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Résumé 
Ce travail de thèse s’inscrit dans le thème général de la biologie de synthèse de l’ARN et 

vise à construire et tester le fonctionnement de commutateurs ARN contrôlés par des petits 

ARN antisens. La question fondamentale correspondante concerne les relations entre séquence, 

repliement et fonction d’une molécule d’ARN. 

Nous avons conçu des ARN commutateurs qui adoptent deux conformations alternatives : 

une conformation forme un terminateur de la transcription, empêchant l’expression d’un gène 

en aval, tandis que la conformation alternative ne conduit pas à la terminaison de la 

transcription. La sélection de la conformation dépend de la présence ou l’absence d’un petit 

ARN antisens fourni ou exprimé en trans. Nous avons validé le fonctionnement de 

commutateurs répressibles et inductibles in vitro. Afin d’évaluer leur fonctionnement in vivo, 

nous avons construit et optimisé une plateforme génétique chez la bactérie Escherichia coli. Le 

fonctionnement du commutateur est mesuré par l’expression d’une protéine fluorescente en 

aval du commutateur. Nous avons ainsi fourni la preuve de concept du fonctionnement de 

commutateurs activables et répressibles in vivo. 

Nos expériences in vitro et in vivo nous ont permis de découvrir de nouveaux principes de 

design des ARN synthétiques, d’optimiser les conditions d’expression des commutateurs et les 

méthodes de mesure de l’expression in vivo. La gamme dynamique de la régulation par les 

petits ARN antisens in vivo doit être augmentée et nous avons identifié les pistes à explorer. 

Plus généralement, nos résultats ouvrent la voie à l’exploration plus systématique du lien 

séquence-repliement-fonction des ARN. 
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Partie I : Introduction : l’ARN est une molécule versatile 
La molécule centrale de mes travaux de thèse est l'ARN, acide ribonucléique. Tandis que 

l’ADN (acide désoxyribonucléique) stocke notre patrimoine génétique, l’ARN forme 

l'intermédiaire entre l’ADN et la protéine. Cette molécule possède également une importance 

toute particulière dans l'évolution. Selon l'hypothèse communément acceptée, les premiers 

stades de la vie sur terre sont caractérisés par un monde tout ARN [1]. Cette hypothèse de 

l’origine de la vie découle de la capacité de la molécule d’ARN de pouvoir à la fois stocker 

l’information génétique (ex : ARN des virus) mais aussi de réaliser des activités catalytiques 

ou enzymatiques (ex : les ARN ribosomaux ou les ribozymes). 

Dans la cellule, les molécules d’ADN sont transcrites en ARNm (ARN messagers) par un 

complexe protéique appelé ARN polymérase. Certaines régions de ces ARNm, qu’on appelle 

régions codantes, sont ensuite traduites en protéines par la machinerie du ribosome qui est à la 

fois composée de protéines et d’ARN, les ARNr (ARN ribosomaux). Cette étape de traduction 

fait aussi appel à d’autres éléments tels que les ARNt (ARN de transfert). Les ARNt permettent 

de traduire un triplet de nucléotides (codon) localisé dans la séquence d’ARNm, en acides 

aminés. Il existe dans l’ARNm, quatre types de nucléotides, A, U, C et G. La combinatoire de 

3 de ces 4 nucléotides permet le codage de 64 codons (43 = 64) différents qui peuvent coder de 

manière redondante 20 acides aminés différents dont l’enchaînement donne naissance à la 

protéine. Ce sont les ARNr de la machinerie du ribosome qui catalysent la formation des 

liaisons peptiques entre les acides aminés, lors de la traduction.  

Rien qu’en regardant les processus de transcription et de traduction, nous pouvons déjà 

remarquer l’existence d’une grande diversité fonctionnelle de l’ARN. Cette grande diversité 

fonctionnelle est en partie liée à leur grande diversité structurale. Dans un certain nombre de 

processus, certaines structures d’ARN peuvent même se lier spécifiquement à des molécules 

cibles et changer de forme en réponse à celles-ci pour réaliser une fonction donnée. 

Nous verrons dans cette introduction la composition et la synthèse des molécules d’ARN, 

ainsi que les différents niveaux de structure qu’elles peuvent adopter (structure primaire, 

structure secondaire et structure tertiaire). Nous verrons ensuite différentes méthodes bio-

informatiques utilisées pour la prédiction de la structure secondaire des ARN. Enfin, nous 

détaillerons 2 méthodes de conception de séquences ARN synthétiques, développées par 

Alexandre Dawid et al. [2]. 
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Chapitre 1 : Généralités sur les ARN 

1. Composition de l’ARN 

Comme l’ADN, l’ARN est un polymère composé d’une répétition de 4 monomères 

différents qu’on appelle nucléotides. Les nucléotides se décomposent en 3 modules distincts : 

au maximum 3 groupes phosphates liés par une liaison ester à un sucre pentose, lui-même lié à 

une base par une liaison β-glycosidique (Figure 1A). 

Dans l’ARN le sucre est un ribose, tandis que dans l’ADN il s’agit d’un désoxyribose. Le 

ribose et le désoxyribose sont tous les 2 des sucres pentoses contenant une fonction aldéhyde et 

5 atomes de carbones numérotés de 1’ à 5’ qui portent chacun une fonction hydroxyle (- OH), 

sauf le désoxyribose qui n’en porte pas sur le carbone 2’ (Figure 1B). Cette fonction hydroxyle 

supplémentaire sur le carbone 2’ du ribose confère à la molécule d’ARN des fonctions que l’on 

ne retrouve pas dans la molécule d’ADN.  

  

 

 

 
Figure 1 (A) Structure générale d’un nucléotide. Il s’agit ici d’une adénosine 5’-monophosphate 

(rAMP). (B) A gauche, sucre utilisé dans l’ARN et à droite, sucre utilisé dans l’ADN [3].  
 

A 

B 
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La distribution asymétrique des charges dans la fonction hydroxyle confère à la molécule 

d’ARN une propriété chimique plus réactive comparé à l’ADN qui est beaucoup plus stable, 

cohérent avec sa fonction de conservation de l’information génétique. Par ailleurs, la présence 

de la fonction hydroxyle sur le carbone 2’ rajoute dans la molécule de ribose un encombrement 

stérique beaucoup plus important. Pour minimiser ces encombrements stériques, le ribose 

adopte une conformation torsadée qui est impliqué dans le type de structure secondaire adopté 

par l’ARN comparé à l’ADN, et que nous verrons plus loin dans ce chapitre. 

Concernant les bases, ce sont des hétérocycles contenant des atomes de carbones, 

d’oxygènes et d’azotes, et sont au nombre de 4 : l’adénine (A) et la guanine (G) qui contiennent 

un double noyau aromatique et qui appartiennent à la famille des purines, l’uracile (U) et la 

cytosine (C) qui contiennent un seul noyau aromatique et qui appartiennent à la famille des 

pyrimidines. Toutes ces bases sont communes à la molécule d’ARN et d’ADN, sauf l’uracile 

qui est remplacée par la thymine (T) dans les molécules d’ADN (Figure 2). 

 

 
Figure 2 Structure chimique des 4 bases différentes qui composent les nucléotides. 

 

Ces bases sont liées aux sucres par une liaison β-glycosidique, entre le carbone 1’ du sucre 

(ribose ou désoxyribose) et l’azote 9 d’une purine ou l’azote 1 d’une pyrimidine. Cet ensemble 

sucre-base forme le nucléoside. Par l’action d’un acide phosphorique, la fonction hydroxyle 

portée par le carbone 5’ du nucléoside est estérifiée pour former le nucléotide. Plus précisément, 

on parlera de ribonucléotide pour l’ARN et de désoxyribonucléotide pour l’ADN. Ces 

nucléotides peuvent porter jusqu’à 3 groupes phosphates. 

Pour former un acide nucléique (ARN ou ADN), les nucléotides se polymérisent en formant 

une liaison ester entre le groupe hydroxyle porté le carbone 3’ d’un nucléotide en amont et le 
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phosphate porté par le carbone 5’ d’un autre nucléotide en aval. De longues chaînes linéaires 

de nucléotides sont ainsi reliées par des liaisons phosphodiesters séquentielles, alternant sucres 

et liaisons phosphodiesters, constituant le squelette de l’acide nucléique (Figure 3). Dans la 

notation conventionnelle, la séquence linéaire formée par cette succession de nucléotides est 

notée de l’extrémité 5’ qui porte un phosphate libre, vers l’extrémité 3’ qui porte un groupe 

hydroxyle libre (Figure 3), et constitue la « structure primaire » des acides nucléiques que nous 

verrons plus en détails dans ce même chapitre.     

 

 
Figure 3 Composition chimique d’un squelette phosphodiester. Formation d’un acide nucléique 

(ici l’ARN) par polymérisation des nucléotides. 
 

2. La synthèse des ARN 

Malgré une structure primaire similaire, les structures natives des molécules d’ADN et 

d’ARN sont très différentes. L’ADN dans la cellule se trouve souvent sous forme de double 

hélice, tandis que l’ARN est le plus souvent sous forme simple brin. Cet ARN simple brin peut 

néanmoins contenir de courtes hélices espacées entre elles par des séquences ARN simple brin. 

Toute base de l'ARN peu potentiellement interagir avec une base complémentaire dans la même 

molécule, conduisant ainsi à la formation de structures tridimensionnelles complexes, rappelant 

la structure globulaire des protéines (Figure 4).   
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Figure 4 ADN et ARN ont une structure native différente. (A) Schéma de la structure de l’ADN 

de type B [4]. (B) Schéma de la structure de la partie ARN d’une ribonucléase P (RNase P) [5], qui 
correspond à une ribonucléoprotéine utilisée pour la maturation des ARN de transfert. 
 

Cette différence structurale s’explique notamment par la façon dont l’ADN et l’ARN sont 

synthétisés dans la cellule. La synthèse de nouvelles molécules d’ADN se fait par réplication, 

tandis que la synthèse de nouvelles molécules d’ARN se fait par transcription. Lors du 

processus de réplication, les 2 brins antiparallèles qui composent l’ADN parent sont séparés 

en 2 et répliqués de sorte que 2 molécules d’ADN double brin identiques sont synthétisées. Par 

contre, lors de la transcription, les brins qui constituent l’ADN parent ne sont séparés que de 

manière transitoire et un seul de ces 2 brins est utilisé comme matrice pour synthétiser la 

molécule d’ARN. La transcription de l’ADN en ARN est initiée par une séquence spécifique 

de l’ADN, qu’on appelle promoteur, reconnue par l’ARN polymérase, un complexe 

enzymatique qui catalyse la polymérisation des ribonucléotides. A l’arrêt de la transcription, 

l’ARN nouvellement synthétisé est séparé de l’ADN matrice qui s’hybride à nouveau avec le 

brin d’ADN qui lui est complémentaire. L’ARN quant à lui reste simple brin. Il peut cependant 

former des appariements de bases intramoléculaire qui conduisent à la formation d’hélices 

intramoléculaires et créent un niveau supérieur d’organisation des molécules d’ARN que nous 

détaillerons plus tard dans ce même chapitre. 

 

3. Structure des ARN 

3.1. Structure primaire de l’ARN 

Comme mentionné précédemment, la séquence d’ARN unidimensionnelle composée d’une 

succession de bases, représentées par les lettres A, U, G et C constitue ce que l’on appelle la 

structure primaire.  

 

A B 
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Σ = {A, U, G, C} 

R = r1, r2…, rn, ri ∈ R 

 

Même si la molécule d’ARN est synthétisée sous la forme d’un simple brin, il est généralement 

observé que les structures d’ARN s’organisent autour de successions de paires de bases qui 

engendrent une structure hélicoïdale régulière. Contrairement à l’ADN, il existe dans l’ARN 

différentes manières d’arranger spatialement 2 nucléotides isolés pour former des liaisons 

hydrogènes. Selon Leontis et Westhof [6], il existe dans l’ARN, 168 modèles d’appariement de 

bases, dont 110 ont déjà été identifiés expérimentalement. Cependant, dans une hélice, on ne 

rencontre que les appariements qu’on appelle Watson-Crick, qui implique 2 liaisons hydrogène 

entre les bases A et U et 3 liaisons hydrogènes entre les bases G et C (Figure 5A et Figure 5B). 

On peut y retrouver également un troisième type d’appariement non-canonique qui forme 2 

liaisons hydrogènes entre les bases G et U (Figure 5C). Même s’il existe différents modèles 

d’appariement de bases dans la molécule d’ARN, ces 3 types d’appariement sont largement 

majoritaires dans une hélice d’ARN pour des raisons d’encombrement stérique imposé par la 

structure hélicoïdale de la chaîne.    

 

 

 
Figure 5 Les appariements de bases qu’on retrouve dans une hélice d’ARN. (A) et (B) 

appariement Watson-Crick. (C) appariement non-canonique.  
 

Les hélices sont également stabilisées par l’empilement des bases successives (stacking) le long 

d’un même brin, conduisant à des interactions de Van der Waals et des interactions π–π entre 

les cycles aromatiques qui les composent. Ces interactions maintiennent les cycles aromatiques 

hydrophobes empilés à l’intérieur de la double hélice et minimisent leur surface de contact avec 

l’environnement aqueux (Figure 6). 

 

A B C 
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Figure 6 Formation de liaisons hydrogènes entre les paires de bases Watson-Crick et 

empilement des bases suivant l’axe de la double hélice.          
 

Les doubles hélices d’ADN et d’ARN ont des propriétés géométriques légèrement différentes 

l’une de l’autre. Elles se présentent sous la forme B pour la double hélice d’ADN et sous la 

forme A pour la double hélice d’ARN. La forme B correspond à une hélice avec un pas de 36 Å 

et 10,4–10,5 paires de bases par tour d’hélice [7]. Les bases y sont perpendiculaires à l’axe de 

l’hélice et parallèles entre elles. La forme A quant à elle est légèrement plus compacte que la 

forme B et correspond à une hélice avec un pas de 28 Å et 11 paires de bases par tour d’hélice. 

Les bases y sont inclinées d’un angle de 18° par rapport à l’axe de la double hélice [8][9]. Ainsi, 

contrairement à l’hélice d’ADN, l’hélice d’ARN est constituée d’un petit sillon peu profond et 

large, et un grand sillon profond et étroit. 

 

 
Figure 7 Forme A de l’hélice d’ARN et forme B de l’hélice d’ADN 
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3.2. Structure secondaire de l’ARN 

En formant un certain nombre de courtes régions hélicoïdales extrêmement rigides reliées 

entre elles par des régions flexibles de simple brin, la structure de l’ARN obtenue donne lieu à 

un enchevêtrement de structure secondaire. Ainsi idéalement, une structure secondaire est 

représentée comme un assemblage de motifs élémentaires 2D liés entre eux par des régions 

non-appariées. Et selon la manière dont ces régions sont assemblées, on obtient des éléments 

topologiques variées, composés d’hélices et de différents types de boucles : 

3.3. Hélice 

C’est le motif élémentaire de base de la structure secondaire des ARN. Il correspond à 

l’ensemble des appariements Watson-Crick internes entre les bases de l’ARN, reliés par des 

liaisons hydrogènes (A=U et G≡C). Elle forme des régions double brin, antiparallèle, de 

conformation hélicoïdale qui tourne à droite (Figure 8).  

3.4. Tige-boucle 

Le motif en tige-boucle se forme lorsque la séquence de la molécule d’ARN se replie sur 

elle-même pour permettre à 2 régions complémentaires et antiparallèles de s’apparier entre-

elles, laissant quelques bases non-appariées, formant la boucle. La boucle peut contenir au 

maximum 10 bases non-appariées et la plus petite boucle identifiée jusqu’à présent contient 2 

bases non-appariées (Figure 8). 

3.5. Boucle interne 

La boucle interne se forme à l’intérieur d’une hélice et correspond à deux brins adjacents 

contenant le même nombre de nucléotides non-appariés (Figure 8). 

3.6. Bulge (ou boucle latérale) 

Le bulge se forme sur l’un des deux brins d’une hélice lorsqu’au moins un nucléotide de ce 

brin est non-apparié (Figure 8). 

3.7. Jonction d’hélices 

Les jonctions d’hélices qu’on appelle également boucle multiple connectent au moins trois 

hélices et constituent des points de branchement (Figure 8).  
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Figure 8 Motifs élémentaires de la structure secondaire 

 

3.8. Structure tertiaire de l’ARN 

Au-delà de la topologie en boucles et hélices qui composent leurs structures secondaires, 

les molécules d’ARN peuvent aussi se replier pour former une structure tridimensionnelle plus 

compacte qu’on appellera structure tertiaire de l’ARN. Leurs structures atomiques ont été 

identifiées grâce à des techniques de résonance magnétique nucléaire (RMN) ou de 

cristallographie aux rayons X. Elles ont notamment permis de montrer que les structures 

tertiaires de l’ARN font intervenir des interactions non-canoniques entre des motifs 

élémentaires de structure secondaire. On désigne par interactions non-canoniques tous les 

appariements qu’on différencie des appariements de bases classiques faisant intervenir des 

liaisons hydrogènes, entre des paires de bases Watson-Crick (A=U et G≡C) ou wobble (G=U). 

Leontis et Westhof [6] ont dénombré 168 modèles d’appariement de bases, impliquant toujours 

des liaisons hydrogènes. Voici quelques exemples de ces appariements non-canoniques : 

3.9. Appariement Hoogsteen 

Il s’agit d’un type d’appariement de bases pour lequel des liaisons hydrogènes se forment 

entre la face Watson-Crick d’une pyrimidine et la face non Watson-Crick d’une purine, qui 

implique en particulier les atomes d’azote et d’oxygène, portés respectivement par les carbones 

en positions 7 et 6 du cycle aromatique (Figure 9). En fonction de l’orientation de la pyrimidine 

par rapport à la purine, 2 types d’appariement Hoogsteen peuvent être observés : les paires 

Hoogsteen qui correspondent aux paires de bases purine-pyrimidine dont les sucres sont 

orientés du même côté et les paires Hoogsteen inversées qui correspondent aux paires de bases 

purine-pyrimidine dont les sucres sont orientés de 180° l’un par rapport à l’autre. 

3.10. Interaction triple 

L’interaction triple correspond à un appariement simultané de type Watson-Crick entre une 

purine et une pyrimidine et de type Hoogsteen entre cette même purine et une autre pyrimidine. 

L’appariement de type Hoogsteen utilise en effet une face de la purine indépendante de la face 
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Watson-Crick, ce qui permet à celle-ci d’effectuer simultanément les 2 types d’appariements. 

