primaire par RNase H n'est pas suffisant pour l’élimination 
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complète de l’ARNt, probablement en raison de la stabilité de l'hybride de 17 pb (301, 302). 

Ainsi, des clivages secondaires par la RNase H sont également nécessaires. D’autre part, 

l'activité chaperonne de la NC pourrait participer aussi à l’élimination de l’extrémité γ’ de 

l’amorce ARNt par dissociation des duplexes ARN-ADN. En effet, l’élimination de l’amorce 

est plus efficace lorsque la RNase H et la NC sont présentes. Des études ont démontré que les 

doigts de zinc sont nécessaires à l’élimination de l'amorce, ce qui indique que l'activité 

déstabilisatrice de la NC est critique au cours de cette étape (174, 303).  

  4.8   Second transfert de brin 

Le second transfert de brin est un processus intramoléculaire qui est nécessaire à la 

synthèse intégrale du brin (+) d’ADN viral (304). Au cours de ce transfert l’ADNss(+) est 

transféré à l'extrémité γ 'du brin d’ADN(-). Ce processus repose sur l’appariement des 18 nt 

de la séquence PBS, située à l'extrémité γ' de l’ADNss(+), appelé (+)PBS et la séquence 

complémentaire située à l'extrémité 3 'de l'ADN(-) (Figure 32).  

Des études in vitro ont montré que la NC facilite l’hybridation responsable du second 

transfert de brin (302). Une étude par RMN suggère que les changements conformationnels 

induits par la NC dans la région pbs(-) facilitent l’hybridation avec le PBS(+) (305). Une autre 

étude RMN, réalisée avec la NC ou une forme tronquée (12-55) et le pbs(-),   montre que la 

fixation de la protéine dépend des résidus hydrophobes des doigts de zinc (161). Des études 

de fluorescence ont montré que la NC déstabilise faiblement les tiges-boucles PBS et elle joue 

un rôle dans le processus d’hybridation du PBS par son activité agrégative des AN (306).  

4.9  Synthèse de l’ADN viral double brin possédant deux LTR 

L’utilisation des deux PPT implique la synthèse d'un ADN(+) discontinu, qui génère un 

fragment d’ADN simple-brin d’environ 99 nt au centre de l’ADN(+) double-brin non intégré 

(Figure 32) (307). Cela conduit à la formation d'une structure triple brin nommée Flap qui 

contient deux segments d’ADN(+)  se chevauchant et un brin (-) complémentaire. Le segment 

non apparié a été initié à partir du cPPT, tandis que le segment en amont a été initié à partir du 

γ’PPT. L’élimination du Flap et la réparation des coupures dans l’ADN double-brin n'a pas 

été démontrée in vivo, on suppose que des enzymes cellulaires seraient impliquées (295). 

Deux études indépendantes ont présenté des résultats indiquant que le cPPT protège le VIH-1 

de l'activité des facteurs de restriction APOBEC3 humains (308, 309).  

La formation d'un intermédiaire circulaire au cours du second transfert de brin permet à 

la RT d’allonger les brins (+) et (-) d'ADN viral (Figure 32). Suite à la circularisation, la RT 
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synthétise 636 nt pour générer la séquence LTR (U3-R-U5) aux extrémités des deux brins 

d'ADN. L'achèvement de la transcription inverse nécessite la synthèse par déplacement de 

brin, qui correspond à la synthèse d’un brin d’ADN à travers une région d’ADN double-brin. 

Ce processus est facilité in vitro par la NC (229, 310–312). Un échec dans la finalisation de la 

synthèse par déplacement de brin entraînerait la formation d’extrémités LTR incomplètes, ce 

qui créerait un ADN viral double-brin ne pouvant être intégré dans le génome de la cellule 

hôte. 

4.10  Le transfert de brin et les recombinaisons génétiques 

Les deux transferts de brin sont des étapes essentielles de la transcription inverse car ils 

sont requis pour la synthèse de l’ADN double-brin viral et la création des séquences LTR 

nécessaires à l'intégration. Puisque les particules rétrovirales contiennent deux copies 

identiques d’ARNg, les transferts de brin peuvent se produire de manière intra- ou 

intermoléculaires (313–316). Dans les cas où les particules virales contiennent deux génomes 

d'ARN non identiques, les transferts de brin intermoléculaires conduisent à la recombinaison, 

qui génère à son tour la diversité virale qui peut conduire à un mécanisme de résistance aux 

facteurs antirétroviraux de l'hôte et aux agents pharmacologiques (317–320). 

En plus des deux transferts de brins terminaux, il a été montré qu’au cours de la 

transcription inverse, la RT  peut changer fréquemment de matrice au niveau des régions 

internes. De nombreuses caractéristiques des premier et second transferts de brin sont 

également conservées au cours de ces transferts de brin internes. Lorsque les deux ARNs 

encapsidés sont génétiquement distincts, le transfert interne peut conduire à la production d'un 

virus recombinant (Figure 37). La faible fidélité de la RT crée des mutations qui peuvent être 

rapidement disséminées par les transferts de brins internes. Cela crée un environnement 

favorable pour l'évolution virale rapide par des recombinaisons. 
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Figure 37. Evolution de la diversité génétique chez le VIH-1 au cours du cycle réplicatif viral et création 
de formes recombinantes uniques dans le cas d’une co-infection par deux sous-types (321). 

 

4.10.1    Modèles de transfert de brin 

Les modèles de transfert de brin pendant la synthèse du brin (-) comprennent le forced 

copy choice, le copy choice et le dynamic copy choice (322–324) (Figure 38). Les modèles 

forced copy choice et copy choice  décrivent les configurations qui favorisent le transfert, 

tandis que le dynamic copy choice prend en compte les activités de la RT dans le transfert par 

forced copy choice ou copy choice. Dans le modèle forced copy choice proposé par Coffin 

(322), les coupures dans l’ARNg induisent le transfert de brin pendant la synthèse du brin (-). 

Dans ce modèle, l'extension d'amorce est initiée sur un ARNg et se poursuit jusqu'à la 
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rencontre d’une coupure au niveau du brin matrice. A ce stade, sur la base de l'homologie de 

séquences, le brin d’ADN(-) est transféré vers le second ARNg co-encapsidé et la synthèse se 

poursuit. Le modèle de transfert de brin copy choice augmente la possibilité de changement de 

matrice pendant la synthèse du brin (-) incluant des régions du génome intactes (324). 

Similairement au modèle forced copy choice, l'homologie de séquence est une condition 

nécessaire au transfert de type copy choice. Dans le cas de recombinaisons non homologues, 

le taux de recombinaison moyen est d'environ 0,1 à 1,0 % du taux de la recombinaison 

homologue (249). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 38. Modèles de transfert de brin au cours de la synthèse de l’ADN(-) (289). A) Le transfert 
de brin forced copy choice. L’ADNc (trait bleu discontinu) est polymérisé le long d’un ARN donneur 
(trait bleu continu) jusqu’à ce qu’une coupure dans l’ARN donneur est atteinte. Afin de poursuivre la 
synthèse d’ADNc, ce dernier doit être transféré vers l’ARN accepteur (trait rouge continu)  pour être 
allongé (trait rouge à discontinu). B) Le transfert de brin copy choice. L’ADNc est polymérisé le long 
d’un ARN donneur (trait bleu simple) puis il est transféré vers l’ARN donneur. Il n’y a pas de 
configuration d’un ARN donneur matrice, comme la présence d’une coupure, forçant le transfert de 
brin. C) Le transfert de brin dynamic copy choice. Les activités enzymatiques de la RT (polymérase 
et RNase H) influencent l’efficacité du transfert de brin. Une activité polymérase lente induit des 
coupures RNase H plus fréquentes et une augmentation du transfert de brin. Par ailleurs, une activité 
RNase H plus lente réduit le transfert de brin. 
 

Le modèle dynamic copy choice a été proposé par Pathak et al, (325, 326). Ce modèle 

est descriptif de certains facteurs qui influencent le transfert de brin de type copy choice. Le 

modèle propose que le rapport entre les activités polymérase et RNase H de la RT dicte 

l'efficacité du transfert de brin.  En effet, dans ce modèle, un ralentissement de la vitesse de 

polymérisation favorise le clivage de la matrice par la RNase H et donc le transfert.  
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4.10.2    Mécanismes du transfert de brin 

Les mécanismes du transfert de brin ont été étudiés in vitro en utilisant des systèmes 

d’ARN donneur-accepteur en tant que matrices. Plus précisément, la synthèse est initiée à 

partir d’une amorce hybridée à l’extrémité γ’ de l’ARN donneur. Ainsi, l’extension de 

l’amorce est effectuée le long de l’ARN donneur qui est homologue à l’extrémité γ’ de l’ARN 

accepteur. Ensuite, l’ADN nouvellement synthétisé est transféré vers l’ARN accepteur qui 

sert de matrice pour la poursuite de la synthèse d’ADN (327). 

4.10.2.1   Le transfert de brin par invasion 

Le transfert de brin par invasion est un mécanisme dans lequel la première interaction 

entre l'ADNc et l'ARN accepteur se produit en amont de l'extrémité γ’ de l’ADNc, le 

processus est appelé «invasion de brin» et le site est appelé « site d'invasion » (Figure 39) 

(328). Ce dernier, est une région d’ADNc dégagée par l'activité RNase H de la RT et permet 

ainsi l’interaction entre l’ARN accepteur et l’ADNc. Un premier modèle proposé par Negroni 

et Buc (328) a proposé qu’au cours de la synthèse, l'activité chaperonne de la NC facilite 

l'hybridation de l'ARN accepteur à l’ADNc via des séquences d’AN complémentaires. La 

synthèse de l’ADNc se poursuivant, il y a extension de  l’hybride ADNc-ARN accepteur 

nécessitant la déstabilisation des tiges-boucles préexistantes, tandis que des structures 

secondaires sont formées de manière transitoire. Le transfert est achevé par déplacement des 

duplexes ARN donneur-ADNc et copie de la région 5’ de l'ARN accepteur. 

Pour déterminer la position du site d'invasion, une série d'oligodésoxyribonucléotides 

ont été conçus pour interférer avec le transfert de brin (329). Chaque 

oligodésoxyribonucléotide est homologue à une région de l'ARN accepteur et peut, par 

conséquent, s’apparier avec une partie de l'ADNc. Lorsque les deux ARN et 

l’oligodésoxyribonucléotide sont ajoutés dans la réaction de transcription inverse, ce dernier 

entre en compétition avec l'ARN accepteur pour la liaison à l'ADNc complémentaire au site 

d’invasion. La formation de l’hybride ADNc-oligodésoxyribonucléotide diminue l'efficacité 

du transfert de brin. L'interaction de l'ARN accepteur avec l'ADNc a été aussi examinée en 

mesurant, en fonction du temps, la sensibilité de l’accepteur au clivage par la RNase H. Les 

premiers clivages définissent le point d'invasion. Dans le but de déterminer comment et où 

l'extrémité de l'ADNc en cours de synthèse change de matrice, des mutations ont été 

introduites tout le long de l'accepteur. Le point du transfert de brin peut, ainsi, être déterminé 

par séquençage du  produit de transfert et identification des mutations ayant été incorporées. 

En utilisant ces méthodes, les études de plusieurs systèmes avec différentes matrices ont mis 
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en évidence que l'invasion se produit en amont de l’extrémité γ’ de l’ADNc, soutenant ainsi le 

mécanisme de transfert par invasion (330–332). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 39. Transfert de brin par invasion (289). Au cours de la synthèse d’ADN (noir), la RT 
dégrade l’ARN donneur (bleu). La RNase H génère une série de coupures rapprochées créant une 
région d’ADNc simple-brin, ce qui permet à l’ARN accepteur (rouge) de s’hybrider à l’ADNc. Cette 
étape est désignée par le terme «docking» ou «invasion». L'hybride ARN accepteur-ADNc se propage 
par migration de branche, déplaçant les fragments de l’ARN donneur clivé. Finalement, l'extrémité γ’ 
de l'ADNc se dissocie de l’ARN donneur et s’hybride avec l’ARN accepteur, dont la partie 5' est 
ensuite copiée par la RT. 
 

4.10.2.2   Le transfert pause-dépendant 

Les structures secondaires dans l'ARNg, tels que les tiges-boucles et tétrades de G 

peuvent ralentir la RT pendant la synthèse d'ADN et favoriser ainsi le clivage de l’ARN 

donneur par l’activité la RNase H  (246, 333, 334), ce qui facilite l'interaction entre l'ADNc et 

l'ARN accepteur (271, 327, 335–337). Dans le mécanisme pause-dépendant, il existe une 

corrélation positive entre la pause de la RT et le transfert de brin (271, 327, 335–337). 

4.10.2.3   Le transfert pause-indépendant 

Un transfert efficace peut également être facilité par une interaction favorable entre 

l’accepteur et l'ADNc, en absence d'une forte pause de la RT au niveau de l’ARN donneur 

(338, 339). Des études réalisées par le groupe de DeStefano ont montré qu'en absence de NC, 
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l'efficacité de transfert était significativement plus élevée, avec des séquences faiblement 

structurées de la région pol-vif qu’avec des séquences de la région gag-pol hautement 

structurée (339). Un autre mécanisme de transfert a également été proposé en étudiant des 

ARN contenant la séquence SL1 (DIS)  qui est responsable de la dimérisation du génome 

viral (340–342). Des mutations dans SL1 ou la délétion de cette tige-boucle peuvent conduire 

à une diminution d'environ quatre fois le taux de transfert de brin in vitro (343–345). 

Ces données in vitro suggèrent que la structure dimérique de l’ARNg, en rapprochant 

les deux brins d’ARNg, facilite les transferts de brin internes et par conséquent la 

recombinaison entre ces deux ARN encapsidés dans la même particule virale. En accord avec 

cette hypothèse, les études de l’équipe de Hu montrent que le taux de recombinaison 

augmente lorsque les deux ARN encapsidés présentent des SL1 complémentaires (346, 347). 

Il est intéressant de souligner que la délétion de la tige-boucle SL1 altère la synthèse d’ADN 

viral au niveau du second transfert de brin, bien que la structure dimérique de l’ARNg ne 

semble pas directement impliquée dans ce transfert (348). 
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5. Le premier transfert de brin 

Le premier transfert de brin est médié par l’appariement des séquences complémentaires R et 

r de l'extrémité γ' de l'ARNg et l’ADNss (Figure 32). Cette étape est obligatoire pour la 

transcription inverse et la réplication virale. Etant donné que les particules virales du VIH-1 

contiennent deux copies d’ARNg, le premier transfert de brin peut se produire de manière 

intra- ou intermoléculaires (313–315, 349). Bien que le premier transfert de brin puisse se 

produire avec un ADNss tronqué, la grande majorité des premiers transferts de brin se 

produisent après la synthèse de l'ADNss complet (350, 351). Le premier transfert de brin est 

inefficace dans les virions intacts (248, 257, 304). En revanche, la majeure partie de l'ADN 

viral détecté dans les cellules infectées est d’une longueur très supérieure à l’ADNss, ce qui 

suggère que le premier transfert de brin se produit rapidement in vivo (257). La majorité des 

études portant sur le mécanisme du premier transfert de brin ont été réalisées sur des systèmes 

in vitro. 

5.1   Rôles de l’activité RNase H et de la NC au cours du premier transfert de brin 

Les premières études sur le premier transfert de brin ont été réalisées in vitro avec des 

systèmes contenant des matrices virales, relativement non structurées, des ARN donneur et 

accepteur (5' et 3' du génome, respectivement) et en absence de NC (352–354). Ces travaux 

ont montré que, lors de la synthèse de l’ADNss, l'extrémité 5' de la matrice doit être dégradée 

par l'activité RNase H de la RT pour permettre le transfert de brin (352–354). Cette activité 

RNase H libère l’ADNss qui peut s’hybrider avec la séquence R située dans l'extrémité γ' de 

l’ARNg et permettre, ainsi, la poursuite de la synthèse du brin (-) d’ADN. Les molécules de 

RT qui ne sont pas impliquées dans la polymérisation sont importantes dans la réalisation de 

clivages par l’activité  RNase H polymérase-indépendante, ce qui permet la libération du brin 

(-) d’ADN et ainsi un transfert de brin efficace (289, 355). En tenant compte de l'activité 

RNase H, l'équipe de Bambara a suggéré que le premier transfert de brin est un transfert par 

invasion (Figure 39) (329). 

Le premier transfert de brin est grandement facilité par la NC. Ceci est dû 

principalement à la capacité de la NC à faciliter l’appariement de la région 5' r de l'ADNss 

avec la région complémentaire R située à l’extrémité γ’ de l’ARNg (174, 356). Etant donné 

que les régions complémentaires sont engagées dans des structures secondaires, l’appariement  

dépend de la capacité de la NC à déstabiliser  ces structures (174, 357). Par ailleurs, il a été 

suggéré que la déstabilisation des structures secondaires constituerait l’étape limitante de 

l’appariement R (358). De façon inattendue, Guo et al. (303) ont démontré in vitro qu’en 
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absence d’ARN accepteur, les ADN synthétisés sont plus longs que l’ADNss, ces derniers ont 

été désignés comme « produits d’auto-amorçage » Self priming (SP). Etant donné que 

l’ADNss contient la séquence cTAR (séquence complémentaire de l’ARN TAR) pouvant 

former une tige-boucle, l’ADNss peut s’auto-hybrider à son extrémité 3', permettant ainsi à 

l’ADNss d'agir à la fois comme amorce et  matrice en absence d'ARN accepteur. Il est clair 

que si l’autoamorçage se produisait in vivo, la réplication du virus serait affectée. Cependant, 

aucun ADN SP n'a été détecté dans les réactions endogènes de virions traités avec des 

détergents, ce qui démontre que le VIH-1 a contourné ce problème potentiel. La NC semble 

être la principale protéine qui inhibe la synthèse d’ADN SP (303). Une étude suggère que 

l’inhibition de l’autoamorçage par la NC ne nécessite pas la présence d’ARN accepteur (359). 

Ce résultat est probablement dû à un excès de NC qui inhibe la transcription inverse. En effet, 

plusieurs études ont montré que la NC inhibe faiblement la synthèse d’ADNss SP en 

l’absence d’ARN accepteur (360–363). Cependant, lorsque l'ARN accepteur et la NC sont 

présents, le taux d’ADN SP est considérablement réduit et il y a une augmentation 

concomitante du transfert de brin (360–363). 

. 

5.2   Inhibition du transfert de brin par les agents pharmacologiques 

5.2.1    Inhibiteurs ciblant la RT 

Puisque le premier transfert de brin est un processus essentiel de la transcription inverse, 

il serait intéressant de disposer d’agents pharmacologiques qui inhibent ce processus. La RT 

est l’une des enzymes du VIH-1 les plus étudiées, principalement dans le développement des 

inhibiteurs de l’activité polymérase (364, 365). Ces inhibiteurs peuvent être des analogues 

nucléotidiques/nucléosidiques (NtRTIs) ou non nucléosidiques (NNRTIs) différant par leur 

structure et leur mode d’action (Figure 40A) (366). L’émergence de résistances à ces 

inhibiteurs a placé l’activité RNase H de la RT comme cible supplémentaire très prometteuse. 

Dans le but de caractériser des composés présentant un mode de fixation allostérique, agissant 

simultanément sur les deux fonctions polymérase et RNase H, des composés ont été conçus 

pour se fixer simultanément sur les sites polymérase et RNase H. Ces composés inhibent la 

transcriptase inverse in vitro, chez certains mutants résistants aux inhibiteurs de la polymérase 

du VIH-1 (227, 367). D’autres études ont montré que des composés pyrido-pyrimidinone 

(Figure 40B), dérivant d’inhibiteurs de l’intégrase virale, inhibent l’activité RNase H de la 

RT et la réplication virale (368, 369). La RT peut effectuer différents types de clivages, 
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dependants ou non de l’activité polymérase, au cours de la transcription inverse. Ainsi, il a été 

suggéré que la caractérisation du type de clivage le plus limitant au cours de la transcription 

inverse est nécessaire pour cibler l’inhibition de la RNase H (370).  

 

 

 

 

 

Figure 40. Structure chimique des inhibiteurs de la RT (366). A) Structure d’un nucleoside RT 

inhibitor (NRTI) Zidovudine (AZT). B) Structure d’un nonnucleoside RT inhibitor (NNRTIs) qui est 
la Nevirapine  (NVP). 
 

5.2.2    Inhibiteurs ciblant la NC 

La protéine de nucléocapside intervient au niveau de plusieurs étapes du cycle réplicatif 

du VIH-1, notamment dans le mécanisme de transfert de brin au cours de la transcription 

inverse (162). Des études ont montré que des mutations ponctuelles au niveau de la NC 

induisent une forte réduction de la charge virale et  du potentiel infectieux du virus (371–373). 

Ainsi, l’inhibition de la NC devrait aussi empêcher le premier transfert de brin de se produire 

(134, 138, 144, 241, 243, 265). De nombreuses études se sont intéressées au ciblage des 

doigts de zinc de la NC, en développant des composés dits éjecteurs de zinc (Figure 41A) 

(374–378). Cependant, ces composés présentent une faible spécificité et une forte toxicité 

(379, 380).  D’autres approches pharmacologiques se sont focalisées sur des composés 

inhibant l’interaction de la NC avec les acides nucléiques. Une de ces approches a été réalisée 

par criblage de 4800 composés de faible masse moléculaire, en présence d’une forme 

tronquée de la NC. Cette étude a montré que cinq des composés testés empêchaient la fixation 

de la NC tronquée sur l’ADN cTAR en se fixant sur les doigts de zinc mais sans éjecter le 

zinc (381). Un autre criblage réalisé avec la NC, l’ADN SLβ et 14400 composés a permis 

d’identifier deux composés qui ont une affinité de l’ordre du nano-molaire pour la NC (382). 

Ces deux composés inhibent la fixation de la NC sur l’ADN SLβ, en revanche, ils présentent 

une faible activité anti-VIH-1 ex vivo (382).  

5.2.3    Inhibiteurs ciblant les acides nucléiques 

Deux études ont montré que l’actinomycine D inhibe in vitro le premier transfert de brin 

en se fixant sur l’ADNss (383, 384). Il faut cependant noter que l’actinomycine D est toxique 
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pour les cellules, elle ne présente pas d’activité antirétrovirale spécifique car elle est 

principalement un inhibiteur de la transcription et elle active la réplication du VIH-1 dans 

certaines lignées cellulaires (385).  L’inhibition in vitro du premier transfert de brin par 

l’actinomycine D suggère, cependant, qu’il existe une possibilité d’inhiber spécifiquement ce 

processus, si on dispose d’une connaissance précise des structures des acides nucléiques 

impliqués dans ce transfert. Une investigation de petites molécules pouvant se fixer 

spécifiquement aux acides nucléiques substrats constitue, aussi, une autre stratégie de 

recherche. L’équipe de Gatto a caractérisé in vitro des anthraquinones (Figure 41B) ayant une 

forte affinité pour les les tiges-boucles ARN TAR et ADN cTAR intervenant dans le premier 

transfert de brin (386). Ces composés empêchent l’hybridation des tiges-boucles 

complémentaires en inhibant l’activité chaperonne de la NC (386). Cependant, les essais ex 

vivo n’ont montré aucune inhibition rétrovirale, de plus aucune détection de ces composés n’a 

été observée dans les cellules traitées, suggérant que les anthraquinones testées ne traversent 

pas la membrane cellulaire (386). La même équipe a récemment étudié une nouvelle 

anthraquinone qui inhibe l’hybridation TAR-cTAR en utilisant trois mécanismes différents 

(387) : 1) stabilisation des tiges-boucles TAR et cTAR ; 2) compétition avec la NC au niveau 

des boucles du TAR ; 3) fixation sur la NC. 

Figure 41. Structure chimique des inhibiteurs ciblant la NC ou les acides nucléiques (162). A) 
Structure d’un composé éjecteur de zinc le disulfide benzamide (DIBA). B) Structure d’un composé 
anthraquinone  ciblant les éléments TAR et cTAR. 

 

5.3   Structure des AN intervenant dans le premier transfert de brin 

L’isolat NL4-3 du VIH-1 est largement utilisé par plusieurs équipes de recherche dans 

le monde. Notre équipe et d'autres équipes en France utilisent l’isolat MAL du VIH-1 qui est 

un recombinant complexe des sous-types A, D et I du VIH-1. Il contient une duplication de 23 

nucléotides, incluant des parties du PBS et des régions en aval (155). Cependant, l’alignement 

des séquences des extrémités 5' et γ'UTR des deux isolats montre qu’il n'y a pas de grandes 

différences dans les séquences R, les motifs SL1 à SLγ, le segment 1 et le motif ‘9nt’ qui sont 

complémentaires de parties de l’ARNt(Lys,3) (Figure 45), tandis que les séquences PBS et PPT 

sont très conservées.  
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5.3.1    Structures ARN impliquées dans le premier transfert de brin 

5.3.1.1   Repliement de la séquence R 

Le premier transfert de brin nécessite la présence de la séquence R (96 nt dans l’isolat 

MAL) aux deux extrémités du génome (Figure 42). Il est intéressant de noter que la taille de 

la séquence R varie considérablement chez les rétrovirus, 15 nt chez le MMTV (Mouse 

mammary tumor virus et 247 bases chez le HLTV-2 (388–390). Une étude ex vivo réalisée par 

mutagénèse dirigée a montré que le premier transfert de brin se produit dans la majorité des 

cas après la copie complète de la séquence R située en 5’ de l’ARN génomique du VIH-1 

(351). La réplication du VIH-1 est cependant possible avec des séquences R tronquées (391). 

Des études in vitro suggèrent fortement que la structure adoptée par la séquence R joue un 

rôle important dans le premier transfert de brin chez le VIH-1 (392–394). 

 

 

 

La séquence 5’ R  du VIH-1 est repliée en structures secondaires correspondant  aux 

tiges-boucles TAR et Poly(A) (Figure 33) (59, 159). L’étude in vitro d’un ARN de 104 

nucléotides au moyen  de la diffusion des rayons X aux petits angles (SAX) suggère qu’au 

niveau tridimensionnel  les tiges-boucles TAR et poly(A) adoptent une structure coaxiale 

(Figure 43) (395).  Au niveau du γ’UTR, la séquence γ’ R est aussi repliée en deux tiges-

boucles, la partie supérieure de la tige-boucle poly(A) et la tige-boucle TAR (159).  Cette 

dernière est importante pour une transcription inverse efficace (396). L’équipe de Harrich a 

montré que les mutations dans TAR altérant l’orientation de la tige-boucle apicale ou la 

séquence de la boucle apicale réduisent fortement la synthèse de l’ADNss (396, 397). Une 

analyse phylogénétique (398) et une étude in vitro (159) suggèrent que la séquence γ’ poly(A) 

forme une tige-boucle dans l’ARNg, il n’existe cependant pas de résultat montrant sa 

présence in vivo. Des travaux in vitro suggèrent que la tige-boucle poly(A) n’est pas critique 

pour le transfert de brin (159, 394). 

Figure 42. Les extrémités 5’ et 3’ UTR de l’ARNg du VIH-1 (isolat MAL, GenBank : 
X004415.1) 
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Figure 43. Modèle de structure des éléments TAR et poly(A) (395). Modèle obtenu par la diffusion 
des rayons X aux petits angles (SAX) qui montre les séquences TAR et poly(A) adoptant une structure 
coaxiale. 
 

5.3.1.2   Circularisation du génome par l’interaction TAR-TAR 

Chez certains virus de plantes, des séquences particulières présentes aux deux 

extrémités du génome participent au processus de circularisation, en formant des complexes 

boucle-boucle ou duplexe étendu (399). En plus du site de dimérisation du génome viral 

(DIS), la tige-boucle apicale du TAR pourrait être impliquée dans le processus de 

dimérisation grâce à la présence d’une séquence palindromique de 10 nucléotides (400). 

D’autre part, TAR est présent aux deux extrémités du génome, ainsi les deux séquences 

palindromiques pourraient interagir conduisant à la circularisation du génome (Figure 44). 

Une étude in vitro n’est cependant pas en faveur de cette hypothèse (401). En effet, elle 

montre que les mutations qui inhibent l’interaction TAR-TAR n’empêchent pas la formation 

d’hétérodimères entre les ARN représentant les extrémités 5’ et γ’ de l’ARNg. 
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Figure 44. Modèle de dimèrisation via la tige-boucle TAR (400). La dimérisation induite par la NC 
conduit à la formation d’un complexe par interaction boucle-boucle (kissing complexe) et un duplexe 
étendu (extended duplex), les séquences impliquées dans l’interaction intermoléculaire sont 
représentées par les couleurs rose, bleu et vert. 

 
5.3.1.3   Circularisation du génome par l’interaction U3-ARNt

(Lys-3)
 

La séquence Uγ (457 nt dans l’isolat MAL) est située à l’extrémité γ’ de l’ARNg. Une 

première étude a identifié une séquence de 9 nucléotides hautement conservée dans la région 

Uγ. Cette séquence est complémentaire de la tige de l’anticodon de l’ARNt(Lys-3) (402). Il a 

donc été suggéré que l’ARNt(Lys-3) qui sert d’amorce lors de l’initiation de la transcription 

inverse,  sert aussi de pont pour relier les extrémités du génome viral. L’ARNt(Lys-3) pourrait 

interagir avec l’extrémité γ’ de l’ARNg en formant un duplexe de 9 nucléotides (402). Une 

étude plus récente a montré que la séquence de 9 nucléotides fait partie d’une région 

présentant une forte complémentarité de séquence avec l’ARNt(Lys-3) entier (Figure 45) (403). 

 

 

 

 

 

 

               Figure 45. Complémentarité de séquence entre U3 R et l’ARNt(Lys-3) (403).  

Segment 1 
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5.3.1.4   Circularisation du génome par l’interaction gag-U3, poly(A) 

Une analyse des hétérodimères formés in vitro entre les extrémités 5’ et γ’ de l’ARNg a 

montré que des séquences situées dans les régions poly(A) et Uγ peuvent s’hybrider avec des 

séquences situées dans le gène gag. L’analyse phylogénétique des sous-types du groupe M 

suggère que l’interaction gag-Uγ, poly(A), a été conservée au cours de l’évolution du VIH-1 

(404). A titre d’exemple dans le sous-type B, cette interaction fait intervenir des nucléotides 

de l’ORF de gag, 16 nucléotides de la région U3 et 28 nucléotides de la séquence poly(A) 

située dans la séquence γ’(401, 404). Il a été proposé que cette interaction contribue à la 

circularisation du génome viral in vivo (Figure 46) (404). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

    Figure 46. Modèle de structure secondaire proposé pour l’interaction gag-U3poly(A)(404).  
 
5.3.2    Structure de l’ADNss 

La région r de l’ADNss (Figure 32) est entièrement complémentaire de la région R de 

l’ARNg. Dans r, les séquences complémentaires des éléments TAR et poly(A) sont 

respectivement nommées cTAR et cpoly(A). Les séquences TAR, poly(A), cTAR et cpoly(A) 

peuvent adopter chacune une structure en tige-boucle (158, 159, 393, 405). Plusieurs études 

réalisées avec la séquence cTAR isolée ont montré que cette séquence forme une tige-boucle 

dynamique en équilibre entre une conformation fermée et une conformation en « Y » (132, 

362, 405, 406). Récemment, notre équipe a montré que la NC déplace l’équilibre vers la 

conformation « Y » (158). Elle a aussi montré que les boucles apicale et interne de la tige-

boucle cTAR sont, respectivement, des sites faible et fort pour la NC (158). 

Jusqu’à notre étude, une seule étude avait examiné la structure secondaire de l’ADNss 

utilisant des ADNss tronqués (50, 63 et 123 nucléotides) (363). Lorsque j’ai débuté ma thèse, 

poly(A

gag 

TAR 

U3 
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la structure secondaire de l’ADNss entier (178 nt chez l’isolat MAL) n’avait donc pas été 

déterminée.  

5.4   Mécanismes intervenant dans le premier transfert de brin 

5.4.1    La circularisation du génome du VIH-1 faciliterait le premier transfert de brin 

La circularisation du génome, de manière à ce que les séquences R situées aux 

extrémités soient côte à côte, faciliterait le premier transfert de brin. Comme décrit 

précédemment, différentes interactions ARN-ARN (Figure 47) contribuent à la 

circularisation du génome in vitro (407). Il a été montré que la séquence de 9 nucléotides 

(motif 9nt) (5’-CCCUCAGAU, Figure 45) favorise le premier transfert de brin in vitro (402). 

Une étude plus récente a ensuite montré que le motif 9nt et une séquence voisine nommée 

segment 1 (5’-GCCUGGGCGGGACU-γ’, Figure 45) augmentent le transfert in vitro, 

principalement lorsqu’ils sont présents ensemble (403). De plus, des mutations dans la région 

U3 au niveau du motif 9nt et du segment 1, réduisent de 9% à 26% le transfert dans des 

cellules infectées (407). Les mutations dans le segment 1 ont plus d’effet sur le transfert, 

tandis que l’altération du motif 9nt ou des deux séquences diminue plus facilement le transfert 

en comparaison avec les mutations ciblant uniquement le segment 1 seul (407). L’interaction 

de l’extrémité γ’ de l’ARNt(Lys-3) avec le segment 1 pourrait faciliter le déplacement de 

l’ARNt(Lys-3) de la séquence PBS et faciliter ainsi le second transfert de brin. Des expériences 

de mutagénèse dirigée effectuées avec des hétérodimères d’ARN ont montré que l’interaction  

gag-U3,poly(A) stimule le premier transfert de brin in vitro (401). Cette circularisation du 

génome serait exclusive aux ARNg non épissés car les ARN viraux épissés ne possèdent pas 

la séquence gag. A ce jour, la circularisation de l’ARNg du VIH-1 dans les particules virales 

ou dans les cellules infectées n’a pas été démontrée. 
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Figure 47. Modèle d’interaction des extrémités 5’ et 3’ de l’ARNg du VIH-1 (407). Le schéma 
montre l’interaction entre les séquences gag et γ’Uγpoly(A), ainsi qu’entre l’ARNt(Lys-3) (mauve) fixé 
à la région PBS (trait noir épais) et son interaction avec le motif 9nt (bleu foncé) qui est situé dans la 
région U3. Les boucles apicales des éléments TAR et poly(A) sont respectivement indiquées en vert et 
granat. Le segment 1 (jaune) et l’ADNss en cours de synthètise (bleu clair) sont également indiqués.  
 
 
5.4.2    Rôle des tiges-boucles poly(A) et cpoly(A) 

Dans l’ARNg extrait du virion, la séquence R située dans le 5’ UTR forme les tiges-

boucles TAR et poly(A) (59), la tige inférieure de cette dernière est appariée à une partie de la 

région U5 (59). Au niveau du γ’UTR, la tige-boucle TAR est formée et caractérisée dans 

l’ARNg extrait du virus (59), tandis que la tige-boucle poly(A) a été prédite et caractérisée in 

vitro (159, 398) mais non démontrée in vivo (59). L’équipe de Berkhout a été la première a 

proposer un modèle dans lequel le transfert serait facilité par des interactions boucle-boucle, 

impliquant d’une part les tiges-boucles TAR et poly(A) de l’ARN accepteur et d’autre part les 

tiges-boucles cTAR et cpoly(A) de l’ADNss (393). L’étude in vitro du transfert de brin 

réalisée à partir d’ARN artificiels contenant la séquence R, suggère que cette séquence a été 

sélectionnée au cours de l’évolution pour favoriser le transfert (394). Cette étude suggère 

aussi que dans R c’est la tige-boucle TAR qui joue un role important dans le transfert tandis 

que la tige-boucle poly(A) n’est pas impliquée car elle n’est pas formée dans certains des 

ARN artificiels. Les travaux de notre équipe ont en effet montré l’absence de la tige-boucle 

poly(A) dans des ARN artificiels (159). En revanche, le modèle de transfert de brin par 

invasion de l’ARN accepteur, qui a été proposé à partir d’études in vitro, suggère un rôle 

important de la séquence poly(A) dans le transfert (331, 408). Dans ce modèle, au cours de la 

synthèse de l’ADNss, la RT fait une pause au niveau de la tige-boucle TAR 5’ (ARN 

donneur), ceci initie une dégradation de la séquence poly(A) 5’ par l’activité RNase H, 
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permettant, ainsi, l’appariement de la séquence poly(A) γ’ (ARN accepteur) avec la séquence 

cpoly(A) de l’ADNss.  

5.4.3    Rôle des tiges-boucles TAR et cTAR 

Une étude ex vivo de mutagénèse dirigée de la séquence R suggère que la majorité des 

premiers transferts de brin se produisent après l’achèvement de la synthèse de l’ADNss (351), 

autrement dit, la séquence ADN cTAR jouerait un rôle important dans le premier transfert de 

brin  (351). Des  mutations dans la boucle apicale du TAR réduisent fortement, le transfert in 

vitro (393). Ce résultat est en faveur de l’appariement TAR-cTAR initié par l’interaction 

boucle-boucle impliquant la boucle apicale de chaque AN (Figure 48).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 48. Deux voies d’hybridation de l’ARN TAR-ADN cTAR (409). Modèle de gauche : 
initiation de l’appariement  par l’interaction boucle-boucle (kissing complex) qui est convertie en un 
extended kissing. Modèle de droite : initiation de l’appariement au niveau des extrémités 5’ et γ’ 
(zipper). 
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Une étude in vitro de l’équipe a montré que les mutations empêchant l’éventuelle 

interaction boucle-boucle, réduisent fortement l’hybridation entre la tige-boucle cTAR et 

l’ARN γ’UTR (159). La même étude a montré que la tige apicale de la tige-boucle TAR 

(nucléotides 17-44, Figure 44) est conservée au sein de différents ARN accepteurs qui 

contiennent la séquence R et favorisent le transfert de brin in vitro (394). Le transfert de brin 

in vitro n’est pas réduit lorsque les ARN donneur et accepteur contiennent la partie supérieure 

de la tige-boucle TAR et pas sa partie inférieure (393). En revanche, le transfert in vitro est 

fortement réduit lorsque la séquence R de l’ARN γ’UTR est limitée aux 29 premiers 

nucléotides et ne peut donc pas former la partie supérieure de la tige-boucle TAR car (410). 

Ces résultats suggèrent que la partie supérieure de la tige-boucle TAR, dans l’ARN accepteur, 

joue un rôle important dans le premier transfert de brin. La plupart des travaux in vitro, dont 

ceux de mon équipe, portant sur la formation de l’hybride R-r n’ont été réalisées qu’avec de 

courts acides nucléiques ayant une taille inférieure ou égale à 59 nucléotides (ADN cTAR, 

ARN TAR et des versions tronquées de ces deux molécules). Une partie importante de ces 

travaux a eu pour but de comprendre comment est initié l’appariement TAR-cTAR. En 

utilisant l’ADN mini-cTAR et l’ARN mini-TAR en absence de NC, notre équipe a montré la 

formation d’un complexe boucle-boucle impliquant la boucle apicale de chaque tige-boucle 

(158). Vo et al. (409), ont aussi conclu que l’hybridation TAR-cTAR en absence de NC est 

initiée à partir des boucles apicales, tandis qu’elle est initiée à partir des extrémités γ’/5’, en 

présence de fortes concentrations de NC, conduisant à la formation d’un intermédiaire 

comparable à une fermeture éclair (zipper) (Figure 48). En outre, les séquences TAR et 

cTAR peuvent s’hybrider via les deux voies dans des conditions de sous-saturation en NC 

(409). Godet et al (411), ont montré que dans des conditions de faibles concentrations en sels, 

les tiges-boucles TAR et cTAR s’hybrident quasi-exclusivement selon le modèle zipper en 

présence de la NC (12-55) qui est une forme tronquée dépourvue du domaine N-terminal 

(411). Il faut souligner que, les deux  voies d’appariement n’ont pas été démontrées pour la 

réaction d’hybridation entre l’ADNss entier et l’extrémité γ’ de l’ARNg.  

Plusieurs études ont eu aussi pour but de comprendre comment la NC déstabilise les 

deux tiges-boucles TAR et cTAR pour pouvoir les apparier complétement. Une première 

étude réalisée avec une NC tronquée suggère que la tige-boucle TAR est très  stable et 

faiblement déstabilisée par la NC (une paire de bases par molécule) (405). Notre groupe a 

montré que les doigts de zinc de la NC interagissent fortement avec deux guanines situées 

dans la boucle apicale de l’ARN TAR (159).  Des expériences de FRET effectuées avec la 

séquence cTAR ont révélé une structure très dynamique de cette dernière, impliquant un 
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équilibre entre la conformation fermée et la conformation partiellement ouverte « Y » (362, 

405, 406, 412). Dans la conformation Y, la tige inférieure  est ouverte et la tige supérieure est 

fermée. Il a été montré que la NC déstabilise fortement les extrémités de cTAR déplaçant 

l’équilibre vers les conformations les plus ouvertes (158, 362, 405, 413). Récemment, une 

étude de notre équipe à laquelle j’ai participé a montré que la NC, à faible concentration, 

déstabilise uniquement  la tige apicale de la tige-boucle ARN TAR (139). La déstabilisation 

est initiée à partir d’un site secondaire de la NC, c'est-à-dire une paire de base contenant une 

guanine et adjacente à un bulge. Il est intéressant de souligner qu’une étude réalisée à 

l’échelle de la molécule unique est aussi en faveur de la déstabilisation de la tige apicale 

initiée par la guanine adjacente à un bulge (414). Ces résultats récents permettent d’expliquer 

comment l’interaction boucle-boucle peut conduire à la formation d’un long duplexe. 
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Comme cela a été mentionné dans l’introduction, le premier transfert de brin repose en 

grande partie sur l’appariement de la séquence r de l’ADNss avec la séquence R située à 

l’extrémité γ’ de l’ARN γ’UTR. Les deux séquences forment des structures secondaires qui 

doivent s’ouvrir pour pouvoir s’apparier. La NC joue un rôle prépondérant dans l’ouverture 

de ces structures et la formation du duplexe r-R. 

Dans la majorité des travaux in vitro publiés dont ceux de mon équipe d’accueil, la 

formation du duplexe r-R n’a été étudiée qu’avec de courts acides nucléiques longs d’environ 

55-59 nucléotides (ADN cTAR et ARN TAR) qui ne reflètent que partiellement les séquences 

et structures impliquées dans le premier transfert de brin ex vivo. Une étude ex vivo (351) 

suggère fortement que dans 90 à 99 % des cas le premier transfert de brin a lieu après la 

synthèse complète de l’ADNss (178 nucléotides chez l’isolat MAL). Cependant, à ce jour, il 

n’existe pas d’études ayant caractérisé les mécanismes moléculaires gouvernant l’hybridation 

de l’ADNss avec l’ARN γ’UTR en présence de NC, au cours du premier transfert de brin. 

L’objectif principal de ma thèse est de caractériser les mécanismes moléculaires qui régissent 

l’hybridation de l’ADNss avec l’ARN γ’UTR. En d’autres termes, caractériser par les 

techniques de la biologie moléculaire et les sondes de structure (agents chimiques et 

nucléases) : i) la structure secondaire de l’ADNss entier ; ii) les sites dans l’ADNss qui 

interagissent préférentiellement avec la NC; iii) le ou les sites d’initiation de l’hybridation au 

niveau de l’ADNss et de l’ARN γ’UTR ; iv) l’étendue de l’appariement des séquences 

complémentaires r et R. 
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Dans cette partie sont décrits les matériel et méthodes qui ne sont pas mentionnés dans 

l’article publié. 

1.   Oligodésoxyribonucléotides 

Les oligodésoxyribonucléotides représentent des fragments de l’ADNss. Ces 

oligodésoxyribonucléotides contiennent chacun un site préférentiel de fixation de la protéine 

de nucléocapside, ils sont présentés en couple de sauvage/mutant. Dans les séquences 

suivantes, les lettres colorées en rouge indiquent les mutations par rapport à la séquence 

sauvage d’ADNss du VIH-1 (isolat MAL). Quant à la taille et la position de la séquence au 

niveau de l’ADNss, elles sont entre parenthèses. 

18-γ8Cβ9 : 5’-ACCGTCTAGAGCGGTCTGAGG-γ’ (β1 nt ; 18-38) 

18-38C29m : 5’-ACCGTCTAGAGCGGTCTCAGG-γ’ (β1 nt ; 18-38) 

57-77wt : 5’-TCACACAACAGATGGGCACAC-γ’ (β1 nt ; 57-77) 

57-77m : 5’-TCACACAACAGATCCGCACAC-γ’ (β1 nt ; 57-77) 

91-111wt : 5’-CTCAAGGCAAGCTTTATTGAG (21 nt ; 91-111) 

91-111m : 5’-CTCAAGGCAAACTTTATTGAG (21 nt ; 91-111) 

96-107wt : 5’-GGCAAGCTTTAT-γ’ (1β nt ; 96-107) 

96-107m : 5’-GGCAACCTTTAT -γ’ (1β nt ; 96-107) 

124-135wt : 5’-GGTTCCTTGCTA-γ’ (1β nt ; 1β4-135) 

124-135m : 5’-GGTTCCTTCCTA -γ’ (1β nt ; 1β4-135) 

1.1   Purification des oligodésoxyribonucléotides  

Les oligodésoxyribonucléotides ont été achetés chez Eurogentec. 25 pmol 

d’oligonucléotides sont repris dans un volume équivalent du tampon de charge bleu urée 

(B/U) (7 M urée; 0,05% bleu bromophénol ; 0,05% xylène cyanol), à volume égal. Ils ont été 

purifiés par électrophorèse sur gel dénaturant 15 % polyacrylamide/7,2 M urée, 1X TBE (90 

mM  Tris-Borate, β mM d’EDTA). À la fin de la migration, les oligonucléotides ont été 

révélés par UV-shadowing, les bandes du gel les contenant ont été découpées, puis 

l’extraction a été effectuée par élution passive (processus de diffusion), pendant la nuit à 

température ambiante, dans une solution contenant  0,γ M d’acétate de sodium, 0,1 % de SDS 

et 1 mM d’EDTA. Au jour J+1, l’éluat est récupéré puis centrifugé sur colonne spinX à 10000 

rpm pendant 2 min dans la mini-centrifugeuse de paillasse BECKMAN MicrofugeR Lite. S’en 

suit une étape de précipitation avec β,5 volumes d’éthanol absolu et une centrifugation à 

14000 rpm pendant 1 h à 4°C dans la mini-centrifugeuse de paillasse BECKMAN MicrofugeR 
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Lite. Le surnageant est ensuite retiré et un lavage du culot avec β00 µl d’éthanol 70% est 

effectué pendant 5 min. Les oligonucléotides purifiés ont ensuite été séchés 5 min au speed-

vac et  remis en solution dans β0 µl d’eau milli-QTM. La concentration de chaque 

oligonucléotide a été déterminée par spectrophotométrie d’absorption à β60 nm. 

 

1.2   Marquage et purification des oligodésoxyribonucléotides  

Les oligodésoxyribonucléotides ont été marqués en 5’ au 32P en utilisant la T4 

polynucléotide kinase (New England Biolabs) et le [ -32P] ATP (Perkin Elmer). La réaction a 

été effectuée dans un volume final de 8 µl. Vingt-cinq pmol d’oligodésoxyribonucléotide dans 

γ,7 µl d’eau milli-QTM, 0,8 µl de tampon réactionnel (10X) (concentrations finales : 70 mM 

Tris-HCl pH 7,6 ; 10 mM MgCl2 et 5 mM DTT), β,5 µl de [ -32P] ATP (25 µCi, 16,7 pmol) et 

1 µl de T4 polynucléotide kinase (10 U/µl) constituent le mélange réactionnel. Après une 

incubation à 37°C pendant 45 min, l’oligodésoxyribonucléotide marqué a été purifié sur gel 

de polyacrylamide (19:1)/7,2 M urée (respectivement, 12% et 15% pour les oligonucléotides 

d’une longueur de β1 nt et 1β nt). Pour vérifier la pureté de l’oligonucléotide marqué en 5’, 

une aliquote correspondant à l’équivalent de β0000 cpm a été analysée par électrophorèse sur 

gel dénaturant 8% polyacrylamide (19:1)/7,β M urée dans le tampon d’électrophorèse 1X 

TBE (90 mM  Tris-Borate, β mM d’EDTA). Les oligonucléotides ont été révélés par 

autoradiographie, les bandes du gel les contenant ont été découpées, puis l’extraction a été 

effectuée par élution passive (processus de diffusion), pendant la nuit à température ambiante, 

dans une solution contenant  0,γ M d’acétate de sodium, 0,1 % de SDS et 1 mM d’EDTA. Au 

jour J+1, l’éluat est récupéré puis centrifugé sur colonne spinX à 10000 rpm pendant β min 

dans la mini-centrifugeuse de paillasse BECKMAN MicrofugeR Lite. S’en suit une étape de 

précipitation avec β,5 volumes d’éthanol absolu et une centrifugation à 14000 rpm pendant 1 

h à 4°C dans la mini-centrifugeuse de paillasse BECKMAN MicrofugeR Lite. Le surnageant 

est ensuite retiré et un lavage du culot avec β00 µl d’éthanol 70% est effectué pendant 5 min. 

Les oligonucléotides purifiés ont ensuite été séchés 5 min au speed-vac et  remis en solution 

dans β0 µl d’eau milli-QTM. 

 

2.   Analyse par retard sur gel de l’interaction NC-oligonucléotide 

Les expériences de retard sur gel ont été réalisées dans un volume final de 10 µl. 

Chaque oligonucléotide (5 pmol ; 5000 cpm/pmol) dans 6 µl d’H2O, a été dénaturé à 90°C 

pendant β min puis plongé dans la glace pendant β min. Deux microlitres d’un tampon 

réactionnel (BYC 0,2 (4X)) ont été ajoutés à chaque essai (concentrations finales dans chaque 
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essai : 50 mM Tris HCl pH 7,8 ; 75 mM KCl ; 0,2 mM MgCl2 et 1 mM DTT). Ensuite, 2 µl 

de NC, à différentes concentrations, ont été ajoutés pour obtenir les rapports 1:12 ; 1:7 ; 

1:3,5 ; 1:1,75 et 1:1, puis les essais ont été incubés à 37°C pendant 15 min. Ensuite, 4 µl du 

tampon de charge bleu de glycérol (BG) (50% glycérol; 0,05% bleu de bromophénol ; 0,05% 

xylène cyanol) ont été ajoutés et les essais ont été déposés sur gel, 16% (oligonucléotides 18-

38C29, 57-77 et 91-111) ou 17% (oligonucléotides 124-135 et 96-107), de polyacrylamide 

non dénaturant (29:1). La migration a été effectuée à 4°C dans le tampon 0,5X TBE (45 mM 

Tris-Borate, 1mM EDTA) à 300 V et 25 mA. En fin de migration, le gel de polyacrylamide 

est plongé dans une solution de fixation (acide acétique 6% et éthanol 10%) pendant 15 min 

puis séché pendant 30 min à 80°C. Les oligonucléotides libres et liés à la NC ont été 

quantifiés en utilisant le TyphoonTM TRIO (GE helthcare) et le logiciel ImageQuant. Le 

pourcentage de complexe formé = intensité de la radioactivité du complexe/(intensité de la 

radioactivité du complexe + intensité de l’oligonucléotide libre) X 100. 

3.   Analyse par retard sur gel du mélange ADNss-ARN 3’UTR 

Ces expériences de retard sur gel l’agarose ont été effectuées dans un volume final de 5 

µl. L’ADNss (0,6 pmol à 5 X 104 cpm/pmol) dans β µl d’eau milli-QTM a été dénaturé à 90°C 

pendant β min et plongé β min dans la glace, avant d’ajouter 0,5 µl de tampon réactionnel 

(concentrations finales : 75 mM KCl, 2 mM MgCl2 et 50 mM Tris-HCl. pH 7,8). 

L’échantillon a ensuite été incubé à 37°C pendant 15 min avant une incubation de 15 min à 

4°C. L’ARN non  marqué a été utilisé à différentes concentrations (0,6 ; 1,2 ; 2,4 et 4,8 pmol) 

et a subi le même traitement de dénaturation-renaturation que l’ADNss avant d’être ajouté à 

ce dernier. Le mélange réactionnel a ensuite été incubé γ0 min à 4°C. En fin d’incubation, 4 

µl du tampon de charge bleu de glycérol (BG) (50% glycérol; 0,05% bleu de bromophénol ; 

0,05% xylène cyanol) ont été ajoutés. Les échantillons ont été analysé par électrophorèse sur 

gel d’agarose 1,β% dans le tampon  de migration 0,5X TBM (45 mM Tris-borate, 2 mM 

MgCl2) à 4°C, 150 V et β5 mA. En fin de migration, le gel d’agarose est plongé dans une 

solution de fixation (acide trichloroacétique 10%) pendant 10 min, séché pendant 1h à 

température ambiante puis radiographié.  

 

4.   Analyse structurale de l’ADNss en présence de  l’extrémité 3’UTR 

Les analyses structurales ont été réalisées en absence de NC avec l’ADNss mis en 

présence de l’ARN γ’UTR, l’ARN Δγ’ ou l’ARN Δγ’-1. L’ADNss (0,6 pmol à 5 X 104 

cpm/pmol) dans β µl d’eau milli-QTM a été dénaturé à 90°C pendant 2 min et plongé 2 min 
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dans la glace, avant d’ajouter 0,5 µl de tampon réactionnel (concentrations finales : 75 mM 

KCl, 2 mM MgCl2 et 50 mM Tris-HCl. pH 7,8). L’échantillon a ensuite été incubé à γ7°C 

pendant 15 min avant une incubation de 15 min à 4°C. L’ARN non  marqué a été utilisé à 

différentes concentrations (0,6 ; 1,2 ; 2,4 et 4,8 pmol) et a subi le même traitement de 

dénaturation-renaturation que l’ADNss avant d’être ajouté à ce dernier. Après incubation des 

mélanges réactionnels 30 min à 4°C, ont été ajoutés aux essais le KMnO4 (concentrations 

finales : 0,75 ou 1 mM), la DNaseI (0,2 ou 0,4 unités) ou la MB (2 ou 4 unités), les essais ont 

été incubés à 4°C pendant 1 min dans le cas du KMnO4 et 20 min dans le cas des nucléases. 

Les essais avec les nucléases ont subi une extraction au phenol/chloroforme suivie d’une 

précipitation à l’éthanol puis séchage des culots au speed-vac. Les essais KMnO4 ont été 

stoppés par ajout de 40 µl d’une solution d’arrêt (0,7 M mercaptoéthanol ; 0,4 M NaOAc pH 

7 ; 10 mM EDTA et β5 g/ml d’ARNt), avant de subir une extraction au phénol/chloroforme 

suivie d’une précipitation à l’éthanol puis séchage des culots au speed-vac Les culots sont 

ensuite remis en solution dans 100 µl de pipéridine (1M) et incubés à 90°C pour cliver 

l’ADNss au niveau des thymines modifiées. À la fin de l’incubation, les essais sont 

lyophilisés et remis en solution dans β0 µl d’eau milli-QTM. Les essais sont lyophilisés une 

seconde fois avant de les remettre en solution dans 15 µl d’eau milli-QTM et d’effectuer une 

troisième lyophilisation. Les culots de tous les essais (DNaseI, KMnO4 et MB) sont repris 

dans 7 µl de tampon de charge bleu urée (B/U) (7 M urée; 0,05% bleu bromophénol ; 0,05% 

xylène cyanol). Le séquençage de l’ADNss est effectué par la méthode Maxam-Gilbert (415). 

Les échantillons ont ensuite été analysés par électrophorèse sur gel dénaturant polyacrylamide 

(19:1)/7,β M d’urée, en effectuant des migrations courte (8%) et longue (1β%) afin 

d’identifier les sites de clivage au nucléotide près. 

5.   Analyse des cinétiques d’hybridation 

Les expériences d’hybridation ont été effectuées dans un volume final de 1β µl suivant 

deux méthodes de renaturation des acides nucléiques. 