Ce type d’interaction est observé lorsqu’une région simple brin interagit avec une hélice pour 

former une triple hélice que l’on retrouve généralement dans une structure particulière de 

l’ARN appelée pseudonœud. 

3.11. Interaction base-ribose 

L’interaction base-ribose fait intervenir une liaison hydrogène entre le groupe hydroxyle 

2’-OH d’un ribose faisant partie d’un brin d’hélice et un atome d’azote ou d’oxygène d’une 

base n’étant pas impliqué dans un appariement Watson-Crick (Figure 9). Par exemple l’azote 

en position 3 d’une purine et l’oxygène en position 2 d’une pyrimidine. 

 

 
Figure 9 Les différentes faces d’appariement d’une base 

 

3.12. Les pseudonœuds 

Parmi les structures adoptées par la molécule d’ARN, on retrouve souvent les motifs en 

pseudonœuds. Reconnu pour la première fois dans le virus de la mosaïque du navet jaune 

(TYMV, Turnip Yellow Mosaic Virus) [10]. Un pseudonœud est un motif structural qui se 

compose au minimum de 2 segments hélicoïdaux connectés par des régions ou des boucles 

simples brins. Ils résultent de l’interaction d’une séquence d’ARN simple brin appartenant à 

une structure secondaire (ex : une boucle délimitée par une tige) avec une séquence en amont 

ou en aval de cette structure, dans la même molécule d’ARN, et qui est situé en dehors de cette 

boucle [9][11]. Les pseudonœuds permettent ainsi de lier 2 régions non-appariées l’une de 

l’autre. Cet appariement se fait généralement sur moins d’un tour, soit une dizaine de paires de 

bases et impose une rigidité tridimensionnelle à l’ensemble de la structure de l’ARN. Cette 

contrainte de taille est imposée par la géométrie du motif. En effet au-delà de cette limite, 
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l’interaction entre les 2 régions libres conduirait à un enlacement complet des brins, ce qui 

produirait un nœud complet au lieu d’un pseudonœud. 2 types de pseudonœud sont bien 

connus : les pseudonœuds en I et les pseudonœuds de Pleij ou pseudonœuds en H. 

 

 
Figure 10 A gauche pseudonœud en H et à droite pseudonœud en I. 

 

En résumé, les molécules d’ARN synthétisées sous forme de simple brin sont capables de 

se replier sur elles-mêmes et former des structures intramoléculaires stabilisées par des liaisons 

hydrogènes entre paires de bases complémentaires, notamment des paires de bases Watson-

Crick A=U et G≡C et quelque fois G=U. Ces structures intramoléculaires sont généralement 

courtes et espacées entre-elles par des régions simples brins. Elles constituent la structure 

secondaire de l’ARN. Ces structures secondaires peuvent ensuite s’associer entre elles pour 

adopter un arrangement topologique et une géométrie spécifique. Le rapprochement de ces 

séquences complémentaires et de ces portions de structures secondaires dépend de la 

composition physicochimique du milieu, en particulier la présence de cations monovalents 

comme le potassium (K+) ou divalents comme le magnésium (Mg2+) et le sodium (Na2+). Les 

cations sont essentiels pour la stabilisation thermodynamique des structures secondaires et 

tertiaires de l’ARN. Ces ions chargés positivement peuvent interagir avec les groupes 

phosphoryles chargés négativement, portés par le squelette phosphodiester. Plus précisément 

les cations neutralisent les répulsions électrostatiques entre les charges négatives des groupes 

phosphates et favorisent la stabilisation des structures secondaires et tertiaires (Figure 11). 

 

 
Figure 11 Les différents niveaux d’organisation de l’ARN.⊕ représentent les cations. 



12 
 

 

Comme nous avons pu le voir, la molécule d’ARN est issue de l’assemblage de 4 résidus A, U, 

G et C qui conduit à la formation de séquence nucléotidique de longueur variable et qui contient 

les informations qui définissent l’ensemble des appariements intramoléculaires possibles dans 

la molécule. Cette ossature s’organise ensuite en une structure tridimensionnelle qui exprime 

une fonction spécifique. Il existe une très grande variabilité des ces éléments structuraux 

expliquant la grande variabilité de fonction observée chez les ARN. 

 

Chapitre 2 : Prédiction des structures secondaires des ARN 
Les fonctions biologiques des molécules d’ARN sont très diverses et ces différentes 

fonctions sont influencées par les structures secondaires et tertiaires qu’elles adoptent. Les 

structures secondaires sont par ailleurs cruciales, soit parce qu’elles accomplissent elles-mêmes 

la fonction biologique de la molécule d’ARN, soit parce qu’elles conditionnent la formation de 

leur structure tertiaire qui donne sa fonction à la molécule d’ARN [12].  

Connaitre les structures secondaires qu’adopte une molécule d’ARN est donc essentiel pour 

comprendre les fonctions de cette molécule. Cependant, il est parfois difficile de les déterminer 

expérimentalement ; c’est pourquoi plusieurs méthodes ont été développées pour prédire la 

structure secondaire des ARN. 

 

1. Méthode comparative 

La première méthode repose sur la comparaison des séquences d’ARN ayant la même 

fonction dans différentes espèces. Cette comparaison a pour but d’identifier l’importance d’une 

structure secondaire malgré une légère différence dans la séquence tout en respectant les règles 

d’appariements de base [13][14]. 

 

2. Algorithme combinatoire 

Cette méthode [15] consiste à faire la liste complète de toutes les hélices qui peuvent se 

former dans une séquence, et ensuite de former toutes les structures secondaires potentielles en 

combinant toutes les hélices compatibles possibles. Chaque structure générée est ensuite 

évaluée en calculant son énergie libre totale. Cet algorithme suppose que les structures 

statistiquement sélectionnées sont celles constituées des hélices les plus stables compatibles. 

Cependant, le nombre de structures possibles augmente exponentiellement avec la longueur de 

la séquence. Par conséquent, cette méthode n’est compatible que pour des séquences 
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relativement courtes comme les ARN transferts et devient totalement inefficace pour les 

séquences beaucoup plus longues. 

 

3. Algorithme génétique 

Il s’agit d’un algorithme non-déterministe qui n’explore pas toute la combinatoire des 

repliements possibles mais teste par une marche aléatoire dans l’espace des séquences 

différentes solutions. Celles-ci sont choisies et générées par une méthode qui mime les 

différentes étapes de manipulations génétiques au sein d’une population lors de l’évolution, 

c’est pourquoi on parle d’algorithme « génétique ». 

L’algorithme renvoie une collection de solutions possibles dont les meilleures seront celles qui 

forment des structures ayant une faible valeur d’énergie libre. Ainsi il est attendu qu’à chaque 

étape l’algorithme trouve progressivement des structures de plus en plus stables jusqu’à 

atteindre la solution optimale : la structure la plus stable. 

L’exécution de l’algorithme se fait de façon cyclique et fait intervenir 3 sous-étapes qui sont 

répétées à chaque cycle : 

3.1. La mutation 

Elle consiste, de façon aléatoire, à l’échange d’une hélice par une autre, dans une solution 

donnée. Chaque nouvelle structure va être conservée (ou rejetée) avec une probabilité d’autant 

plus forte que sa stabilité est meilleure ou moins bonne comparée à la structure précédente. Si 

cet échange est bénéfique, alors la nouvelle structure a une forte probabilité d’être conservée 

pour le cycle suivant. La possibilité d’accepter des mutations défavorables permet d’éviter que 

l’algorithme soit piégé dans des minimums locaux. Autrement dit, si l’algorithme est coincé 

dans une solution localement favorable, les mutations permettront de rechercher 

continuellement d’autres structures potentiellement meilleures. 

3.2. La recombinaison (croisement)  

Deux solutions choisies aléatoirement s’échangent des parties de leurs structures pour créer 

une nouvelle solution. L’idée est que chaque solution possède des parties favorables et d’autres 

défavorables. Si un croisement se fait entre ces deux solutions, alors il est possible d’incorporer 

toutes les parties favorables dans une seule et même solution, et les parties défavorables dans 

une autre. 

3.3. La sélection 

Cette étape permet de sélectionner les meilleures solutions parmi les solutions obtenues 

précédemment. Le choix se fait en classant chaque solution selon un score qui dépend d’un 
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critère de sélection et les solutions sont conservées ou non pour le cycle suivant selon leur rang 

ou selon leur score, de façon déterministe ou probabiliste. 

Cette méthode est utilisée dans différents algorithmes de prédiction des structures secondaires 

de l’ARN [16][17][18]. 

 

4. Algorithmes de programmation dynamique 

L'algorithme de programmation dynamique1 permet de faire l’énumération exhaustive de 

toutes les structures possibles sans pseudonœuds pour une séquence d’ARN de longueur N, 

avec un temps de calcul d’ordre N3. Cette méthode consiste en un algorithme récursif qui 

décompose le calcul pour une longue séquence en un calcul pour un ensemble de séquences 

plus courtes. Autrement dit, une séquence peut être considérée comme une collection de sous-

séquences ; ainsi, si on peut obtenir les structures optimales de toutes les sous-séquences, alors 

il est également possible de déterminer les structures optimales globales [19]. 

  

5. Algorithme cinétique 

Plusieurs études expérimentales sur le repliement de l’intron de l’ARN ribosomique de 

Tetrahymena [20][21][22] ont permis de démontrer que la molécule d’ARN se replie à travers 

une succession d’évènements stochastiques d’ouverture et de fermeture d’hélices individuelles 

qui conduisent à la formation de structures secondaires intermédiaires en quasi-équilibres.  

Se basant sur le fait que les hélices formées peuvent être très stables et prennent un temps assez 

long pour se défaire, l’algorithme cinétique consiste à simuler la dynamique du processus de 

repliement en permettant l’ajout ou la suppression d’hélice au fur et à mesure que l’ARN est 

transcrit, tout en favorisant la minimisation de l’énergie libre totale de la molécule. Ainsi le 

programme calcule toutes les transitions possibles vers les structures proches-voisines et tire 

aléatoirement la structure vers laquelle transiter. 

Contrairement aux méthodes décrites précédemment, l’algorithme cinétique permet d’intégrer 

les pseudonœuds à la structure prédite. En contrepartie, il n’explore pas de façon exhaustive 

toutes les structures secondaires possibles : il explore de façon stochastique et de proche en 

proche des structures intermédiaires et leurs structures voisines. 

                                                 
1 Contrairement à ce que le terme dynamique peut insinuer, ces algorithmes sont essentiellement utilisés pour 

le calcul des propriétés d’équilibre des molécules et ils n’ont donc pas de rapport avec la dynamique moléculaire 
ou la cinétique de repliement. 
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Différents programmes ont été développés pour simuler la dynamique de repliement des 

molécules d’ARN de façon recuit simulé ou co-transcriptionnelle [23][24][25][26]. Dans le 

cadre de cette thèse j’utiliserai le programme Kinefold développé par Isambert H. et son équipe 

[27] qui permet de simuler le repliement co-transcriptionnel. 

 

6. Kinefold 

Le serveur Kinefold (http://kinefold.curie.fr/) fournit une interface pour des simulations 

stochastiques du repliement de l’ADN et de l’ARN basées sur un algorithme de Monte Carlo 

cinétique introduit par Isambert et Siggia [28], puis amélioré par Xayaphoummine et al. 

[29][27]. Cette partie reprend une partie du rapport  de Master de Valerio Piomponi [30] et 

décrit succinctement les principes de base de l’algorithme utilisé par Kinefold et comment 

l’outil peut être utilisé pour prédire le repliement co-transcriptionnel de l’ARN. 

Le repliement de l’ARN au cours de la transcription est connu pour procéder de façon 

stochastique, via une succession de structures secondaires partiellement formées et en quasi-

équilibre. L’algorithme Kinefold suit un chemin de repliement particulier parmi le large 

ensemble des chemins de repliement contenant toutes les combinaisons d’hélices encodées dans 

la séquence et mutuellement compatibles à chaque instant. Au cours de la transcription et de 

l’élongation de la séquence, des transitions élémentaires peuvent se produire, telles que 

l’ouverture ou la fermeture d’une hélice (Figure 12) éventuellement suivies d’un allongement 

de l’hélice. Les hélices prises en compte par Kinefold doivent être constituées de 3 paires de 

bases ou plus et avoir une énergie libre d’au moins 10 kBT, où T est la température (37 °C) et 

kB = 1,380 649 × 10−23 J K−1 est la constante de Boltzmann. Les transitions sont sélectionnées 

selon une procédure de Monte Carlo cinétique décrite par Mironov et al. [31], qui suggère 

également une méthode pour énumérer toutes les structures secondaires qu’une séquence peut 

former, basée sur la construction d’une matrice des hélices compatibles. 

 

http://kinefold.curie.fr/
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Figure 12 Chemin de repliement de l’ARN. Le repliement de la molécule évolue de façon 

stochastique via la formation de structures secondaires successives. Les transitions élémentaires 
résultent de l’ouverture ou de la fermeture d’hélices individuelles. La ligne bleue décrit comment 
l’énergie libre 𝑮𝑮 de la structure évolue au cours du temps au fur et à mesure des transitions. Image tirée 
de Isambert  (2009) Methods [32]. 

 

Les vitesses de transition entre deux structures sont calculées selon une formule de type 

Arrhenius : 

𝑘𝑘+ = 𝑘𝑘°𝑒𝑒−
𝛥𝛥𝛥𝛥+
𝑘𝑘𝐵𝐵𝑇𝑇 

où 𝑘𝑘+ est la vitesse de nucléation, 𝑘𝑘°~108 s−1 est une constante déterminée 

expérimentalement (voir ci-après), et 𝛥𝛥𝛥𝛥+ est l’énergie libre nécessaire pour franchir la barrière 

de l’état de transition (Figure 13). 
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Figure 13 Énergie libre de nucléation. La vitesse de nucléation 𝒌𝒌+ est calculée selon une loi de 

type Arrhenius en considérant la variation d’énergie libre entre l’état initial et un état intermédiaire s 
associé au sommet de la barrière. De la même manière, la vitesse de dénaturation 𝒌𝒌− peut être calculée 
à partir de 𝜟𝜟𝑮𝑮−. En général, 𝒌𝒌+ est lent comparé aux échelles de temps moléculaires typiques, mais 
rapide comparé à la vitesse d’élongation, de sorte que le repliement et l’élongation peuvent être 
considérés comme découplés. D’un autre côté, 𝒌𝒌− peut être arbitrairement lent, conduisant à des 
structures métastables à temps de vie longs. Image tirée de Isambert  (2009) Methods [32]. 

 

 L’énergie libre 𝐺𝐺 de chaque structure secondaire est calculée d’après les énergies libres 

des hélices individuelles et l’entropie de conformation de la structure complète, à partir des 

données proposées par le laboratoire de Turner [33][34]. Ce travail propose une méthode pour 

calculer les paramètres thermodynamiques de n’importe quelle structure secondaire ARN basée 

sur un modèle de plus proches-voisins (nearest-neighbors) qui suppose que la stabilité d’une 

paire de base donnée dépend de l’identité de paires de bases adjacentes. L’énergie libre des 

hélices est également calculée en tenant compte des nucléotides non-appariés aux extrémités 

ainsi que des nucléotides contenus dans les boucles internes et dans les boucles latérales. 

Les valeurs utilisées ont été déterminées expérimentalement par des mesures de 

calorimétrie dans lesquelles l’échange de chaleur associée aux changements de conformation 

est directement mesuré, et par des expériences de spectroscopie ultraviolette, où la chaleur est 

utilisée pour dénaturer les molécules et où les changements de conformation sont détectés  

optiquement par des variations d’absorbance [35]. La justesse de l’algorithme Kinefold, 

comparé aux algorithmes proposés précédemment, découle de la prise en compte des effets 

entropiques et topologiques des pseudonœuds et des hélices enchevêtrées. Un pseudonœud 

s  
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correspond à une hélice formée au sein d’une boucle. Les pseudonœuds augmentent la rigidité 

de l’ARN et peuvent entrainer le verrouillage topologique de certaines hélices. La Figure 14 

illustre deux topologies possibles associées à la formation d’un pseudonœud, dont une engendre 

une hélice enchevêtrée, topologiquement verrouillée. Les configurations en pseudonœuds sont 

des propriétés intrinsèquement non-locales, par conséquent, elles ne peuvent pas être 

représentées par de simples structures secondaires en 2D comme celles représentées sur la 

Figure 12. Kinefold est capable de prendre en compte la formation des pseudonœuds et 

d’évaluer leur énergie libre de façon analytique via la théorie des polymères [27]. 

 

 
Figure 14 Contraintes topologiques et pseudonœuds. (A) Pseudonœud sans verrouillage 

topologique : la contre-hélicité qui évite le verrouillage topologique induit une tension du simple brin 
qui déstabilise entropiquement les pseudonœuds longs. (B) Pseudonœud avec verrouillage topologique : 
dans cette configuration, la dénaturation d’une hélice longue laisse un enchevêtrement topologique qui 
contribue à la stabilisation de l’hélice. Cette stabilisation est levée lorsque toutes les hélices qui 
contribuent au blocage de l’enchevêtrement sont simultanément défaites. Image tirée de 
Xayaphoummine et al. (2005) NAR [27]. 

 

Le serveur Kinefold peut simuler soit des repliements de type « renaturation » où le 

repliement démarre à partir d’un transcrit complet sans structures secondaires initiales, soit des 

repliements co-transcriptionnels. Dans ce second cas, qui est le cas qui nous intéresse, la 

longueur du transcrit change au cours du temps par l’addition de nucléotides en 3’, un à un, à 

un taux d’élongation défini. En raison de cette progression, le chemin de repliement peut 

explorer des conformations métastables de durée de vie longue qui ne se forment pas 

nécessairement lors d’une renaturation.  

Les prédictions de Kinefold ont été testées sur une variété de séquences courtes ou longues, 

et comparées à des mesures expérimentales sur des ARN [28][29][36]. De plus, les prédictions 
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de l’algorithme ont été directement testées via des expériences de dénaturation/renaturation 

mécanique en molécules uniques sur des motifs ARN [37]. 

 

6.1.  Paramètres donnés en entrée 

Le serveur prend tout d’abord en entrée la séquence ARN à simuler, écrite dans le sens 5’ 

vers 3’. L’algorithme peut simuler un repliement co-transcriptionnel sur des séquences jusqu’à 

environs 400 nt, taille au-delà de laquelle l’espace des repliements devient trop large pour 

garantir l’exactitude de la simulation. Bien que Kinefold n’accepte qu’un seul brin en entrée, la 

simulation du repliement co-transcriptionnel d’un commutateur ARN en présence d’un antisens 

ARN peut être obtenue en connectant la séquence de l’antisens ARN à la séquence du 

commutateur par une séquence de quelques dizaines de nucléotides neutres (notés « X ») et ne 

participant pas au repliement. 