5.1   Renaturation en absence de NC 

L’ADNss wt (0,15 pmol à 4 X 105 cpm/pmol) dans 4 µl d’eau milli-QTM a été dénaturé 

à 90°C pendant 2 min et plongé 2 min dans la glace. Ensuite 1 µl de tampon réactionnel 

(concentrations finales : 75 mM KCl, 0,2 mM MgCl2 et 50 mM Tris-HCl. pH 7,8) a été ajouté 

avant une inubation à γ7°C pendant 15 min. L’ARN (0,45 pmol) non  marqué, a subi le même 

traitement de renaturation et a été ajouté à l’ADNss. Deux microlitres de NC (11,67 pmol) a 

été ajouté et le mélange réactionnel a été incubé à 37°C pendant 1, 3, 9, 15, 30, 60 ou 120 
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min. En fin d’incubation, les échantillons ont subi une extraction au phénol/chloroforme puis 

4 µl de tampon de charge (50% glycérol; 0,05% bleu de bromophénol ; 0,05% xylène cyanol) 

ont été ajoutés à la phase aqueuse. Les échantillons ont été analysés par électrophorèse (150 

V, 25 mA) à 25°C sur gel 2% agarose (QA Agarose TM, Obiogene) - 0,5X TBE. En fin de 

migration, le gel d’agarose a été fixé dans une solution d’acide trichloroacétique (10%) 

pendant 10 min, séché pendant 1h à température ambiante puis radiographié.  

5.2   Renaturation en présence de NC 

L’ADNss wt (0,15 pmol à 4 X 105 cpm/pmol) dans 4 µl d’eau milli-QTM a été dénaturé 

à 90°C pendant β min et plongé β min dans la glace, avant d’ajouter 1 µl de tampon 

réactionnel (concentrations finales : 75 mM KCl, 0,2 mM MgCl2 et 50 mM Tris-HCl. pH 7,8) 

et 1 µl de NC (β,67 pmol). L’essai a ensuite été incubé à γ7°C pendant 15 min. L’ARN (0,45 

pmol) non  marqué, a subi le même traitement de renaturation en présence de NC (9 pmol) et 

a été ajouté à l’ADNss. Le mélange réactionnel a ensuite été incubé à 37°C pendant 1, 3, 9, 

15, γ0, 60 ou 1β0 min. En fin d’incubation, les échantillons ont subi une extraction au 

phénol/chloroforme puis 4 µl de tampon de charge (50% glycérol; 0,05% bleu de 

bromophénol ; 0,05% xylène cyanol) ont été ajoutés à la phase aqueuse. Les échantillons ont 

été analysés par électrophorèse (150 V, 25 mA) sur gel 2% agarose (QA Agarose TM, 

Obiogene) - 0,5X TBE. En fin de migration, le gel d’agarose a été fixé dans une solution 

d’acide trichloroacétique (10%) pendant 10 min, séché pendant 1h à température ambiante 

puis radiographié.  
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1.   Analyse structurale de l’ADNss 

 La première étape de l’étude a été d’obtenir un ADNss entier. A cause de sa longueur 

et de sa séquence, plusieurs sociétés n’ont pas accepté de synthétiser par voie chimique 

l’ADNss (178 nucléotides chez l’isolat MAL) car elles pensaient qu’il n’était pas possible de 

le produire et le purifier en assez grande quantité. Les sociétés Eurogentec  et IBA GmbH ont 

essayé mais elles ont échoué et n’ont pu nous fournir qu’un ADNss tronqué. La synthèse 

d’ADNss est réalisée en utilisant  la RT du VIH-1 achetée chez Worthington Biochemicals, 

l’oligodésoxyribonucléotide PR qui sert d’amorce et les ARN sauvage ou mutés synthétisés in 

vitro.  Ce type de synthèse qui produit juste assez d’ADNss pour les analyses structurales, a 

été mise au point par Yingying Chen, une ancienne doctorante du laboratoire. L’ADNss est 

marqué au 32P en 5’ en  utilisant l’amorce PR marquée en 5’. L’ADNss est ensuite purifié à 

homogénéité par une longue migration sur gel de séquence, élution de l’ADNss de la bande 

de gel prélevée et précipitation à l’éthanol. Nous avons ensuite vérifié par électrophorèse sur 

gel d’agarose que l’ADNss purifié ne forme pas un homoduplexe car si cela avait été le cas, 

l’analyse des essais d’hybridation et la détermination de la structure secondaire  de l’ADNss 

auraient été plus complexes. 

 Les résultats que j’ai obtenus avec l’ADNss purifié ont donné lieu à une 

publication dans J.Biol.Chem. qui est présentée à la fin de ce mémoire. Les résultats 

obtenus sont résumés ci-après. 

 En utilisant trois sondes de structure (permanganate de potassium, DNase I et mung 

bean nuclease) et le logiciel mfold, nous avons été les premiers à déterminer la structure 

secondaire de l’ADNss en l’absence et présence de NC. Nous avons montré que l’ADNss, en 

l’absence de NC, se replie principalement en une seule conformation qui contient trois tiges-

boucles. Parmi ces tiges-boucles, deux sont formées par les séquences cTAR et cpoly(A), la 

troisième est formée par l’extrémité 5’ de la région u5. En présence de NC, la structure 

secondaire globale de l’ADNss n’est pas modifiée. On observe cependant une ouverture de la 

partie inférieure de la tige cTAR. De plus, nos données suggèrent que la fixation de la NC 

induit une ouverture de la structure tridimensionnelle de l’ADNss et facilite ainsi une 

interaction de la séquence r de l’ADNss avec la séquence R de l’ARN γ’UTR. Dans l’ADNss 

replié, nous avons identifié quatre sites où la NC se fixe préférentiellement. Finalement, 

l’analyse phylogénétique qui a été réalisée avec Julien Godet (Université de Strasbourg) a 
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montré que le repliement de l’ADNss et les sites forts pour la NC sont conservés parmi les 

différents groupes et isolats du VIH-1. 

 

2.   Analyse par retard sur gel des sites de fixation de la NC 

Au cours de l’étude structurale de l’ADNss, quatre sites préférentiels de fixation de la 

NC ont été identifiés dans l’ADNss (Figure 8 de l’article). Dans le but de réaliser 

ultérieurement des études RMN et de mieux comprendre la fixation de la NC au niveau de ces 

sites, dix oligodésoxyribonucléotides contenant ces sites ont été utilisés dans des expériences 

de retard sur gel. Pour chaque séquence sauvage, un mutant a été créé de sorte à abolir la 

fixation de la NC (Figure 49). Les bases mutées sont des guanines qui sont supposées jouer 

un rôle essentiel dans la fixation de la NC (152, 158, 416–418). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 49. Structure secondaire de l’ADNss en présence de NC. Les séquences des 
oligodésoxyribonucléotides utilisés dans les essais de retard sur gel sont surlignées en mauve, les 
nucléotides remplacés par des cytosines sont entourés en rouge. 

 

2.1   18-38C29 et mutant : 

L’oligonucléotide 18-γ8Cβ9 n’est pas totalement identique à la séquence sauvage. En 

effet, il contient une mutation ponctuelle (Cβ9 au lieu de Tβ9) afin qu’il puisse adopter une 

structure en tige-boucle (Figure 50). Les expériences réalisées avec les deux oligonucléotides 

montrent qu’il n’y a pas de différence significative entre la fixation de la NC sur les 

séquences 18-38C29 et 18-38C29m (Figure 51). En effet, les résultats révèlent qu’au rapport 

NC:nt égal à 1:7, le pourcentage de complexe NC-oligonucléotide formé est de 7,1% pour le 

de 

Oligonucléotide 

18-38C29 
Oligonucléotide 

91-111 

Oligonucléotide 124-135 Oligonucléotide 57-77 
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18-38C29 et 5,9% pour le 18-38C29 m. De plus, nous remarquons une augmentation 

progressive du complexe formé avec l’augmentation de la concentration en NC, jusqu’à 

atteindre 59,6% avec le 18-38C29 et 62,5% avec le 18-38C29 m, au rapport NC:nt égal à 1:1. 

En présence de concentrations croissantes en NC nous observons une seule bande 

supplémentaire par rapport à l’oligonucléotide incubé sans NC (Figure 51). Cette observation 

suggère fortement que chaque oligonucléotide fixe spécifiquement une seule NC, c'est-à-dire 

il y aurait un seul site par oligonucléotide. Il faut cependant souligner qu’aux fortes 

concentrations de NC, il y a formation d’agrégats, minoritaires, qui restent dans les puits. 

 

 

 

Figure 50. Structures secondaires des oligodésoxyribonucléotides 18-38C29 (A) et 18-38C29m 
(B). Les structures ont été obtenues à partir du programme mfold (419)  avec les paramètres : 75 mM 
NaCl ; 0,2 mM MgCl2 et 37°C. La mutation sensée supprimer ou diminuer fortement la fixation de la 
NC est entourée d’un cercle orange. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 51. Etude de l’interaction entre la NC et les oligodésoxyribonucléotides 18-38C29 et 18-
38C29m. A) Les essais de retard sur gel ont été effectués comme décrit dans la partie « Matériel et 
Méthodes ». Les échantillons ont été analysés par électrophorèse sur gel de polyacrylamide 16% à 4°C 
dans le tampon 0,5X TBE. Les pistes 1 et 8 représentent les échantillons dénaturés dans l’eau. Les 
pistes 2 et 9 correspondent aux échantillons incubés à 37°C en absence de NC. Les pistes 3-7 et 10-14 
représentent les oligonucléotides incubés à 37°C en présence de concentrations croissantes de NC pour 
avoir respectivement un rapport NC:nt de 1:12 ; 1:7 ; 1:3,5 ; 1:1,75 et 1:1. B) Graphe représentant le 
pourcentage de complexe NC-oligonucléotide en fonction du rapport NC:nt. Les courbes bleu et rouge 
indiquent respectivement le 18-38C29 et le 18-38C29m. Chaque point est la moyenne d’au moins trois 
expériences. Les barres d’erreur indiquent les déviations standards. 
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Nos analyses des interactions NC-ADNss qui sont présentées dans l’article, ont montré 

qu’en présence de la protéine,  la coupure mung bean (MB) en T34 disparait complètement et 

la coupure MB en A36 est fortement réduite en comparaison avec les essais réalisés en 

absence de NC.  En revanche,  nous remarquons que la mutation du Gγ5 en cytidine n’a pas 

eu d’impact significatif sur la capacité de fixation de la NC sur l’oligonucléotide. Ceci 

pourrait être dû à la présence du motif GAG au niveau de la boucle apicale. En effet, il a été 

montré que la NC présente une bonne affinité pour le motif GNG au niveau de courtes 

séquences d’ADN (420). De plus, dans les deux oligonucléotides, le motif GAG a 

probablement une conformation différente de celle présente dans l’ADNss. En effet, la 

cytidine en position 29 stabilise la tige et permet la formation de la paire de bases 22T.G28. 

Dans le contexte de l’ADNss entier en l’absence de NC, les expériences de coupure à la MB 

montrent que la boucle apicale de la région u5 est difficilement coupée ce qui suggère qu’elle 

n’est pas accessible dans la structure γD de l’ADNss. Nos expériences d’empreinte à la MB 

suggèrent fortement que la séquence T32CTGA36 est un site fort pour l’ADNss (421). Cette 

séquence contient le motif TG non apparié qui est préférentiellement reconnu par la NC (152, 

158, 417, 418). Il est donc surprenant que l’oligonucléotide 18-38C29m, qui ne possède pas le 

motif TG, fixe la NC aussi bien que l’oligonucléotide contenant ce motif. Ce résultat suggère 

que la séquence T32CTGA36 n’est pas reconnue par la NC lorsqu’elle est présente dans 

l’oligonucléotide 18-γ8Cβ9. Une hypothèse est donc que cette séquence n’est pas accessible 

dans l’oligonucléotide, il est cependant difficile d’expliquer cette inaccessibilité. 

2.2   57-77wt et mutant : 

Le logiciel mfold prédit que les oligonucléotides 57-77wt et 57-77m (séquences dans la 

partie Matériel et Méthodes) ne sont pas capables de former des structures secondaires 

stables. Les résultats obtenus montrent que l’oligonucléotide sauvage  forme un complexe 

NC-oligonucléotide détectable à partir du rapport NC:nt égal à 1:12 (Figure 52). Au rapport 

NC:nt égal à 1:1, 7β% de l’oligonucléotide 57-77wt est sous la forme d’un complexe tandis 

que l’oligonucléotide 57-77m ne dépasse pas 25% de complexe formé au même rapport. On 

observe la présence d’une seule bande supplémentaire en présence de NC, ce qui suggère la 

présence d’un seul site dans les oligonucléotides. Ces résultats sont en accord avec les 

expériences d’empreinte à la MB qui suggèrent fortement que la séquence G67ATGG71 est en 

interaction avec la NC dans l’ADNss (421). Ainsi, la substitution des G70 et G71 en cytidines 

a fortement altéré la capacité de la NC à se fixer sur cette séquence. 
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2.3   91-111 wt et mutant : 

L’oligonucléotide 91-111wt représente la région contenant la tige-boucle apicale 

cpoly(A) (Figure 53). Les expériences réalisées avec les deux oligonucléotides montrent qu’il 

n’y a pas de différence significative entre la fixation de la NC sur la séquence sauvage ou 

mutée à la position 101 (Figure 54). En effet, les résultats révèlent qu’au rapport NC:nt égal à 

1:7, le pourcentage de complexe NC-oligonucléotide formé est de 8,4% pour le 91-111wt et 

8,8% pour le 91-111m.  

 

 

 

 

 

 

 

Figure 52. Etude de l’interaction entre la NC et les oligodésoxyribonucléotides 57-77wt et 
57-77m.  A) Les essais de retard sur gel ont été effectués comme décrit dans la partie « Matériel 
et Méthodes ». Les échantillons ont été analysés par électrophorèse sur gel de polyacrylamide 
16% à 4°C dans le tampon 0,5X TBE. Les pistes 1 et 8 représentent les échantillons dénaturés 
dans l’eau. Les pistes β et 9 correspondent aux échantillons incubés à γ7°C en absence de NC. 
Les pistes 3-7 et 10-14 représentent les oligonucléotides incubés à 37°C en présence de 
concentrations croissantes de NC pour avoir respectivement un rapport NC:nt de 1:12 ; 1:7 ; 
1:3,5 ; 1:1,75 et 1:1. B) Graphe représentant le pourcentage de complexe NC-oligonucléotide en 
fonction du rapport NC:nt. Les courbes bleu et rouge indiquent respectivement le 57-77wt et le 
57-77m. Chaque point est la moyenne d’au moins trois expériences. Les barres d’erreur indiquent 
les déviations standards. 

Figure 53. Structures secondaires des oligodésoxyribonucléotides 91-111wt (A) et 91-111m (B). 
La mutation sensée supprimer ou diminuer fortement la fixation de la NC est entourée d’un cercle 
orange. 
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De plus, nous remarquons une augmentation progressive du complexe formé avec 

l’augmentation de la concentration en NC, jusqu’à atteindre 55,5% avec la séquence sauvage 

et 55,5% avec la séquence mutée, au rapport NC:nt égal à 1:1. En présence de concentrations 

croissantes en NC nous observons une seule bande supplémentaire par rapport à 

l’oligonucléotide incubé sans NC (Figure 54). Cette observation suggère fortement que 

chaque oligonucléotide fixe spécifiquement une seule NC, c'est-à-dire il y aurait un seul site 

par oligonucléotide. De plus, nos résultats suggèrent que G101 n’est pas la guanine 

interagissant avec la NC dans les oligonucléotides 91-111. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Nos analyses des interactions NC-ADNss dont les résultats sont résumés dans la figure 

5 l’article, ont montré qu’en présence de la NC,  les coupures MB en A99 et A100 sont 

fortement réduites en comparaison avec les essais réalisés en absence de NC.  En revanche,  

nous remarquons que la mutation du G101 en cytosine n’a pas eu d’impact significatif sur la 

capacité de fixation de la NC sur l’oligonucléotide. Ceci pourrait être dû à la présence de deux 

guanines aux positions 96 et 97 au niveau de la boucle apicale de cpoly(A). En effet, il a été 

montré que la NC nécessite le présence d’au moins une guanine pour se fixer aux acides 

nucléiques (158, 160, 417). Ainsi, ces deux guanines pourraient être un site de fixation de la 

NC au niveau des deux oligonucléotides. En revanche, elles seraient inaccessibles dans le 

Figure 54. Etude de l’interaction entre la NC et les oligodésoxyribonucléotides 91-111wt et 
91-111m.  A) Les essais de retard sur gel ont été effectués comme décrit dans la partie « Matériel 
et Méthodes ». Les échantillons ont été analysés par électrophorèse sur gel de polyacrylamide 
16% à 4°C dans le tampon 0,5X TBE. Les pistes 1 et 8 représentent les échantillons dénaturés 
dans l’eau. Les pistes 2 et 9 correspondent aux échantillons incubés à 37°C en absence de NC. 
Les pistes 3-7 et 10-14 représentent les oligonucléotides incubés à 37°C en présence de 
concentrations croissantes de NC pour avoir respectivement un rapport NC:nt de 1:12 ; 1:7 ; 
1:3,5 ; 1:1,75 et 1:1. B) Graphe représentant le pourcentage de complexe NC-oligonucléotide en 
fonction du rapport NC:nt. Les courbes bleu et rouge indiquent respectivement le 91-111wt et le 
91-111m. Chaque point est la moyenne d’au moins trois expériences. Les barres d’erreur 
indiquent les déviations standards. 
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contexte de l’ADNss entier. En accord avec cette hypothèse, les expériences de coupure à la 

DNaseI montrent la présence d’une coupure en position 97  dont la réactivité augmente 

fortement en présence de NC (421). Ces observations suggèrent qu’au niveau des G96 et G97, 

il se produirait des appariements qui rendraient les deux guanines inaccessibles à la NC. Ces 

appariements, probablement transitoires, pourraient avoir lieu au niveau d’une zone simple 

brin de l’ADNss. Une autre hypothèse est que les oligonucléotides forment une tige instable et 

par conséquent la NC interagirait avec le motif TG. 

2.4   96-107 wt et mutant : 

Pour confirmer que dans l’oligonucléotide le G101 n’interagit pas préférentiellement avec la 

NC, nous avons utilisé deux oligonucléotides  représentant la boucle apicale du cpoly(A) et 

ayant une longueur de 12 nucléotides. La NC est prédite ne pas se fixer sur G96 et G97 car ils 

sont à l’extrémité 5’ des oligonucléotides tandis qu’elle devrait pouvoir interagir avec G101 

qui occupe une position centrale dans l’oligonucléotide. 

Le logiciel mfold prédit que les oligonucléotides 96-107wt et 96-107m ne sont pas 

capables de former des structures secondaires stables. Les expériences de gel retard effectuées 

avec les deux oligonucléotides n’ont montré aucun complexe formé (résultats non montrés). 

En revanche, les expériences d’empreinte à la MB suggèrent que la séquence C98AAGC102 est 

en interaction avec la NC dans l’ADNss (421). Bien que cette séquence présente une guanine 

non appariée qui est un critère majeur dans la reconnaissance  par la NC, elle ne possède pas 

les motifs TG et GNG qui constituent des sites de haute affinité pour la NC. Les résultats 

obtenus avec la DNaseI suggèrent que la boucle apicale du cpoly(A) est en partie structurée 

(421). Il est donc possible que la guanine 101 dans l’ADNss est dans une conformation 

adéquate pour interagir avec la NC.  

 

2.5   124-135 wt et mutant : 

Le logiciel mfold prédit que les oligonucléotides 124-135wt et 124-135m ne sont pas 

capables de former des structures secondaires stables. Les expériences de retard sur gel 

réalisées avec les deux oligonucléotides montrent que la séquence sauvage fixe la NC tandis 

que la séquence mutée la fixe peu (Figure 55). Ces résultats sont en accord avec les 

expériences de coupure à la MB qui suggèrent fortement que la séquence C129TTGC133 est en 

interaction avec la NC (421).  Ainsi, une mutation ponctuelle (C132 à la place de G132) est 

suffisante pour altérer fortement la reconnaissance par la NC. Nos résultats renforcent la 

notion que la NC reconnait préférentiellement les motifs TG non appariés. 
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En conclusion, les résultats obtenus avec les oligonucléotides 57-77wt et 124-135wt 

sont parfaitement en accord avec la notion que les séquences de l’ADNss qu’ils représentent 

interagissent préférentiellement avec la NC. Il est intéressant de noter que ces 

oligonucléotides ne sont probablement pas structurés. Par conséquent, ils ne sont pas de bons 

modèles pour comprendre comment la NC déstabilise les tiges présentes dans l’ADNss. Les 

oligonucléotides 18-38C29 et 91-111wt adoptent probablement des structures en tige-boucle 

et seraient de bons modèles pour analyser par RMN la déstabilisation des tiges par la NC. 

Malheureusement, ces oligonucléotides ne reflètent probablement pas les interactions qui 

s’établissent entre la NC et les séquences de l’ADNss qu’ils représentent.  

 

 

 

 

Figure 55. Etude de l’interaction entre la NC et les oligodésoxyribonucléotides 124-135wt et 
124-135m. A) Les essais de retard sur gel ont été effectués comme décrit dans la partie « Matériel 
et Méthodes ». Les échantillons ont été analysés par électrophorèse sur gel de polyacrylamide 17% 
à 4°C dans le tampon 0,5X TBE. Les pistes 1 et 8 représentent les échantillons dénaturés dans 
l’eau. Les pistes β et 9 correspondent aux échantillons incubés à γ7°C en absence de NC. Les pistes 
3-7 et 10-14 représentent les oligonucléotides incubés à 37°C en présence de concentrations 
croissantes de NC pour avoir respectivement un rapport NC:nt de 1:12 ; 1:7 ; 1:3,5 ; 1:1,75 et 1:1. 
B) Graphe représentant le pourcentage de complexe NC-oligonucléotide en fonction du rapport 
NC:nt. Les courbes bleu et rouge indiquent respectivement le 124-135wt et le 124-135m. Chaque 
point est la moyenne d’au moins trois expériences. Les barres d’erreur indiquent les déviations 
standards. 
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3.   Analyse de la formation de l’heteroduplexe R-r 

L’un des objectifs de ce travail a été d’étudier les mécanismes moléculaires qui 

régissent l’hybridation de l’ADNss avec l’extrémité γ’ du génome en présence et en absence 

de NC. A notre connaissance, cette étude est la première à s’intéresser à l’appariement des 

séquences entières des acides nucléiques (R et r) intervenant dans le premier transfert de brin. 

 

 

 

 

 

 

 

3.1   Analyse en absence de NC 

3.1.1   Essais d’heterodimérisation de l’ADNss avec l’extrémité 3’ du génome 

Dans le but de déterminer s’il existe des interactions faibles (par exemple du type 

boucle-boucle) entre l’ADNss et la région γ’ du génome, des expériences 

d’heterodimérisation ont été effectuées, en l’absence de NC, entre l’ADNss et les ARN Δγ’-1 

(1βγ nt), Δγ’ (β00 nt) ou γ’UTR (6β0 nt) correspondants à la région γ’UTR du génome 

complète ou tronquée (Figure 56). Les analyses ont été effectuées par électrophorèse sur gel 

natif d’agarose dans le tampon de migration 0,5X TBM. En effet, des études ont montré que 

l’analyse par électrophorèse à 4°C sur gel d’agarose contenant du MgCl2 permet d’observer 

les duplexes dont les sous-unités sont liées par des interactions faibles (158, 422–424). Nos 

résultats montrent qu’en absence de NC l’ADNss reste sous forme monomérique en présence 

de concentrations croissantes des ARN Δγ’ et γ’UTR (Figure 57). Ces résultats suggèrent 

qu’il n’existe pas d’interactions faibles entre l’ADNss et l’extrémité γ’ de l’ARNg du VIH-1. 

On ne peut cependant pas totalement exclure l’hypothèse qu’il existe des interactions faibles 

qui ne résistent pas à la migration électrophorétique bien que celle-ci soit réfrigérée à 4°C en 

présence de MgCl2. 

 

 

Figure 56. Structures primaires des ARN utilisés.   
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3.1.2   Analyse structurale de l’ADNss en présence de  l’extrémité 3’ du génome 

Les essais d’héterodimérisation entre l’ADNss et l’extrémité γ’ du génome  n’ont pas 

permis de mettre en évidence des interactions faibles ou fortes entre ces deux acides 

nucléiques en absence de NC. On ne peut cependant pas totalement exclure l’existance 

d’interactions faibles entre ces deux acides nucléiques qui se dissocient au cours de 

l’électrophorèse.  

Pour identifier ces éventuelles interactions, des expériences de caractérisation 

structurale par les sondes de structures ont été effectuées dans les mêmes conditions que les 

expériences d’héterodimérisation. C'est-à-dire qu’après l’incubation de l’ADNss avec l’ARN 

Δγ’-1, Δγ’ ou γ’UTR pendant γ0 min à 4°C, les essais ont été traité avec la MB, la DNaseI ou 

le KMnO4 afin d’identifier des protections induites par l’extrémité γ’ du génome. Nos 

résultats ont révélé qu’il n’y a pas de changement de réactivité au KMnO4 et à la DNaseI dans 

l’ADNss en présence des ARN Δ γ’-1, Δγ’ ou γ’UTR (résultats non montrés). En revanche, 

en présence de l’ARN γ’UTR, la plupart des coupures MB dans la région u5 de l’ADNss sont 

légèrement réduites (Figure 58). D’autre part, quatre coupures MB ont fortement été réduites 

à savoir T15 et C17 (situés dans la boucle interne de u5), A18 et T22 (situé dans la boucle 

apicale de u5) (Figure 59). Ceci suggère qu’en absence de NC, l’ADNss est engagé dans des 

interactions faibles avec l’ARN γ’UTR mais pas avec les ARN Δγ’-1 et Δγ’. Ainsi, la 

séquence 8635-9055 de la région Uγ, qui est absente chez les ARN Δγ’-1 ou Δγ’ (Figure 56), 

possède probablement des points de contacts avec l’ADNss.  

Figure 57. Essais d’heterodimérisation de l’ADNss avec l’extrémité 3’ du génome. Les essais 
de retard sur gel ont été effectués comme décrit dans la partie « Matériel et Méthodes ». Les 
échantillons ont été analysés par électrophorèse sur gel d’agarose 1,β % à 4°C dans le tampon 0,5X 
TBM. La piste C correspond à l’ADNss seul. Les pistes 1-4 et 5-8 représentent l’ADNss en 
présence de concentrations croissantes en ARN Δγ’ ou γ’UTR, les rapports ARN:ADN utilisés 
sont 1:1 ; 2:1 ; 4:1 ; 8:1. 
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Figure 58. Analyse structurale de l’ADNss en présence de  l’extrémité 3’ du génome. Les 
expériences d’analyse structurale par les sondes de structure ont été effectués comme décrit dans la 
partie « Matériel et Méthodes ». La piste Ct correspond à l’ADNss non incubé avec la MB et en 
absence d’ARN. La piste 1 correspond à l’ADNss seul et incubé avec la MB (4 unités). Les pistes 
2-5, 6-9 et 10-13 correspondent aux échantillons incubés avec la MB (4 unités) en présence des 
ARN γ’UTR, Δγ’ ou γ’-1. Les échantillons ont été analysés sur gel 12% (A) et 8% (B) de 
polyacrylamide/7,β M d’urée dans le tampon 1X TBE. Une étoile indique un nucléotide qui est 
faiblement ou moyennement protégé en présence de l’ARN. Deux étoiles indiquent un nucléotide 
qui est fortement protégé en présence d’ARN. 
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3.2   Analyses en présence de NC 

Jusqu’à notre étude, il n’avait pas été reconstitué in vitro, en présence de NC, le duplexe 

r-R avec l’ADNss entier et une partie de l’extrémité γ’ de l’ARNg du VIH-1.  

 

3.2.1   Effet du protocole de renaturation dans la cinétique d’hybridation 

Dans des expériences préliminaires, nous avons montré qu’il est possible de former le 

duplexe r-R en utilisant deux méthodes différentes d’hybridation, nous avons donc comparé 

les cinétiques d’hybridation des deux méthodes. La cinétique d’hybridation de l’ADNss wt 

avec l’ARN Δγ’ a été d’abord étudiée, en effectuant la renaturation des acides nucléiques 

(après dénaturation à 90°C) séparément et en absence de NC pendant 15 min à 37°C (voir la 

partie Matériel et Méthodes), avant d’incuber ensemble et en présence de NC les deux acides 

nucléiques (Figure 60 A). Les résultats montrent qu’il y a 18,7 % d’heteroduplexe formé à 1 

min, ce pourcentage augmente progressivement jusqu’à atteindre 7β,7 % après 1β0 min 

d’incubation (Figure 60 C). Puisque in vivo les deux acides nucléiques sont toujours en 

présence de NC, une seconde stratégie expérimentale a été développée de sorte à ce que les 

Figure 59. Modèle de structure secondaire de l’ADNss en présence de  l’extrémité 3’ du 
génome. Le code couleur utilisé pour désigner les réactivités est encadré. Deux étoiles indiquent un 
nucléotide qui est fortement protégé en présence d’ARN. Les régions effectuant des interactions 
faibles avec la séquence (8635-9055) sont indiquées par un trait violet. 
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deux acides nucléiques soient renaturés séparément en présence de NC (voir la partie Matériel 

et Méthodes) avant d’être incubés ensemble (Figure 60 B). 

 

 

 

 

 

 

 

Les résultats montrent qu’à 1 min il y a 8,6 % de complexe formé, ce pourcentage 

augmente progressivement jusqu’à attendre 56,5 % après 1β0 min d’incubation (Figure 60 

C). Ainsi, la première méthode de renaturation permet de générer plus d’hétéroduplexe que la 

seconde. Toutefois, nous avons choisi d’utiliser la seconde méthode dans la suite de nos 

expériences car elle se rapproche plus des conditions in vivo et il y a peu de variabilité des 

résultats lorsque l’on utilise cette méthode (voir les barres d’erreur dans la Figure 57 C). Il 

faut souligner qu’il n’y a quasiment pas d’hétéroduplexe formé en l’absence de NC quelque 

soit la méthode de renaturation (contrôles C1 dans la Figure 57). Nos résultats montrent donc 

que la NC est essentielle pour la formation du duplexe r-R lorsque l’on utilise l’ADNss entier 

et une partie de l’extrémité γ’ du génome. 

 

 

 

Figure 60. Effet du protocole de renaturation dans la cinétique d’hybridation. Les essais de 
retard sur gel ont été effectués comme décrit dans la partie « Matériel et Méthodes ». Les essais ont 
été analysés par électrophorèse à β5°C sur gel d’agarose β% dans le tampon 0,5X TBE. Les deux 
acides nucléiques ont été renaturés séparément en absence (A) ou en présence de NC (B). La piste C1  
correspond à l’ADNss incubé à γ7°C pendant 1β0 min en présence de l’ARN Δγ’ et en absence de 
NC. Les pistes 1-7 correspondent respectivement aux essais incubés à 37°C pendant 1, 3, 9, 15, 30, 
60 et 120 min en présence de NC au rapport NC:nt égal à 1:10. Les formes monomérique et 
hétéroduplexe sont désignées respectivement par m et hd. C) Graphe représentant le pourcentage de 
complexe NC-oligonucléotide en fonction du temps. La courbe bleue indique le pourcentage 
d’hétéroduplexe obtenu lorsque les deux acides nucléiques sont renaturés en présence de NC. La 
courbe rouge indique le pourcentage d’hétéroduplexe obtenu lorsque les deux acides nucléiques sont 
renaturés en absence de NC. Chaque point est la moyenne d’au moins trois expériences. Les barres 
d’erreur indiquent les déviations standards. 
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3.2.2   Cinétiques d’hybridation des ADNss mutés  

 A partir d’expériences réalisées avec des acides nucléiques dont la taille était 

inférieure ou égale à 59 nucléotides (158, 411), deux voies possibles d’hybridation ont été 

décrites, le kissing complex initiant l’hybridation avec les boucles apicales ; le zipper complex 

qui initie l’hybridation par la base des tiges. Nous avons conçu deux mutants pour tester les 

deux voies possibles d’hybridation, SL1 est un ADNss qui est muté au niveau de la boucle 

apicale du cTAR (Figure 61) afin d’empêcher l’initiation de l’appariement via le kissing 

complex, INV est muté au niveau des extrémités 5’ et γ’ de la tige-boucle cTAR (Figure 61) 

afin d’empêcher l’initiation de l’appariement via le zipper complex.  

 

 

 

 

 

 

 

Figure 51. Structure secondaire prédite des séquences cTAR dans les ADNss wt et mutants. Le 
logiciel mfold de zuker (419) a été utilisé pour prédire la structure secondaire la plus stable pour 
chaque séquence cTAR. Le misappariement T.G a été observé par RMN de la tige supérieure de cTAR 
(418). Les mutations sont indiquées par les lettres encadrées. 
 

Les expériences ont été réalisées en présence du rapport NC:nt égal à 1:18 (Figure 62 

A-C) ou 1:7 (Figure 62 D-F). Au rapport 1:18, les ADNss mutés forment plus 

d’hétéroduplexes que l’ADNss wt (Figure 62 C). Par exemple après 1β0 min, 4γ% d’ADNss 

wt est sous la forme d’hétéroduplexes tandis que c’est au moins 65% dans le cas des mutants. 

Une hypothèse pour expliquer ces résultats est que les structures des mutants sont moins 

stables que celle du sauvage et donc plus facilement déstabilisables par la NC. Le programme 

mfold prédit cependant que la tige-boucle cTAR est plus stable dans le mutant INV que dans 

l’ADNss sauvage (Figure 62). Toutefois, nos résultats suggèrent que les mutations au niveau 

de la boucle apicale ou de la base de la tige cTAR, facilitent le processus d’hybridation en 

réduisant la stabilité des ADNss mutants. En accord avec cette hypothèse, les expériences 
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d’hybridation effectuées en présence d’une forte concentration en NC montrent que les 

ADNss mutants et sauvage présentent les mêmes cinétiques d’hybridation (Figure 62 F). De 

plus, nous observons également la présence de complexes de haut poids moléculaire avec les 

ADNss mutants qui sont absents avec l’ADNss sauvage, suggérant la formation de 

multimères composés d’au moins trois molécules 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

Figure 62. Cinétiques d’hybridation des ADNss mutés. Les essais de retard sur gel ont été 
effectués comme décrit dans la partie « Matériel et Méthodes ». Les essais ont été analysés par 
électrophorèse à β5°C sur gel d’agarose β% dans le tampon 0,5X TBE. A, B) La piste C1  
correspond à l’ADNss incubé en présence de l’ARN Δγ’ et en absence de NC pendant 1β0 min. 
Les pistes 1-7 correspondent respectivement aux essais incubés à 37°C pendant 1, 3, 9, 15, 30, 60 
et 120 min en présence de NC au rapport NC:nt égal à 1:18. Les formes monomérique et 
hétéroduplexe sont désignées respectivement par m et hd. D, E) La piste C2  correspond à 
l’ADNss mutant seul incubé en présence de NC au rapport 1 NC pour 7 nucléotides pendant 1β0 
min. Les pistes 1-7 correspondent respectivement aux essais incubés à 37°C pendant 1, 3, 9, 15, 
30, 60 et 120 min en présence de NC au rapport NC:nt égal à 1:7. Les complexes de haut poids 
moléculaire sont désignées par hmw. La piste M représente le marqueur de taille ADN (356 
nucléotides). C, F) Graphes représentant le pourcentage de complexe NC-oligonucléotide en 
fonction du temps. Les courbes bleue, orange et rouge indiquent respectivement l’ADNss wt, 
l’ADNss INV et l’ADNss SL1. Chaque point est la moyenne d’au moins trois expériences. Les 
barres d’erreur indiquent les déviations standards. 
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En résumé, nos résultats suggèrent fortement que le processus d’hybridation médié par 

la NC ne repose pas sur une seule des deux voies décrites. Ainsi, la NC peut initier 

l’hybridation au niveau de séquences complémentaires qui ne font pas intervenir les boucles 

apicales et les extrémités γ’/5’ des tiges boucles cTAR et TAR. De plus, nos résultats sont en 

accord avec le modèle faisant intervenir les tiges-boucles poly(A) et cpoly(A). En effet, nos 

résultats sont compatibles avec le modèle de transfert de brin par invasion proposé par 

Bambara et al, (331, 407). Dans ce modèle, la pause de la RT au niveau de la base de la tige-

boucle TAR en 5’ initie les coupures par la RNase H au niveau de la séquence poly(A) en 5’ 

(ARN donneur) permettant ainsi l’interaction de  la tige-boucle poly(A) en γ’ (ARN 

accepteur) avec la tige-boucle cpoly(A) de l’ADNss naissant. Le transfert de brin est ainsi 

initié par un processus de propagation jusqu’au transfert total de l’ADNss (Figure 36). 
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Mon sujet de thèse a porté sur la compréhension des mécanismes moléculaires qui 

régissent le premier transfert de brin chez le VIH-1. Ce transfert joue un rôle crucial dans la 

transcription inverse du génome du VIH-1. Il repose en grande partie sur la formation d’un 

hybride ADN-ARN impliquant la séquence r, qui est une partie de l’ADNss,  et la séquence R 

située à l’extrémité γ’ de la région γ’UTR de l’ARNg viral. On sait que la formation de 

l’hybride ADN-ARN dépend de la structure des acides nucléiques impliqués et est facilitée 

par la NC, mais les structures, interactions et dynamiques qui gouvernent cette hybridation 

sont mal connues. Jusqu’à notre étude, la formation de l’hybride ADN-ARN n’avait été 

étudiée qu’avec des courts acides nucléiques qui ne reflètent que partiellement les structures 

formées par l’ADNss et l’ARN γ’UTR dans le virus en cours de réplication. 

Nous avons été les premiers à déterminer, en l’absence et présence de NC, la structure 

secondaire de l’ADNss entier du VIH-1. A notre connaissance, les structures secondaires des 

ADNss d’autres rétrovirus n’ont pas été déterminées. Nos résultats obtenus avec trois sondes 

de structure (DNase I, mung bean nuclease et permanganate de potassium) sont en faveur 

d’une structure secondaire de l’ADNss du VIH-1 constituée de trois tiges-boucles (u5, 

cpoly(A) et cTAR) et trois régions simple-brin en l’absence ou présence de NC (Figure 5 de 

l’article). Il est intéressant de noter qu’une partie de la séquence u5, qui à priori n’interagit pas 

avec l’ARN γ’UTR, est la plus longue (β9 nt) des trois régions simple-brin et qu’elle ne 

dépend pas de la présence de la NC. Il est aussi intéressant de souligner que la région r, qui est 

constituée des séquences cpoly(A) et cTAR, ne se replie pas sous la forme d’un domaine 

structural totalement indépendant. En effet, six paires de bases sont formées entre les 

séquences u5 et cpoly(A) (Figure 8 de l’article). Les courts ADN (55 ou 59 nt) correspondant 

à l’ADN cTAR forment, en absence de NC, deux types de tige-boucle qui sont en équilibre : 

une conformation fermée et une conformation en Y qui est partiellement ouverte (158, γ6β, 

405). Nos données structurales indiquent que dans l’ADNss la séquence cTAR adopte la 

conformation en Y  semi-ouverte (conformère 1 de la Figure 8 de l’article) mais pas la 

conformation fermée. Par conséquent, l’ADN cTAR, un modèle d’étude très utilisé, adopte la 

conformation fermée qui n’existe pas dans l’ADNss qui est le substrat naturel du premier 

transfert de brin. 

Notre analyse phylogénétique réalisée avec les séquences des différents groupes du 

VIH-1 est aussi en faveur d’une structure secondaire de l’ADNss constituée de trois tiges-

boucles (u5, cpoly(A) et cTAR) et trois régions simple-brin (Figure 7 de l’article). 

L’appariement impliquant les nucléotides 4-11 et 41-58 (numérotation relative au groupe M 

du VIH-1) pourrait jouer un rôle important dans la synthèse des brins (-) et (+) de l’ADN viral 

Conclusions et perspectives 



Introduction 

 

105 

 

car il est très conservé. Cet appariement est aussi conservé au niveau de l’ARNg et pourrait 

faciliter l’initiation de la transcription inverse à partir de l’amorce ARNt(Lys,γ) (4β5). De 

même, les structures en tige-boucle des séquences TAR et poly(A) sont conservées au niveau 

de l’ADNss (cette étude) et de l’ARNg (γ98, 4β6). Par conséquent, nous ne pouvons pas 

exclure la possibilité que la conservation des éléments structuraux dans l’ADNss est due à une 

conservation au niveau de l’ARNg. Une hypothèse attrayante est que les éléments structuraux 

ont été conservés au niveau de l’ARNg et de l’ADNss pour permettre une réplication optimale 

du virus, c’est-à-dire faciliter la transcription inverse, la synthèse et polyadénylation de 

l’ARNg.  

Nous avons été les premiers à identifier quatre sites préférentiels de fixation de la NC 

au niveau de l’ADNss. Ces sites sont constitués de nucléotides non appariés et trois d’entre 

eux contiennent le motif TG qui est connu pour interagir préférentiellement avec la NC (152, 

418, 420). Dans la perspective d’études RMN ultérieures, nous avons étudié par retard sur gel  

l’interaction de la NC avec des oligonucléotides contenant chacun l’un des sites forts. Nos 

résultats suggèrent que seulement deux oligonucléotides miment probablement bien 

l’interaction qu’établit la NC avec les sites forts 67-71 et 129-1γγ dans l’ADNss (Figure 8 de 

l’article). Ces oligonucléotides ne sont pas structurés et ne sont donc pas intéressants pour 

déterminer par RMN comment la NC déstabilise des éléments structuraux de l’ADNss. Nos 

données structurales suggèrent que la structure secondaire de l’ADNss et la partie inférieure 

de la tige-boucle cTAR sont plus ouvertes en présence de NC qu’en son absence (Figure 5 de 

l’article). Il est intéressant de noter que l’effet de la NC sur l’ADN cTAR modèle (158) est 

proche mais pas identique à celui observé sur le domaine cTAR dans l’ADNss. A partir de 

nos résultats, nous proposons un modèle d’hybridation dans lequel la première étape est la 

fixation de la NC au niveau de ses sites forts pour déclencher l’ouverture de la structure 

tridimensionnelle de l’ADNss et favoriser ainsi l’accessibilité de la région r ; la seconde étape 

étant la déstabilisation par la NC des tiges-boucles ; la troisième étape étant l’appariement des 

séquences r et R par la NC.  

Nos essais d’hétérodimérisation analysés par retard sur gel n’ont pas permis de révéler 

des interactions entre l’ADNss et l’ARN γ’UTR en l’absence de NC. En revanche, l’étude 

structurale réalisée avec trois sondes (DNase I, mung bean nuclease et permanganate de 

potassium) suggère qu’une partie de la région u5 établit des interactions faibles avec une 

partie de la région Uγ de l’ARNg. Il est intéressant de noter que les séquences 

complémentaires r et R ne présentent aucune interaction en absence de NC. Nous n’avons 

donc pas mis en évidence d’interactions entre les boucles apicales des TAR et cTAR et celles 
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des poly(A) et cpoly(A). En ce qui concerne le processus d’hybridation en présence de NC, 

nous avons été les premiers à l’étudier in vitro avec l’ADNss entier et une partie de l’ARN 

γ’UTR nommé ARN γ’. Nos résultats montrent clairement que la NC est requise pour 

former l’hybride ADNss-ARN γ’. Les cinétiques d’hybridation que nous avons réalisées 

avec l’ADNss sauvage et deux ADNss mutés montrent que l’initiation de l’hybridation ne 

repose pas sur une seule voie, à faible ou forte concentration de NC. L’hybridation pourrait 

être simultanément initiée au niveau des deux voies classiquement proposées (complexe 

boucle-boucle et interaction par la partie inférieure des tiges) ou d’une troisième impliquant 

l’appariement des tiges-boucles ARN poly(A) et ADN cpoly(A). En accord avec cette 

hypothèse, des études in vitro suggèrent que l’appariement des séquences poly(A) et cpoly(A) 

joue un rôle important dans le transfert (331, 408). 

 Les résultats que nous avons obtenus vont permettre d’initier de nouvelles études in 

vitro qui auront pour objectif principal de valider nos hypothèses. Des mutations ponctuelles 

empêchant la fixation de la NC au niveau de ses quatre sites forts devraient avoir un effet sur 

la déstabilisation de  la structure tridimensionnelle de l’ADNss.  D’autres mutations 

ponctuelles au niveau de certaines guanines devraient pouvoir avoir un effet sur la 

déstabilisation des tiges de l’ADNss. En effet, des travaux récents dont ceux de notre équipe 

ont montré que la déstabilisation d’une tige par la NC peut être initiée à partir d’un site 

secondaire, c’est-à-dire une paire de bases contenant une guanine et adjacente à une boucle ou 

à un bulge (139, 414). Par conséquent, les mutations mentionnées ci-dessus devraient avoir un 

effet négatif sur la cinétique d’appariement de la séquence r de l’ADNss avec la séquence R 

de l’ARN γ’UTR. 

 Grâce aux résultats que nous avons obtenus, mon équipe d’accueil envisage des études 

ex vivo en collaboration avec une équipe de l’unité. Une de nos hypothèses est que le 

repliement de l’ADNss ex vivo est identique ou très proche de celui qu’il adopte in vitro car la 

structure secondaire est conservée parmi les différents isolats et groupes du VIH-1. A ce jour, 

cette hypothèse n’a pas été démontrée. La NC ne déstabilise pas des duplexes stables, c’est-à-

dire ayant en général une longueur supérieure à huit paires de bases consécutives (64). En 

accord avec cette observation, notre analyse phylogénétique prédit que dans l’ADNss les tiges 

n’excèdent pas huit paires de bases Watson-Crick consécutives chez les différents isolats et 

groupes du VIH-1. Par conséquent, si ex vivo les processus d’hybridation dépendent 

principalement de l’action de la NC, la stabilisation des tiges devrait avoir un effet important 

sur ces processus. Ainsi, nous supposons que des mutations ponctuelles stabilisant les tiges 
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des éléments cpoly(A) et cTAR devraient empêcher ou fortement diminuer la déstabilisation 

de ces tiges par la NC et par conséquent avoir un effet sur l’appariement r-R, c’est-à-dire sur 

le premier transfert de brin. De même, la copie complète de la région u5 par la RT devrait être 

empêchée ou fortement diminuée par des mutations ponctuelles stabilisant la tige-boucle 

présente dans cette région ; ces mutations devraient donc avoir un effet sur le second transfert 

de brin. Une étude récente, basée en partie sur un modèle mathématique de la transcription 

inverse, suggère que le désassemblage de la capside (décapsidation) est déclenché après que 

ce soit produit le premier transfert de brin et avant le second transfert de brin (427). Des 

mutations dans l’ADNss qui bloquent la transcription inverse au niveau du premier ou du 

second transfert de brin devraient donc empêcher ou retarder le déclenchement de la 

décapsidation. 

 En conclusion, nos résultats actuels et les prochains devraient contribuer à identifier 

les mécanismes moléculaires qui sont impliqués dans les deux transferts et à approfondir donc 

les connaissances sur la transcription inverse. Une connaissance détaillée des deux transferts 

de brin  pourrait conduire à la conception de nouveaux antirétroviraux ciblant la NC et 

l’ADNss. En effet, deux études ont montré que le premier transfert de brin est inhibé in vitro 

par l’actinomycine D qui en se fixant sur l’ADNss inhibe l’étape d’hybridation (383, 384). 

L’actinomycine D n’a cependant pas une activité antirétrovirale spécifique car elle est d’abord 

un inhibiteur de la transcription et peut même activer la réplication du VIH-1 dans certaines 

lignées cellulaires (385). De plus, ce composé est toxique pour les cellules. Toutefois, les 

résultats obtenus avec l’actinomycine D suggèrent qu’il est possible de concevoir des agents 

pharmacologiques inhibant spécifiquement le premier transfert de brin si nous disposons 

d’une connaissance précise des interactions impliquant l’ADNss, l’ARN γ’UTR et la NC. 

Finalement, le premier transfert de brin et les transferts de brin internes impliquent des 

mécanismes moléculaires qui sont similaires. Par conséquent, les résultats de futures études 

pourraient contribuer à obtenir de nouvelles connaissances sur les transferts de brin internes 

qui sont principalement responsables de la recombinaison chez le VIH-1, et permettre ainsi la 

stimulation et l’émergence de nouvelles études sur ces processus. La compréhension de la 

recombinaison, responsable en partie de la diversité génétique du VIH-1, pourrait en effet 

aider à concevoir des agents pharmacologiques qui, en ciblant le transfert de brin dépendant 

de la NC, devraient réduire fortement l’apparition de souches multi-résistantes aux 

antirétroviraux. 
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An essential step of human immunodeficiency virus type 1

(HIV-1) reverse transcription is the first strand transfer that

requires base pairing of theR region at the 3�-endof the genomic

RNA with the complementary r region at the 3�-end of minus-

strand strong-stop DNA (ssDNA). HIV-1 nucleocapsid protein

(NC) facilitates this annealing process. Determination of the

ssDNA structure is needed to understand themolecular basis of

NC-mediated genomic RNA-ssDNA annealing. For this pur-

pose, we investigated ssDNA using structural probes (nucleases

and potassium permanganate). This study is the first to deter-

mine the secondary structure of the full-lengthHIV-1 ssDNA in

the absence or presence of NC. The probing data and phyloge-

netic analysis support the folding of ssDNA into three stem-loop

structures and the presence of four high-affinity binding sites

for NC. Our results support a model for the NC-mediated

annealing process in which the preferential binding of NC to

four sites triggers unfolding of the three-dimensional structure

of ssDNA, thus facilitating interaction of the r sequence of

ssDNA with the R sequence of the genomic RNA. In addition,

using gel retardation assays and ssDNA mutants, we show that

the NC-mediated annealing process does not rely on a single

pathway (zipper intermediate or kissing complex).

Two strand transfers are required for reverse transcription of
the human immunodeficiency virus type 1 (HIV-1)5 genome

(1). These strand transfers are enhanced by the HIV-1 nucleo-

capsid protein (NC) (2–6). During the first strand transfer,

which involves reverse transcriptase (RT) with its RNase H

activity to promote degradation of the 5�-copied genomic RNA

(donor RNA), the 3�-end of theminus-strand strong-stopDNA

(ssDNA) is transferred to the 3�-end of the genomic RNA

(acceptor RNA). This transfer can occur in an intra- (i.e. trans-

fer of ssDNA to the original RNA template) or intermolecular

(i.e. transfer of ssDNA to the other genomic RNA copy in the

virion) manner (1). The first requirement for synthesis of

ssDNA is the annealing of the human primer tRNA3
Lys onto the

primer binding site of the genomic RNA (Fig. 1A). Themodel of

reverse transcription presumes that the first strand transfer

occurs after synthesis of the full-length ssDNA.More precisely,

the transfer is mediated by base pairing of the R region at the

3�-end of the genomic RNAwith the complementary r region at

the 3�-end of ssDNA. The effect of shortening the length of

complementarity has been studied using murine leukemia

virus-based vectors capable of only a single round of replication

(7). This study showed that removing more than 80% of the

length of 3� R, from 69 to 12 nucleotides, did not significantly

affect the efficiency of the first strand transfer. These results

cannot be extrapolated directly toHIV-1, because the R regions

of murine leukemia virus and HIV-1 are different. The effect of

shortening the length of 3�R has also been studied inHIV-1 (8).

This study showed that production of viral particles was barely

affected by a 3� R sequence of only 37 nucleotides. However,

this result did not directly demonstrate that the first strand

transfer was not altered, because multiple rounds of viral repli-

cations were allowed. Studies on Moloney murine leukemia

virus (9), spleen necrosis virus (10), and HIV-1 (11) with muta-

tions in R suggested that partial ssDNAs (“weak-stop” DNAs)

can be transferred prior to complete reverse transcription of

the R region. However, the transfer of weak-stop DNAs

occurred at low frequency (10, 11). In addition, the results of a

study performed with a series of mutations in the 5�, 3�, or both

R sequences suggested that the great majority of first strand

transfers in HIV-1 occur after the synthesis of the full-length

ssDNA (12). Therefore, an anti-HIV-1 therapy based on inhibi-

tion of the first strand transfer requires knowledge of the

structures of the full-length ssDNAand the complete 3�R.Con-

sistent with this notion, actinomycin D inhibits the first strand

transfer through direct interaction with the ssDNA (13, 14).
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The R sequence contains the transactivator response ele-
ment (TAR) and a portion of the polyadenylation signal
(poly(A)) (15, 16). The 3�-TAR sequence folds into a hairpin in
the complete HIV-1 RNA genome extracted from virions (17).
The 3�-poly(A) sequence can form a hairpin (16, 18), but there
is no data showing that this secondary structure is present in
the complete HIV-1 RNA genome. The r sequence of ssDNA is
predicted to fold into hairpins that are complementary to the
TAR and poly(A) RNA sequences and are therefore named
cTAR and cpoly(A), respectively (19, 20). To date, the second-
ary structure of the full-length ssDNA has not been deter-
mined. Thus, there is no data showing that the cTAR and
cpoly(A) sequences form the predicted hairpins in the context
of the full-length ssDNA.

NC promotes annealing of ssDNA to the 3�-end of the
genomic RNA because it possesses nucleic acid chaperone
activity that facilitates the rearrangement of nucleic acids into
the most thermodynamically stable structures containing the
maximum number of base pairs (21, 22). This chaperone func-
tion depends on three properties (2): 1) ability to aggregate
nucleic acids; 2) weak duplex destabilization activity; and 3)
rapid on-off binding kinetics. The ability of NC to increase the
rate of the first strand transfer is due at least in part to its stim-
ulatory effect on the rate of annealing of the complementary
hairpins (23, 24). Unfolding of the complementary hairpins is
thought to be rate-limiting in the annealing process leading to
the first strand transfer (23). As mentioned above, mutational
analysis of the HIV-1 R sequence suggests that the great major-
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FIGURE 1. Strong-stop DNA analysis. A, schematic diagram of events preceding the first strand transfer. R, terminal repeat; TAR, transactivator response
element; poly(A), polyadenylation signal; U5, sequence unique at the 5�-end; PBS, primer binding site; U3, sequence unique at the 3�-end; ssDNA, minus-strand
strong-stop DNA; r, complementary DNA sequence to R; cTAR, complementary DNA sequence to TAR; cpoly(A), complementary DNA sequence to poly(A); u5,
complementary DNA sequence to U5. The 3� 18 nucleotides of the tRNA3

Lys primer are annealed to the PBS, a complementary sequence in the viral genome
(gray line); numbering is relative to the genomic RNA cap site (�1). Once annealed, RT catalyzes extension of the primer to form ssDNA (black line). The 5�-end
of the genomic RNA is degraded (broken line) by the action of the RNase H activity of RT. The first strand transfer is mediated by base pairing of the R and r
regions that are complementary. B, ssDNA and RNA used in this study. ssDNA (178 nucleotides) is the extension product of PR primer, numbering is relative to
the first nucleotide of ssDNA, which is complementary to nucleotide 178 of the genomic RNA; RNA �3� (200 nucleotides) contains the 3�-end of the U3
sequence and the full-length R sequence. C, predicted secondary structures for the cTAR sequence in the wild-type and mutant ssDNAs. The DNA folding
program of Zuker (43) was used to predict the most stable secondary structure for each cTAR sequence. The T�G base pair is supported by NMR analysis of the
top half of cTAR (65). Mutations are shown as lowercase letters in boxes.
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ity of first strand transfers occur after completion of ssDNA
synthesis, i.e. the complete cTAR sequence would be required
for efficient strand transfer in vivo (12). Several studies per-
formed with the cTAR sequence (55 to 59 nucleotides) support
a dynamic structure of the cTAR hairpin, involving equilibrium
between both the closed conformation and the partially open
“Y” conformation (20, 25–28). Recently, we showed that NC
slightly destabilizes the lower stem that is adjacent to the inter-
nal loop and shifts the equilibrium toward the Y conformation
exhibiting at least 12 unpaired nucleotides in its lower part (29).
We also showed that the apical and internal loops of cTAR are
weak and strong binding sites forNC, respectively (29). To date,
the interactions between NC and the full-length ssDNA have
not been studied.
Because mutations in the TAR apical loop decrease the first

strand transfer in vitro, Berkhout et al. (19) suggested that this
process involves a “kissing” complex formed by the apical loops
of TAR and cTAR hairpins. Consistent with this hypothesis, we
found that efficient annealing of cTAR DNA to the 3�-end of
the genomic RNA relies on sequence complementarities
between TAR and cTAR apical loops (18). Studies using TAR
RNA and cTAR DNA hairpins suggest that both the apical
loops and the 3�/5� termini of complementary hairpins are the
initiation sites for the annealing reaction under subsaturating
concentrations of NC (30, 31). In contrast, cTAR DNA-TAR
RNA annealing in the presence of saturated NC depends only
on nucleation through the 3�/5� termini, resulting in the forma-
tion of a “zipper” intermediate (30, 32). Note that the two
annealing pathways have not been demonstrated for the
annealing reaction between the full-length ssDNA and the
3�-end of the genomic RNA.
In this study, we investigated the annealing process using

ssDNA and RNA �3� representing the 3�-end of the genomic
RNA (Fig. 1B). Using chemical and enzymatic probes, our study
is the first and the only one, to our knowledge, which deter-
mined the secondary structure of the ssDNA and the NC bind-
ing sites within this DNA.