Dans le cas d’un repliement co-transcriptionnel, un taux de transcription doit être indiqué. 

Pour un organisme procaryote, le temps nécessaire pour l’addition de chaque nucléotide est 

typiquement de 20 ms. Ensuite, le temps moléculaire de la simulation indique le temps laissé à 

la transcription et au processus de repliement (à ne pas confondre avec le temps nécessaire à la 

simulation qui peut être bien plus long). Enfin, une graine doit être donnée pour la génération 

de nombres pseudo-aléatoires nécessaires à la simulation de la stochasticité du processus. En 

conséquence, le résultat de la simulation peut varier significativement d’une simulation à 

l’autre, et il est essentiel de répéter la simulation plusieurs fois pour estimer la robustesse du 

repliement co-transcriptionnel obtenu. 

 

6.2. Résultats obtenus en sortie de simulation 

Une fois la simulation réalisée, plusieurs types de données sont disponibles. Tout d’abord, 

la série temporelle des structures de plus basse énergie rencontrées au cours du repliement est 

générée. Les structures sont représentées sous forme de diagrammes 2D, avec le temps auquel 

elles se sont formées et leur énergie libre. Par souci de lisibilité, les pseudonœuds, qui 

impliquent des régions simple-brins appariées en dehors du plan 2D, sont représentés par des 

lignes connectant le début et la fin de ces régions. De plus, une animation vidéo permet de 

visualiser l’enchainement des principales transitions au cours du repliement co-transcriptionnel. 

Également, un diagramme est généré indiquant l’état de formation au cours du temps des 5 

hélices de plus basse énergie ainsi que l’énergie libre globale atteinte par la structure au fur et 
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à mesure du repliement co-transcriptionnel. L’information résumée dans ce diagramme est utile 

pour interpréter la stabilité des structures et hélices formées au cours de la transcription. 

 

Chapitre 3 : Ingénierie de l'ARN pour la biologie synthétique 
Un des grands défis de la biologie synthétique est le développement d’outils qui permettent 

de concevoir, de construire et de caractériser de manière fiable, des réseaux génétiques 

impliqués dans le contrôle de l’expression génique. 

Les systèmes de régulation à base d’ARN offrent une simplicité et une polyvalence pour le 

contrôle de l’expression des gènes dans de nombreux organismes [38]. Les dispositifs 

synthétiques de contrôle génétiques à base d’ARN sont faciles et rapides à mettre en place car 

ils sont composés de seulement quatre nucléotides et ils ont une flexibilité structurelle étonnante 

même pour de courtes séquences. De plus, l’émergence de nouvelles méthodes de calcul de 

plus en plus sophistiquées facilitent la modélisation in silico et la prédiction du repliement des 

ARN.  

Se basant sur ces différents avantages, de récents progrès ont été faits pour tenter de 

concevoir, de façon rationnelle, des régulateurs ARN entièrement synthétiques. On peut citer, 

la conception de ribozyme allostérique [39], la construction de fonctions de régulation 

génétique tels que les riboswitches qui agissent au niveau transcriptionnel [40][41] ou au niveau 

post-transcriptionnel [42] [43] [44]. 

Dans le cadre de cette thèse, je m’intéresserai plus particulièrement aux riboswitches. 

 

1. Riboswitches naturels : localisation, structure et fonction 

Les riboswitches ont été découverts pour la première fois chez les bactéries et 

correspondent à des séquences ARN localisées dans la région non codante de l’extrémité 5’ de 

certains ARNm qui contrôlent l’expression du gène en aval [45] [46] [47]. L'ARN répond 

généralement à un stimulus externe qui correspond dans la plupart des cas à une petite molécule 

reconnue spécifiquement [48] [49] [50]. 
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Figure 15 Fonctionnement d'un riboswitch. La séquence d'un riboswitch permet deux 

conformations alternatives de l'ARN et l'interaction avec une molécule signal, X (A). Dans l'exemple 
ici, le site de liaison du ribosome (RBS) est accessible dans une des deux conformations (C, à gauche), 
mais pas dans l'autre (C, à droite). La commutation entre les conformations est provoquée par une 
molécule X, qui peut être un métabolite, une protéine ou un autre ARN. Les processus biologiques 
régulés sont le plus souvent la terminaison de la transcription ou le démarrage de la traduction (B). 
Cependant, d'autres mécanismes restent possibles [51]. 

 

Schématiquement, les riboswitches sont constitués de deux domaines : un domaine qui lie 

spécifiquement le ligand, qu’on appelle aptamère et un autre domaine appelé plateforme 

d’expression qui agit directement sur l’expression du gène en aval, grâce à sa capacité à basculer 

entre deux structures secondaires différentes, en réponse à la liaison du ligand   [52]. Le contrôle 

de l’expression du gène s’observe soit au niveau transcriptionnel, soit au niveau traductionnel. 

Le principe de fonctionnement d'un riboswitch est illustré à la Figure 15. 

 

1.1. Régulation de la traduction 

Pour contrôler l’expression d’un gène, les riboswitches peuvent agir au niveau de la 

traduction en contrôlant l’accessibilité de la séquence RBS (Ribosome Binding Site) ou 

séquence Shine-Dalgarno, importante pour le recrutement du ribosome et l’initiation de la 

traduction [53]. Un des premiers exemples décrits concerne la traduction du gène mom du 

bactériophage Mu. L'ARN en amont de ce gène peut adopter deux conformations alternatives 

dépendant de la présence ou de l’absence d'une protéine liant l'ARN, la protéine Com 

(Figure 16). Le thème général de ce type de régulation est de permettre au ribosome l'accès à 
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son site de liaison ou non (Figure 15). Ce type de régulation assure également la stœchiométrie 

entre ANR ribosomaux et protéines ribosomales [54]. 

 

 
Figure 16 Contrôle de la traduction par une protéine liant l'ARN. En l'absence de la protéine 

Com, l'ARN en amont du gène mom adopte une conformation qui rend le site de liaison du ribosome 
(Shine-Dalgarno, en vert) inaccessible. En présence de la protéine, l'ARN se replie de manière à rendre 
la séquence SD simple brin, donc accessible au ribosome [55]. 

 

1.2. Régulation de la transcription 

Dans le cadre de cette thèse, je m'intéresse plus particulièrement aux riboswitches régulant 

la transcription. Le principe de régulation transcriptionnelle le plus répandu (naturellement et 

dans les systèmes synthétiques) fait intervenir deux structures alternatives mutuellement 

exclusives : un « terminateur intrinsèque » qui consiste en une structure en tige-boucle, riche 

en G≡C, suivi d’une queue poly-U, qui arrête la transcription et d’un « anti-terminateur » qui 

empêche la formation du terminateur, ce qui permet la transcription de l’ARN complet [53]. 

1.2.1. La terminaison de la transcription 

Chez E. coli, comme chez la plupart de bactéries, il y a deux mécanismes de terminaison 

de la transcription : la terminaison simple et la terminaison Rho-dépendante. Le mécanisme 

fondamental des deux types de terminaison est identique (Figure 17): déstabiliser le complexe 

d'élongation de l'ARN polymérase en déstabilisant l’hybride ADN-ARN dans la bulle de 

transcription [56]. 
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Figure 17 Mécanismes de la terminaison de la transcription. Les deux types de terminaison de 
la transcription (Rho-dépendante à gauche, terminaison simple ou intrinsèque à droite) partent d'un 
complexe d'élongation arrêté (« paused complex »), pas montré ici. Ce complexe arrêté est ensuite 
déstabilisé par l'action de l’hélicase Rho ou par la formation d'une tige-boucle dans l'ARN dans la 
terminaison simple. Différents mécanismes moléculaires peuvent expliquer la déstabilisation. Les deux 
classes principales invoquent un raccourcissement de l'hybride ADN-ARN (en haut) ou une action 
allostérique de Rho ou de la tige-boucle sur la conformation de l'ARN polymérase (en bas) [56]. 
 

L'arrêt (pause) de la transcription peut être liée à la formation d'une structure en tige-boucle 

dans l'ARN. Dans le cas de la terminaison simple, le complexe ternaire (ARN-polymérase, 

ADN, ARN) est d'avantage déstabilisé par une suite de résidus uridines en aval de la tige boucle. 

Les paires de bases uridine-adénine sont thermodynamiquement très instables. La règle de base 

pour la construction d'un terminateur simple est donc : une tige-boucle relativement stable 

suivie de plusieurs uridines. 

 

1.2.2. Contrôler la formation du terminateur 

Du point de vue d'ingénierie, la terminaison simple est donc probablement plus facile à 

mettre en œuvre que la terminaison Rho-dépendante. Nous nous focaliserons ainsi sur les 

systèmes synthétiques utilisant les terminateurs simples. 
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Figure 18 Atténuation de l'opéron tryptophane. L'opéron tryptophane est précédé par un court 

peptide « leader » qui contient deux codons trp (A). Le ribosome traduit ses codons lentement quand la 
concentration en tryptophane dans la cellule est basse (B). Le ribosome est bloqué sur la région 1 de 
l'ARN, ce qui favorise la formation d'une tige-boucle entre les régions 2 et 3. La région 4, également 
complémentaires à une partie de la région 3, ne peut pas former un terminateur simple. Lorsqu'il y a 
abondance de trp dans la cellule, le ribosome avance rapidement jusqu'à la séquence 2. Le seul 
appariement possible dans l'ARN est alors l'appariement des régions 3 et 4. Ce tige-boucle est suivi d'un 
répétition d'U, formant ainsi un terminateur [57]. 
 

Le principe d'ingénierie du riboswitch consiste donc à dessiner une séquence d'ARN qui 

peut se replier pour former, ou non, un terminateur simple. Un exemple naturel classique de 

formation d'un terminateur simple en fonction du contexte est l'atténuation. Ce phénomène 

repose sur la formation dépendant du contexte d'un terminateur entre le site de démarrage de la 

transcription et le cadre de lecture de la protéine régulée. La formation du terminateur simple 

est contrôlée par une protéine, un métabolite ou un ARN [57]. L'expression de l'opéron 

tryptophane, par exemple, est régulé de cette manière. La vitesse d'avancement du ribosome 

détermine la formation ou non d'un terminateur simple (Figure 18). 

Il y a d'autres exemples dans lesquels une structure particulière d'ARN favorise ou non la 

formation du terminateur simple. Un des premiers cas décrits est l'opéron tyrS de Bacillus 
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subtilis, codant pour l'ARNt synthétase de tyrosine (Figure 19). La formation d'une structure 

particulière d'ARN empêche ou favorise le repliement en terminateur simple. 

 

 
Figure 19 (A) Lorsque l'ARNt tyr est chargé avec un acide aminé, la séquence en 3' de cet ARNt 

ne peut pas interagir avec la séquence complémentaire de l'opéron tyrS (cyan). La région en bleu de 
l'ARN de tyrS forme un terminateur. (B) Lorsque l'ARNt n'est pas chargé, la séquence en 3' interagit 
avec une séquence appelée « boite T ». Le bulge ainsi formé crée une structure complémentaire à la 
séquence en bleu et empêche ainsi la formation du terminateur [57]. 
 

Dans ce travail de thèse, nous utiliserons un principe similaire en dessinant une séquence 

qui peut adopter deux conformations différentes en fonction de la présence ou non d'un autre 

ARN. C'est donc la présence (ou l’absence) de cet autre ARN qui déterminera la formation ou 

non du terminateur. 
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2. Commutateurs ARN synthétiques 

Un grand nombre d’études ont été menées dans le but de construire de novo des 

riboswitches artificiels (pour une revue, voir par exemple [58]). Un focus particulier concerne 

la sélection et l’optimisation de la reconnaissance du ligand à détecter. Je ne décrirai pas cet 

aspect puisque mon travail de thèse n’aborde pas du tout ce sujet. 

 

2.1. Mécanismes d’action des petits ARN 

Chez les bactéries, en analogies avec les riboswitches naturels (voir section précédente), 

deux modes d’action des commutateurs ARN ont été explorés principalement : la régulation de 

la traduction et la régulation de la transcription via la formation de terminateurs simples. Dans 

mon travail de thèse, j’ai étudié ce dernier mécanisme. Plus spécifiquement, je me suis focalisé 

sur le changement de la conformation de l’ARN régulé par un autre petit ARN exprimé en trans. 

Le principe de ce type de commutateur ARN est illustré à la Figure 20. 

La construction de ces commutateurs ARN est inspirée par les petits ARN naturels. Une 

majorité des petits ARN régulent la traduction ou la stabilité de l’ARN messager, ou servent de 

ligand capable de séquestrer des protéines régulatrices [59]. Il existe également des petits ARN 

qui modifient la terminaison de la transcription. Par exemple, le petit ARN RnaG de Shigella 

flexneri s’apparie à l’ARN messager du gène icsA (codant pour une protéine nécessaire à la 

pathogénicité de la bactérie), conduisant à la formation d’un terminateur de la transcription très 

similaire au schéma de la Figure 20A [60]. Le mécanisme de formation d’un terminateur en 

présence de RnaG a été démontré in vitro et in vivo. Les auteurs émettent l’hypothèse que 

l’action de RnaG in vivo ne requiert pas de protéines auxiliaires comme Hfq ou d’autres 

chaperonnes ARN. Ce mécanisme, par sa simplicité, est donc un candidat attractif pour le 

design de commutateurs ARN synthétiques. Mon travail de thèse focalise sur le design et 

l’analyse de ce type de régulateurs. 
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Figure 20 Schéma des repliements alternatifs adoptés par les commutateurs ARN en cours de 

transcription. (A) En l’absence d’un petit ARN, appelé ARN antisens, l’ARN naissant adopte une 
conformation qui empêche la formation d’un terminateur simple de la transcription (en haut). L’ARN 
antisens (en jaune), exprimé en trans, s’hybride à cet ARN switch « répressible ». L’hélice ainsi formée 
favorise une conformation alternative de l’ARN commutateur, comprenant un terminateur de la 
transcription. (B) La séquence du commutateur ARN « inductible » est telle que le terminateur simple 
est formé en absence de l’ARN antisens. L’expression de l’ARN antisens modifie la conformation du 
commutateur de manière à empêcher la formation du terminateur. 
 

2.2. Rôle des ARN chaperonnes 

Bien que l’appariement entre ARNs complémentaires soit très spécifique, lorsqu’un 

fragment d’ARN doit explorer un grand nombre de cibles potentielles la vitesse de 

l’appariement peut être lente ou de faible efficacité. Les ARN chaperonnes stabilisent le petit 

ARN et accélèrent l’appariement avec l’ARN cible. La chaperonne ARN majeure d’E. coli est 

la protéine Hfq [61]. Un grand nombre d’interactions entre ARN chez E. coli sont catalysées 

par Hfq et le mécanisme de l’enzyme commence à être élucidé. Afin de rester avec un système 

minimal, nous n’avons pas incorporé de séquences de reconnaissance de Hfq dans la 

A 

B 
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construction de nos commutateurs ARN. Un rajout de telles séquences pourrait cependant être 

envisagé dans la suite de ce travail de thèse. 

 

2.3. Design et ingénierie des riboswitches 

De nombreuses méthodes pour construire des commutateurs ARN ont été proposées [62]. 

La majorité de ces méthodes consiste à modifier des riboswitches existants, en changeant la 

reconnaissance du ligand, la séquence cible, etc... Peu d’études se sont concentrées sur un 

design de novo d’un système complet [63]. De plus, la plupart des riboswitches concernent la 

régulation de la traduction. Cependant, l’utilisation d’aptamères bien connus comme celui qui 

reconnaît la théophylline, a permis d’établir une méthode in silico suivi d’une vérification 

expérimentale du design, pour la conception de riboswitches régulant la terminaison de la 

transcription [64]. Avec ce système, les auteurs ont réussi à construire un riboswitch 

synthétique contrôlé par la théophylline sur une gamme dynamique de presque un facteur 3. 

Beaucoup de riboswitches synthétiques sont ainsi conçus à partir d’aptamères synthétiques bien 

connus, identifiés par une méthode appelée SELEX, comme celui qui reconnaît la théophylline 

[65][66].  

 

Figure 21 Design d’un commutateur ARN simple. L’ARN polymérase (ARNP) transcrit la 
séquence d’un terminateur simple, suivi du gène à contrôler. En l’absence du petit ARN antisens, la 
transcription se termine au terminateur et le gène n’est pas exprimé (en haut). En présence de l’ARN 
antisens (appelé STAR pour « small transcription activating RNA »), la formation de la tige-boucle du 
terminateur est empêchée et le gène en aval est transcrit (en bas). Figure de Chappell, J., Takahashi, 
M.K., and Lucks, J.B. (2015) [67]. 
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Le système de ce type avec la meilleure performance a probablement été construite par 

Chappell et al. [67]. Cette étude s’est focalisée sur la création de commutateurs ARN 

activables : l’expression du petit ARN empêche la formation d’un terminateur simple et 

favorise ainsi la transcription du gène en aval (Figure 21). 

Les auteurs interprètent leurs constructions et résultats avec un modèle qui incorpore trois états 

de l’ARN : (i) l’état initial des deux ARN repliés dans leurs structures les plus stables 

thermodynamiquement, (ii) l’état d’appariement parfait entre l’ARN antisens et l’ARN cible et 

(iii) un état intermédiaire, appelé complexe de nucléation (« seed complex »), dans lequel les 

interactions entre l’ARN antisens et l’ARN cible sont amorcées (avant d’atteindre 

l’appariement étendu de l’état (ii)). L’efficacité du régulateur est déterminée par la différence 

en stabilité thermodynamique (ΔG) du complexe initial (i) et du complexe intermédiaire (iii). 

Bien que non-testé, le système ne semble pas avoir besoin de la chaperonne Hfq pour 

fonctionner in vivo. 

Dans mon travail de thèse, j’essaie de généraliser cette approche : 

• en considérant des structures du commutateur plus complexes: activables et 

répressibles, 

• en modélisant le repliement co-transcriptionnel du commutateur ARN en l’absence ou 

en présence de l’ARN antisens. 

Au-delà de pouvoir créer des commutateurs ARN à façon, travailler sur des commutateurs 

ARN contrôlables par ARN antisens et commutables en cours de transcription permet plus 

fondamentalement d’étudier notre compréhension du lien séquence-repliement-fonction pour 

les ARN, c’est-à-dire d’essayer de comprendre comment l’information de repliement (et donc 

l’information sur la fonction) est encodée dans la séquence d’un ARN, et ce, dans un contexte 

biologiquement pertinent de repliement co-transcriptionnel. 