Experimental Procedures

NC and Oligonucleotides—Full-length NC (NC(1–55)) was
synthesized by the Fmoc (N-(9-fluorenyl)methoxycarbonyl)/
pentafluorophenyl ester chemical method and purified to
homogeneity by HPLC (33). NC was dissolved at concentra-
tions of 1 to 2 mg/ml in a buffer containing 25 mM HEPES
(pH 6.5), 50 mM NaCl, and 2.2 mol of ZnCl2/mol of peptide.
DNA oligonucleotides were purchased from Eurogentec. In
the following oligonucleotide sequences, the uppercase let-
ters indicate the bases that are complementary to the
DNA sequence of the HIV-1 MAL isolate and the positions
of the HIV-1 sequence targeted by the oligonucleotides are in
parentheses: O1, gcagaattctggagtaatacgactcactataGGTCTC-
TCTTGTTAGAC (1–17); O2, gcagcggtcgacGGTATCAC-
TTCTGGGC (876–861); O3, gcaatacGGTCTCTCTTGTTA-
GACCAGGTCGAGCaatttgGCTCTCTGGCTAGC (1–47);
O4, ccgccgtgactaccgcgagacccac; O5, gctcgaaCCCGGGCTC
GACCTGGTCTAACAAGttcttCCtatagtgagtcgtattac (27–7);
O6, catccaCCCGGGAGCTCTCTGGCTAGCAAGtctctgg-
CACTGCTTAAGCCTC (32–70); O7, gaagaattctggagtaatacga-

ctcactataGGAGGCGTAACTTGGG (9055–9070); O8, atcgata-
ccgtcgacc; O9, gcagaattctggagtaatacgactcactataGGAGCTTT-
TGATCTCAG (8635–9229); Oligonucleotides O1, O5, O7,
and O9 contain the T7 RNA polymerase promoter. PR, CTG-
CTAGAGATTTTTACACCG (178–158); PU3b1M, TCCGG-
ATGTTGTTCTC (8990–8975).
Construction of Plasmids—Standard procedures were used

for restriction enzyme digestion and plasmid construction
(34). Restriction endonucleases and T4 DNA ligase were
purchased from New England Biolabs. The expand high
fidelity PCR system was from Roche Applied Science. Cloned
sequences and mutations were verified by DNA sequencing.
Plasmids pHIVCG-4 and pHIVCG8.6 contain DNA fragments
of the HIV-1 genome derived from the MAL isolate (35, 36).
Plasmid pYC5� was generated by PCR amplification of linear-
ized pHIVCG-4 with EcoRI using oligonucleotides O1 and O2.
The resulting PCR product was digested with EcoRI and SalI
and ligated into pHIVCG-4 digested with the same enzymes.
Using oligonucleotides O3 and O4 and pYC5� linearized with
EcoRI, plasmid pBCSL1 was generated by PCR amplification.
The resulting PCR product was digested with BsaI and ligated
into pYC5� digested with the same enzyme. Using oligonucle-
otides O5 and O6 and pYC5� linearized with AvaI, plasmid
pCCinv was generated by PCR amplification. The resulting
PCR product was then digested with AvaI and ligated intramo-
lecularly. Plasmid pFC3�-2 was generated by PCR amplification
of linearized pHIVCG8.6 with EcoRI using oligonucleotidesO7
and O8. The resulting PCR product was digested with EcoRI
and XhoI and ligated into pCG44 (37) digested with the same
enzymes. Plasmid pFC3�UTRwas generated by PCR amplifica-
tion of linearized pHIVCG8.6 with EcoRI using oligonucleo-
tides O8 and O9. The resulting PCR product was digested with
EcoRI and XhoI and ligated into pCG44 digested with the same
enzymes.
In Vitro RNA Synthesis and Purification—Plasmids pYC5�,

pBCSL1, and pCCinv were digested with HaeIII to generate
templates for in vitro synthesis of RNAs 1–415wt, 1–415SL1,
and 1–415inv, respectively. These RNA transcripts start and
end with authentic HIV sequences, i.e. they do not contain
additional sequences resulting from DNA plasmid con-
struction. Plasmid pFC3�-2 was digested with XhoI to generate
the template for in vitro synthesis of RNA�3� (200 nucleotides)
that contains at the 3�-end a poly(A) tail (22 adenine residues)
and five nucleotides corresponding to the XhoI site. Plasmid
pFC3�UTRwas digested with XhoI to generate the template for
in vitro synthesis of RNA 3� UTR (620 nucleotides). Five �g of
the cleaved plasmids was transcribed with bacteriophage T7
RNA polymerase under the conditions stipulated by the Ribo-
MAXTM large scale RNA production system (Promega). RNAs
were purified by electrophoresis on a denaturing 5% polyacryl-
amide gel as described (34).
Synthesis, Labeling, and Purification of the ssDNAs and DNA

Size Markers—The DNA oligonucleotides PR and PU3b1M
were used as primers. For synthesis of 5�-end labeled ssDNAs
and DNA size marker (M, 356 nucleotides), the primers were
5�-end labeled using T4 polynucleotide kinase (New England
Biolabs) and [�-32P]ATP (PerkinElmer Life Sciences). Ninety
pmol of 5�-end labeled primer (3� 105 cpm/pmol) and 60 pmol
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of RNAs 1–415 (templates for the wild-type and mutant
ssDNAs), or 3� UTR (template for the DNA size marker, M) in
150 �l of water were heated at 90 °C for 3 min and frozen for 5
min on dry ice/ethanol bath. Then, 138 �l of reaction buffer
(final concentrations: 78 mM KCl, 1 mM DTT, and 52 mM Tris-
HCl, pH 7.8) containing 30 units of HIV-1 reverse transcriptase
(Worthington) was added and the sample was preincubated at
37 °C for 10 min before the primer extension reaction was ini-
tiated by 6 �l of MgCl2 and 6 �l of dNTPs. The final reaction
contained 50mMTris-HCl (pH 7.8), 75mMKCl, 2mMMgCl2, 1
mM DTT, and 300 nM dNTPs. The reaction was incubated at
37 °C for 1 h and terminated by addition of 200 �l of 0.3 M

NaOH, 0.05M EDTA and heating at 90 °C for 15min. Then, the
sample was extracted by phenol/chloroform followed by etha-
nol precipitation and the dried pellet was resuspended in 40 �l
of loading bufferA (7M urea, 0.03% (w/v) bromphenol blue, and
0.03% (w/v) xylene cyanol). The 5�-end labeled ssDNAs and M
were purified by electrophoresis on 6% denaturing polyacryl-
amide gels and isolated by elution followed by ethanol precipi-
tation. The purified ssDNAs andMwere dissolved in water and
checked for purity and integrity on a 6% denaturing polyacryl-
amide gel.
Analysis of ssDNA Dimerization—The assays were carried

out in a final volume of 10 �l. The 5�-end labeled ssDNA (0.15
pmol at 4 � 105 cpm/pmol) was dissolved in 7.2 �l of water,
heated at 90 °C for 2 min, and chilled for 2 min on ice. Then 0.8
�l of the renaturation buffer was added (final concentrations:
75 mM KCl, 0.2 mM MgCl2, and 50 mM Tris-HCl, pH 7.8) and
the sample was incubated at 37 °C for 45 min. The reaction
mixtureswere then incubated at 37 °C for 15min in the absence
or presence of NC at various concentrations. The incubations
were stopped by extraction with phenol/chloroform and each
aqueous phase was mixed with 4 �l of loading buffer B (50%
(w/v) glycerol, 0.05% (w/v) bromphenol blue, 0.05% (w/v)
xylene cyanol). The heat-denatured control of 5�-end labeled
ssDNA (0.15 pmol at 4 � 105 cpm/pmol in 10 �l of water) was
performed by heating at 90 °C for 2 min and chilling for 2 min
on ice, and mixing with 4 �l of loading buffer B. Formation of
homoduplexes was analyzed by electrophoresis on a 2% aga-
rose (QA-AgaroseTM, Qbiogene) gel at 4 °C in 0.5 � TBM
(45 mM Tris borate (pH 8.3), 0.1 mM MgCl2). After electro-
phoresis, the gel was fixed, dried, and autoradiographed as
described (37).
Gel-shift Annealing Assay—The annealing assay was carried

out in a final volume of 12 �l. The 5�-end labeled ssDNA (0.15
pmol at 4 � 105 cpm/pmol) in 4 �l of water was heated at 90 °C
for 2 min and chilled for 2 min on ice. Then, 1.0 �l of renatur-
ation buffer (final concentrations: 75 mM KCl, 0.2 mM MgCl2,
and 50mMTris-HCl, pH 7.8) and 1�l of NC (1.48 or 3.81 pmol)
were added and the sample was incubated at 37 °C for 15 min.
Unlabeled RNA �3� (0.45 pmol) underwent the same renatur-
ation treatment with 1 �l of NC (5 or 12.85 pmol) and then
added to the refolded ssDNA. The protein to nucleotide molar
ratios were 1:18 or 1:7. These ratios refer to total nucleotide
concentration. The reaction mixture was then incubated at
37 °C for 1, 3, 9, 15, 30, 60, or 120 min. At the end of incuba-
tions, the assays were phenol/chloroform extracted and each
aqueous phase was mixed with 4 �l of loading buffer B. The

sampleswere analyzed by electrophoresis on a 2% agarose (QA-
AgaroseTM, Qbiogene) gel at 25 °C in 0.5 � TBE (45 mM Tris
borate (pH8.3), 1mMEDTA). After electrophoresis, the gel was
fixed,dried, andautoradiographedasdescribed(37).Themono-
meric (m) and heteroduplex (hd) forms of ssDNA, and the high
molecular weight DNA-RNA complexes (hmw) were quanti-
fied using a TyphoonTM TRIO (GE Healthcare) and Image-
Quant software. The percent of heteroduplex was determined
as 100 � (hd/(hd � m � hmw)).
Structural Probing of ssDNAs—Potassiumpermanganate and

piperidine were purchased from Sigma. Mung bean nuclease
and DNase I were purchased from New England Biolabs and
Promega, respectively. Structural probing of ssDNA was car-
ried out in a final volume of 10 �l. The 5�-end labeled ssDNA
(0.15 pmol at 4 � 105 cpm/pmol) in 7.2 �l of water was heated
at 90 °C for 2 min and chilled for 2 min on ice. Then, 0.8 �l of
renaturation buffer (final concentrations: 75 mM KCl, 0.2 mM

MgCl2, and 50 mM Tris-HCl (pH 7.8) for probing with KMnO4

or DNase I; 75 mM KCl, 0.2 mM MgCl2, and 50 mM sodium
cacodylate (pH 6.5) for probing with mung bean nuclease) was
added and the sample was incubated at 37 °C for 45 min. The
reaction mixtures were then incubated at 37 °C for 15 min in
the absence or presence of NC at various concentrations. The
samples were then incubated with 0.125, 0.25, or 0.5 units of
mung bean nuclease for 15min at 37 °C or with 0.1 or 0.15 units
of DNase I for 7 min at 37 °C. These cleavage reactions were
stopped by phenol/chloroform extraction followed by ethanol
precipitation. The dried pellets were resuspended in 7 �l of
loading bufferA. For potassiumpermanganate probing, ssDNA
was treated with 0.25, 0.5, 0.75, or 1 mM KMnO4 for 1 min at
37 °C. The treatment was stopped by adding 40 �l of the termi-
nation buffer (0.7M �-mercaptoethanol, 0.4MNaOAc (pH 7.0),
10 mM EDTA, 25 �g/ml of tRNA). DNA was then extracted
with phenol/chloroform, ethanol precipitated, and dried. DNA
was subjected to piperidine cleavage by resuspension of the
dried pellet in 100 �l of freshly diluted 1M piperidine and heat-
ing at 90 °C for 30 min. The samples were lyophilized, resus-
pended in 20 �l of water, and lyophilized again. After a second
lyophilization from 15 �l of water, the samples were resus-
pended in 7 �l of loading buffer A. Sequence markers of the
labeled ssDNA were produced by the Maxam-Gilbert method
(38). To identify all cleavage sites at the nucleotide level, the
samples were analyzed by long and short migration times on
denaturing 6–8 and 12–14% polyacrylamide gels, respectively.
Alignment of the ssDNA Sequences—The ssDNA sequence

alignments were performed using the HIV sequence database
from the Los Alamos National Lab HIV. A position-weighted
matrix was then computed using the open-source statistical
software R from the Comprehensive R Archive Network (59).
The sequence logo (39) was plotted using the seqLogo package.

Results

Synthesis, Purification, and Analysis of ssDNA—Commercial
chemical synthesis of ssDNAwas unattainable due to substrate
length. Therefore, we synthesized the full-length ssDNA de-
rived from the MAL isolate using HIV-1 reverse transcriptase.
The 5�-end labeled ssDNA was synthesized and purified as
described under “Experimental Procedures” section. Previous
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studies showed that both loose and tight duplexes can be char-
acterized by native agarose gel electrophoresis at 4 °C in the
TBMbuffer (40–42). The labeled ssDNAwasmonomeric after
incubation with or without NC and analyzed under the electro-
phoretic conditions described above (Fig. 2). Therefore, the
annealing assays and the structural analyses were not compli-
cated by the presence of dimeric forms of ssDNA.

Annealing of ssDNA to the 3�-R Region of the Genome—As

mentioned under the Introduction, the annealing reaction

between the full-length ssDNA and the 3�-end of the genomic

RNA has not yet been studied. Here, we investigated the

annealing process using NC, the full-length ssDNA, and RNA

�3� representing the 3�-end of the genomic RNA (Fig. 1B). The

annealing assays were performed as described under “Experi-

mental Procedures.” Annealing of RNA �3� to the wild-type

ssDNA was barely detectable after 120 min incubation in the

absence of NC (Fig. 3A, lane C1). Because the genomic RNA

and ssDNA are probably folded and associated with NC during

the first strand transfer in vivo, RNA�3� and ssDNAwere rena-

tured in the presence of NC before being mixed together.

Annealing time courses were performed at low (Fig. 3, A–C)

and high (Fig. 3, D–F) NC concentrations. Annealing of RNA

�3� to the wild-type ssDNA was significantly increased in the

presence of NC at a protein to nucleotide molar ratio of 1:18

(Fig. 3A). The average yield of heteroduplex product was 43%

after 120min incubation (Fig. 3G, black circles). NC at a protein

to nucleotide molar ratio of 1:7 facilitated greatly the annealing

of RNA�3�-wild-type ssDNA (Fig. 3D). The average yield of the

heteroduplex product was 75% after 120 min incubation (Fig.

3H, black circles). These results show that the wild-type ssDNA

synthesized and renatured in vitro is competent for the anneal-

ing reaction and the chaperone activity of NC is required for

efficient annealing of ssDNA to the 3�-end of the genomicRNA.

Den C1 C2                    M

m (178 nt)

NC

356 nt

1     2     3     4    5     6     7 

FIGURE 2. Analysis of ssDNA dimerization. The 5�-end labeled ssDNA in the
absence (lanes C1 and C2) or presence of NC (lanes 4 – 6) was incubated at
37 °C as described under ”Experimental Procedures.“ The samples were ana-
lyzed by 2% agarose gel electrophoresis at 4 °C in TBM buffer and visualized
by autoradiography. Den, heat-denatured ssDNA. Lane C1, control without
phenol/chloroform extraction. Lane C2, control with phenol/chloroform
extraction. The protein to nucleotide molar ratios were 1:18 (lane 4), 1:12 (lane
5), and 1:7 (lane 6). Lane M, size marker (356 nucleotides). Monomeric form of
ssDNA is indicated by m (178 nucleotides).
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FIGURE 3. Mutational analysis of ssDNA-RNA �3� annealing in the presence of NC. The NC-mediated annealing assays were performed as described under
”Experimental Procedures.“ The samples were analyzed by 2% agarose gel electrophoresis at 25 °C in the TBE buffer. A–C, lanes C1, the 5�-end labeled ssDNA
(ssDNA*) was incubated with RNA �3� for 120 min in the absence of NC. Lanes 1–7, ssDNA* and RNA �3� were incubated for 1, 3, 9, 15, 30, 60, or 120 min in the
presence of NC at a protein to nucleotide molar ratio of 1:18. The monomeric and heteroduplex forms of ssDNA are indicated by m and hd, respectively. D-F,
lanes C2, ssDNA* was incubated for 120 min in the presence of NC at a protein to nucleotide molar ratio of 1:7. Lanes 1–7, ssDNA* and RNA �3� were incubated
for 1, 3, 9, 15, 30, 60, or 120 min in the presence of NC at a protein to nucleotide molar ratio of 1:7. Lane M, size marker (356 nucleotides). High molecular weight
complexes are indicated by hmw. G and H, percentage of heteroduplex in the presence of NC at a protein to nucleotide molar ratio of 1:18 (G) or 1:7 (H). All
experiments were repeated at least three times and error bars show standard deviations. Black circle, wild-type; open triangle, SL1; open square, INV.
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Todetermine the role of the apical loop and the lower stemof
the cTAR hairpin in the NC-mediated annealing process, two
mutants were investigated (Fig. 1C). The SL1 mutant was
designed such that the cTAR domain in ssDNA can form the
stem-loop structure, but its apical loop cannot base pair with
the apical loop of the TAR RNA hairpin. The INV mutant was
designed such that the cTAR domain in ssDNA can form only
the Y conformation and its lower part cannot base pair with the
lower part of the TAR RNA hairpin. A band of very weak inten-
sity migrating between the monomer and heterodimer forms
was observed with the two mutants (Fig. 3, B and C). The posi-
tion of this band is consistent with a heteroduplex that is
shorter than the full-length heteroduplex. A likely explanation
is that spontaneous cleavage occurred in a very small fraction of
RNA �3� molecules at the level of mismatched sites during the
annealing process, mutant ssDNAs were thus annealed to a
truncated form of RNA �3�. Surprisingly, the rate of annealing
in the presence of NC at a protein to nucleotide molar ratio of
1:18 was significantly increased with the mutants, compared
with the wild-type (Fig. 3, A-C and G). The average yield of
heteroduplex products was at least 65% after 120 min incuba-
tion with these mutants (Fig. 3G). The mfold program predicts
that the cTAR hairpin is more stable in the INV mutant than
in the wild-type (Fig. 1C). However, the results suggest that
mutations in the apical loop and the lower part of the cTAR
hairpin facilitated the annealing process by decreasing the sta-
bility of mutant ssDNAs. In other words, the ssDNA structure
of mutants was more destabilized in the presence of a low con-
centration of NC than that of the wild-type. Consistent with
this notion, the wild-type andmutants exhibited similar kinetic
profiles in the presence of a high concentration of NC (Fig. 3H).
High molecular weight complexes were clearly observed with
the mutants (Fig. 3, E and F), suggesting formation of DNA-
RNA multimers composed of at least three molecules. Taken
together, the results show that NC-mediated annealing of
ssDNA toRNA�3� does not rely on a single pathway (kissing or
zipper). The results are also consistent with the notion that the
NC-mediated annealing process could be initiated through
complementary sequences that do not involve the apical loop
and the 3�/5� termini of the cTAR and TAR hairpins.
Strategy for Secondary Structure Determination of ssDNA—

To determine the secondary structure of the full-length wild-
type ssDNA, we used structural probes and the mfold program
(43). Thus, the full-length ssDNA was probed with DNase I,
mung bean nuclease (MBN) and potassium permanganate
(KMnO4). DNase I is a double-strand specific endonuclease
that produces single-strand nicks (44). MBN is highly selective
for single-stranded nucleic acids and single-stranded regions in
double-stranded nucleic acids (45). Note that nucleotide mis-
matches in double-stranded DNA are poor substrates forMBN
cleavage at 37 °C (45, 46). Due to the bulky size of DNase I and
MBN, the absence of cuts in the folded DNA structure by these
enzymes may also be a result of steric hindrance. In contrast,
KMnO4 is a small probe that can be used to detect all regions in
the folded DNA structure that are unpaired or distorted (47,
48): it is an oxidizing agent that preferentially attacks the 5,6-
double bond of thymine. In B-DNA, this bond is shielded by
base stacking interactions and, thus, the T residues in such

DNA duplexes are relatively resistant to oxidation. After treat-
ment of ssDNA with piperidine, the DNA backbone was
cleaved at the site of the modified thymines. The cleavage frag-
ments generated by the nucleases and the KMnO4/piperidine
treatment were analyzed by electrophoresis on denaturing
polyacrylamide gels as described under “Experimental Proce-
dures.” Running Maxam-Gilbert sequence markers of ssDNA
on the same gels in parallel allowed the identification of cleav-
age sites. Note that the nucleases cleave the phosphodiester
bond and generate a 3�-hydroxyl terminus on 5�-end labeled
DNA. In contrast, the KMnO4/piperidine treatment and
Maxam-Gilbert reactions generate a 3�-phosphorylated termi-
nus on 5�-end labeledDNA (38, 49). The electrophoreticmobil-
ity of Maxam-Gilbert sequence markers is therefore slightly
greater than that of fragments produced by nucleases. This
slight difference is observable only with short DNA fragments.
Analysis of the ssDNA Secondary Structure in the Absence of

NC—Representative examples of probing experiments without
NC are shown in Fig. 4. The results of a series of independent
experiments are summarized in the secondary structure of
ssDNA that is the most consistent with the probing data (Fig.
5A). In the absence of NC, the DNase I cleavage pattern (Fig. 4,
A and B) is consistent with the secondary structure that we
propose for ssDNA (Fig. 5A). Indeed, except moderate DNase I
cleavage betweenG97-C98 occurring in an apical loop (Fig. 4B),
all moderate and strong DNase I cleavages occurred within
stems or at the ends of stems (Fig. 5A).ModerateDNase I cleav-
age between G97-C98 suggests the existence of transient base
pairs in the apical loop. The ssDNA secondary structure is also
supported by the MBN cleavage pattern (Fig. 4, C and D)
because all moderate and strong MBN cleavages occurred
within single-stranded regions and loops (Fig. 5A). Finally, the
KMnO4 probing results are also consistent with our secondary
structure model. Thus, except the weak sensitivity of T115 to
KMnO4, all paired thymine bases within the stems were barely
(T5, T41, T45, T92, T108, T114, T130, and T131) or not reac-
tive (T43, T80, T83, T84, T122, T154, T160, and T165) to
KMnO4 (Fig. 4, E and F). The weak sensitivity of T115 to
KMnO4 suggests that the G85�T115 mismatched base pair is
not involved in strong stacking interactions with the surround-
ing base pairs. Consistent with this notion, Gogos et al. (50)
showed that KMnO4 interacts with the thymine residue of T�G
mismatches. Residues T11, T32, T134, and T146, which are at
the ends of stems or adjacent to a mismatch, exhibited moder-
ate sensitivity to KMnO4 because at least one side of the plane
of the heterocyclic ring of these thymine residues is exposed. As
expected, the reactivity level of all unpaired thymine bases
toward KMnO4 was high or moderate.
Analysis of the ssDNA Secondary Structure in the Presence of

NC—To identify destabilized regions and protections induced
by NC in ssDNA, we compared the enzymatic and KMnO4

probing patterns of ssDNA in the absence or presence of
increasing concentrations of NC (Fig. 6). The results of a series
of independent experiments are summarized in the secondary
structure of ssDNA that is themost consistent with the probing
data (Fig. 5B). TheDNase I cleavage patterns in the absence and
presence of NC were similar (Fig. 6, A and B), indicating that
NC did not change deeply the secondary structure of ssDNA.
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However, DNase I cleavage at the level of almost all sites
increased in the presence ofNCat a protein to nucleotidemolar
ratio of 1:18.A likely explanation is that binding ofNC to single-
stranded regions changed the three-dimensional folding of
ssDNA and therefore the accessibility of double-stranded
regions. In the presence of NC at a protein to nucleotide molar
ratio of 1:3.5, DNase I cleavage at the level of all sites decreased
strongly (Fig. 6, A and B, lanes 5). These results are consistent
with the notion that NC at high concentrations binds the dou-
ble-stranded regions of nucleic acids nonspecifically through
electrostatic interactions of the basic residues with the phos-
phodiester backbone (18, 36, 51). Interestingly, NC at a protein
to nucleotide molar ratio of 1:18 induced specific protection
against DNase I at the level of C129 (Fig. 6B, lane 2). This sug-
gests that the nucleotides encompassing residue C129 consti-
tute a strong binding site for NC or undergo a local rearrange-
ment upon NC binding.
MBN cleavage at the level of 14 unpaired nucleotides (T15,

A16, C17, T22, T24, A25, A27, A50, C52, A53, A59, A61, A63,
and A64) did not change in the presence of NC at a protein to
nucleotide molar ratio of 1:18 (Fig. 6,C andD, lanes 2), indicat-
ing that these unpaired nucleotides did not constitute strong
binding sites for NC. In contrast, MBN cleavage at the level of
17 unpaired nucleotides (T34, A36, A66, A68, T69, C73, A74,
A76, C89, A90, A99, A100, T105, A106, C128, A157, and C158)

decreased in the presence of NC at a protein to nucleotide
molar ratio of 1:18, showing that these unpaired nucleotides
were less accessible to MBN. The strongest protections
occurred at the level of T34, A68, T69, C73, A74, A76, A99, and
C128, suggesting that these unpaired nucleotides constitute
strong binding sites for NC. In the presence of NC at a protein
to nucleotide molar ratio of 1:3.5, MBN cleavage at the level of
all sites decreased strongly (Fig. 6, C andD, lanes 5), suggesting
that the single-stranded regions were almost completely cov-
ered by NC.MBN cleavage at the level of G38, A94, A95, A141,
C148, and C149 increased in the presence of NC at a protein to
nucleotide molar ratio of 1:18. As mentioned above, it is likely
that binding of NC to single-stranded regions changes the
three-dimensional folding of ssDNA and therefore the accessi-
bility of these nucleotides.MBNcleavage at the level of A40was
slightly increased with NC at a protein to nucleotide molar
ratios of 1:18, suggesting that NC destabilized the T11-A40
base pair that is adjacent to the internal loop. Surprisingly,
NC induced moderate MBN cleavages at the level of residues
A116, C138, and A139 (Fig. 6D, lane 2) that are within stems
(Fig. 5B). The nucleotides encompassing these MBN cleavage
sites may adopt alternative conformations. However, DNase I
and KMnO4 probing data do not support this hypothesis. A
possible explanation is that binding of NC to the G85�T115
mismatched base pair and the internal loop (sequence between
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FIGURE 4. Analysis of the ssDNA secondary structure in the absence of NC. Probing experiments were performed and analyzed by electrophoresis on
denaturing 14% (A, C, and E), 6% (B), and 8% (D and F) polyacrylamide gels as described under ”Experimental Procedures.“ A and B, the 5�-end labeled ssDNA
was incubated with DNase I (0.1 and 0.15 units, lanes 1 and 2). C and D, the 5�-end labeled ssDNA was incubated with mung bean nuclease (MBN) (0.125, 0.25,
and 0.5 units, lanes 1–3). E and F, the 5�-end labeled ssDNA was incubated with KMnO4 (0.25, 0.5, 0.75, and 1 mM, lanes 1– 4). Lanes Ct are controls without any
treatment. Lane Cpip is the control without KMnO4 treatment but with piperidine treatment. T�C and G�A refer to Maxam-Gilbert sequence markers. Arrows
indicate the cleavage sites and the reactive thymine residues. Schematic of the ssDNA is shown alongside the gel, indicating the u5, cpoly(A), and cTAR
domains.
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156 and 158) increased the “breathing” process of adjacent base
pairs. Note that MBN can cleave double-stranded DNA within
AT-rich regions that exhibit “structural breathing” (45, 52).
Interestingly, NC at a protein to nucleotide molar ratio of 1:18
induced a strong increase inMBN sensitivity for residues A166,
A167, A169, and A170, indicating that these nucleotides were
unpaired (Fig. 6D, lane 2).