 

Chapitre 4 : Objectifs de la thèse 
L’objectif de cette thèse est de développer une plateforme pour tester in vivo le 

fonctionnement de commutateurs ARN, et de valider expérimentalement le fonctionnement des 

commutateurs ARN synthétiques, générés grâce aux méthodes développées par Alexandre 

Dawid et al.  : méthode de design manuel [2] et méthode de design semi-automatique (en attente 

de publication). Nous réalisons ces validations expérimentales sur deux niveaux : in vitro et in 

vivo.  

Pour aborder ces différents travaux, cette thèse s’articule autour de trois grandes parties : 
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• Validation in vitro du fonctionnement de commutateurs ARN, générés par 

méthode de design semi-automatique. Faisant suite aux travaux d’Alexandre Dawid 

et al. [2] sur la validation in vitro du fonctionnement de commutateurs ARN, générés 

par méthode de design manuel, nous aborderons dans cette partie la validation in vitro 

du fonctionnement de commutateurs ARN, générés par cette méthode. 

• Développement d’une plateforme de test et d’une méthode de mesure in vivo du 

fonctionnement des commutateurs ARN. Nous avons choisi de réaliser la validation 

in vivo dans la bactérie Escherichia coli car c’est un organisme model qu’on peut 

facilement manipuler et modifier génétiquement. Pour rappel, le fonctionnement des 

commutateurs ARN que nous synthétisons repose sur la propriété des ARN à pouvoir 

se replier de manière co-transcriptionnelle. Or, expérimentalement il est encore difficile 

de suivre directement ce processus de repliement de l’ARN. C’est pourquoi nous 

utilisons un moyen indirect, qui consiste à placer le commutateur ARN en amont d’un 

gène rapporteur fluorescent dont l’expression sera conditionnée par le repliement adopté 

par le commutateur ARN utilisé. En mesurant le niveau d’expression du gène rapporteur 

fluorescent, nous pouvons en déduire l’état de repliement du commutateur ARN et 

valider son fonctionnement. Le développement de cette plateforme implique le clonage 

du système rapporteur ainsi que le système d’expression des antisens ARN sur des 

plasmides. La première version de la plateforme est ensuite optimisée par l’amélioration 

des plasmides concomitamment à la mise au point de protocoles expérimentaux et de 

procédures d’analyse pour la mesure du niveau d’expression du gène rapporteur. 

• Validation in vivo du fonctionnement des commutateurs ARN. Bien que les 

expériences in vitro donnent un premier aperçu du fonctionnement des commutateurs 

ARN synthétisés, le but est de confirmer leur fonctionnement dans une cellule vivante. 

Nous décrirons dans cette partie la validation in vivo du fonctionnement d’un 

commutateur ARN répressible conçu par la méthode de design manuel, et la validation 

in vivo du fonctionnement d’un commutateur ARN inductible conçu par la méthode de 

design semi-automatique. 

 

Les travaux de cette thèse vont permettre de disposer d’un ensemble d’outils pour explorer, 

tester et valider diverses méthodes de design de commutateurs ARN destinés à fonctionner dans 

les cellules vivantes.  
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Partie II : Validation in vitro du fonctionnement des 

commutateurs ARN, générés par méthode de design semi-

automatique 
 

Chapitre 1 : Introduction 
Nous aborderons dans cette partie la validation in vitro du fonctionnement des 

commutateurs ARN générés par la méthode de design semi-automatique. Cette méthode de 

design a permis de générer des commutateurs ARN à partir d’un ensemble de règles 

heuristiques sur des motifs de séquence [68] (manuscrit en préparation). Elle a permis de 

générer deux types de séquences ARN commutatrices, toutes deux contrôlées par de petits 

antisens ARN effecteurs : des commutateurs ARN répressibles et des commutateurs ARN 

inductibles. Le fonctionnement de ces deux types de commutateur repose sur leur capacité à 

former deux repliements alternatifs, mutuellement exclusifs, qui se forment l’un en absence et 

l’autre en présence de l’antisens ARN effecteur spécifique du commutateur ARN. Les 

commutateurs ARN répressibles se replient pour former un anti-terminateur ou un terminateur, 

respectivement en absence et en présence d’antisens ARN (Figure 20A), tandis que les 

commutateurs ARN inductibles se replient pour former un terminateur ou un anti-terminateur, 

respectivement en absence et en présence d’antisens ARN (Figure 20B). Le terminateur est une 

structure de l’ARN qui arrête la transcription et conduit dans notre cas à la production de 

transcrits courts. L’anti-terminateur empêche la formation de ce terminateur qui conduit à la 

poursuite de la transcription et, par conséquent, à la production de transcrits longs. Le signal 

que nous détectons dans ces expériences in vitro est donc la longueur du transcrit généré. 

Pour nos expériences de validation in vitro nous utilisons pour les antisens ARN des 

oligonucléotides d’ARN d’environ 20 nucléotides de long, comprenant une région 

complémentaires à leur région cible sur le commutateur ARN, encadrée de chaque côté par 

deux nucléotides non impliqués dans la complémentarité mais contribuant potentiellement à 

l’interaction avec la région cible de par leur contribution à l’énergie d’empilement des bases 

[69][33].  

Expérimentalement, la validation in vitro des commutateurs consiste dans un premier temps 

à transcrire in vitro, en présence ou non de l’antisens ARN effecteur, un substrat ADN qui code 

pour le commutateur ARN. Dans un second temps, les tailles et quantités relatives des transcrits 

obtenus pour chaque condition sont analysés par PAGE (polyacrylamide gel electrophoresis). 
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L’effet de la présence de l’antisens ARN effecteur sur la longueur des transcrits obtenus permet 

de valider le fonctionnement de chaque commutateur testé : pour un commutateur ARN 

répressible nous nous attendons à une augmentation de transcrits courts en présence d’antisens 

ARN effecteur spécifique, pour un commutateur ARN inductible nous devrions observer 

davantage de transcrits longs en présence d’antisens ARN effecteur spécifique [2]. Le 

paramètre mesuré pour évaluer le fonctionnement du commutateur sous l’effet de l’antisens 

ARN effecteur est l’efficacité de terminaison (TE), correspondant au taux de terminaison au 

niveau du commutateur et décrit plus en détails plus loin. 

Le fonctionnement d’un commutateur ARN repose donc sur la capacité de l’antisens ARN 

effecteur à altérer l’efficacité de terminaison (TE), au niveau du commutateur entre les 

conditions « induit » et « réprimé ». Dans la suite du manuscrit, je décrirai le principe des 

méthodes utilisées dans les chapitres correspondants, et le détail des matériels et méthodes 

pourra être trouvé en annexes. 

 

Chapitre 2 : Principe de mesure in vitro du fonctionnement des 

commutateurs ARN 

1. La transcription in vitro 

La transcription in vitro est une technique couramment utilisée pour l’étude des ARN. Elle 

permet la synthèse in vitro de molécules d’ARN dans des conditions contrôlées. Les 

concentrations de la matrice ADN, de l’ARN polymérase, des ribonucléosides triphosphates 

(rNTP) et de l’antisens ARN effecteur sont connues. Pour plus de détails sur le protocole voir 

Annexe B : Méthodes expérimentales, 2.1. Les matrices d’ADN que nous utilisons sont des 

produits de PCR2, obtenus après amplification d’une séquence d’ADN initialement clonée dans 

un plasmide circulaire. Les produits de PCR ont une taille comprise entre 400 et 600 pb selon 

le commutateur. Ces séquences d’ADN sont constituées d’un promoteur fort PT7A1 [70] 

(promoteur PA1 du phage T7) qui initie la transcription, suivi de la séquence codant pour le 

commutateur (répressible ou inductible), d’une séquence supplémentaire d’environ 100 pb qui 

joue le rôle de gène dont on régule l’expression, et d’un terminateur final constitutif qui termine 

la transcription de la matrice PCR (Figure 22). 

                                                 
2 PCR : Polymerase Chain Reaction ou amplification en chaîne par polymérase, est une technique qui permet 

de répliquer rapidement in vitro une séquence d’ADN spécifique, de longueur bien précise, en de très nombreux 
exemplaires. 
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La transcription débute au +1 du promoteur, en amont de la séquence du commutateur. En 

fonction des conditions et du type de repliement adopté par le commutateur ARN. La 

transcription peut aboutir à la synthèse de trois types de transcrits (Figure 22) : (i) un transcrit 

interrompu au niveau du terminateur du commutateur (qualifié de « transcrit court »), (ii) un 

transcrit interrompu au niveau du terminateur final constitutif (qualifié de « transcrit long »), et 

(iii) en cas de fuite du terminateur final constitutif, des transcrits dits « run-off », résultants de 

la transcription complète de la matrice d’ADN et interrompu par la fin de cette dernière. 

Les produits des transcriptions in vitro sont ensuite analysés par PAGE (polyacrylamide gel 

electrophoresis). 

 
Figure 22 Schéma de la matrice d’ADN utilisée pour la transcription in vitro et les différents 

types de transcrit que l’on peut obtenir. Si le commutateur forme un terminateur (à gauche), on obtient 
un transcrit court. Si le commutateur se replie sous forme d’anti-terminateur, on obtient le transcrit long 
(au milieu). Dans le cas de fuites du terminateur final constitutif, on obtient des transcrits run-off, encore 
plus long (à droite). Les séquences du commutateur sont en vert. Les terminateurs (formé dans le 
commutateur ou constitutif) sont en rouge. 
 

2. Séparation des transcrits d’ARN sur PAGE dénaturant 

L’électrophorèse est une technique utilisée pour séparer des fragments d’acides nucléiques 

en fonction de leurs tailles, à travers un gel (ici un gel de polyacrylamide), sous l’effet d’un 

champ électrique.  

Les acides nucléiques sont des molécules polyanioniques, uniformément chargées 

négativement. C’est grâce à cette charge négative que lors d’une électrophorèse ils vont se 

déplacer sous l’effet du champ électrique, et être ainsi entraînés vers l’anode du générateur. 

Leur taille détermine généralement leur vitesse de migration dans le gel. Plus les molécules sont 

longues, plus elles sont retenues par les mailles du gel, et plus lente sera leur vitesse de 

migration. Cependant, les molécules d’ARN adoptent le plus souvent des structures secondaires 
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via des appariements de bases intramoléculaires. La présence de ces structures secondaires 

affecte leur état de compacité et donc leur migration dans le gel. Par conséquent, afin d’obtenir 

un profil de migration en fonction uniquement de la taille des molécules et non en fonction de 

leur état de repliement, nous associons au gel des agents dénaturants tels que l’urée et le 

formamide et la migration est effectuée à haute température (50 °C), de façon à défaire ces 

structures secondaires et à maintenir la molécule d’ARN à l’état linéaire dénaturé.  

La séparation de molécules par gel d’électrophorèse fonctionne alors comme un tamis 

moléculaire où la mobilité électrophorétique d’une molécule d’acide nucléique dans le gel 

dépend de sa taille. Dans le cas de l’ARN, la masse moléculaire dépend du nombre de bases 

qui le constituent et donc de la taille du transcrit. La mobilité électrophorétique dépend 

également de la concentration et du maillage (tamisage) du gel. Il existe une relation linéaire 

entre la mobilité électrophorétique et le logarithme de la masse moléculaire, telle que décrite 

par l’équation initialement proposée par Ferguson (1) [71][72] : 

 

 𝒍𝒍𝒍𝒍𝒍𝒍(𝑴𝑴) = 𝒍𝒍𝒍𝒍𝒍𝒍(𝑴𝑴𝟎𝟎) −𝑲𝑲𝑹𝑹𝑻𝑻 (1) 
avec :  

M = mobilité électrophorétique de la molécule dans le gel ;  

M0 = mobilité électrophorétique de la molécule en absence de milieu de tamisage, et donc 

fonction de la charge et de la taille de la molécule ; 

KR = coefficient de retardement dû au gel, qui dépend de la masse moléculaire, en lien avec 

la propriété de tamisage du gel ; 

T = concentration totale du gel 

 

Le gel de polyacrylamide est un gel réticulé, formé à partir de la polymérisation de 

monomères d’acrylamide qui forment des chaînes d’acrylamide et un agent de réticulation le 

N, N– méthylène bisacrylamide qui forme des ponts entre ces chaînes d’acrylamide. La réaction 

de polymérisation est initiée par la formation de radicaux libres grâce à l’ajout de persulfate 

d’ammonium (APS) et catalysée par la N, N, N’, N’-tétraméthyléthylènediamine (TEMED). La 

proportion relative entre l’acrylamide et l’agent de réticulation fixe la taille des mailles dans le 

gel, qui fixe elle-même la vitesse de migration des molécules d’ARN dans le gel. Plus il y a 

d’acrylamides et de bisacrylamides, plus les mailles seront petites. Dans notre cas, nous voulons 

séparer des fragments d’ARN allant de 20 à 800 bases. 

Pour plus de détails sur le protocole voir Annexe B : Méthodes expérimentales, 2.2. 
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3. Visualisations des transcrits d’ARN 

Pour visualiser les transcrits d’ARN qui ont migrés sur le gel d’électrophorèse, nous 

utilisons un marqueur fluorescent appelé SYBR® Gold [73]. Il s’agit d’un agent intercalant qui 

s’intercale entre les bases des brins d’acides nucléiques, formant ainsi un complexe fluorescent 

lorsqu’exposé à la lumière UV ou à la lumière bleue. Au laboratoire, nous utilisons un 

transilluminateur excitant dans le bleu. Le SYBR® Gold possède en effet deux pics d’excitation 

λex, un à 300 nm dans le domaine de l’UV et un autre à 495 nm dans le domaine du visible. 

Tandis que son pic d’émission λem se trouve à 537 nm. Nous préférons le SYBR® Gold à 

d’autres agents intercalants à cause de sa forte brillance (50 fois plus brillant que le bromure 

d’éthidium) et sa sensibilité élevée (≈ 10 fois plus sensible que le bromure d’éthidium) pour la 

détection des ARN [73]. 

En fin d’électrophorèse, le gel de polyacrylamide est baigné dans une solution de TBE 

contenant du SYBR® Gold pour colorer les transcrits qui y ont migré. Le gel est ensuite exposé 

à un transilluminateur à lumière bleue et photographié à travers un filtre qui permet d’absorber 

la lumière d’excitation bleue, permettant ainsi de voir clairement la fluorescence émise par le 

SYBR® Gold.  

 
4. Analyse de l’image du gel d’électrophorèse 

L’image du gel d’électrophorèse est analysée grâce à un logiciel de traitement d’images 

numériques : Gel Analyzer (GelAnalyzer 19.1 www.gelanalyzer.com, par Istvan Lazar Jr., PhD 

et Istvan Lazar Sr., PhD, CSc), qui quantifie l’intensité lumineuse de chaque pixel de l’image 

et permet d’analyser les gels d’électrophorèse de manière quantitative. En comparant l’intensité 

lumineuse totale et la mobilité électrophorétique de chaque bande par rapport à une échelle 

ARN constituée de bandes de tailles et de masses connues, le logiciel permet d’estimer la taille 

(en bases) et la quantité (en masse) des transcrits présents dans chacune des différentes bandes 

de l’échantillon. 

Théoriquement, un commutateur ARN répressible devrait majoritairement produire des 

transcrits longs (et éventuellement des transcrits run-off) en absence d’antisens ARN et des 

transcrits courts en leur présence (Figure 20A). A l’inverse, un commutateur ARN inductible 

devrait majoritairement produire des transcrits courts en absence d’antisens ARN et des 

transcrits longs (et éventuellement des transcrits run-off) en leur présence (Figure 20B). 

 

http://www.gelanalyzer.com/
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5. Quantification du taux de terminaison 

Le taux de terminaison est une mesure de la fréquence moyenne à laquelle un arrêt de la 

transcription est observé au niveau d’un terminateur. Pour le terminateur d’un commutateur 

ARN, cette mesure reflète à la fois l’état moyen de repliement du commutateur (probabilité de 

se replier en formant le terminateur plutôt que l’anti-terminateur) et l’efficacité de terminaison 

intrinsèque du terminateur. Ainsi, si un commutateur porte un terminateur ayant une efficacité 

de terminaison intrinsèque de 90 % et que le commutateur se replie en formant le terminateur 

dans 80 % des cas, alors le taux de terminaison sera de 90 % × 80 % = 72 %. 

On a donc la relation : 

 

 taux de terminaison: 𝒓𝒓T-com = 𝒇𝒇T-com × 𝜼𝜼T-com (2) 

 

avec : 

 𝑓𝑓T-com = la fréquence (probabilité) avec laquelle le terminateur se forme ;  

𝜂𝜂T-com  = l’efficacité intrinsèque de terminaison du terminateur 

 

Expérimentalement, le taux de terminaison se mesure en rapportant le nombre 

d’événements de transcription qui se sont arrêtés au niveau du terminateur au nombre total 

d’événements de transcription qui ont au moins atteint le terminateur (événements de 

transcription interrompue au niveau du terminateur + événements de transcription qui sont allés 

au-delà du terminateur). En toute rigueur, un transcrit interrompu au niveau d’un terminateur 

pourrait aussi être le résultat non pas d’une terminaison de la transcription (détachement de 

l’ARN polymérase) mais simplement d’une pause de la transcription (ARN polymérase arrêtée 

au niveau du terminateur mais pouvant en principe reprendre la transcription). Toutefois, en 

pratique, comme les réactions de transcription in vitro se déroulent sur plusieurs heures avec 

recyclage des ARN polymérases et ré-initiation de la transcription sur les brins d’ADN 

matrices, on considère la contribution des pauses éventuelles comme négligeables comparées 

aux événements de terminaison qui constituent l’essentiel des transcrits interrompus au niveau 

d’un terminateur.  

La mesure du taux de terminaison demande donc de déterminer le nombre (relatif) de 

molécules de transcrits interrompues au niveau du terminateur du commutateur, par rapport au 

nombre de molécules de transcrits ayant cette taille ou plus. Pour chaque bande dans le gel, il 

faut donc convertir la masse de transcrit présent en nombre (relatif) de molécules de transcrits 
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présentes dans la bande. L’intensité de fluorescence d’une bande est proportionnelle à la masse 

de transcrit détecté. En quantifiant l’image du gel, nous connaissons donc toutes les variables 

de l’équation. 