As previously reported (29), KMnO4 is expected to interact
with the nucleobases of unpaired thymine residues that interact
with the N-terminal zinc finger of NC. Indeed, a close exami-
nation of the structures of the NC�DNA complexes (53, 54)
shows that the 5,6-double bond of the nucleobase thymine in
these complexes is accessible toKMnO4. Therefore, in the pres-
ence of NC at a protein to nucleotide molar ratio of 1:18, the
sensitivity of thymine residues to KMnO4 did not decrease (Fig.
6, E and F, lanes 2). Unpaired residues T12, T13, T14, T15, T34,

T48, T49, T69, T126, and T127 became more reactive to
KMnO4 in the presence of NC (Fig. 5B), suggesting that these
thymine residues were involved in transient and weak base
stacking interactions that were destabilized by NC. Consistent
with the formation of stable stems, T43, T45, T80, T83, T84,
T92, T107, T108, T114, T122, T160, and T165 did not become
more reactive to KMnO4 in the presence of NC (Fig. 5B). NC
induced a slight increase in KMnO4 sensitivity for residues T5,
T41, and T154, indicating that at least one side of the plane of
the heterocyclic ring of each thymine residuewas exposed. This
suggests thatNC increased the fraying of the adjacent base pairs
that are located at the ends of stems (Fig. 5B). Consistent with
this notion, T11, T29, and T32 became more reactive to
KMnO4 in the presence of NC. Residue T115 becamemarkedly
reactive to KMnO4 in the presence of NC (Fig. 6F), indicating
that NC increased the accessibility of the G85�T115 mis-

FIGURE 5. Secondary structure for ssDNA in the absence (A) and presence (B) of NC. The color code used for the reactivities is indicated in the insets. �G
values were predicted by mfold (43). The asterisks indicate protections induced by NC at the protein to nucleotide molar ratio of 1:18. The double asterisks
indicate strong protections induced by NC at the protein to nucleotide molar ratio of 1:18. The stars indicate the cleavage sites and the thymine residues where
the reactivity is increased by NC at the protein to nucleotide molar ratio of 1:18.
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matched base pair. Interestingly, NC induced a strong increase

in KMnO4 sensitivity for residues T130, T131, and T134 that

are within the lower stem of the cTAR stem-loop (Figs. 5A and

6F). These results associated with the MBN probing data

strongly suggest that the lower stem of the cTAR hairpin is

open in the presence of NC (Fig. 5B).

Conservation of the ssDNA Sequence and Structure—Our

study was performed with the ssDNA sequence of the MAL

isolate. The HIV-1 NL4-3 isolate has been extensively used in

studies dealingwith the reverse transcription process (see Ref. 2

and references therein). Interestingly, ssDNA of the HIV-1

NL4-3 isolate can adopt a secondary structure that is close to

that of the HIV-1MAL isolate (Fig. 7). To provide phylogenetic

support for the secondary structure of ssDNA in the presence of

NC, we searched for its conservation among different HIV-1

groups. First, we determined a consensus sequence for each

HIV-1 group, using the LANLHIV subtype reference database.

The sequences retrieved from the QuickAlign procedure were

used to calculate a position weight matrix from which a

sequence logowas derived for eachHIV-1 group (supplemental
Fig. S1). A sequence logo is drawn such that the overall height of
the stack indicates the information content at each position
(derived from the Shannon entropy), whereas the height of the
base symbols within the stack indicates their relative frequency
(39, 55). The information content, which can reach a maximal
theoretical value of 2 bits for nucleic acids, is usually interpreted
as an indicator of evolutionary conservation. The ssDNA

sequence is relatively well conserved among different isolates

and groups ofHIV-1 (supplemental Fig. S1). Nucleotides 15–30

(numbering is relative to HIV-1 group M) located in the u5

domain correspond to the less conserved part of ssDNA. How-

ever, this domain displays highly conserved sequences between

positions 1–14, 33–48, and 73–80. There are also highly con-

served sequences between positions 97–112 and 115–122 in

the cpoly(A) domain. In the cTAR domain, the most highly

conserved sequences correspond to nucleotides 144–151, 153–

157, 163–166, and 177–181. Conservation of residues G36,

G71, and G102 supports the hypothesis that these nucleotides

are within the high-affinity binding sites for NC. The sequence

logos were used to predict the ssDNA secondary structures of

HIV-1 groups M, N, and O (Fig. 7). Only one full-length

sequence was available to predict the ssDNA secondary struc-

ture of HIV-1 group P. Interestingly, the ssDNA sequences of

four groups can fold into secondary structures that are close to

that of theHIV-1MAL isolate. In all secondary structures, there

are three putative strong NC binding sites that are located in

single-stranded regions containing at least a guanine residue. In
HIV-1 groups M, N, and O, the putative site involving residue
G36 is not in a loop. In HIV-1 group M, the base pairing inter-
action between nucleotides C18-A19 and T35-G36 is probably
not stable because it is between an internal loop and a A-A
mismatch. Therefore, the TGmotif could be recognized byNC.
In HIV-1 groups N and O, the strong NC binding site could be
in the u5 apical loop containing a TG motif.

FIGURE 6. Analysis of the ssDNA secondary structure in the presence of NC. Probing experiments were performed and analyzed by electrophoresis on
denaturing 14% (A, C, and E), 6% (B), and 8% (D and F) polyacrylamide gels as described under ”Experimental Procedures.“ A and B, the 5�-end labeled ssDNA
was incubated with 0.1 unit of DNase I in the absence (lanes 1) or presence of NC (lanes 2–5). C and D, the 5�-end labeled ssDNA was incubated with 0.25 unit
of mung bean nuclease (MBN) in the absence (lanes 1) or presence of NC (lanes 2–5). MBN cleavage sites between positions 166 and 170 were well characterized
by long migration times on a denaturing 6% polyacrylamide gel. E and F, the 5�-end labeled ssDNA was incubated with 0.5 mM KMnO4 in the absence (lanes 1)
or presence of NC (lanes 2–5). Lanes Ct are controls without any treatment. Lanes Cpip are controls without KMnO4 treatment but with piperidine treatment. The
protein to nucleotide molar ratios were 1:18 (lanes 2), 1:12 (lanes 3), 1:7 (lanes 4), and 1:3.5 (lane 5). The asterisks indicate protections induced by NC at the protein
to nucleotide molar ratio of 1:18. The double asterisks indicate strong protections induced by NC at the protein to nucleotide molar ratio of 1:18. The stars
indicate the cleavage sites and the thymine residues where the reactivity is increased by NC at the protein to nucleotide molar ratio of 1:18. Schematic of the
ssDNA is shown alongside the gel, indicating the u5, cpoly(A), and cTAR domains.
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Discussion

The first strand transfer is essential for HIV-1 replication (1).
This transfer requires a base pairing interaction between the R
sequence at the 3�-end of the genomic RNA and the r sequence
at the 3�-end of the ssDNA (Fig. 1A). Therefore, the HIV-1
full-length ssDNA (176–181 nucleotides in length) is a key
actor in the annealing process leading to the first strand trans-
fer. The mechanism of annealing has been investigated using
model nucleic acid substrates containing at least portions of
the complementary R/r sequences. The first model systems
were based on annealing of an RNA molecule (81 or 148
nucleotides representing a portion of the 3�-end of the
genomic RNA) to a DNA molecule (81 or 131 nucleotides)
corresponding to a portion of the 3�-end of the ssDNA (23,
56). Short DNAs representing the cTAR sequence (55 or 59
nucleotides) or the mini-cTAR sequence (26 or 27 nucleo-
tides) were used in many studies investigating the annealing
process (18, 20, 28–32, 57). Only one study examined the
secondary structure of ssDNA using truncated ssDNAs (50,
63, and 128 nucleotides) (58). Thus, all in vitro studies deal-

ing with the ssDNA structure and the annealing process

were performed with single-stranded DNAs representing

truncated forms of ssDNA. Therefore, there is no data show-

ing that the cTAR and cpoly(A) sequences form the pre-

dicted long stem-loops (19) in the context of the full-length

ssDNA. Moreover, the mfold program (43) predicts that

some of the most stable secondary structures of ssDNA

(MAL and NL4-3 isolates) do not form the TAR stem-loop

structure (data not shown). Our study is the first to investi-

gate the secondary structure of the full-length ssDNA and its

interaction with the 3�-end of the genomic RNA.

We used structural probes (DNase I, mung bean nuclease,

and potassium permanganate) to directly determine the sec-

ondary structure of ssDNA in the absence or presence of NC.

Our probing data support the folding of ssDNA into three

stem-loop structures in the absence of NC (Fig. 5A). Note that a

large part of the u5 sequence (29 consecutive nucleotides) is

single-stranded. It is important to emphasize that the r region

(sequences cpoly(A) and cTAR) does not fold into an indepen-

dent domain, because six base pairs are formed between the u5

FIGURE 7. Proposed secondary structures for the ssDNAs of different isolates and groups of HIV-1. The mfold program (43) was used to predict the
secondary structures. The ssDNA secondary structures of HIV-1 groups M, N, and O were generated from the sequence logos presented in supplemental Fig.
S1. For HIV-1 group P, only one full-length ssDNA sequence is available (accession number GU111555). The putative high-affinity binding sites for NC are
highlighted in purple.
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and cpoly(A) sequences (Fig. 8). Our results show that the
cpoly(A) and the cTAR hairpins are formed in the full-length
ssDNA. Previous studies showed that short DNAs correspond-
ing to the cTAR sequence (55 or 59 nucleotides) adopt two
alternative hairpin conformations in the absence of NC: the
closed form and the partially open Y form (20, 27, 29). Interest-
ingly, our probing data indicate that the cTAR sequence in
ssDNAadopts the partially openY formbut not the closed form
(conformer 1 in Fig. 8). Consistent with this finding, the mfold
programpredicts that the ssDNAcontaining theY form ismore
stable than the ssDNA containing the closed form (�GY �

�11.43 versus �GC � �7.54 kcal/mol). Furthermore, the
three-dimensional folding of ssDNA could prevent the forma-
tion of the closed form. Taken together the data indicate that
the cTAR DNA model adopts a secondary structure (closed
form) that is not formed in ssDNA.
Interestingly, a low concentration of NC (protein to nucleo-

tide molar ratio of 1:18) increases the accessibility of the
cpoly(A) and cTAR domains to DNase I (Fig. 5B), suggesting
that the three-dimensional folding of ssDNA is destabilized
upon binding of NC to its strong sites. Destabilization of the
three-dimensional structure of ssDNA could be a first step in

the NC-mediated annealing process. In other words, NC could

facilitate interaction of the r sequence of ssDNA with the R

sequence of the genomic RNA by increasing the accessibility of

these complementary sequences. Our probing data show that

NC does not change deeply the secondary structure of ssDNA.

Thus, the global architecture of the u5 and cpoly(A) stem-loops

is not altered in the presence of NC. The KMnO4 and MBN

reactivities indicate that NC increases the fraying of base pairs

that are located at the ends of stems in the u5 stem-loop. There

is no evidence that a population of ssDNA molecules is totally

melted in the presence of NC at a high concentration (protein

to nucleotide molar ratio of 1:3.5). Indeed, T43, T80, T83, T84,

T122, T160, and T165 were unreactive to KMnO4 (Fig. 6, E and

F). However, the lower stem of the cpoly(A) hairpin is probably

destabilized during the NC-mediated annealing process, i.e. in

the presence of the poly(A)RNAhairpin. Furthermore, the long

stem (11 base pairs) of the cpoly(A) hairpin should be destabi-

lized to allow synthesis of full-length plus-strand DNA. The

G85�T115 mismatched base pair is probably involved in DNA

helix destabilization by NC, because the protein increases the

reactivity of residue T115 to KMnO4 (Fig. 5B). Godet et al. (59)

FIGURE 8. Proposed model for conformational switch of ssDNA induced by NC binding. �G values were predicted by the mfold program (43). The
high-affinity binding sites for NC are highlighted in purple.
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showed that mismatched base pairs play an important role in
DNA helix destabilization by NC.
Interestingly, the cTAR region undergoes a significant con-

formational change uponNC binding. Indeed, the lower part of
the cTARhairpin ismore open in the presence of NC than in its
absence (Fig. 8). This open form is supported by strong MBN
cleavage sites between positions 166 and 171 and the reactivi-
ties of T126, T127, T130, T131, and T134 toward KMnO4 (Fig.
5B). These latter MBN data indicate that the 3�-end of cTAR is
accessible and could therefore interact with TAR. Consistent
with the loss of four base pairs in the most open form, C129 is a
weak DNase I cleavage site in the presence of NC (Fig. 5B),
whereas it is a moderate DNase I cleavage site in its absence
(Fig. 5A). Our results are in agreement with the hypothesis that
NC induces the O2 conformation of the cTAR hairpin exhibit-
ing 22 unpaired nucleotides in its lower part (20). This confor-
mation is consistent with the hypothesis that the 3�/5� termini
of the cTAR and TAR hairpins form a zipper intermediate that
initiates the annealing reaction (30, 32). However, we showed
thatmutations preventing the formation of the zipper interme-
diate do not affect the annealing of ssDNA to the 3�-end of the
genomic RNA (Fig. 3).Mutationswithin the first 10 nucleotides
of the 5� R sequence, i.e. the 10 last nucleotides of the cTAR
sequence, produce virions that are markedly defective for
reverse transcription (12). Our results suggest that this reverse
transcription defect is not due to inhibition of the annealing
reaction. A kissing complex formed by the apical loops of TAR
and cTAR could initiate the annealing reaction (18, 19, 29, 30).
The accessibility of the cTAR apical loop to MBN increases in
the presence of NC (Fig. 5B), indicating that this loop should be
more accessible to the TAR apical loop. However, we show that
mutations preventing the loop-loop interaction do not affect
the annealing process (Fig. 3). Finally, our study suggests that
the NC-mediated annealing process does not rely on a single
pathway (zipper intermediate or kissing complex). It is likely
that the virus uses the two pathways and perhaps a third involv-
ing the poly(A) and cpoly(A) hairpins. Indeed, our results are
consistent with the “acceptor invasion” model proposed by
Bambara and co-workers (60, 61). In this model, RT pausing at
the base of the 5� TAR hairpin initiates RNases H cleavages in
the 5� poly(A) hairpin creating a gap for the invasion of the 3�

poly(A) hairpin (acceptor RNA) and interaction with the
cpoly(A) hairpin. This initiates the strand exchange by a branch
migration process until the 3� terminus of ssDNA is fully
transferred.
Identification of NC binding sites in the full-length ssDNA

contributes to an understanding of the annealing mechanism.
To identify the ssDNA nucleotides coated by NC, we investi-
gated theNC-induced protection of ssDNA to enzymatic diges-
tion. To this end, we performed a footprinting analysis, using
MBNandDNase I (Fig. 6,A-D). TheDNase I andMBNprobing
data indicate that ssDNA is almost completely covered byNCat
a high concentration (protein to nucleotide molar ratio of
1:3.5). NC at a low concentration (protein to nucleotide molar
ratio of 1:18) induced the strongest protections againstMBN at
the level of five sites (T34, A68-T69, 73C-A-C-A76, A99, and
C128). The internal loop (nucleotides 156–158) of the cTAR
domain was also protected by NC, but the protection was

lower than the five protections mentioned above. In a previ-
ous report, we also showed that this internal loop is a binding
site for NC in a short DNA (55 nucleotides) that folds into
the cTAR hairpin (29). Protection at the level of the 73C-A-
C-A76 sequence is probably not due to a direct interaction
with NC, because this sequence does not display the features
of a NC binding site. In contrast, four of the five protected
sites are within single-stranded regions containing at least a
guanine residue or the TGmotif that are preferential binding
sites for NC (62–65). Note that the binding site size of NC is
5 to 8 nucleotides (24). Taken together, the data support the
model presented in Fig. 8, in which NC interacts strongly
with four sites at a protein to nucleotide molar ratio of 1:18.
Our study is the first to identify the high-affinity binding
sites for NC in the full-length ssDNA. Interestingly, a strong
binding site for NC containing residue G132 is located
between the cpoly(A) and cTAR hairpins. A recent study
performed with a modified version of the cTAR sequence (57
nucleotides) also suggests that residue G132 is preferentially
recognized by NC (59). In contrast to this study, we did not
find that residue G171 is a strong binding site for NC. There-
fore, our results show that the properties of the cTAR DNA
model are not identical to those of the cTAR domain in the
full-length ssDNA. Our probing data are consistent with the
notion that the cTAR region is more open in the presence of
NC than in its absence (Fig. 5, compareA and B).We propose
that the great majority of ssDNAmolecules in the absence of
NC fold into conformer 1 and the minority into conformer 2
(Fig. 8). An attractive hypothesis is that NC binding to the
129C-T-T-G-C133 sequence in conformer 2 shifts the equi-
librium toward this conformer (Fig. 8).
Phylogenetic analysis supports the notion that ssDNAs of

different HIV-1 groups can adopt similar secondary structures
containing three stem-loops and three single-stranded regions
(Fig. 7). Because the base pairing interaction between nucleo-
tides 4–11 and 41–58 (numbering is relative toHIV-1 groupM)
is completely conserved (supplemental Fig. S1), it may play a
key role during synthesis of minus- and plus-strand DNAs.
Note that the counterpart RNA of this base pairing interaction,
the primer binding site 3 helix, is also conserved and may be
required for efficient initiation of reverse transcription from the
tRNA3

Lys primer (66). Consistent with the hypothesis that the
first strand transfer is facilitated by two loop-loop interactions
(19), the upper parts of the cpoly(A) (nucleotides 92–112) and
cTAR (139–165) hairpins are highly conserved (Fig. 7). The
TAR and poly(A) RNA hairpins play important roles in HIV-1
transcription and polyadenylation at the 3�-end of HIV-1
mRNAs, respectively (15, 16). Therefore, we cannot exclude the
possibility that conservation of the cTAR and cpoly(A) DNA
hairpins represent conservation at the level of RNA structure,
or both. Indeed, Berkhout (67) showed that the upper part of
the TAR RNA hairpin is well conserved and its group also
showed conservation of the poly(A) RNA hairpin (16). Con-
sistent with these findings, there is a strong evolutionary
pressure to restore proper folding of the TAR and poly(A)
hairpins upon mutational disruption (68, 69). An attractive
hypothesis, therefore, is that the TAR and poly(A) hairpins
have been conserved at both levels, DNA and RNA, for opti-
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mal HIV-1 replication. NC is a weak duplex destabilizer that
cannot destabilize long fully base paired nucleic acid helices,
it can destabilize short base paired regions (4–8 base pairs)
flanked by duplex ends, loops, bulges, or mismatches (24,
70). In agreement with the weak duplex destabilizing activity
of NC, the stems of ssDNAs do not exceed eight consecutive
Watson-Crick base pairs (Fig. 7). This suggests a coevolu-
tionary relationship between the ssDNA sequence and the
NC activity to promote the first strand transfer and synthesis
of full-length plus-strand DNA. Interestingly, previous stud-
ies support the notion of a coevolutionary relationship
between the cTAR structure and the NC activity (59, 71).
Finally, our phylogenetic analysis suggests conservation of
the four high-affinity binding sites for NC that we identified
in ssDNA of the MAL isolate.
Our study is the first to determine the secondary structure

of the full-length HIV-1 ssDNA in the absence or presence of
NC. To our knowledge, the secondary structures of ssDNAs
of other retroviruses have not been determined. Our results
support a model for the NC-mediated annealing process in
which the first step is the preferential binding of NC to four
sites. These binding events trigger unfolding of the three-
dimensional structure of ssDNA, thus facilitating interac-
tion of the r sequence of ssDNA with the R sequence of the
genomic RNA. The second step is simultaneous molecular
crowding of nucleic acids and weak destabilization of sec-
ondary structures leading to the DNA-RNA heteroduplex.
Finally, our results suggest that initiation of the annealing
process does not rely on a single pathway (zipper intermedi-
ate or kissing complex).
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Supplemental Figure 1. Sequence logos for ssDNA sequence alignments. Sequence logos resulted from: 1805 aligned 
ssDNA sequences of HIV-1 group M, 10 aligned ssDNA sequences of HIV-1 group N and 26 aligned ssDNA sequences of 
HIV-1 group O. Numbering is relative to HIV-1 group M.
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ABSTRACT

The mature HIV-1 nucleocapsid protein NCp7 (NC) plays a key role in reverse transcription facilitating the two obligatory strand
transfers. Several properties contribute to its efficient chaperon activity: preferential binding to single-stranded regions, nucleic
acid aggregation, helix destabilization, and rapid dissociation from nucleic acids. However, little is known about the relationships
between these different properties, which are complicated by the ability of the protein to recognize particular HIV-1 stem–loops,
such as SL1, SL2, and SL3, with high affinity and without destabilizing them. These latter properties are important in the context of
genome packaging, during which NC is part of the Gag precursor. We used NMR to investigate destabilization of the full-length
TAR (trans activating response element) RNA by NC, which is involved in the first strand transfer step of reverse transcription. NC
was used at a low protein:nucleotide (nt) ratio of 1:59 in these experiments. NMR data for the imino protons of TAR identified most
of the base pairs destabilized by NC. These base pairs were adjacent to the loops in the upper part of the TAR hairpin rather than
randomly distributed. Gel retardation assays showed that conversion from the initial TAR–cTAR complex to the fully annealed
form occurred much more slowly at the 1:59 ratio than at the higher ratios classically used. Nevertheless, NC significantly
accelerated the formation of the initial complex at a ratio of 1:59.

Keywords: HIV-1 nucleocapsid protein; nucleic acid dynamics; imino protons; NMR spectroscopy; kinetic model

INTRODUCTION

The mature HIV-1 nucleocapsid protein NCp7 (NC), which
is generated by proteolytic cleavage of the Gag precursor, is a
small retroviral protein consisting of a poorly folded highly
basic N-terminal region and two highly conserved CCHC
zinc finger motifs connected by a basic linker displaying
some flexibility. Several forms of this protein are observed
during the course of the replication cycle. NC exists as a
domain of the Gag precursor protein and the partially ma-
tured products NCp15 and NCp9, which are generated by
the retroviral protease (Mirambeau et al. 2010). NC is
involved inmany steps in the HIV-1 replication cycle, includ-
ing reverse transcription, selective genome packaging, ge-
nome dimerization, genome protection, and integration
(Levin et al. 2005, 2010; Darlix et al. 2007, 2011, 2014;
Sleiman et al. 2012). During reverse transcription, the nucleic
acid chaperone activity of NC facilitates the rearrangement of
nucleic acids into their most thermodynamically stable struc-

tures. This activity results from three different properties of
NC: (i) nucleic acid aggregation; (ii) duplex destabilization;
(iii) rapid on-off kinetics (Cruceanu et al. 2006a,b; Stewart-
Maynard et al. 2008; Godet and Mély 2010; Levin et al.
2010). Nucleic acid aggregation is thought to be dependent
on the N-terminal basic part of NC, whereas duplex destabi-
lization is associated with the zinc fingers (Beltz et al. 2005;
Levin et al. 2005, 2010; Vo et al. 2009a,b; Godet and Mély
2010). However, some studies have suggested a role of zinc
fingers in nucleic acid aggregation (Krishnamoorthy et al.
2003; Levin et al. 2005; Mirambeau et al. 2006; Mitra et al.
2013) and others have implicated basic residues in nucleic
acid destabilization (Wu et al. 2014).
The first-strand transfer occurring during reverse tran-

scription of the HIV-1 genome has been widely studied
(Basu et al. 2008; Godet and Mély 2010; Levin et al. 2010).
After the initiation of reverse transcription at the PBS
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(primer binding site) with tRNAlys (Levin et al. 2010;
Sleiman et al. 2012, 2013), the minus-strand strong-stop
DNA [(−)ssDNA] is synthesized from the 5′ terminal part
of the RNA genome. Continuation of the reverse transcrip-
tion process requires the translocation of (−)ssDNA from
the 5′-end to the 3′-end of the RNA genome. This transloca-
tion requires the presence of the R (Repeat) sequence at both
ends of the genome. The R sequence consists of the TAR
(trans activating response element) and poly(A) elements,
both of which can self-fold into stem–loop structures in their
RNA and DNA forms (Berkhout et al. 2001). The upper part
of the TAR stem–loop is required for efficient transcription
of the integrated HIV-1 genome. The lower part of the
TAR stem–loop also plays an important role in HIV-1 repli-
cation (Klaver and Berkhout 1994). NC promotes the an-
nealing of the TAR RNA hairpin with the cTAR DNA
hairpin. This is an essential step in the first strand transfer
process and has thus been the subject of many studies
(Godet et al. 2006; Liu et al. 2007; Vo et al. 2009a,b; Godet
and Mély 2010). The NC-mediated destabilization of the
secondary structures of TAR and cTAR stem–loops is one
of the initial steps in the annealing process. NC destabilizes
the cTAR DNA to a much greater extent than the more
stable TAR RNA (Bernacchi et al. 2002). More generally,
the destabilizing activity of NC has been shown to be inverse-
ly correlated with oligonucleotide stability (Bernacchi et al.
2002; Beltz et al. 2003, 2005). It has been shown, by time-
resolved fluorescence spectroscopy, that there are preferen-
tially destabilized segments in the lower part of the cTAR
DNA molecule (Godet et al. 2013). The TAR RNA hairpin
appears to be only weakly destabilized by NC, but precise
data are lacking. A precise investigation of the destabilization
process is thus required to improve our understanding of the
destabilizing activity of NC and the initial steps of the NC-
promoted annealing of cTAR and TAR.
The ability of NC to destabilize secondary structures in nu-

cleic acids is a key component of its chaperone activity. It has
been shown that this protein significantly accelerates the an-
nealing of complementary sequences only if these sequences
display a significant level of secondary structures (You and
McHenry 1994; Golinelli and Hughes 2003; Heilman-
Miller et al. 2004). However, despite some recent advances
in the field (Bourbigot et al. 2008), the details of the destabi-
lization mechanism and its structural and/or dynamic basis
remain unknown. Globally, NC appears to be a weak duplex
destabilizer able to destabilize only segments of <8 or 11 base
pairs (bp) in length, depending on the study considered
(Beltz et al. 2004; Levin et al. 2005). NC thus destabilizes
low-stability stem–loop structures, such as the cTAR hairpin.
Numerous bulges and internal loops in the TAR and cTAR
hairpins are required to lower the stability of the neighboring
double-stranded segments and permit their destabilization
by NC (Beltz et al. 2004). Phylogenetic comparisons of
TAR RNA structures in different HIV-1 isolates have demon-
strated a conservation of bulges and loops (Berkhout 1992;

Zarudyana et al. 2014). It appears likely that the stabilities
of the TAR and cTAR stem–loops coevolved with the desta-
bilizing activity of NC (Beltz et al. 2004).
The relationship between nucleic acid binding affinity and

nucleic acid secondary structure destabilization is complex.
One previous study suggested that the strong NC-interaction
domains do not correspond to the domains of the HIV-1 ge-
nome destabilized by NC (Wilkinson et al. 2008). Consistent
with this observation, structural studies have shown that NC
binding to the SL2 and SL3 loops does not significantly desta-
bilize the adjacent stems (De Guzman et al. 1998;
Amarasinghe et al. 2000; Johnson et al. 2000). The high affin-
ity of binding may prevent the rapid on–off binding kinetics
of NC required for its chaperone activity (Cruceanu et al.
2006a; Levin et al. 2010). Consistent with this hypothesis,
Gag and NCp15 proteins have higher affinities than NC for
nucleic acids but their chaperone activity is weaker
(Cruceanu et al. 2006b; Wu et al. 2010; Wang et al. 2014).
In this context, we used NMR spectroscopy to investigate

the NC-induced destabilization of the full-length TAR RNA
stem–loop (59 nt) (Fig. 1A) to improve our understanding
of the mode of action of NC in first-strand transfer. The
TAR RNA has been the subject of many NMR studies, but
these previous investigations focused on the upper part of
the hairpin and the dynamic aspects (Puglisi et al. 1992;
Aboul-ela et al. 1995, 1996; Al-Hashimi et al. 2002; Pitt
et al. 2004; Musselman et al. 2007; Dethoff et al. 2008;
Bailor et al. 2010; Dethoff and Al-Hashimi 2011). We ana-
lyzed the NC-mediated destabilization process bymonitoring
imino proton resonance shifts and line broadening after the
addition of NC. We followed the destabilization events as a
function of time using very fast two-dimensional NMR
methods (Schanda and Brutscher 2005; Schanda et al.
2005; Farjon et al. 2009).

RESULTS

NMR analysis of the TAR RNA (59 nt)

The imino region of the 1H-15NTROSY spectrum of the TAR
RNA obtained at 10°C is shown in Figure 1B. Imino protons
were identified with a combination of 1H–

15N TROSY and
NOESY spectra (Fig. 1B,C). Twenty-two imino protons
were assigned, whereas 26 signals were expected on the basis
of secondary structure predictions (taking into account the
expected two signals for each G:U base pair) (Fig. 1A).
No NMR signals were observed for the G1–C59, U4–A56,
U6–A55, and A22–U40 imino groups corresponding to
base pairs that are located at the ends of stems. Some weaker
and broader additional resonances were observed close to
12.7–12.8 ppm in the proton dimension, but could not be as-
signed due to the absence or weakness of associated correla-
tions on 2D NOESY (Fig. 1). With the exception of the
terminal base pair G1–C59, most of the missing imino
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resonances corresponded to A–U base
pairs located near a bulge (Fig. 1A; the
status of the C18–G44 imino proton is
difficult to assess due to overlap).
Thus, the imino protons were not ob-
served for any of the A–U base pairs
adjacent to a bulge, i.e., U4–A56,
U6–A55, and A22–U40 (Fig. 1B,C).

TAR-cTAR annealing at a low NC:
nt ratio

We then added NC to the TAR RNA
at an NC:RNA ratio of 1:1 (1 NC:59
nucleotides [nt]). We chose to use
this low ratio to prevent aggregation
effects and excessive broadening of
resonances leading to the loss of large
amounts of information. It was im-
portant to check that the TAR–cTAR
annealing was accelerated by NC at
this low NC:nt ratio. These conditions
are very different from those observed
in vivo (Darlix et al. 2011), but they
make it possible to investigate the
role of NC chaperone activity in the
various steps of the annealing process.
Gel retardation assays displayed a
striking pattern of biexponential
behavior, with fast and slow compo-
nents (Fig. 2). We analyzed the results
obtained with a kinetic model initially
developed for a similar experimental
system. This model (described in
the “Materials and Methods” section)
involves the rapid formation of a
transient duplex that is gradually
converted to the fully annealed
TAR–cTAR duplex (Vo et al. 2006,
2009b). The first step of the reaction
was analyzed in the framework of
a bimolecular and reversible reac-
tion, because it was not possible to
use pseudo-first order simplification
here (see “Materials and Methods”
section). Indeed, the determination
of rate constants at a low NC:nt ratio
requires the use of high DNA and
RNA concentrations. The rate con-
stants are reported in Table 1. We
can compare the values obtained at
the 1:14 ratio common to our study
and that of Vo and colleagues (Fig. 9
in Vo et al. [2009b]), the values for
k1, k−1, and k2 were very similarFIGURE 1. (Legend on next page)
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(k1 = 4.4 × 103 versus 2.5 × 103M−1 sec−1; k−1 = 4 × 10−3 ver-
sus 5 × 10−3 sec−1 and k2 = 3.0 × 10−4 versus 5 × 10−4 sec−1).
When the NC:nt ratio decreases from 1:14 to 1:29, 1:59,

and 0:59 (no NC), k1 decreases by factors of 2, 5, and 27, re-
spectively, whereas the k−1 remains constant. Moreover, the
k2 elementary constant decreases by more than an order of
magnitude from 1:14 to 0:29. Our data thus indicate that
the transition from the initial RD∗ duplex (R and D stand
for RNA and DNA, respectively, and RD∗ is the intermediate
RNA:DNA complex, see “Materials andMethods” section for
more information) to the extended duplex is extremely slow
at NC:nt ratios below 1:14. Interestingly, the decrease in k1
value as the ratio decreases from 1:59 to 0:59 was significant
(factor of 5). Thus, even at this low ratio (1:59), NC signifi-
cantly increases the rate of formation of the initial RD∗ du-
plex. Therefore, from the results of this kinetic analysis, we
would expect an NMR study of the interaction of NC with
TAR at a ratio of 1:59 to identify the TAR destabilization
events important for formation of the initial TAR-cTAR
(RD∗) duplex.

NMR analysis of NC-induced TAR secondary structure
destabilization

The addition of NC to TAR RNA at a 1:1 ratio (NC:nt ratio of
1:59) induced considerable line broadening for all the imino
proton resonances (Fig. 3). However, some resonances were
affected to a larger degree than others and some even
completely disappeared. Assignments of resonances were
mostly deduced from analysis of 2D 1H-15N TROSY and
SOFAST-HMQC experiments (Figs. 3, 4). We classified the
imino proton resonances into three categories: (i) those
broadened to such an extent that they were not observable
(G26, G28, and U38) (Figs. 3, 4); (ii) those broadened but still
observable (G16, G21, U42, and G43), although there was
some ambiguity in the assignment for G21 and G52, which
partly overlap, and (iii) those displaying little broadening
(G3, U10, G11, U13, U14, U46, G52, G53, and G54) (Figs.
3, 4). The imino protons not mentioned above were difficult
to assess due to overlapping. In addition, the resonances of the
second group (G21, U42, and G43) displayed slight chemical

shift variations, whereas no such vari-
ations were observed for the resonanc-
es of the third group (except G3).
The three different classes of imino

protons described above are located in
different parts of the molecule (Fig.
5A): the most affected resonances
(first group) involved the 4-bp stem
G26–C39 to C29–G36 located be-
tween the apical loop and the three-
pyrimidine bulge (Fig. 5A). Three im-
ino protons in this stem were not ob-
servable in the presence of NC, and

FIGURE 2. (A) Time course of TAR RNA annealing with cTARDNA in
the presence or absence of various concentrations of NC. Lane 1, heat-
denatured TAR 32P-RNA. TAR 32P-RNA alone (lanes 2) or mixed with
cTAR DNA (lanes 3–12) was incubated at 20°C for 10 min (lanes 2,3,8),
1 h (lanes 4,9), 3 h (lanes 5,10), 6 h (lanes 6,11), or 24 h (lanes 7,12). The
monomeric form of TAR is indicated by TAR∗. The TAR RNA-cTAR
DNA duplex is indicated by TAR∗

–cTAR. In the absence of cTAR and
NC (lanes 2), the band (TAR∗

–TAR∗) above themonomer probably cor-
responds to the dimeric form of TAR described elsewhere (Andersen
et al. 2004). (B) The graph was derived from the experiments shown
in A. Filled circles, in the absence of NC; filled triangle, NC (1.5 µM);
open triangles, NC (3 µM); open circles, NC (6 µM).

FIGURE 1. Schematic diagram of TAR with the detected imino protons indicated, together with the
associated NMR spectra. (A) Diagram of the TARmolecule with blackmarks indicating the base pairs
for which imino protons were successfully detected and assigned in NMR experiments. The obser-
vation of G44 was ambiguous, and therefore no black mark was assigned to this base pair. (B)
1H–

15N TROSY spectrum of the imino groups of labeled 15N,13C-labeled TAR at 10°C and 950
MHz. The peaks are labeled with the name of the residue bearing the imino proton. (C) The imino
group part of the 2DNOESY spectrum of 15N,13C-labeled TAR at 10°C and 950MHz. Imino protons
are labeled with the name of the residue bearing this proton. The NOE connectivities involving the
different parts of TAR are indicated with lines of different types: solid lines for NOE connectivities in
the long stem (base pairs C7–G54 to G16–C45); dotted lines for the upper stem (base pairs G26–C39
to C29–G36). The connectivities of the intermediate stem (base pairs C18–G44 to G21–C39) are not
indicated by lines, because some ambiguity remains for the detection of G44 (with U42) near 13.25
ppm (spectral overlap). A corresponding cross-peak labeled “43–42,44” indicates the possible cross-
peak within this stem. Note that the distance corresponding to the separation of G23 and U42 imino
protons would be expected to exceed 5 Å in a standard A-RNA helix.
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the signal of the fourth guanine (G36) may be overlapped so
it was therefore difficult to take it into account. The imino
protons of the second group belong to the short stem located
in the middle of the hairpin (base pairs C18–G44 to G21–
C41). Those of the third group belong to the large central
stem extending from base pairs C7–G54 to G16–C45 and
to a 2 bp stem at the extreme end of the molecule. Nine imino
protons (of 13 in total) from the long central stem were still
clearly observable. They displayed a weak overlap and no shift
relative to the other resonances of the TAR molecule.

The specific broadening observed for particular imino
protons is consistent with a preferential destabilization of
these base pairs, corresponding to an initial phase of TAR
destabilization by NC. We therefore suggest that NC prefer-
entially destabilizes the apical stem of the TAR hairpin, hav-
ing a much lesser effect on the long stem in the center of this
molecule. The short stem at the 5′/3′ end was only moderate-
ly affected by NC, because the G3 imino proton remained
clearly observable. Overall, the NMR data indicated a selec-
tive destabilization of the apical stem adjacent to the UCU
bulge.

DISCUSSION

We provide here the first description of NMR studies on
the full-length TAR hairpin in the absence and presence
of NC in a 1:1 ratio. TAR is probably the RNA molecule
most widely studied by NMR, but previous studies focused
exclusively on the upper part of the TAR hairpin. More-
over, most previous studies on the upper part of TAR fo-
cused on the relative motion of the two upper helices.
These helices, separated by the UCU bulge, which acts as a
hinge, display independent and collective motions at the
nanosecond timescale (Zhang et al. 2006, 2007; Salmon
et al. 2013). The bottom part of the molecule has also been
shown to have an important biological role (Klaver and
Berkhout 1994). However, destabilization of the full-length
TAR stem–loop by NC has never been investigated by
NMR spectroscopy.

We assigned the imino protons of the TAR RNA and,
therefore, determined base-pairing status for the whole mol-
ecule. The assignments of the imino protons of the upper
part of the TAR hairpin were carefully compared with those
obtained in previous studies dealing with this portion of the

molecule. The assignments were similar,
except for the G43 residue, which has a
different sequence context due to the
truncation of the TAR sequence in the
previous studies (Hennig and
Williamson 2000; Dethoff et al. 2008).
The assigned resonances and the inter-
base pair NOE networks were consistent
with the self-folding of TAR proposed in
Figure 1A. Interestingly, the imino pro-
tons of 3 bp were not observable. All

these base pairs were U.A base pairs adjacent to a bulge (in
Fig. 1A, no imino protons are indicated for C18–G44 due
to overlap, resulting in ambiguity, and G1-C59 in the termi-
nal base pair). The A22-U40 imino proton which was not
observed here, was also unobservable in previous studies
dealing with the upper half of the TAR hairpin (Puglisi
et al. 1992; Aboul-ela et al. 1996; Zhang et al. 2006).
Overall, our experimental data are consistent with the

structure predicted by mfold (Zuker 2003), but the imino
protons of several A–U base pairs adjacent to a bulge were
not observed, revealing significant fraying at these locations
(Fig. 1A). Two of these A–U base pairs are located in the
U4-U6 region, resulting in an unpaired U4C5U6 motif sim-
ilar to the U23C24U25 bulge. These findings are consistent
with chemical probing data showing some reactivity for the
residues of the U4C5U6 motif, but less than for the
U23C24U25 bulge and the apical loop (Kanevsky et al.
2005). Significant motions, like those already described for
the U23C24U25 bulge (Zhang et al. 2006, 2007) probably

FIGURE 3. Imino proton region of 15N labeled TAR at 10°C. (Bottom)
Free TAR, (top) TAR with NC in a 1:1 ratio (1:59 NC:nt). The resonanc-
es that disappear totally are indicated by rectangles in spectrum at the
bottom; the resonances showing significant broadening and/or chemical
shifts are indicated by circles in the top spectrum.

TABLE 1. Kinetic parameters for the annealing of TAR-cTAR hairpins in the presence and
absence of NC at various protein:nucleotide ratios

NC(0:59) NC(1:14) NC(1:29) NC(1:59)

k1 (M
−1 sec−1) 0.15 ± 0.2 × 103 4.1 ± 1.5 × 103 1.5 ± 0.4 × 103 0.8 ± 0.3 × 103

k−1 (sec
−1) 4.0 ± 3 × 10−3 4.0 ± 1 × 10−3 4.0 ± 1 × 10−3 4.0 ± 1 × 10−3

k2 (sec
−1) 0.25 ± 0.2 × 10−4 3.0 ± 1 × 10−4 0.3 ± 0.2 × 10−4 0.4 ± 0.2 × 10−4

χ
2/N 1.1 1.6 1.1 1.3

χ
2/N is the total χ2 value divided by the number of measurements.
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occur for the U4C5U6 motif, increasing thus the potential
complexity and flexibility of the TAR hairpin.
NC has nucleic acid destabilizing activity associated with

chaperone properties. It is thought to exert this activity by
binding preferentially to single-stranded nucleic acid regions
and destabilizing the adjacent double-stranded regions
(Levin et al. 2005). This activity would be expected to result
in line broadening for imino protons, revealing changes to
the dynamics of the base pair. Other factors may also contrib-
ute to NMR line broadening: (i) the higher correlation time
associated with complex formation; (ii) fast- to intermediate-
regime exchange associated with free and bound forms of the
oligonucleotide, as previously described (Barraud et al.
2008). Many biophysical studies on DNA and RNA oligonu-
cleotides have demonstrated destabilization of the nucleic
acid secondary structure by NC (Beltz et al. 2005; Levin
et al. 2005; Godet and Mély 2010; Godet et al. 2013) and
some NMR studies described the direct impact on base pair
dynamics (Johnson et al. 2000; Tisné et al. 2001). Line broad-
ening preferentially affected the short stem surrounded by
two single-stranded regions (apical loop and bulge
U23C24U25). There are probably broadening effects linked
to NC binding (chemical exchange), but we suggest that
most of these broadening effects are due to the direct modi-
fication of base pair dynamics in the double-stranded region
following the binding of NC to the adjacent single-stranded
region (Fig. 5A). In contrast, the long central stem (nucleo-
tides 6–16/45–55) was only slightly affected. The imino pro-
tons of the G16–C45 to G21–C41 base pairs displayed
intermediate behavior, with significantly more broadening
than those of the long central stem but less than for the apical

stem. The short stem at the TAR end was
only mildly affected by NC, because the
G3 imino proton was detected in the
NC:TAR complex.

Several studies have reported data for
NC binding sites within the TAR stem–

loop. Isothermal calorimetry titrations
showed that TAR contained one high af-
finity site (110 nM), possibly with a sec-
ond site of intermediate affinity (Heng
et al. 2012). Kanevsky et al. (2005)
showed that the apical loop G32 and
G33 residue constitute a binding site for
NC, this is probably not the case for
G34, which has been shown to be in-
volved in a transient cross-loop base
pair (Huthoff et al. 2004; Lee et al.
2014). This finding was supported by
the results of biophysical studies on the
dynamic properties of the TAR apical
loop demonstrating that G32 was highly
dynamic (Dethoff et al. 2008), constitut-
ing a favorable binding site for NC.
Indeed several studies have shown that

NC binds preferentially to dynamic, accessible guanine resi-
dues (Sun et al. 2007; Bazzi et al. 2012). These data converge
to suggest that there is a moderate- or high-affinity site in the
apical loop. In this study, it was not possible to check for the
presence of this site with 1H–

15N NMR data due to the ab-
sence of observable imino protons in the apical loop.
However, the presence of a putative strong binding site in

the apical loop was not necessarily correlated with destabili-
zation of the adjacent stem. Indeed, one key property of the
chaperone activity of NC is the rapid on/off kinetics of nucle-
ic acid binding (Cruceanu et al. 2006a). This property sug-
gests that NC does not need to bind to high-affinity sites to
destabilize DNA/RNA structures. Indeed, its ability to recog-
nize specific high-affinity stem–loops is important for the
selective recognition of the viral RNA genome by the NC
domain of the Gag protein during the packaging process,
but not for reverse transcription. Several structural studies
on NC–nucleic acid complexes (De Guzman et al. 1998;
Amarasinghe et al. 2000; Johnson et al. 2000; Bourbigot
et al. 2008) have provided support for this assertion, by show-
ing that the strong binding of NC to the apical loops of
the SL2 and SL3 elements does not destabilize the adjacent
stems. In contrast, NC binding to stem–loops with lower
affinities than SL2 and SL3 induces destabilization of the
adjacent stems (Johnson et al. 2000; Bourbigot et al. 2008).
Consistent with these findings, the sequential processing of
Gag by protease enhances the nucleic acid chaperone activity
of the resulting polypeptides (NCp15, NCp9, NCp7), and
this improvement is associated with a lower affinity and faster
binding/dissociation kinetics with nucleic acids (Cruceanu
et al. 2006b; Rein 2010; Wu et al. 2013; Wang et al. 2014).

FIGURE 4. 2D 1H–
15N SOFAST-HMQC spectra at 10°C and 950 MHz of free TAR (black) and

TAR-NC in a 1:1 ratio (1:59 NC:nt) (red) at 10°C and 950 MHz. The imino groups are labeled
with the name of the residue. The resonances that disappear totally are indicated by red rectangles
and those that display significant broadening and/or chemical shifts are indicated by green circles.
The two spectra have been shifted to facilitate visualization of the sets of resonances.
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The destabilized stems are probably adjacent to binding
sites of low or moderate affinity for NC. There should be
a balance between the preferential binding of NC to exposed

guanines residues and the need for rapid on/off kinetics.
Consistent with this, a SHAPE (selective 2′-hydroxyl acyla-
tion analyzed by primer extension) study of the HIV-1
NL4-3 RNA genome suggested that the strong NC interac-
tion domains and the domains destabilized by NC are not
located in the same regions (Wilkinson et al. 2008).
Indeed, Wilkinson and colleagues showed that the strong
NC interaction domains in the SL1, SL2, and SL3 stem–

loops were characterized by single-stranded regions contain-
ing unpaired G residues, whereas the destabilized domains
contained single-stranded A/U-rich motifs adjacent to a du-
plex in which the first base pair included a guanosine nucle-
otide. The UCU bulge followed by the G26–C39 pair of the
TAR hairpin is one of the six destabilized sites identified in
the HIV-1 genome (Wilkinson et al. 2008). SHAPE analysis
detected no strong NC binding sites within the TAR
element.
Previous studies have shown that the destabilization of the

TAR RNA hairpin by NC(12–55) is weaker than that of the
cTAR DNA hairpin by the same peptide (Bernacchi et al.
2002; Azoulay et al. 2003; Beltz et al. 2005). Bernacchi et al.
(2002) showed that destabilization of the TAR RNA hairpin
by NC(12–55) involved only 1 bp at a peptide to nucleotide
molar ratio of 1:7.5. TAR destabilization in our conditions
was limited because NC destabilizes only three consecutive
base pairs with high efficiency. However, the NC:nt ratio
was significantly different in the two studies (1:7.5 versus
1:59) (Bernacchi et al. 2002) and NC(1–55) has a greater
destabilization capacity that NC(12–55) (Levin et al. 2005;
Vo et al. 2009b; Mitra et al. 2013). Finally, the extensive
broadening of imino proton resonance does not necessarily
indicate a loss of the corresponding base pair. It may, instead,
indicate an increase in the proton exchange rate of the ob-
served base pair.
One interesting finding of this study was the difference in

behavior of the two stems adjacent to the internal UCU bulge,
the upper stem (nucleotides 26–29/36–39) being significantly
more destabilized by NC than the lower stem (nucleotides
18–22, 40–44). The SHAPE data (Wilkinson et al. 2008) in-
dicated that the UCU bulge was less reactive after the removal
of NC, suggesting a partial destabilization of one or both ad-
jacent stems by the protein. We suggest that there may be an
initial binding event at the G26 position adjacent to the inter-
nal loop, as the structure of this site is close to the consensus
site already identified by SHAPE with a guanine located in a
double-stranded segment (Fig. 11 in Wilkinson et al. 2008).
The breathing of the G26–C39 base pair adjacent to a bulge
might facilitate an interaction of NC with G26, thereby in-
ducing destabilization of the four base pairs of this stem
from G26 to C29 (Fig. 5A). This mechanism is very similar
to that described for RNA helicases, in which a first binding
event allows the adjacent base pairs to be destabilized, thereby
increasing their fraying (Woodson 2010; Jankowsky 2011;
Mustoe et al. 2014). We suggest that the UCU bulge and
the apical loop constitute binding sites of moderate or low

FIGURE 5. Hypothetical diagrams of RNA-DNA binding and destabi-
lization byNC. (A) Viewof the TARhairpin with a report of the observed
imino protons (red) observed in the NC–TAR complex and those ob-
servable in the free RNA but not in the NC–RNA complex (dashed
blue lines). NC is depicted with its two zinc fingers (ZF1: orange ellipse;
ZF2: violet ellipse), the linker between the two zinc fingers and theN-ter-
minal basic region are indicated by solid lines.We showalso an expanded
view of the destabilized region highlighting the hypothetical binding site
at the G26 base for the ZF2 domain, whereas the ZF1 domain is more in-
volved in the destabilization process. This image is consistent with both
the data presented here and the work of McCauley et al. (2015). (B)
Diagram of the destabilization of RNA secondary structure mediated
by NC. The example shows a double-stranded RNA interrupted by a
bulge. The binding polarity of the zinc fingers along the 5′-3′ nucleic
acid chain is as observed in the three solved structures of RNA–NC com-
plexes, with the N- to C-terminal polarity of the peptide chain antipar-
allel to the 5′-3′ direction of the nucleic acid chain (Bazzi et al. 2011).
The NC is thought to bind preferentially to the strand containing sin-
gle-stranded regions, and a staggered arrow indicates the preferentially
destabilized region. This orientation of the destabilization process results
from the ordering of the two domains ofNC along the nucleic acid chain,
with ZF1 responsible for stem destabilization (see “Discussion” section).
(C)Diagramof the destabilization ofDNA secondary structuremediated
by NC. This example is similar to that shown in B, but with an opposite
binding polarity deduced from that of known DNA–NC complexes
(Bazzi et al. 2011). The position of the bulge is reversed relative to B as
it is the case for the cTAR hairpin. The mechanisms involved in RNA
and DNA destabilization converge to destabilize the same region of the
two molecules, to the right of the bulge.
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affinity for NC, allowing fast dissociation kinetics, with the
protein sliding toward the double-stranded segments.
According to this hypothesis, the upper stem would be pref-
erentially destabilized because it is located between two sin-
gle-stranded regions, whereas the lower stem is close to
only one single-stranded region (bulge UCU). Alternatively,
the upper stem may be preferentially destabilized because
the NC functions with a definite polarity. The ability of NC
to bind nucleic acids with a defined polarity has been suggest-
ed in a number of studies (Fig. 5B,C; Vuilleumier et al. 1999;
Bourbigot et al. 2008; Bazzi et al. 2011; Darlix et al. 2011). In
the three RNA–NC complexes for which high-resolution
structures have been obtained (De Guzman et al. 1998;
Amarasinghe et al. 2000; Spriggs et al. 2008), the protein is
oriented anti-parallel to the 5′-3′ direction of the nucleic
acid chain. As a result, the N-terminal zinc finger (ZF1) binds
a residue 3′ to the residue binding to the C-terminal zinc fin-
ger (ZF2) (Fig. 5B). This binding polarity may be responsible
for the polarity of destabilization observed for the adjacent
stems (Fig. 5B). This hypothesis is consistent with the
SHAPE data for the 5′ UTR region of the HIV-1 genome, sug-
gesting that the destabilized stems are located on the 3′-side of
single-stranded regions (Wilkinson et al. 2008). The relation-
ship between binding polarity and the polarized destabiliza-
tion of stem–loops may result from the lack of equivalence
of the two zinc fingers, ZF1 and ZF2, with ZF1 more involved
in the destabilization than ZF2. In contrast, ZF2 is involved in
the specific recognition of guanine residues (Guo et al. 2002;
Heath et al. 2003; Beltz et al. 2005; Narayanan et al. 2006;
Hergott et al. 2013; Mitra et al. 2013). Binding polarity may
therefore be responsible for the localization of ZF1 close to
a double-stranded region. The binding of NC to G26may po-
sition the ZF1 toward the upper stem (Fig. 5A) triggering the
destabilization of this stem (Fig. 5B).
Our results are very similar to those of a recent single-mol-

ecule stretching paper investigating TAR destabilization by
NC (McCauley et al. 2015). This recent study, like ours, iden-
tified specific targeted sites corresponding to guanines adja-
cent to unstable stem regions, such as mismatches, loops,
and bulges. G26 was identified as a key site for the initiation
of destabilization in both studies. The two studies differed in
the NC:nt ratio used, with a ratio of 1:4 in the single-molecule
study and 1:59 here. We used a low ratio to detect the initial
destabilizing event preceding the binding of NC to other sites
as its concentration increases (Darlix et al. 2011; McCauley
et al. 2015).
At the low NC:nt ratio (1:59) used in our NMR study,

destabilization was limited to the upper part of TAR. Thus,
the long stem involving nucleotides 6–16/45–55 and the
short terminal stem (nucleotides 1–4/56–59) displayed no
significant destabilization. Additional NC molecules are
probably required to destabilize these stems. Our results pro-
vide an opportunity to compare rate constants from the dif-
ferent parts of the reactional scheme (see Equation 2). The
formation of the initial TAR-cTAR binary complex appears

to be the first event after the addition of NC, because the as-
sociated bimolecular rate k1 displays considerable variation,
by a factor of almost 30 when the NC:nt ratio is increased
from 0 to 1:14 (Table 1). In contrast, under the same condi-
tions, the dissociation rate k−1 displayed no variation. The
strand-exchange rate k2 increased by a factor of 10 when
the NC:nt ratio is increased from 0 to 1:14. Finally, our
data are consistent with the destabilizing activity of NC being
important only for the steps of the annealing reaction requir-
ing duplex disruption. Indeed, the formation of the initial bi-
nary complex, involving the melting of the upper 4-bp stem,
is highly dependent on the destabilizing activity of NC,
whereas the reciprocal reaction does not require any structure
melting. The final conversion into the extended duplex is also
highly dependent on NC, but to a lesser extent than binary
complex formation, and this step requires higher NC concen-
trations. In conclusion, our results are consistent with the
formation of an extended kissing loop complex TAR-cTAR
as suggested, in previous studies performed at low NC:nt ra-
tios. However, they do not exclude the possibility that the
“zipper” pathway is preferred at high NC:nt ratios (Godet
et al. 2006; Liu et al. 2007; Vo et al. 2009b).

MATERIALS AND METHODS

Samples

The 15N/13C labeled TAR RNA sequence was obtained from Silantes
GmbH (Germany). The TAR sequence used was that of the NL4-3
isolate. The NC(1–55) sequence (NL4-3 isolate) was overexpressed
and the product was purified, as previously described (Barraud et al.
2007).
Samples were dissolved in 20 mM sodium phosphate buffer, pH

6.5, supplemented 50 mM NaCl and 0.1 mM EDTA in a 300 µL
Shigemi tube. The RNA strand concentration in the tube was
340 µM, TAR RNA, and NC(1–55) were mixed in a 1:1 molar ratio
(NC:nt 1:59).