On a ainsi : 

 

 
taux de terminaison: 𝒓𝒓T-com

=
𝒎𝒎T-com 𝒍𝒍T-com⁄

𝒎𝒎T-com 𝒍𝒍T-com⁄ + 𝒎𝒎T-final 𝒍𝒍T-final⁄ + 𝒎𝒎run-off 𝒍𝒍run-off⁄  
(3) 

 

avec : 

𝑚𝑚 = la masse totale des transcrits présents dans une bande ;  

l = la taille de ces transcrits ; 

T-com = bande correspondant au terminateur du commutateur ;  

T-final = bande correspondant au terminateur constitutif final sur la matrice ; 

run-off = bande correspondant aux transcrits interrompus par la fin de la matrice 

 

Chapitre 3 : Résultats et discussions 

1. Fonctionnement des commutateurs ARN inductibles 

1.1. État nominal (absence d’antisens ARN) 

Les commutateurs ARN inductibles, qu’on appelle ici iSw3, iSw11 et iSw13, sont d’abord 

testés en absence d’antisens ARN pour évaluer leur état nominal (c’est-à-dire leur état par 

défaut, sans antisens ARN). Théoriquement, ils devraient produire majoritairement des 

transcrits courts, car dans ces conditions le repliement adopté par le commutateur ARN conduit 

à la formation d’un terminateur qui arrête la transcription au niveau du commutateur. Cependant 

nous constatons que les commutateurs iSw3 et iSw11 produisent majoritairement des transcrits 

longs et/ou run-off, 100 % pour iSw3 et 85 % pour iSw11 (Figure 23). À l’inverse iSw13 

produit majoritairement des transcrits courts, comme attendu : 82 % de transcrits courts 

(Figure 23). Cela indique que parmi les 3 commutateurs testés, seul iSw13 est dans l’état 

nominal attendu d'une terminaison efficace (état OFF). 
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Figure 23 États nominaux des commutateurs inductibles iSw3, iSw11 et iSw13 en absence 

d’antisens ARN. Les pistes « matrice » correspondent à la migration des produits de PCR, utilisés 
comme matrices ADN pour la transcription in vitro et qui vont servir ici de repère pour différencier la 
matrice ADN des transcrits. Les pistes « transcrit » correspondent à la migration des produits de 
transcription in vitro. M ou marqueur de taille sert de référence pour identifier la taille et la masse de 
chaque transcrit. 

 

Plusieurs scénarios (ainsi que les problèmes sous-jacents associés) peuvent être avancés 

pour expliquer pourquoi iSw3 et iSw11 ne sont pas nominalement dans l’état OFF attendu : 

• la structure en tige-boucle du terminateur ne se forme pas au cours du repliement 

co-transcriptionnel (inexactitude de la simulation), 

• la tige-boucle se forme mais de façon peu stable et trop furtivement pour induire une 

terminaison de la transcription (inexactitude de la simulation), 

• la tige boucle se forme, mais partiellement ou tardivement, et ceci impacte 

l’efficacité de la terminaison (critère pour un bon terminateur non satisfait), 

• la tige-boucle du terminateur se forme mais sa séquence ne constitue pas un bon 

terminateur (critère pour un bon terminateur non satisfait).  

Les critères généralement admis pour constituer un terminateur de transcription sont une 

structure secondaire de l’ARN qui comprend une tige riche en G≡C d’environ 5 à 9 paires de 

bases, fermée par une courte boucle d’environ 3 à 5 nucléotides, suivie d’une queue riche en U 

(U-track) d’environ 7 à 9 nucléotides [74]. On pourrait penser qu’il existe une corrélation entre 

ces caractéristiques structurelles et l’efficacité de terminaison du terminateur. Cependant on 

peut trouver des terminateurs de stabilité thermodynamique égale et/ou un U-track de taille 

égale qui ont des efficacités de terminaison très différentes [74]. Malgré de nombreux travaux 

effectués sur le mécanisme de terminaison de la transcription chez E. coli, le mécanisme détaillé 

et les critères d’un bon terminateur sont encore assez mal compris. C’est pourquoi, du point de 
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vue de la structure et de la séquence, il nous est encore difficile de trouver une explication 

satisfaisante pour expliquer nos résultats. 

En dehors des paramètres de structure et de séquence, un autre paramètre potentiellement 

important pour l’efficacité de terminaison est celui de la qualité du repliement (qualité de 

formation) du terminateur. Pour essayer d’identifier, dans le repliement co-transcriptionnel des 

terminateurs, des caractéristiques pouvant expliquer les différences d’efficacité de terminaison 

à l’état nominal observées in vitro entre les différents commutateurs inductibles, nous avons 

analysé et comparé plus en détails les résultats de simulations de repliements co-

transcriptionnels (Tableau 1). 

 

 
iSw1 : 0 % de terminaison in vitro 
 
       140       150       160       170       180       190    nt 
---------|---------|---------|---------|---------|---------|    
     agaacgcaaagcguucuauuacucaauggaacgcuuuuuuuuug 
               xxxxxxx       -------++++++ 
               xxxxxxx       -------+-++++ 
               xxxxxxx       -------++++++ 
               xxxxxx        --+....++++++ 
               xxxxxxx       --+.....+++++ 
 
 
iSw2 : 72 % de terminaison in vitro 
 
       140       150       160       170       180       190    nt 
---------|---------|---------|---------|---------|---------| 
                  [---------[   ]---------] 
      uaagacuugaaacaggucuacgacauucguagaccuguuuuuuuuug 
                  xxxxxxx       --++----+++++++ 
                  xxxxxxx       --+-----++-++-+ 
                  xxxxxxx       --++---++++++++ 
                  xxxxxxx       --++----+-+++++ 
                  xxxxxxx       --++---++++++++ 
 
 
iSw3 : 0 % de terminaison in vitro 
 
       140       150       160       170       180       190   nt 
---------|---------|---------|---------|---------|---------| 
     ggaacgcaaagcguuccaucacucgguggaacgcuuuuuuuuug 
               xxxxxxx       ---   |-+++++ 
               xxxxxxx       ---|---++++++ 
               xxxxxxx       --+-----+++++ 
               xxxxxxx       --+----++++++ 
               xxxxxxx       --+----++++++ 
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iSw11 : 13 % de terminaison in vitro 
 
       140       150       160       170       180       190    nt 
---------|---------|---------|---------|---------|---------| 
      gcaauacaauccuuguauucgaugacguugaaugcaauuuuuuuuuuaag 
                   xxxxxx       ---+-+-++++ 
                   xxxxxx xxxxxxxxx   xxx--            | 
                   xxxxxx xxxxxxxxx   xxx--            | 
                   xxxxxx       ---+-++-+++ 
                   xxxxxx       ---+-++-+++ 
iSw13 : 82 % de terminaison in vitro 
 
       140       150       160       170       180       190    nt 
---------|---------|---------|---------|---------|---------| 
      ccauuaccaaccugguaaucgagacauucgauugccauuuuuuuuuuaag 
                   xxxxxx        --+-++--++ 
                   xxxxxx        --+--+xx++ 
                   xxxxxx        --+--+--++ 
                   xxxxxx        --+--+--++ 
                   xxxxxx        --+--+--++ 

Tableau 1 Analyse de la qualité du repliement co-transcriptionnel pour les terminateurs des 
commutateurs inductibles d’après les simulations du repliement co-transcriptionnel par Kinefold. 
Les commutateurs iSw1 et iSw2 ont été conçus manuellement lors d’un travail précédent [2]. iSw3 est 
un variant de iSw1, modifié manuellement (nucléotides en orange) dans le but d’améliorer la stabilité 
de la tige-boucle du terminateur. iSw11 et iSw13 ont été obtenus par conception semi-automatique. 
iSw13 est un variant de iSw11 (nucléotides en bleu), obtenu par l’application d’un nombre additionnel 
de cycles d’optimisation comparé à iSw11. Pour chaque commutateur, les derniers nucléotides de l’ARN 
sont représentés jusqu’au terminateur du commutateur (en gras : hélice de la tige-boucle, souligné : la 
plage de U). En dessous de chaque séquence sont résumés les résultats de 5 simulations de repliement 
du terminateur, mais effectuées sur toute la séquence du commutateur à l’aide de Kinefold [27] ; les 
paramètres pour les simulations sont : vitesse d’élongation : 20 ms/nt, durée simulée : 4000 ms, 
pseudonœuds : autorisées. Pour chaque simulation, une ligne synthétise le résultat de la simulation du 
repliement co-transcriptionnel. 

 

Légende des symboles :  
x : base initialement engagée dans un appariement compétitif (pouvant temporairement empêcher 

la formation de la tige boucle) 
+ : base s’appariant immédiatement lors de son addition au cours de l’élongation (cas idéal) 
- : base s’appariant avec retard (moment d’appariement indiqué par le symbole + ou | qui suit) 
. : perte des appariements formés en aval (les appariements de la tige-boucle du terminateur 

précédemment initiés sont défaits) 
|: symbole indiquant le moment où les appariements indiqués en amont (-) se sont formés ; | est 

utilisé à la place de + lorsque tous les appariements possibles ne se font pas et que l’achèvement du 
repliement est interrompu une ou plusieurs bases en amont de la base venant d’être ajoutée et marquée 
donc par le symbole |. 

 

Les résultats des simulations de repliement co-transcriptionnel présentés dans le Tableau 1 

ne permettent pas de trancher définitivement sur le lien entre résultats des simulations et taux 

de terminaison mesurés in vitro. Toutefois, ce qui semble ressortir est que les terminateurs peu 

efficaces in vitro, semblent être associés à une tendance soit à ne pas se former du tout dans une 
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fraction des réplicas de simulation (iSw11 : pas formé dans 2 simulations sur 5 et 13 % de 

terminaison in vitro), soit à une initiation de formation tardive ou incomplète (iSw1 : formation 

initiée seulement au moment où les 2 ou 3 dernières bases de l’hélice de la tige-boucle sont 

ajoutées et 0 % de terminaison in vitro, iSw3 : initiations incomplètes (|) et complétion tardive 

et 0 % de terminaison in vitro). Les deux terminateurs présentant des efficacités de terminaison 

relativement bonnes in vitro semblent associés à une initiation de formation du terminateur 

précoce et à une complétion progressive du repliement au fur et à mesure de la transcription 

(iSw2 : 72 % de terminaison in vitro, iSw13 : 82 % de terminaison in vitro). L’ensemble de ces 

résultats suggère qu’un critère plus strict et plus élaboré quant à la qualité de formation des 

terminateurs devrait être utilisé pour la conception semi-automatique des commutateurs. 

Au vu des résultats in vitro, nous décidons, pour la suite de nos expériences, de continuer 

à travailler avec le commutateur ARN inductible iSw13. 

     

1.2. Commutation en présence d’antisens ARN 

Nous testons ici le fonctionnement du commutateur iSw13 en étudiant l’effet de la présence 

d’une concentration croissante d’antisens ARN as13 spécifique de ce commutateur dans les 

mêmes conditions de transcription in vitro et d’électrophorèse que précédemment. Un antisens 

ARN non-spécifique as7 est également utilisé pour tester la spécificité de la régulation de iSw13 

par l’antisens ARN as13. Les résultats sont présentés Figure 24 pour des concentrations en 

as13 de 0, 1, 2, 5 et 10 µM ou pour une concentration en as7 de 10 µM.  

Les résultats confirment qu’en absence d’antisens ARN as-i13, le commutateur Sw-i13 

produit bien des transcrits courts (89 % de terminaison à l’état nominal). A l’inverse, lorsque le 

commutateur Sw-i13 est mis en présence d’une concentration croissante d’antisens ARN as-

i13, nous constatons une diminution de la production de transcrits courts au profit d’une 

augmentation de la production de transcrits longs ou run-off : 20 % de transcrits longs + 10 % 

de run-off en présence de 1 µM d’antisens as-i13 et jusqu’à 87 % (60 % de transcrits longs + 

27 % de run-off) pour 10 µM d’antisens as-i13. Ces résultats montrent la commutation de l’état 

du commutateur Sw-i13 en présence de l’antisens as-i13, c’est-à-dire le passage d’un état OFF 

en absence d’antisens ARN à un état ON en leur présence, avec un EC50 = 2,43 µM (EC50 = 

correspond à la concentration de l’antisens ARN qui induit 50 % de la réponse maximale) 

(Figure 24B). De plus, l’absence d’effet de l’antisens as7 montre que cette régulation est bien 

un effet spécifique dû à la séquence de l’antisens ARN as13. 
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Figure 24 Fonctionnement du commutateur inductible iSw13 et induction spécifique par 

l’antisens ARN as13. (A) Gel d’électrophorèse montrant les tailles de transcrits obtenus par 
transcription in vitro du commutateur iSw13, en présence d’une concentration croissante de l’antisens 
ARN spécifique as13 ou d’un antisens ARN non-spécifique as7 (contrôle). (B) Niveau d’induction (% 
ON) obtenu avec le commutateur iSw13 en présence de différentes concentrations d’antisens as13. La 
courbe en trait plein est un ajustement des valeurs d’induction, construite suivant un simple modèle 
exponentiel, qui introduit très peu d’hypothèse sur le système que nous étudions. Les meilleurs 
paramètres d’ajustement sont donnés dans le Tableau 2. A partir de l’équation (4) on peut déduire la 
valeur de l’EC50 (EC50 = 2,43 µM) qui correspond à la concentration de l’antisens ARN qui induit 50 
% de la réponse maximale, à mi-chemin entre la ligne de base et la réponse maximale. 

 

A 

B 
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𝒚𝒚 = 𝒚𝒚𝟎𝟎 + 𝑰𝑰 × �𝟏𝟏 − exp�

−[𝒂𝒂𝒂𝒂]
[𝒂𝒂𝒂𝒂]𝟎𝟎

�� (4) 

avec : 

y0 = le pourcentage d’induction à 0 µM d’antisens ARN (ligne de base) ; 

I = l’amplitude de régulation qui est égale à Imax – y0, Imax étant la réponse maximale 

observée ; 

[as]0 = la concentration caractéristique de l’antisens ARN 

 

Chi2 4,46 
R2 0,99 
 Valeurs Écarts-types 

y0 11,2 1,93 
I 86,42 3,42 

[as]0 3,68 0,40 
Tableau 2 Paramètres utilisés pour l’ajustement des données d’induction avec la courbe 

construite à partir de l’équation (4). 
 

L’ensemble de ces résultats montre que le commutateur iSw13 conçu de façon semi-

automatique fonctionne efficacement in vitro (commutation de 11 % à 87 % de niveau 

d’induction en présence de 10 µM d’antisens ARN effecteur). 

 

2. Test d’un commutateur ARN répressible 

2.1. État nominal (absence d’antisens ARN) 

Nous testons ici une seule séquence de commutateur ARN répressible conçue de façon 

semi-automatique : rSw7. La conception de commutateurs répressibles est soumise à moins de 

contraintes que la conception de commutateurs inductibles. En effet, les commutateurs 

inductibles sont plus complexes du fait de la présence dans leur architecture d’une structure 

additionnelle : un anti-anti-terminateur (Figure 20B vs. Figure 20A). De ce fait, il est beaucoup 

plus facile de générer de façon semi-automatique des séquences satisfaisant aux critères de 

sélection, et de très bons scores numériques peuvent être facilement atteints. Par ailleurs, pour 

la caractérisation in vivo, nous disposons déjà d’un commutateur répressible efficace (Dawid et 

al. 2009). C’est pourquoi nous avons décidé de ne construire et de ne tester qu’une seule 

séquence de commutateur répressible conçu de façon semi-automatique (Figure 25). 
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Figure 25 Fonctionnement du commutateur répressible rSw1 en présence de 0,5 ; 1 et 10 µM 

d’antisens ARN as1. Image du gel d’électrophorèse montrant les différents transcrits obtenus, après 
transcription in vitro du commutateur rSw1, en absence et en présence de son antisens ARN spécifique 
as1. Commutation de 0,6 % à 94 % du niveau de répression (production de transcrits courts) en présence 
de 10 µM d’antisens ARN effecteur. Ce commutateur a déjà été caractérisé précédemment [2]. 

  
Pour les commutateurs ARN répressibles, deux chemins de repliement entrent en 

compétition pour former un anti-terminateur ou un terminateur. En absence d’antisens ARN, 

ils forment un anti-terminateur qui empêche la formation du terminateur, ce qui conduit à la 

poursuite de la transcription et donc la production de transcrits longs. La Figure 26 illustre 

l’état nominal du commutateur rSw7 en conditions de transcription in vitro. Nous constatons 

que rSw7 est très majoritairement dans l’état nominal attendu (état ON à 94 %, soit 61 % de 

transcrits longs et 33 % de transcrits run-off) en absence d’antisens ARN as7. 

 
Figure 26 État nominal du commutateur rSw7 en absence d’antisens ARN as7. La piste 

« matrice » correspond à la migration du produit de PCR, utilisé comme matrices ADN pour la 
transcription in vitro et qui va servir ici de repère pour différencier la matrice ADN des transcrits. La 
piste « transcrit » correspond à la migration des produits de transcription in vitro. M ou marqueur de 
taille sert de référence pour identifier la taille et la masse de chaque transcrit. 
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2.2. Commutation en présence d’antisens ARN 

De la même manière que pour le commutateur inductible iSw13, nous testons ici le 

fonctionnement du commutateur répressible rSw7 en présence d’une concentration croissante 

d’antisens ARN as7 : 1, 2, 5, 10 µM, spécifique de ce commutateur ; ainsi que 10 µM d’un 

autre antisens ARN non-spécifique : as13, pour tester la spécificité de la régulation de rSw7 par 

l’antisens ARN as7. 

Nous confirmons qu’en absence d’antisens ARN as7, ou en présence d’antisens ARN non-

spécifique as13, le commutateur rSw7 produit majoritairement des transcrits longs et run-off : 

état ON a 100 % (69 % de transcrits longs + 31 % de run-off) (Figure 27A).  

Lorsque le commutateur rSw7 est mis en présence d’une concentration croissante 

d’antisens ARN as7, nous nous attendons à ce que la production de transcrits longs et run-off 

diminue au profit d’une augmentation de la production de transcrits courts (augmentation du 

taux de terminaison au niveau du commutateur), avec un effet maximal en présence de 10 µM 

d’antisens as7. Cependant, alors que nous observons un taux de terminaison de 30 % au niveau 

du commutateur en présence de 2 µM d’antisens ARN as7, cette valeur n’augmente plus 

lorsqu’on augmente la concentration d’antisens ARN as7 jusqu’à 10 µM (Figure 27A et 

Figure 27B). L’absence d’effet pour 10 µM d’antisens ARN contrôle as13 montre toutefois 

que l’effet de as7 est bien spécifique.  

 

A 
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Figure 27 Fonctionnement du commutateur répressible rSw7 en présence de 1, 2, 5, 10 µM 

d’antisens ARN as7 et 10 µM d’antisens ARN non-spécifique as13. (A) Image du gel 
d’électrophorèse montrant les différents transcrits obtenus, après transcription in vitro du commutateur 
rSw7, en présence de son antisens ARN spécifique as7 et d’un autre antisens ARN non-spécifique as13. 
(B) Pourcentage de répression obtenu avec le commutateur rSw7 en présence de différentes 
concentrations d’antisens as7. La courbe en trait plein est un ajustement des valeurs de répression 
construite suivant l’équation (5). Les meilleurs paramètres d’ajustement sont donnés dans le Tableau 2. 

 

 
𝒚𝒚 = 𝒚𝒚𝟎𝟎 + 𝑹𝑹 × 𝐞𝐞𝐞𝐞𝐞𝐞�

−[𝒂𝒂𝒂𝒂]
[𝒂𝒂𝒂𝒂]𝟎𝟎

� (5) 

avec :  

y0 : le pourcentage d’induction en présence d’antisens ARN (ligne de base) 

R : l’amplitude de régulation qui est égale à y0 – Rmax, Rmax étant la réponse maximale    

observée ; 

[as]0 : la concentration caractéristique de l’antisens ARN 

 

Chi2 3,81 
R2 0,98 
 Valeurs Écarts-types 
𝒚𝒚𝟎𝟎 69,74 1,25 
𝑹𝑹 30,32 2,30 

[as]0 0,54 0,14 
Tableau 3 Paramètres utilisés pour l’ajustement des données de répression avec le courbe 

construite à partir de l’équation (5). 
 

B 
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Les résultats des transcriptions in vitro montrent que la commutation de rSw7 de l’état ON 

vers l’état OFF n’est que partielle en présence de l’antisens ARN as7. Plusieurs hypothèses 

peuvent expliquer ce résultat : 

• faible efficacité ou faible stabilité de l’interaction antisens ARN–commutateur ARN ; 

• faible efficacité de formation du terminateur (formation non-systématique, ou tardive, 

ou partielle, ou instable) ;  

• faible efficacité de terminaison de la transcription par le terminateur (effet dû à la 

séquence spécifique du terminateur) 

Afin de discriminer entre ces différentes hypothèses, nous décidons de modifier rSw7 en 

procédant à la délétion de la région ciblée par l’antisens ARN as7, ceci afin de mimer l’effet 

d’une interaction 100 % efficace entre l’antisens as7 et le commutateur rSw7 (Figure 28). Nous 

appelons ce nouveau commutateur rSw7_ΔAT car la délétion revient à une délétion de l’anti-

terminateur présent dans le commutateur. En effet, en enlevant la séquence cible de l’antisens 

as7, on empêche la formation de la première hélice de l’anti-terminateur, conduisant ainsi à ce 

que seul le terminateur puisse se former. Les simulations par Kinefold du repliement co-

transcriptionnel de rSw7_ΔAT montrent que la formation du terminateur est bien systématique. 

Par conséquent, on s’attend à observer un taux de transcrits courts reflétant l’efficacité de 

terminaison intrinsèque du terminateur du commutateur. 

La Figure 29 représente les résultats de transcriptions in vitro de rSw7_ΔAT comparés à la 

transcription de rSw7 en absence ou en présence d’antisens ARN effecteur. On observe que la 

transcription de rSw7_ΔAT conduit à seulement 26 % de terminaison de transcription au niveau 

du terminateur du commutateur. Ce taux de terminaison est donc comparable à ce que l’on 

obtient pour le commutateur rSw7 en présence d’une concentration saturante de 10 µM 

d’antisens as7 (≈ 30 % de terminaison). Ces résultats indiquent donc que la faible efficacité de 

terminaison du terminateur au sein du commutateur est effectivement à l’origine de la 

répression partielle que nous observons avec rSw7. 
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GGUCGUAACAACGACCAUUCCGUACCUGAGUCAUGACGUAAUGCAAUCGCAUUACGUUCUGCGCCCGUCUAGCAGCCUAGACA 
[----[    ]----]  [-----...-------[[-------[    ]-------][-----[  [----[    ]----]  
  hp        hp'        AT1              1            1'      2        3         3'   

CAGUCUCCGCCGAGACUACAGCGCAGGCCCUUCACCGCAUGGCUCGAUACGGAUCGAGCCAUGCUUUUUUAAGGCAUCACGCU 
[----[    ]----]   ]-----]          ]-------..-----][-----.------[   ]------...--- 
   4         4'       2'                 AT2'              AT2              AT2'         

CGAAACAAUAAACUAAUCAUUCCAUAUCAGUUCGCUACUGCCAACCGGCAGUAGCGAACUUUUUUG 
--]                        [-------------[    ]-------------] 
          output               T-fin               T-fin' 

 

5'-AUACAUGACUCAGGUACGAA-3' (as7) 
      [-------------[ 
           A 

GGUCGUAACAACGACCAUUCCGUACCUGAGUCAUGACGUAAUGCAAUCGCAUUACGUUCUGCGCCCGUCUAGCAGCCUAGACA 
[----[    ]----]    ]-------------][-------[    ]-------][-----[  [----[    ]----]  
  hp        hp'           A’           1            1'     2        3         3'   

CAGUCUCCGCCGAGACUACAGCGCAGGCCCUUCACCGCAUGGCUCGAUACGGAUCGAGCCAUGCUUUUUUAAG 
 [----[    ]----]   ]-----]         [----------[    ]----------]  
   4         4'       2'               T-com           T-com'  
 

Figure 28 Séquences et structures secondaires dans le commutateur rSw7 en absence et en 
présence d’antisens as7. La séquence et les structures secondaires représentées sont celles du 
commutateur répressible rSw7. (A) Transcrit et structures secondaires attendu dans l’état nominal (en 
absence d’antisens ARN effecteur). (B) Transcrit et structures secondaires attendus en présence de 
l’antisens ARN effecteur as7. Les régions formant des appariements sont matérialisées par leur code 
couleur et par une paire d’éléments entre crochets ([----[ ]----] ; des points (.) indiquent des 
mésappariements au sein d’une hélice). Ces régions sont annotées par un nom d’hélice (hp/hp’ : 
hairpin ; AT1/AT1’ : anti-terminateur 1 ; AT2/AT2’ : anti-terminateur 2 ; 1/1’, 2/2’, 3/3’ et 
4/4’ : structures secondaires communes aux deux repliements ; T-fin/T-fin’ : terminateur final 
constitutif ; A/A’ : interaction entre l’antisens ARN as7 et sa région cible sur le commutateur. En A et 
B, la région soulignée correspond à la région retirée pour obtenir rSw7_ΔAT.  
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Figure 29 Détermination de l’efficacité de terminaison intrinsèque du terminateur du 

commutateur rSw7. Analyse par gel d’électrophorèse des transcrits obtenus par transcription in vitro 
de rSw7, en absence et en présence de son antisens ARN spécifique as7, et de rSw7_ΔAT, dans lequel 
la région cible de l’antisens as7 a été délétée. Bien que rSw7_ΔAT forme constitutivement le terminateur 
du fait de la délétion d’un élément de l’anti-terminateur, le taux de terminaison est similaire à celui 
observé pour rSw7 en présence de l’antisens ARN effecteur as7, indiquant que la faible efficacité de 
terminaison observée pour rSw7 est due à une mauvaise efficacité de terminaison intrinsèque du 
terminateur de rSw7. 

 

Chapitre 4 : Conclusion 
Dans cette partie, nous avons testé in vitro deux types de commutateurs : trois 

commutateurs inductibles (dont deux conçus de façon semi-automatique) et un commutateur 

répressible conçu de façon semi-automatique. 

Parmi les trois commutateurs inductibles que nous avons testés, iSw13 fonctionne de 

manière satisfaisante mais les deux autres semblent être constitutivement ON dans leur état 

nominal. Une analyse détaillée des simulations de repliement co-transcriptionnel, comparée aux 

résultats expérimentaux obtenus par transcription in vitro, semble indiquer que la faible 

efficacité de terminaison obtenue pour ces commutateurs pourrait être due à une efficacité de 

repliement des terminateurs suboptimale. Ce résultat pourrait indiquer que des critères plus 

stricts sur la qualité de formation des terminateurs doivent peut-être être appliqués lors de la 

sélection des séquences de commutateurs conçus de façon semi-automatique. 

En ce qui concerne le commutateur répressible rSw7 que nous avons testé, nous avons 

également observé une faible efficacité de terminaison à l’état réprimé. Dans ce cas, nous avons 

pu mettre en évidence un défaut dans l’efficacité de terminaison intrinsèque du terminateur du 

commutateur, écartant donc à priori un problème de formation du terminateur. Ce résultat 

pointe une limite, dans l’état actuel des connaissances, à la conception de commutateurs : il est 
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en effet difficile de prévoir l’efficacité de terminaison d’un terminateur à partir de sa séquence. 

Par ailleurs, le défaut d’efficacité de terminaison intrinsèque mis en évidence avec rSw7 

pourrait aussi expliquer les résultats obtenus sur les commutateurs inductibles, à savoir un effet 

de séquence sur l’efficacité de terminaison intrinsèque des terminateurs des commutateurs 

inductible déficients. 

Dans la suite de ce travail, je détaillerai la mise au point d’une plateforme de test in vivo 

pour les commutateurs ARN et les tests in vivo des commutateurs conçus et validés in vitro. 

Nous utiliserons donc pour la suite le commutateur inductible iSw13, conçu de façon semi-

automatique, et le commutateur répressible rSw1, conçu de façon manuelle et précédemment 

validé par Alexandre Dawid et al. [2]. 
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Partie III : Développement d’une plateforme et d’une 

méthode pour le test et la caractérisation in vivo des 

commutateurs ARN  
Chapitre 1 : Plateforme génétique et instrumentale pour la 

caractérisation in vivo du fonctionnement des commutateurs ARN : 

généralités 
L’objectif de cette partie de mon travail est de mettre en place une plateforme permettant 

d’évaluer in vivo le fonctionnement de commutateurs ARN. Je décrirai les améliorations 

successives de la plateforme construite chez E. coli, et je montrerai les résultats de 

caractérisation d’un commutateur activable (iSw13) et d’un commutateur répressible (rSw1). 

 

1. Principe général 

Nous nous sommes appuyés sur les travaux de Farren J Isaacs et al. [42] ou encore de 

Guillermo Rodrigo et al. [75] concernant les méthodes de caractérisation d’un riborégulateur, 

ainsi que les éléments génétiques utilisés pour concevoir une plateforme de test in vivo pour ces 

riborégulateurs (ici des commutateurs ARN).  

Les commutateurs ARN que nous concevons, contrôlent l’expression d’un gène se trouvant à 

leur aval, de manière co-transcriptionnelle. Cette expression est commutable par le biais d’une 

interaction ARN-ARN avec un antisens ARN. 

Nous choisissons d’effectuer cette caractérisation dans les bactéries, plus spécifiquement 

Escherichia coli, car elles sont facilement manipulables du point de vue génétique. De plus, le 

fonctionnement des commutateurs ARN que nous concevons s’inspire de mécanisme de 

terminaison/anti-terminaison bien connu dans certains mécanisme de régulation chez les 

bactéries (ex : régulation du nombre de copies de plasmide [76][77] et d’autres exemples décrits 

dans l’introduction). 

Le type de repliement adopté par le commutateur déterminera le niveau d’expression du gène 

en aval, qui correspond dans cette étude à un gène qui code pour une protéine rapportrice. Dans 

le cas d’un commutateur ARN répressible, le gène est normalement exprimé en absence de 

l’antisens ARN et réprimé en sa présence (Figure 30). Au contraire, dans le cas d’un 

commutateur ARN inductible, l’expression du gène ne devrait être induite qu’en présence de 

l’antisens ARN. 
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(A) 

 
 

(B) 

 
Figure 30 Schéma de principe de la plateforme de test in vivo initiale, illustré dans le cas d’un 

commutateur ARN répressible. Les transcriptions du commutateur ARN et de l’Antisens ARN sont 
sous le contrôle de promoteurs inductibles. A gauche : schéma des régions d’ADN contenant les gènes 
du système : promoteurs (Pr) et terminateurs (T), ainsi que les gènes du commutateur (Sw), de la 
protéine rapportrice (Rapporteur) et de l’antisens ARN (As) ; mais aussi les régulateurs de leur 
expression (Rép pour répresseur et Ind pour inducteur). A droite : état d’expression du système dans une 
bactérie. Le type de repliement adopté par le commutateur ARN détermine l’expression du gène en aval. 
La mesure du niveau d’expression du gène rapporteur produit par bactérie permet ainsi de déduire l’état 
et le fonctionnement des commutateurs ARN selon qu’ils sont en absence ou en présence d’antisens 
ARN. (A) État de régulation d’un commutateur ARN répressible en absence et (B) en présence 
d’antisens ARN. Les promoteurs inductibles Pr 1 et Pr 2 sont réprimés par leurs répresseurs respectifs 
(Rép 1 et Rép 2) et activés lorsque leurs inducteurs (Ind 1 et Ind 2) sont présents. 

 

Le principe d’évaluation du fonctionnement du commutateur repose donc sur une mesure 

indirecte : le taux d’expression du gène en aval du commutateur. L’hypothèse implicite de cette 

mesure est que l’ARN antisens n’influe que sur la formation de la conformation terminateur du 
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commutateur et sur aucun autre paramètre (des paramètres comme la stabilité de l’ARN régulé, 

l’efficacité de l’ARN polymérase ou des ribosomes, la croissance des bactéries, etc.). Les effets 

non-spécifiques de l’ARN antisens seront évalués par l’expression d’un ARN contrôle, qui ne 

possède pas de séquence pouvant interagir avec le commutateur. 

 

2. Méthode de mesure et de caractérisation des commutateurs ARN 

Le but de l’approche est de déterminer l’état du commutateur en mesurant le niveau 

d’expression du gène rapporteur par bactérie en fonction du temps, de façon à pouvoir remonter 

à un taux d’expression relatif de ce dernier, et ainsi pouvoir remonter à l’état de repliement du 

commutateur dans une condition donnée (absence ou présence de l’antisens ARN effecteur). 

En effet, la mesure du niveau d’expression du gène rapporteur par bactérie correspond à une 

mesure indirecte de l’état de repliement du commutateur ARN. Le niveau d’expression moyen 

du gène rapporteur par bactérie est mesuré de manière indirecte par l’intermédiaire de la mesure 

de deux grandeurs qui sont la fluorescence émise par la protéine et la turbidité de la culture. 

Nous verrons dans la suite de ce chapitre comment nous mesurons ces deux grandeurs. 

 

2.1. Conditions permettant la reproductibilité des mesures 

Le but de l’expérience est de tester et de valider le fonctionnement des commutateurs ARN 

en absence ou en présence d’antisens ARN. Le niveau d’expression moyen des protéines 

rapportrices dans les bactéries est a priori dépendante de l’état moyen des commutateurs dans 

les bactéries. Toutefois elle n’est qu’une représentation indirecte de cet état moyen car, en outre 

l’état de repliement moyen des commutateurs, le niveau d’expression de la protéine rapportrice 

mesuré par bactérie dépend en principe de nombreux autres facteurs : nombre de copies de 

plasmides et donc nombre de copies des gènes du système, force intrinsèque des promoteurs, 

nombre d’ARN polymérases dans la cellule, taux de dégradation des transcrits (Antisens ARN 

et transcrit « commutateur + séquence codante »), efficacité du RBS, nombre de ribosomes dans 

la cellule, vitesse de maturation et taux de dégradation de la protéine rapportrice, mais aussi le 

taux de dilution et donc le taux de croissance des bactéries, etc. Pour que le niveau d’expression 

de la protéine rapportrice par bactérie, soit une représentation fidèle de l’état du commutateur 

en fonction uniquement de la présence spécifique de l’antisens ARN, il est important que les 

autres facteurs restent constants d’une expérience à l’autre. 

Une façon d’obtenir des cellules dans un état stationnaire est de s’assurer que la culture soit 

en croissance équilibrée [78][79]. La croissance équilibrée correspond à la situation où toutes 
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les propriétés extensives d’une population de bactérie (biomasse, nombre de cellules, masse de 

protéine, masse d’ADN,…) augmentent avec un taux constant et identique [80]. Cette condition 

est atteinte lorsque la culture est en phase exponentielle de croissance pendant suffisamment 

longtemps de sorte que la composition moyenne des bactéries et la concentration interne 

moyenne de tous les constituants de la cellule deviennent constants [81]. Cette condition de 

croissance équilibrée signifie également que l’état moyen des bactéries ne dépend plus de 

l’historique de la culture mais uniquement des conditions de croissance, qui dépendent 

principalement du milieu dans lequel elles sont cultivées.  

 

2.2. Rappels sur les modes de cultures bactériennes 

En microbiologie, il existe trois grands modes de culture des bactéries : 

• Un mode de culture en batch ou discontinue qui correspond à un système fermé dans 

lequel les microorganismes sont inoculés dans un volume fixe d’un milieu de culture, 

correspondant à une solution de nutriment stérile. La culture est ensuite maintenue dans 

des conditions de température, d’oxygénation et d’agitation constantes.  

Pendant le processus de croissance, les bactéries consomment les nutriments et 

fabriquent des produits dérivés. Par conséquent, la composition du milieu pour ce mode 

de culture varie constamment. On peut y observer quatre phases de croissance 

[82][83][84] (Figure 31) : 

o Une phase de latence pendant laquelle les bactéries s’adaptent à leur nouvel 

environnement. Le taux de division des bactéries y est nul, elles augmentent en 

taille et elles synthétisent les enzymes ainsi que des facteurs nécessaires à leur 

division. 

o Une phase exponentielle pendant laquelle la division cellulaire se déroule à un 

taux constant, de même que tous les constituants internes de la cellule. 

Idéalement, c’est pendant cette phase que toutes les mesures seront effectuées. 

o Une phase stationnaire pendant laquelle autant de bactéries naissent et meurent 

dans le milieu, en raison d’un début d’épuisement de nutriments nécessaires à 

leur survie ou d’un autre facteur limitant (pH trop acide, diffusion de l’oxygène 

limitant). Pendant cette phase, le nombre de bactéries dans le milieu est constant. 

o Une phase de déclin pendant laquelle les bactéries ne se divisent plus et meurent. 