NMR

NMR spectra were recorded on a Bruker Avance 950 MHz (TGIR,
Gif sur Yvette, France) equipped with a triple-resonance cryoprobe
with z-axis field gradient. All experiments were performed in 90%
H2O and 10% 2H2O, at 283 K. For NOESY experiments, twomixing
times of 150 and 200 msec were used, and the spectral widths were
20 833 Hz in both dimensions. 512 t1 experiments were recorded in
the States-TPPI mode, each with 4029 data points per experiment.
1H–

15N TROSY sensitivity enhanced gradient (Pervushin et al.
1997; Nietlispach 2005) experiments were carried out with 256
points in t1 and 1024 data points per experiment. 1H–

15N 2D
SOFAST-HMQC experiments were recorded with a PC9 and
REBURP pulses for the band selective excitation and refocusing of
imino protons (Schanda and Brutscher 2005; Farjon et al. 2009)
and for recording the changes in the complexes over time. The re-
laxation delay was set to 200 msec and 200 experiments were re-
corded in the 15N dimension; the total experiment time per 2D
was 295 sec.
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Gel retardation assays

A heat-denatured TAR (7.5 pmol of TAR 32P-RNA at 3 × 103

cpm/pmol in 10 µL of double-distilled water) was used as a control.
It was prepared by heating at 90°C for 2 min and chilling for 2 min
on ice, and mixing with 4 µL of loading buffer (50% w/v glycerol,
0.05% w/v bromophenol blue, 0.05% w/v xylene cyanol). The an-
nealing assays were carried out in a final volume of 10 µL. TAR
32P-RNA (7.5 pmol at 3 × 103 cpm/pmol) in 3.6 µL of water was
heated at 90°C for 2min and chilled for 2min on ice.We then added
0.9 µL of annealing buffer (final concentrations: 30 mM NaCl,
0.2 mM MgCl2, and 25 mM Tris–HCl pH 7.5) and the sample
was incubated at 20°C for 30 min. Unlabeled DNA (7.5 pmol)
was subjected to the same renaturation treatment and was then add-
ed to refolded TAR 32P-RNA. The reaction mixture was incubated at
20°C in the absence or presence of NC (1.5, 3, or 6 µM) for various
periods of time. Reactions were stopped by adding SDS (at a final
concentration of 0.5%) and by proteinase K digestion (2 µg) at
20°C for 30 min. At the end of the incubation period, we added
4 µL of loading buffer to the reaction mixture. The samples were
analyzed by electrophoresis on a 12% polyacrylamide gel (37.5:1
[w/w], acrylamide/bisacrylamide) at 25°C in 1× TBE buffer
(90 mM Tris–borate [pH 8.3], 2 mM EDTA). After electrophoresis,
the gel was fixed, dried and autoradiographed. Unannealed and an-
nealed TAR RNAs were quantified with a Typhoon TRIO (GE
Healthcare) and ImageQuant software. The percent annealed TAR
RNAwas determined as 100 × [annealed/(annealed + unannealed)].

Kinetic analysis of the gel-retardation assays

We performed gel retardation assays to follow the extended duplex
formation over time. Extended duplex formation at various NC:nt
ratios appeared to follow biexponential kinetics with two processes
occurring at very different rates. This behavior could be described by
Equation 1, where P(t) is the percentage of annealed molecules (Vo
et al. 2009b). The kinetic phases could therefore be described by two
components with rate constants kf for the fast component and ks
for the slow component, where f is the fraction of the fast compo-
nent and corresponds to the probability of intermediate complex
RD∗ formation:

P(t) = Pplateau( f · (1− e−kf t) + (1− f ) · (1− e−kst)). (1)

This analysis is similar to those used in previous studies (Vo et al.
2006, 2009b). We used this approach because it was developed for
the same experimental system (analysis by gel-retardation assays
of TAR-cTAR annealing in the presence of NC). The TAR and
cTAR hairpins were assumed to anneal via a two-step pathway:

R+ D O
k1

k−1
RD∗

O

k2

k−2
RD. (2)

This reaction scheme describes a first rapid step in which a produc-
tive and transient complex is formed. This complex is slowly con-
verted to the extended duplex corresponding to the fully annealed
state. The RD∗ and RD complexes (R and D indicate RNA and
DNA strands, respectively) cannot be distinguished on the basis of
gel electrophoresis data.

Unlike Vo et al. (2009b), we were unable to make use of an ap-
proximation to pseudo-first-order conditions because [D]0 and
[R]0 concentrations were identical. The reasons for the choice of

these concentrations are explained below. The first step of the re-
action (2) corresponds to a second-order bimolecular reversible
reaction. Some simplifications can be used to describe this reac-
tion: [D] = [R] and [RD∗] = [D]0–[D] due to our initial condi-
tions, [D]0 = [R]0 and the stoichiometry of the reaction. In these
conditions

d
[RD∗]

dt
= −d

[D]

dt
= k1[D][R] − k−1[RD

∗] (3)

and

−
d[D]

dt
= k1[D]

2 + k−1[D] − k−1[D]0. (4)

After integration [of the form dx/(a + bx + cx2)], the time depen-
dence of the concentration of free cTAR was obtained as follows
(Baker and Weng 1992):

[D] =
(k−1 + kobs)Ce

−kobst − k−1 + kobs

2k1(1− Ce−kobst)
(5)

where

kobs = (4k1k−1[D]0 + k2−1)
1/2,

and

C =
2k1[D]0 + k−1 − kobs

2k1[D]0 + k−1 + kobs
.

Using the expression of [D] and [RD∗] = [D]0–[D] as a function of
the time, we can then deduce the fractions of the fast ( f ) compo-
nent throughout the reaction, this fraction corresponding to the
probability of intermediate formation:

f =
[RD∗]

[D]0
. (6)

Equation 1 can be therefore written for all values of time, using kf
= kobs. According to which the fast component assigned to the first
step of the reaction is related to the rate constant kobs described in
Equation 5 and the slow component rate constant corresponding
to the second and slower component of Equation 2 is proportional
to the fraction of the preannealed intermediate RD∗ such that ks =
f.k2 (Vo et al. 2009b). We simulated the values of Equation 1 using
Equations 5 and 6 and numerical values for k1, k−1, and k2 (k−2
was not taken into account as its value was very low) and retained
the values giving the lowest χ2 value. Statistical procedures were
used to estimate the uncertainty on the various rate constants.
Using the uncertainty of the various experimental measurements,
we generated files of synthetic experimental data, using a Gaussian
distribution and the Box–Muller method (Bevington and
Robinson 2003). The global χ2 calculations were used to identify
the best values for the rate constants. The criterion for selecting
uncertainty was a doubling of the χ2 values.

Choice of nucleic acid concentrations

In the gel-retardation experiments described above, the kinetic
analysis was carried out with a second-order bimolecular and re-
versible mechanism. The associated equations are much more com-
plex than those used when pseudo-first order conditions can be
assumed (i.e., one of the components [DNA] is in large excess
over the other [RNA]). We chose to work with equal DNA and
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RNA concentrations and with an NC:RNA ratio (1:59) similar to
those of the NMR studies. These conditions are probably also
more similar to those in vivo with similar DNA and RNA con-
centrations. These conditions necessitated the use of an analysis
method appropriate for a bimolecular association mechanism.
In addition to the choice concerning stoichiometry, we also worked
at higher DNA concentrations than in previous studies. This point
was discussed by Vo et al. (2006, 2009b) when they described the
limitations of the experimental conditions associated with pseu-
do-first order conditions and the concentrations used. Indeed,
the elementary rates k1 and k−1 could be determined only for
NC:nt > 1:16, because these rates can be determined only if there
is a large fast component ( f ). However, at the concentrations
used by these authors ([D]0 = 150 nM), the f fraction, the fraction
corresponding to the fast component, could be deduced from pseu-
do-first order conditions as follows:

f =
k1D

k1D+ k−1
(7)

From Equation 7 it is clear that in the conditions used, k1D≪ k−1.
The f fraction is small, at ∼5%. However, using the same NC:nt ra-
tio and therefore the same k1 and k−1 rate values but with a larger
DNA concentration (a largerD term), k1D is larger and the relation-
ship k1D≪ k−1 no longer holds; this implies the existence of a sig-
nificant f fraction, as calculated below. A second limitation is that, at
a high NC:nt ratio (>1:7), the fast component is dominant and the
elementary rate constant associated with the second step (k2) can-
not be determined. Indeed, under the conditions used by Vo
et al. (2006, 2009b), k2 could be only determined at ratios of 1:16
to 1:8, a rather limited range.
These limitations can be overcome and rate constants determined

correctly even at lowNC:nt ratios in the case of a high DNA concen-
tration ([D]0 = 750 nM) is used, indeed in these conditions, k1D
became close from k−1. In such conditions, the fraction f is 30%,
18%, 9%, and 2% at the 1:14, 1:29, 1:59 and 0:59 ratios, respectively.
The fast component is therefore clearly observable (except at
the 0:59 ratio) as shown by the experimental data (Fig. 4).
Furthermore, as the fast component is never present in a large ex-
cess, it was also possible to determine k2.
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a b s t r a c t

As chemical methods for RNA secondary structure determination, SHAPE chemistry (selective 20-hydro-

xyl acylation analyzed by primer extension) has been developed to specifically target flexible nucleotides

(often unpaired nucleotides) independently to their purine or pyrimidine nature. In order to improve the

specificity of acylating reagents towards unpaired nucleotides, we have explored the reactivity of

symmetric anhydrides, acyl fluorides, active esters like succinimidyl ester and cyanomethyl esters for

20-O-acylation reaction. Among the tested compounds, only the acyl fluoride 4 showed a low reactivity

(compared to NMIA). However, this study is the first to show that nucleophilic catalysts like DMAP

greatly improved the selective 20-hydroxyl acylation by symmetric anhydrides, acyl fluorides and

succinimidyl ester, with the 2-fluorobenzoic anhydride 5 being the most reactive.

� 2014 Elsevier Ltd. All rights reserved.

RNA is an essential macromolecule with diverse functions that
mainly depend on its ability to fold into higher order structures.
RNA serves as the genome for many pathogenic viruses. In addition
to its role as messenger between DNA and the ribosome in bacteria
and eukaryotes, RNA is involved in numerous fundamental cellular
processes such as gene regulation and host defense. Note that
many RNA functions are still unknown. This point can be illus-
trated by the recent discovery of thousands of long non-coding
RNAs (lncRNAs, from 200 to 10,000 nucleotides in general) in
mammalian species.1 A study estimates approximately 15,000
lncRNAs in humans.2 Most lncRNAs play key roles in development,
epigenetics, cancer, brain function and hereditary diseases3 but
fundamental questions regarding the functions of lncRNAs remain
unanswered.

RNAs show a hierarchical organization in which the primary
sequence determines the secondary structure (the pattern of base
pairing) that governs the tertiary folding. RNA functions may imply
sequence, secondary and tertiary structures, or a combination of
these features. However, secondary structures, usually more stable
than tertiary interactions, are usually considered as the key point
for RNA functions. An extensive understanding of the functions

of RNAs in general and lncRNAs in particular requires an important
effort to improve our knowledge of their structures, folding and
dynamics, especially concerning their secondary structure. The
crystallographic and NMR approaches have led to determine the
three-dimensional structures of several functional RNAs but the
high-throughput or applicability of these methods is limited, espe-
cially for long RNAs. An exciting way to map RNA secondary struc-
tures is the use of base-selective chemical reagents, an approach
that has the potential to overcome the shortcomings associated
to X-ray crystallography or NMR. Ideally, high-throughput
determination of RNA secondary structure should rely on one
chemical reagent able to interrogate all nucleotides simulta-
neously, in a single experiment. However, during the last thirty
years, multiple reagents need to be used in separate experiments
to obtain accurate results. Since 2005, selective 20-hydroxyl acyla-
tion analyzed by primer extension (SHAPE) chemistry has been
developed to specifically target flexible nucleotides (often
unpaired nucleotides) independently to their purine or pyrimidine
nature. This approach uses acylating reagents such as NMIA
(N-methylisatoic anhydride),4 1M7 (1-methyl-7-nitroisatoic anhy-
dride)5 or BzCN (benzoyl cyanide)6 (Scheme 1). Recently, two other
electrophilic reagents, FAI (2-methyl-3-furoic acid imidazolide)
and NAI (2-methylnicotinic acid imidazolide) were developed to
unravel RNA secondary structure inside living cells.7 The SHAPE
chemistry is based on the acylation of the ribose 20-hydroxyl group
and its molecular mechanisms are only partially understood.4,8,9
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Although SHAPE is potentially a powerful approach for
determining secondary structure and dynamics of long RNAs at
high-throughput, the results obtained by this approach remain
ambiguous because the electrophilic reagents used are in fact only
partially specific for unpaired nucleotides.10 Recent studies were
performed by associating an acylating reagent to other chemical
or enzymatic probes to improve the information content of exper-
imental data.11–13 This latter approach is more accurate but much
more time-consuming and therefore not compatible with high-
throughput determination of RNA secondary structures in a single
experiment.

For the acylation of hydroxyl group, the carboxyl components
can be activated as acyl halides, acyl azides, acylimidazoles (as
for FAI and NAI), anhydrides (like NMIA and 1M7), esters, etc.,
allowing the modulation of the carbonyl electrophilicity. Therefore,
there is still plenty of room to find new efficient reagents. How-
ever, to date, only thirteen compounds have been studied for the
20-hydroxyl acylation and only five (NMIA, 1M7, BzCN, FAI and
NAI) can be used in RNA SHAPE analysis.4–7 Note that these latter
reagents exhibit similar RNA 20-hydroxyl acylation patterns.5,7

Among the reported SHAPE reagents (Scheme 1), BzCN and 1M7
showed higher reactivity than NMIA, NAI and FAI, in accordance
with their hydrolysis rate, with a half-life of 0.25 s, 14 s, 8 min,
33 min and 73 min, respectively. Since these reagents are partially
specific for unpaired nucleotides, we therefore examined other
acylating reagents to contribute to: (i) a better understanding of
the SHAPE mechanisms; (ii) the design of a new acylating reagent
more specific for unpaired nucleotides.

Considering the moderate acylating activity of NMIA, we have
synthesized seven reagents (Scheme 1) that might exhibit a better
acylating activity than NMIA. Symmetric anhydrides 114 and 515

bearing electron withdrawing halogen atom on ortho or para posi-
tion, succinimidyl ester 3,16 617 as well as the cyanomethyl ester
218 have been prepared. Acyl fluorides, less reactive than acyl chlo-
rides, have shown promising reactivity in coupling reaction.19 Acyl
fluorides 420 and 721 were also synthesized according to the
reported procedure. However, due to the volatile nature, compound
7 was obtained as a solution in petroleum ether. It is therefore dif-
ficult to determine its concentration. Moreover, this compound is
not stable and transforms slowly into the anhydride 5.
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RNA stem-loop structures are good models to test the acylat-
ing activity of reagents because they contain paired and unpaired
nucleotides. Since the secondary structure of the R region of the
human immunodeficiency virus type 1 (HIV-1) forms two
stem-loop structures,22 the acylating activity of compounds was
tested with the 50 RNA containing this region.22,23 Sites of 20-O-
adduct formation have been identified using primer extension
approach24 and electrophoresis on a denaturing polyacrylamide
gel.25 No reactivity information is obtained at the level of: (i)
nucleotides that bind the primer; (ii) 20–50 nucleotides that
are located upstream of the primer binding site; iii) nucleotides
that are close to the 50-end.6 Representative examples of SHAPE
experiments are shown in Figures 1–5 and the results of a series
of independent experiments are summarized in Table 1. 50 RNA
was incubated with acylating reagents for 1, 5 and 15 min.
Longer incubation (30, 60 or 120 min) did not lead to further
acylation compared to 15 min reaction, due to their fast
hydrolysis.

Among the synthesized acylating reagents, only the acyl fluo-
ride 4 was able to modify the 50 RNA. Further experiment has been
realized with compound 4 (Fig. 1A). However, the reagent 4 was
less efficient than NMIA (Table 1). Interestingly, the modification
pattern was consistent with the secondary structure of the R region

(Fig. 1B). Indeed, almost all paired bases were unreactive, whereas
unpaired nucleotides, especially purine nucleotides, in the two api-
cal loops were reactive. Consistent with the observation that nucle-
otides adjacent to a single-stranded, bulged or mismatched
nucleotide can exhibit low reactivity towards SHAPE reagents,24

A71 and A72 were very weakly reactive to 4.
Employing nucleophilic catalysts like DMAP for the esterifica-

tion of alcohols by acid anhydrides is a well-known procedure.26

Activity of compounds 1–6 was therefore studied in the presence
of 6% DMAP (Fig. 2 and Table 1). As shown for reagent 5

(Fig. 2A), RNA modification with reagents 1, 3, 5 and 6 occurred
only in the presence of the catalyst (Table 1), while the compound
2 remained inactive which might be explained by the lower elec-
trophilicity of the cyanomethyl ester. The activation order (5 > 1,
4 > 3, 6) by DMAP could be explained by the electrophilicity of
the carbonyl to facilitate the nucleophilic addition of DMAP to
the acyl donor (1, 4, 5 > 3, 6) and the basicity of the leaving groups
to deprotonate the alcohol nucleophile in the rate-determining
transition state26 (5 > 1, 4, with pKa = 4.14, 3.2 and 2.85 for
4-F-C6H4CO2

�/4-F-C6H4CO2H, 2-Br-C6H4CO2
�/2-Br-C6H4CO2H and

F�/HF, respectively). Interestingly, the very low acylating activity
of compound 6 was greatly increased in the presence of 50% DMAP
(Fig. 3), with similar activity as NMIA.

Structurally constrained derivatives 4-PPY27 and superDMAP28

(Scheme 1) have been shown to be more efficient nucleophilic cat-
alysts than DMAP. Activity of reagent 5 was therefore studied in
the presence of these catalysts (Fig. 2A). RNA modification with
reagent 5 was slightly less efficient in the presence of 6% 4-PPY
than in the presence of 6% DMAP. In the presence of 0.6% superD-
MAP, the amount of full-length product was strongly decreased,
indicating an excessive modification of RNA. The superDMAP
proved therefore to be a powerful catalyst. Unfortunately, assays
by decreasing the quantity of superDMAP failed to improve the
selectivity.

Next, we compared the modification pattern of NMIA with
those of reagents 1, 4 and 5 (Fig. 4) that are our most active com-
pounds. The patterns were similar, supporting the notion that the
mechanism of action of our compounds is close to that of NMIA,
that is, selective 20-hydroxyl acylation. However, NMIA was more
efficient than reagents 1, 4 and 5 and it does not require the pres-
ence of 6% DMAP (Table 1). To confirm that reagent 5 was the most
efficient synthesized compound whatever the RNA substrate, we
performed SHAPE analysis of the HCV SL1(�) region using reagents
1 and 5 (Fig. 5). As expected, reagent 5 was more efficient than
reagent 1 and it modified unpaired nucleotides in the apical loop
and one bulge.

In summary, we have synthesized symmetric anhydrides, acyl
fluorides, active esters like succinimidyl ester and cyanomethyl
esters as aromatic acylating reagents to evaluate their reactivity
towards RNA SHAPE chemistry. Only the acyl fluoride reagent 4

was able to modify the unpaired nucleotides, with a lower reactiv-
ity than NMIA. However, we have shown that nucleophilic catalyst
like DMAP (6%) greatly improved the reactivity of acylating
reagents, with the 2-fluorobenzoic anhydride 5 more reactive than
2-bromobenzoic anhydride 1 and 2-bromobenzoyl fluoride 4

which are more reactive than the succinimidyl esters 3 and 6. It
should be emphasized that the acylating activity of inactive
compound 6 in the presence of 50% DMAP is similar to that of
NMIA (compare Fig. 3 and Fig 4). The order of DMAP activation
could be explained by the electrophilicity of the carbonyl group
as well as the basicity of the leaving group of the acylating reagents
to deprotonate the alcohol nucleophile of RNA in the rate-limiting
step. This result is interesting, opening the perspective to the
future design of SHAPE reagents and to modulate its reactivity by
nucleophilic catalysis.

Figure 1. SHAPE analysis of the HIV-1 R region using reagent 4. (A) SHAPE

experiments were performed and analyzed by electrophoresis on a denaturing 8%

polyacrylamide gel as described.25 Control lanes C1 and C2: 50 RNA (2 pmol) was

incubated without reagent at 37 �C for 1 min and 5 min, respectively. 50 RNA

(2 pmol) was incubated with reagent 4 (50 nmol) at 37 �C for 1 min (lane t1), 5 min

(lane t2) or 15 min (lane t3). A, C, G and U are sequencing reactions performed using

dideoxy terminating nucleotides. Note that reverse transcriptase stops dNTP

incorporation at the nucleotide preceding the site of acylation, that is, exactly 1

nucleotide shorter than the corresponding sequencing lane. FL indicates the full-

length product of primer extension. Arrows indicate the acylated nucleotides. (B)

Superposition of reagent 4 reactivity on the secondary structure of the R region. The

colour code used for the reactivity is indicated in the inset. The absence of colour

indicates nucleotides that are not analyzable because they are close to the 50 end or

primer binding site or because of nicks and pauses in the RNA template during

reverse transcription.
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Figure 2. Nucleophilic catalysts are required for the acylation activity of compound 5. (A) Control lanes C1, C2 and C3: 50 RNA (2 pmol) was incubated without reagent at

37 �C for 1 min, 5 min and 15 min, respectively. 50 RNA (2 pmol) was incubated with compound 5 (50 nmol) at 37 �C for 1 min (lane t1), 5 min (lane t2) or 15 min (t3) in the

absence or presence of 6% DMAP, 6% 4-PPY or 0.6% superDMAP. A, C, G and U are sequencing reactions performed using dideoxy terminating nucleotides. A16 and G15 were

well characterized by long migration times on a denaturing 8% polyacrylamide gel (data not shown). (B) Superposition of reagent 5 reactivity in the presence of 6% DMAP on

the secondary structure of the R region.

Figure 3. SHAPE analysis of the HIV-1 R region using reagent 6 in the presence of

6% or 50% DMAP. (A) Control lane C2: 50 RNA (2 pmol) was incubated without

reagent at 37 �C for 5 min. 50 RNA (2 pmol) was incubated with compound 6

(50 nmol) at 37 �C for 5 min in the presence of 6% or 50% DMAP. (B) Superposition of

reagent 6 reactivity in the presence of 50% DMAP on the secondary structure of the

R region.

Figure 4. Comparison of SHAPE experiments performed using NMIA or reagents 1,

4 and 5. (A) Control lane C2: 50 RNA (2 pmol) was incubated without reagent at

37 �C for 5 min. 50 RNA (2 pmol) was incubated at 37 �C for 5 min in the presence of

6% DMAP and with NMIA (50 nmol) or compounds 1, 4 and 5 (50 nmol). (B)

Superposition of NMIA reactivity on the secondary structure of the R region.
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Résumé :  Les premier et second transferts de 

brin sont deux étapes essentielles de la 

transcription inverse du génome du virus de 

l’immunodéficience humaine de type 1 (VIH-1). 

De nombreuses études in vitro suggèrent que les 

transferts nécessitent l’action de la protéine de 

nucléocapside du VIH-1 (NC). Le premier 

transfert, se produisant de l’extrémité 5’ vers 
l’extrémité 3’ de l’ARN génomique du VIH-1, 

repose en grande partie sur un appariement ADN-

ARN impliquant la région r de l’ADN strong-stop 

(ADNss) et la région R située à l’extrémité 3’ de 
l’ARN viral (ARN 3’UTR). Les structures, 
interactions et dynamiques qui gouvernent cet 

appariement sont mal connues. Jusqu’à notre 
étude, la formation de l’hybride ADN-ARN 

n’avait été étudiée in vitro qu’avec des courts 
acides nucléiques qui ne reflètent que 

partiellement les structures formées par l’ADNss 
et l’ARN 3’UTR dans le virus en cours de 
réplication. L’objectif principal de ma thèse a été 
de caractériser in vitro les mécanismes 

moléculaires qui gouvernent l’hybridation de 

l’ADNss avec l’ARN 3’UTR. Pour atteindre cet 
objectif, j’ai utilisé des méthodes de la biologie 
moléculaire et j’ai analysé la structure secondaire 
de l’ADNss entier avec trois sondes de structure 
(DNase I, mung bean nuclease et permanganate 

de potassium) : i) en l’absence de NC ; ii) en 

présence de NC ; iii) en présence de l’ARN 
3’UTR. Les résultats obtenus nous ont permis 
d’être les premiers à déterminer in vitro la 
structure secondaire de l’ADNss entier du VIH-1 

et à identifier dans celui-ci quatre sites sur 

lesquels se fixe préférentiellement la NC. 

L’interaction de la NC avec chacun de ces sites a 
été analysée par retard sur gel. A notre 

connaissance, les structures secondaires des 

ADNss d’autres rétrovirus n’ont pas été 
déterminées. Nos données structurales sont en 

faveur d’une structure secondaire de l’ADNss du 
VIH-1 constituée de trois tiges-boucles (u5, 

cpoly(A) et cTAR) et trois régions simple-brin en 

l’absence ou présence de NC. Notre analyse 
phylogénétique suggère que la structure 

secondaire de l’ADNss et les sites forts NC sont 
conservés parmi les différents groupes du VIH-1. 

Nos résultats suggèrent aussi qu’une partie de la 
région u5 de l’ADNss établit des interactions 
faibles avec une partie de la région U3 de l’ARN 
3’UTR en l’absence de NC. En réalisant des 

cinétiques d’hybridation et en utilisant deux 
ADNss mutés, nous avons montré que 

l’hybridation ADNss-ARN 3’UTR nécessite 
l’activité de la NC et que ce processus ne repose 
pas sur une seule voie d’initiation. Nos résultats 
supportent un modèle dans lequel la première 

étape est la fixation de la NC au niveau des quatre 

sites, ce qui va déclencher l’ouverture de la 
structure tridimensionnelle de l’ADNss et 
favoriser ainsi l’accessibilité de la région r ; la 
seconde étape étant la déstabilisation par la NC 

des structures secondaires ; la troisième étape 

étant l’appariement  par la NC des régions 
complémentaires r et R. L’ensemble des résultats 
obtenus permet à mon équipe d’accueil d’initier 
de nouvelles études in vitro et ex vivo. 
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Abstract: An essential step of human 

immunodeficiency virus type 1 (HIV-1) reverse 

transcription is the first strand transfer that 

requires base pairing of the R region at the 3’-

end of the genomic RNA with the 

complementary r region at the 3’-end of minus-

strand strong-stop DNA (ssDNA). HIV-1 

nucleocapsid protein (NC) facilitates this 

annealing process. Determination of the ssDNA 

structure is needed to understand the molecular 

basis of NC-mediated genomic RNA-ssDNA 

annealing. For this purpose, we investigated 

ssDNA using structural probes (nucleases and 

potassium permanganate). This study is the first 

to determine the secondary structure of the full-

length HIV-1 ssDNA in the absence or presence 

of NC.Our  probing data obtained in the absence 

of NC, suggest weak contacts between the u5 

region of ssDNA and the U3 region the genomic 

RNA. The probing data and phylogenetic 

analysis support the folding of ssDNA into three 

stem-loop structures and the presence of four 

high-affinity binding sites for NC. Using the gel 

retardation assay, we analyzed the interaction of 

NC with each site. Taken together, our results 

support a model for the NC-mediated annealing 

process in which the preferential binding of NC 

to four sites triggers unfolding of the three-

dimensional structure of ssDNA, thus facilitating 

interaction of the r sequence of ssDNA with the 

R sequence of the genomic RNA. In addition, 

using gel retardation assays and ssDNA mutants, 

we show that the annealing of ssDNA to the 3’-

end of the genomic RNA requires NC activity 

and does not rely on a single pathway (zipper 

intermediate or kissing complex). 

 