• Un mode de culture en milieu alimenté ou en fed-batch, qui est similaire à la culture en 

batch, mais dans laquelle le nutriment indispensable pour la croissance des 
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microorganismes est rajouté au fur et à mesure de sa consommation, de façon qu’il ne 

soit pas en excès dans le milieu de culture. 

• Un mode de culture en continue ou à système ouvert, pour lequel du milieu frais est 

rajouté en continu et un volume équivalent de la culture est prélevé de façon que celui-

ci reste constant pendant toute la durée du processus. Parce que le milieu de culture y 

est renouvelé régulièrement, ce mode de culture permet de garder les bactéries en 

croissance équilibrée pendant des jours, des semaines, et même des mois sans que les 

bactéries entrent en phase stationnaire de croissance. 

Nous verrons plus tard quel mode de culture est plus adapté pour le type de mesure que 

nous envisageons de réaliser. 

 

 
Figure 31 Courbe de croissance bactérienne. 1 – Phase de latence. Les bactéries s’adaptent au 

nouveau milieu de croissance. 2 – Phase exponentielle. Les bactéries se divisent à un taux constant. 
C’est au cours de cette phase que le régime de croissance équilibré, pour lequel la composition interne 
des bactéries reste constante, peut être atteint. 3 – Phase stationnaire. Épuisement des nutriments.  4 – 
Phase de déclin. Mort des bactéries. [85] 

 

3. Spécificités visées pour la plateforme génétique 

Dans notre plateforme de test (Figure 30), l’expression des deux espèces d’ARN 

(commutateur ARN + protéine rapportrice, et antisens ARN) se fait à partir de vecteurs 

plasmidiques différents et leurs transcriptions sont contrôlées de manière indépendante par des 

promoteurs distincts. Le choix du chemin de repliement des molécules d’ARN se faisant au 

cours de leur transcription, l’état de repliement du commutateur ARN est donc sous contrôle 

cinétique et non thermodynamique. Pour que la régulation par l’antisens ARN ait lieu, il faut 
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donc s’assurer que la fréquence de rencontre entre l’antisens ARN et sa cible sur le commutateur 

ARN soit suffisamment rapide pour se produire avant qu’un choix irréversible de chemin de 

repliement n’ait lieu.  

Pour ce faire, on s’arrange pour que : 

(i) la concentration en antisens ARN soit en excès devant la concentration en 

commutateur ARN, pour s’assurer que les antisens ARN ne soient pas épuisés même 

si tous les commutateurs ARN se lient à un antisens ARN ; 

(ii) la cinétique d’hybridation entre l’antisens ARN et le commutateur ARN soit 

suffisamment rapide, pour garantir un effet de l’antisens ARN sur le repliement du 

commutateur ARN bien avant que la décision génétique ne soit 

prise – Wickiser et al. [86][87] montrent par exemple dans leurs études que la 

fonction de la plupart des riboswitches repose sur la cinétique de liaison de son 

ligand ainsi que sur la vitesse de transcription de l’ARN et non sur la simple affinité 

du ligand pour sa cible. Pour décrire le comportement d’un tel système, les 

paramètres tels que la constante de vitesse d’association ou de dissociation sont plus 

importants que la constante d’équilibre KD. 

On peut ainsi décrire le contrôle cinétique de la façon suivante : 

 𝒅𝒅[𝒂𝒂𝒂𝒂.𝑺𝑺𝑺𝑺]
𝒅𝒅𝒅𝒅

= 𝒌𝒌𝒐𝒐𝒐𝒐[𝒂𝒂𝒂𝒂] × [𝑺𝑺𝑺𝑺] − 𝒌𝒌𝒐𝒐𝒐𝒐𝒐𝒐[𝒂𝒂𝒂𝒂.𝑺𝑺𝑺𝑺] (6) 

avec : 

𝑘𝑘𝑜𝑜𝑜𝑜 : constante de vitesse d’association 

𝑘𝑘𝑜𝑜𝑜𝑜𝑜𝑜 : constante de vitesse de dissociation 

[𝑎𝑎𝑎𝑎] : concentration en antisens ARN libre  

[𝑆𝑆𝑆𝑆] : concentration en commutateur ARN libre 

[𝑎𝑎𝑎𝑎. 𝑆𝑆𝑆𝑆] : concentration du complexe antisens ARN_commutateur ARN 

 

Pour cette étude, nous nous sommes cependant contentés de tout simplement vérifier que 

l’expression de l’antisens ARN a effectivement un effet sur l’expression du gène rapporteur et, 

par conséquent, sur l’état de repliement du commutateur ARN. En toute rigueur, il aurait fallu 

vérifier toutes ces conditions comme cela a été proposé par Wickiser et al. [86][87]. 

 

4. Principe de la mesure de l’expression moyenne de la protéine rapportrice par bactérie 

Une des méthodes pour mesurer et caractériser l’expression d’un gène dans les cellules 

vivantes est l’utilisation d’une protéine rapportrice. Les protéines rapportrices peuvent 
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témoigner du niveau d’expression d’un gène qui serait sous le contrôle d’un promoteur d’intérêt 

ou d’un régulateur d’intérêt, par exemple un commutateur ARN. Plusieurs protéines 

rapportrices sont connues à ce jour, mais la méthode la plus simple est l’utilisation de protéine 

fluorescente qui permet de visualiser des évènements cellulaires dans leur environnement 

naturel. La fluorescence se définit comme l’émission de photons par une molécule (protéine 

fluorescente) en réponse à l’absorption de photons de longueur d’onde plus courte. La mesure 

de la fluorescence permet de faire une quantification relative du nombre de protéines 

synthétisées par la cellule à différents temps et dans des conditions expérimentalement 

maîtrisées. L’utilisation de ce type de protéine rapportrice peut cependant avoir quelques 

limites : lorsque l’intensité de fluorescence est trop faible il est parfois difficile de la détecter, 

mais aussi de la distinguer de la fluorescence émise par la bactérie, ou encore du milieu de 

culture (autofluorescence). Il faut alors que cette protéine fluorescente émette dans une 

longueur d’onde différente de celle émise par la bactérie ou du milieu de culture, il faut 

également qu’elle soit très brillante de manière qu’on puisse facilement la détecter. Pour ces 

raisons, nous avons choisi d’utiliser la protéine fluorescence mKate2 comme rapporteur. Cette 

protéine émet une fluorescence forte dans le rouge, une longueur d’onde à laquelle la bactérie 

ne montre aucune autofluorescence. 

On veut mesurer une fluorescence moyenne par bactérie, que l’on obtient en rapportant 

l’intensité de fluorescence mesurée par le nombre de bactéries présentes dans la culture à un 

temps donné. 

En microbiologie, la méthode standard pour estimer le nombre de bactéries est de mesurer la 

densité optique (ou absorbance) du milieu dans lequel elles sont en suspension. Cette densité 

optique, mesurée à une longueur d’onde de 600 nm grâce à un spectrophotomètre, correspond 

à une mesure de la lumière diffusée par la suspension bactérienne, qui, pour des densités pas 

trop élevées de bactéries, croît linéairement avec le nombre de bactéries. Mathématiquement 

elle se définit telle que : 

 𝑫𝑫𝑫𝑫𝟔𝟔𝟔𝟔𝟔𝟔 = −𝒍𝒍𝒍𝒍𝒍𝒍𝟏𝟏𝟏𝟏
𝑰𝑰
𝑰𝑰𝟎𝟎

 (7) 

 

avec : 

I0 = intensité de la lumière incidente ; 

I = intensité de la lumière qui traverse l’échantillon vue par le détecteur. 
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Cette méthode a cependant une certaine limite, car la relation entre la densité optique et la 

concentration cellulaire est linéaire jusqu’à un certain seuil, au-delà duquel la probabilité que 

le faisceau soit rediffusé dans le détecteur augmente à cause d’une trop forte densité cellulaire, 

entrainant une sous-estimation de la concentration cellulaire effective. La suspension doit alors 

être suffisamment diluée pour rester dans la zone de linéarité. 

 

4.1. Choix d’un instrument de mesure : le lecteur de microplaques 

Pour que les mesures de fluorescence représentent l’état du commutateur, il est souhaitable 

de se mettre en condition de croissance équilibrée. Ainsi les mesures d’absorbance et de 

fluorescence pourront représenter fidèlement le changement d’état du commutateur qui serait 

uniquement dû à la présence de l’antisens ARN spécifique. Une des solutions pour atteindre 

cette condition serait d’utiliser une culture continue qui permet de se mettre en condition de 

croissance équilibrée pendant un temps plus ou moins long (des jours, des semaines, voire des 

mois). Cependant ce mode de culture est difficile à mettre en place, car il nécessite l’utilisation 

de pompes, utilisées pour renouveler le milieu de culture très régulièrement ce qui pose en plus 

le problème de stérilité. Par ailleurs, les cultures étant faites sur une période assez longue, des 

mutations risques d’apparaitre dans le génome de la bactérie. 

Plus simplement nous choisissons alors de réaliser les mesures avec un lecteur de 

microplaque qui permet non seulement de cultiver les bactéries dans un environnement maîtrisé 

(température, agitation), mais aussi de faire des mesures directes de fluorescence et 

d’absorbance au cours du temps et de suivre en temps réel l’évolution du système. On retrouve 

les conditions de croissance équilibrée pendant la phase exponentielle de croissance. 

 

4.2. Fonctionnement du lecteur de microplaques : l’Infinite M200 Pro de TECAN 

Pour mesurer la densité optique de la culture bactérienne et la fluorescence, nous utilisons 

un lecteur de microplaque « Infinite M200 PRO ». Ce lecteur de microplaque est un instrument 

multifonction qui permet de réaliser des mesures simultanées d’absorbance et de fluorescence. 

L’utilisation de microplaque 96 puits permet de réaliser des mesures de plusieurs conditions 

expérimentales en une seule fois. Outre cette grande flexibilité, le lecteur de microplaque 

« Infinite M200 PRO » réunit toutes les options nécessaires pour réaliser une culture 

bactérienne : 

• L’agitation de la microplaque pour l’homogénéisation et l’oxygénation de la culture 

bactérienne 
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• La possibilité de contrôler la température 

 

4.3. Système de mesure de la fluorescence 

Le système optique du lecteur de microplaque utilisé pour mesurer la fluorescence est 

schématisé sur la Figure 32. Pour émettre une fluorescence, un fluorophore doit être excité par 

une lumière de longueur d’onde spécifique. Chez le TECAN Infinite M200 PRO la lumière 

excitatrice est fournie par une lampe à décharge au xénon de haute énergie (1), elle s’éteint en 

quelques microsecondes et sa fréquence de clignotement est de 40 Hz. Cette même lampe est 

utilisée pour les mesures de fluorescence et les mesures de densité optique avec une intensité 

forte allant de l’ultraviolet au proche infrarouge. La lumière émise par la lampe est concentrée 

par un condenseur optique (1), puis dirigée vers un filtre optique (1) pour bloquer les dispersions 

parasites pouvant être produites par le réseau optique. A la sortie du filtre, la lumière rentre par 

la fente d’un monochromateur d’excitation (2) utilisé pour sélectionner la longueur d’onde 

d’excitation souhaitée. 

Le mode de fonctionnement du monochromateur est comparable à celui d’un filtre optique 

ajustable qui permet de régler à la fois la longueur d’onde et la bande passante. Schématisé sur 

la Figure 33, un monochromateur est un instrument d’optique, composé d’une fente d’entrée, 

d’un élément dispersif se présentant sous la forme d’un réseau optique et d’une fente de sortie. 

L’élément dispersif diffracte la lumière et la projette vers la fente de sortie du monochromateur. 

La longueur d’onde de cette lumière est définie par l’angle de rotation autour de l’axe vertical 

du réseau optique qui compose l’élément dispersif et la bande passante est définie par la largeur 

de la fente de sortie du monochromateur. Pour assurer une meilleure sélection de la longueur 

d’onde d’excitation, deux monochromateurs d’excitation sont connectés en série, telle que la 

fente de sortie du premier monochromateur joue le rôle de la fente d’entrée du deuxième 

monochromateur. Le double monochromateur d’excitation permet ainsi de sélectionner des 

longueurs d’onde comprises entre 230 et 850 nm pour la fluorescence et entre 230 et 1000 nm 

pour l’absorbance avec une bande passante inférieure à 9 nm si la longueur d’onde est 

supérieure à 315 nm et une bande passante inférieure à 5 nm si la longueur d’onde est inférieure 

ou égale à 315 nm. 

A la sortie du monochromateur d’excitation, la lumière est guidée, à travers un faisceau de 

fibres optiques, vers un système de lentilles (3) situé à l’extrémité de la fibre et conçu pour 

concentrer la lumière d’excitation dans l’échantillon. 
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La fluorescence émise par l’échantillon est collectée en retour par le même système optique qui 

concentre la lumière vers le faisceau de fibres optiques et guide cette lumière vers le double 

monochromateur d’émission (4) qui permet de sélectionner des longueurs d’ondes comprises 

entre 280 et 850 nm avec une bande passante de 20 nm. En quittant le monochromateur 

d’émission, la lumière émise arrive au niveau du tube photomultiplicateur PMT (5), en passant 

au préalable par un filtre optique (5). Le tube photomultiplicateur est utilisé pour détecter la 

lumière associée à la fluorescence qui est ensuite convertie en courant électrique pouvant être 

amplifié via le réglage du gain (entre 60 et 255). 

 

 
Figure 32 Système optique du lecteur de microplaque TECAN « Infinite M200 PRO » pour 

la mesure de fluorescence. Le système est constitué d’une source de lumière (1), d’un monochromateur 
d’excitation (2), d’un système otique qui concentre la lumière d’excitation dans l’échantillon (3), d’un 
monochromateur d’émission (4) et d’un détecteur (5). Les flèches en trait plein indiquent la direction de 
la lumière d’excitation et les flèches en pointillées indiquent la direction de la lumière d’émission. 
Manuel d’utilisation du TECAN Infinite 200® PRO. 
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Figure 33 Schéma du réseau optique utilisé pour le monochromateur d’excitation. Manuel 

d’utilisation du TECAN Infinite 200® PRO. 
 

4.4. Système de mesure de l’absorbance 

Pour les mesures d’absorbance, un chemin optique similaire à celui de la lumière 

d’excitation pour les mesures de fluorescence est utilisé. La lumière provenant du 

monochromateur d’excitation est guidée à travers un faisceau de fibres optiques, vers une paire 

de lentilles qui concentre le faisceau lumineux dans un puits de la microplaque. La lumière 

transmise à travers l’échantillon est mesurée grâce à un dispositif optique situé sous le support 

de la plaque. Avant d’effectuer la mesure, une mesure de référence est effectuée avec le porte-

plaque vide (Figure 34). 
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Figure 34 Système optique du lecteur de microplaque TECAN « Infinite M200 PRO » pour 

la mesure d’absorbance. Manuel d’utilisation du TECAN Infinite 200® PRO. 
 

Chapitre 2 : Mise en œuvre expérimentale et analyse des données : 

principes 

1. Stratégie pour atteindre une croissance équilibrée 

La Figure 35 présente un premier protocole qui pourrait satisfaire aux conditions requises 

pour atteindre la croissance équilibrée, mentionnée au début du chapitre « Plateforme génétique 

et instrumentale pour la caractérisation in vivo du fonctionnement des commutateurs ARN 

(généralités) ». Dans un premier temps, les bactéries qui expriment les commutateurs à tester, 

stockées à – 80 °C, sont ensemencées dans un milieu minimum M9 contenant 0,2 % de glucose 

ainsi qu’une quantité précise d’un antibiotique donné (lorsque cet antibiotique est nécessaire). 

Le milieu minimum M9 est un milieu de culture avec une composition bien définie contenant 

une quantité suffisante en nutriments nécessaires à la survie des bactéries [88] (pour plus de 

détails voir Annexe B : Méthodes). L’avantage d’utiliser un tel milieu est sa faible 

autofluorescence nous permettant d’améliorer le rapport signal/bruit des mesures de 

fluorescence. On assure également une meilleure reproductibilité des expériences, grâce à sa 

composition bien définie [89].  
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Après environ 16 heures en culture, les bactéries arrivent en phase stationnaire de croissance. 

Or nous voulons mesurer l’intensité de fluorescence moyenne par bactérie en condition de 

croissance équilibrée, qui se produit en phase exponentielle de croissance [78]. C’est pourquoi 

cette culture de démarrage est diluée jusqu’à une DO600 égale à 10-3 ou 10-4 pour s’assurer que 

les bactéries restent suffisamment longtemps en phase exponentielle avant que la fluorescence 

ne soit détectable et qu’on puisse commencer les mesures. 

 

 
Figure 35 Préparation des échantillons bactériennes pour les mesures d’absorbance et de 

fluorescence. La veille, les bactéries exprimant les commutateurs à tester sont ensemencées dans un 
milieu minimum M9 contenant 0,2 % de glucose, ainsi que des antibiotiques lorsqu’ils sont nécessaires 
(40 µg/ml de kanamycine et/ou 30 µg/ml de chloramphénicol). Après environ 16 heures de culture sous 
agitation (225 rpm) à 37 °C, cette culture de démarrage est diluée à une DO600 égale à 10-3 ou 10-4. La 
dilution se fait dans un milieu similaire au premier, mais dans lequel on rajoute les inducteurs chimiques 
utilisés pour l’induction de l’activité des promoteurs contrôlant les expressions du commutateur et de 
l’antisens. 200 µL de cette dilution est ensuite transféré en microplaque. Les mesures d’absorbance et 
de fluorescence sont réalisées à partir d’un lecteur de microplaque TECAN Infinite M200 PRO. 

 

2. Analyse des données de mesure 

Nous utilisons le logiciel OriginLab pour traiter, analyser et tracer les données sur un 

graphique. Pour chaque microplaque, les données issues de puits réplicats correspondant à une 

condition expérimentale donnée (typiquement 3 à 9 puits réplicats par condition) sont 

regroupées, ce qui permet de calculer la moyenne et l’écart type pour chaque condition. Les 

moyennes calculées à partir de groupe de puits remplis avec seulement du milieu M9 ou remplis 

d’une culture de bactérie n’exprimant pas la protéine fluorescente mKate2 sont respectivement 

utilisées comme blanc d’absorbance et blanc de fluorescence pour soustraire l’absorbance du 

milieu pour le premier et l’autofluorescence de la bactérie pour le second [90]. L’absorbance 

mesurée à partir du TECAN est ensuite multipliée par un facteur 3,4 pour la convertir en densité 

optique standard [91]. Cette conversion permet de convertir les données en une grandeur plus 

fréquemment utilisée en laboratoire et qui correspond à une mesure faite sur spectrophotomètre 
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avec un trajet optique standard de 1 cm. Le facteur multiplicatif 3,4 correspond à une moyenne 

du rapport de DO600 mesurées à chaque instant sur deux appareils différents (TECAN Infinite 

M200 PRO vs. Eppendorf BioPhotometer®) [92]. 

En rapportant les valeurs moyennes de fluorescence (soustrait de l’autofluorescence) au valeurs 

moyennes de DO600 (soustrait du blanc d’absorbance), nous obtenons une valeur moyenne de 

fluorescence/DO600 qui correspond à une intensité de fluorescence moyenne par bactérie. En 

condition de croissance équilibrée, la fluorescence moyenne par bactérie doit se présenter 

graphiquement comme une constante, cohérent avec la définition d’un état stationnaire. 

 

3. Nécessité d’homogénéiser le milieu avec des microbilles 

Nous verrons plus tard dans le chapitre 3 « Plateforme génétique et instrumentale pour la 

caractérisation in vivo du fonctionnement des commutateurs ARN : mise en œuvre initiale et 

optimisation » que le protocole utilisé ici et présenté sur la Figure 35 ne permet pas toujours 

d’obtenir des courbes de fluorescence/DO600 constantes pendant la croissance équilibrée. Un 

problème en particulier est l’irrégularité observée de la courbe de croissance exponentielle (voir 

courbe de DO600 brute Figure 36C). Une hypothèse est que l’utilisation de puits de petit volume 

(200 µL) rend difficile l’homogénéisation et l’oxygénation de la culture par agitation. Les 

bactéries peuvent ainsi avoir tendance à s’agréger de façon inhomogène au fond des puits de la 

microplaque, introduisant alors un biais lors des mesures d’absorbance, et affectant finalement 

les valeurs de fluorescence/DO600. Pour vérifier cette hypothèse, nous avons introduit des billes 

de 2 mm de diamètre dans chaque puits de la microplaque contenant une culture, pour favoriser 

l’homogénéisation. On constate en effet une suppression de la « bosse » (Figure 36D) pouvant 

être observée pendant la phase de croissance exponentielle lorsque les mesures sont faites en 

absence de billes (Figure 36C). 
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Figure 36 (A) Image prise après une culture en microplaque en absence de billes. Des agrégats 

de bactéries se déposent sur le fond de chaque puit. (B) Image prise après une culture en microplaque 
en présence de billes. Les bactéries ne se déposent plus sur le fond des puits. (C) Courbe de DO600 
mesurée en absence de billes et (D) en présence de billes. En présence de billes, les courbes de DO600 
font apparaitre un nuage de points aberrants en dehors de la trajectoire de la courbe de croissance. Ces 
points aberrants apparaissent à cause de la présence de billes qui peuvent se retrouver dans la trajectoire 
du faisceau lumineux servant à la mesure de l’absorbance. L’absorbance due aux bactéries est donc 
obtenue en filtrant les points aberrants [93]. Ceux-ci sont identifiés par leur écart à la courbe-tendance, 
et la comparaison des courbes obtenues entre répliques de cultures de bactéries faites dans des puits 
voisins permet un contrôle interne de la reproductibilité et la qualité du traitement appliqué. 
 

C D 

A 
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Cependant, on observe de temps en temps, sur les courbes d’absorbance mesurées en 

présence de billes, des valeurs aberrantes (Figure 36D). En effet, il peut arriver qu’au moment 

de la mesure d’absorbance, la bille se trouve sur la trajectoire du faisceau lumineux, ce qui 

produit alors une valeur aberrante. A cause de ces aberrations, il devient impossible de faire 

l’analyse des courbes d’absorbance, à moins de pouvoir identifier et enlever ces valeurs 

aberrantes. L’équipe de Hidde de Jong [94][93] a développé un programme appelé 

WELLINVERTER qui permet de traiter et d’analyser les données d’absorbance et de 

fluorescence, mais surtout d’enlever les valeurs aberrantes qui peuvent apparaître sur les 

courbes d’absorbance mesurée en présence de billes (Figure 36D). 

Nous verrons néanmoins, par la suite, que certains résultats présentés ici ont été obtenus 

avant la mise au point du protocole incluant les billes. Malgré cela, l’interprétation des résultats 

n’en sont pas affectée car les données que nous analysons sont celles obtenues en phase 

exponentielle qui ne sont à priori pas concernées par cette bosse qu’on observe plutôt en entrée 

de phase stationnaire de croissance (Figure 36C). 

 

4. L’outil WELLINVERTER pour le traitement et l’analyse des données de culture en 

microplaques, en présence de billes 

WELLINVERTER est un programme informatique développé par l’équipe de Hidde de 

Jong, qui permet de reconstruire le profil d’expression d’un gène donné, à partir de données de 

gène rapporteur, par une méthode numérique d’inversion linéaire [93]. Plus précisément, il 

permet d’estimer le taux de croissance des bactéries, le taux de synthèse protéique, ainsi que la 

concentration de protéine dans la bactérie avec seulement des données temporelles 

d’absorbance et de fluorescence. Plus important encore, cet outil permet de lire les données 

acquises à partir du lecteur de microplaque TECAN Infinite M200 PRO, de les traiter et de les 

analyser. Le programme inclut notamment la soustraction des blancs d’absorbance et de 

fluorescence [90], ainsi qu’un outil de suppression des valeurs aberrantes dues aux billes sur 

les courbes d’absorbance. 

Pour la suppression de ces valeurs aberrantes, l’utilisateur a le choix entre 2 méthodes [93] :  

• Une méthode manuelle qui consiste à tracer une courbe de tendance pour laquelle on 

fixe une plage de tolérance en dehors de laquelle on considère que les valeurs sont 

aberrantes (Figure 37), ou bien sélectionner manuellement des valeurs individuelles 

considérées comme aberrantes (non illustré ici).  
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• Une méthode automatique qui repose sur l’utilisation de l’algorithme de lissage de 

Savitsky-Golay. Différents paramètres peuvent y être spécifier, tels que : 

o La taille de la fenêtre de lissage 

o Le cut-off qui est défini comme étant l’écart type de la distance entre les 

différents points de données et la courbe lissée. 

o Le nombre d’itérations de la procédure de lissage 

La Figure 37 montre un exemple de courbe d’absorbance sur laquelle les valeurs aberrantes 

ont été supprimées, grâce à la méthode manuelle utilisant la courbe de tendance. 

 

 
Figure 37 Courbe d’absorbance lissée manuellement grâce à Wellinverter. La courbe de 

tendance (points en orange) détermine une zone (fond orange) permettant de sélectionner pour l’analyse 
les valeurs d’absorbance utiles (points en bleu foncé) et d’exclure les valeurs d’absorbance aberrantes 
(en bleu clair). La largeur de la zone de sélection (fond orange) est constante. L’échelle logarithmique 
de l’absorbance donne l’impression d’une tolérance plus grande à de basses valeurs d’absorbance. 
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Chapitre 3 : Plateforme génétique et instrumentale pour la 

caractérisation in vivo du fonctionnement des commutateurs ARN : mise en 

œuvre initiale et optimisation 

1. Choix des composants/éléments initiaux de la plateforme 

1.1. Origines de réplication et promoteurs de la transcription 

Pour que la plateforme de test soit fonctionnelle et s’assurer que l’antisens ARN régule 

effectivement le commutateur ARN, il faut se mettre dans des conditions où l’on puisse garantir 

que la fréquence de rencontre entre l’antisens ARN et le commutateur ARN soit suffisamment 

rapide pour éviter une bifurcation possible du chemin de repliement de l’ARN. Nous avons vu 

dans le chapitre 1 que pour atteindre cette condition, il faudrait que la concentration en antisens 

ARN soit en excès devant la concentration en commutateur ARN. 

Un premier paramètre qui permettrait de remplir cette condition serait l’utilisation 

d’origines de réplication différentes pour réguler la réplication des plasmides d’expression du 

commutateur ARN et de l’antisens ARN, de façon que le nombre de copies du plasmide portant 

l’antisens soit largement supérieur au nombre de copies du plasmide portant le commutateur. 

Pour un premier essai, nous choisissons d’utiliser une origine de réplication ColE1 pour réguler 

le nombre de copies du plasmide d’expression de l’antisens ARN et une origine de réplication 

pSC101 pour le plasmide d’expression du commutateur ARN. ColE1 produit environ 50 copies 

du plasmide par bactérie alors que pSC101 n’en produit qu’environ 5 copies. 

Un deuxième paramètre à prendre en considération pour remplir cette condition serait 

d’utiliser des promoteurs de forces équivalentes ou tout du moins telles que la force du 

promoteur qui contrôle l’expression du commutateur ARN ne soit pas tellement plus importante 

comparée à la force du promoteur qui contrôle l’expression de l’antisens. Et ainsi d’éviter 

qu’elle ne contrebalance la forte expression de l’antisens ARN favorisée par l’utilisation d’une 

origine de réplication conférant un fort nombre de copies du plasmide.  

Un promoteur [95] est une séquence d’ADN à partir de laquelle s’initie la transcription d’un 

gène en ARN par l’intermédiaire d’une ARN polymérase. Le promoteur dicte le taux de 

transcription et donc le niveau d’expression du gène, mais aussi l’endroit à partir duquel la 

transcription doit commencer et qui est définit comme étant le site +1 de la transcription. 

Certains promoteurs peuvent déborder au-delà de ce site d’initiation (+1) à cause de la présence 

d’une séquence appelée DSR (Downstream Region) qui joue aussi un rôle dans la force du 

promoteur. Pour la plateforme que nous envisageons d’utiliser, il est cependant important que 
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le promoteur ne déborde pas au-delà du +1, car la séquence qui en serait transcrit pourrait 

interférer avec le repliement du commutateur ARN ou avec l’hybridation de l’antisens ARN.  

Enfin, on distingue deux types de promoteur : les promoteurs constitutifs et les promoteurs 

régulés. Un promoteur est constitutif lorsque son activité ne dépend que de la présence de 

l’ARN polymérase ; alors qu’il est régulé lorsque son activité dépend aussi d’un autre facteur 

appelé facteur de transcription qui permet de moduler son activité. En ce sens, nous choisissons 

d’utiliser deux promoteurs régulables pour contrôler de manière indépendante (i) la 

transcription du commutateur ARN : promoteur pLlacO-13 [96] régulé par la protéine répresseur 

LacI et inductible par l’IPTG (isopropyl-β-D-thiogalactopyranoside) et (ii) la transcription de 

l’antisens ARN : promoteur pLtetO-1 [96], régulé par la protéine répresseur TetR et inductible par 

l’aTc (anhydrotetracycline). L’intérêt de cette stratégie est de pouvoir ajuster de façon 

indépendante les taux de transcription du commutateur ARN et de l’antisens ARN, toujours 

dans l’optique de pouvoir obtenir une concentration en antisens ARN en excès devant la 

concentration en commutateur. 

 

1.2. Bactérie hôte : BW25113 

Pour notre plateforme, nous choisissons d’utiliser la bactérie Escherichia coli pour tester et 

valider le fonctionnement des commutateurs ARN. Il existe cependant plusieurs souches de la 

bactérie Escherichia coli. Dans notre cas, nous utilisons une souche BW25113 [Δ(araD-

araB)567 Δ(rhaD-rhaB)568 ΔlacZ4787 (::rrnB-3) hsdR514 rph-1] [97][98] très fréquemment 

utilisée en laboratoire, maintenue avec une manipulation génétique minimale et par conséquent 

proche du génotype de la souche sauvage. 

 

1.3. Protéine fluorescente : mKate2 

Nous utiliserons comme protéine rapportrice, une protéine fluorescente appelée mKate2. 

Le choix de cette protéine fluorescente s’explique par sa propriété à émettre dans le rouge (pic 

d’excitation à λex = 588 nm et pic d’émission, λem = 633 nm) [99] (Figure 38) ; ainsi, son 

spectre de fluorescence ne se recouvre pas avec la fluorescence intrinsèque de la bactérie, qu’on 

appelle autofluorescence verte (λex = 470 nm et λem = 525 nm), comme cela pourrait l’être dans 

le cas de la GFP (Green Fluorescent Protein, λex = 395 et 477 nm et λem = 509 nm), facilitant 

                                                 
3 La séquence de pLlacO-1 que nous utilisons est une version corrigée de celle publiée par Lutz et Bujard [96], 

dans laquelle l’opérateur lacO-2 a été par erreur inséré à la place de l’opérateur lacO-1, ce qui peut avoir pour 
conséquence une diminution de la répression du promoteur par le répresseur LacI, entraînant une fuite significative 
de la transcription d’ARN en absence d’IPTG [75].   
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grandement l’analyse des données que nous avons vu précédemment dans le chapitre 2 « Mise 

en œuvre expérimentale et analyse des données : principes ». 

Le choix de cette protéine fluorescente se justifie également par sa forte brillance qui permet 

d’obtenir une meilleure sensibilité de détection et aussi pour son absence de toxicité pour la 

cellule [99]. 

 
Figure 38 Spectre d’absorption (en trait plein), spectre d’excitation (en tirets) et spectre d’émission 

(en pointillés) de la protéine fluorescente mKate2. Longueur d’onde théorique du pic d’excitation = 588 
nm et du pic d’émission = 633 nm [99]. 
 

1.4. Terminateur de la transcription de l’antisens ARN : T1rrnB 

Les antisens ARN utilisés pour notre étude, ont une taille d’environ 20 nucléotides. Pour 

réaliser nos tests, il est primordial que ces antisens puissent s’hybrider avec leurs cibles sur les 

commutateurs ARN. Dans notre système un terminateur fort est utilisé pour arrêter la 

transcription des antisens ARN et éviter de produire des transcrits trop longs qui risqueraient 

de piéger la région antisens dans des structures secondaires et qui interféreraient avec 

l’hybridation de l’antisens à sa région cible sur le commutateur ARN. Nous choisissons 

d’utiliser le terminateur T1rrnb, un terminateur fort et dont l’efficacité de terminaison a été 

récemment démontrée in vivo par Cambray et al. [100]. 

La Figure 39 récapitule tous les composants qui ont été nécessaires pour construire les 

plasmides d’expression du commutateur ARN et de l’antisens ARN.  
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Figure 39 Schémas de l’architecture des plasmides utilisés pour la caractérisation de l’état de 

fonctionnement des commutateurs ARN. (A) Plasmide contenant le commutateur ARN, lui-même en 
aval d’un promoteur pLlacO-1 inductible à l’IPTG. Ce commutateur est suivi d’un gène rapporteur qui 
code pour la protéine fluorescente mKate2. Une origine de réplication pSC101 (≈ 5–10 copies) est 
utilisée pour sa réplication. La présence du gène de résistance à la kanamycine, Kanr sur la figure, 
confère à la bactérie portant ce plasmide une résistance à cet antibiotique. (B) Plasmide contenant 
l’antisens, lui-même en aval d’un promoteur pLtetO-1 inductible à l’anhydrotétracycline aTc et en amont 
d’un terminateur fort T1rrnB, assurant l’arrêt de la transcription. Une origine de réplication de type 
ColE1ori (pZEori = pBR322, ∆rop/rom ≈ 50 copies) [96][101] est utilisée pour sa réplication. Le 
promoteur pLtetO-1 est régulé par la protéine TetR, produite de manière constitutive à partir du même 
plasmide, via un promoteur constitutif pN25 [96][102]. La présence du gène de résistance au 
chloramphénicol, Cmr sur la figure, confère à la bactérie portant ce plasmide une résistance à cet 
antibiotique. 

 

2. Test des plateformes d’expression : fonctionnement des promoteurs inductibles 

pLlacO- 1 et pLtetO-1 

2.1. Introduction 

Comme cela a été vu précédemment, nous utilisons les promoteurs inductibles pLlacO-1 et 

pLtetO-1 pour contrôler respectivement l’expression du commutateur ARN et de l’antisens ARN. 

Dans cette partie, nous aborderons séparément le test des deux plateformes utilisées, pour 

l’expression du commutateur d’une part et l’expression de l’antisens d’autre part, afin de 

vérifier le fonctionnement de chacune des composantes de la plateforme. Plus particulièrement, 

nous voulons vérifier à travers ces tests les niveaux de répression et d’induction effectifs que 

nous sommes capables d’obtenir pour l’expression du commutateur et de l’antisens. Nous 

voulons également vérifier les variations de fluorescence pouvant être attendues en cas de 

fonctionnement du commutateur ARN. La variation de fluorescence obtenue par la régulation 

de l’activité du promoteur, pour l’expression de rSw1, peut alors servir de référence à la 
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variation de fluorescence qu’on peut s’attendre à obtenir entre les états « ON » et « OFF » de 

l’ensemble des commutateurs ARN.  

Ce test permet donc d’une part de vérifier si la variation de fluorescence est détectable et d’autre 

part d’en obtenir une amplitude typique. En effet, il est important de préciser que le niveau de 

fluorescence n’est qu’une lecture indirecte de l’état « ON » ou « OFF » du commutateur, du 

fait que cet état est déterminé au niveau de l’ARN alors que le signal de fluorescence est obtenu 

seulement après une étape de traduction ; or il se pourrait que des effets non-linéaires (comme 

par exemple une saturation de la machinerie traductionnelle) affectent la réponse dynamique 

entre la régulation au niveau « ARN » et la régulation au niveau « protéine ». Par la suite, nous 

verrons des résultats suggérant que si une non-linéarité est observée, elle n’est pas due à la 

gamme d’expression explorée ici.  

Toujours concernant le commutateur ARN, nous voulons aussi vérifier ici qu’il est 

effectivement possible d’ajuster son niveau d’expression, afin, le cas échéant, de pouvoir le 

régler de façon à optimiser l’effet de l’antisens ARN.   

 

2.2. Induction du promoteur pLlacO-1 : contrôle du niveau de transcription du système 

commutateur ARN-gène rapporteur 

Nous utiliserons pour ce test une souche BW25113 transformée avec un plasmide contenant 

le commutateur répressible rSw1 suivi du gène rapporteur mKate2, tous les deux contrôlés par 

le promoteur pLlacO-1 (pGEJ1703) (Figure 39A et Annexe A : Liste des plasmides et souches 

utilisés). Ici, sans l’expression de l’antisens as1, le commutateur rSw1 serait à priori dans un 

état « ON ». Pour vérifier le fonctionnement du promoteur pLlacO-1, l’idéal aurait été cependant 

d’utiliser une plateforme à vide, c’est-à-dire sans le commutateur entre le promoteur et le gène 

rapporteur, ce qui n’a pas été fait dans cette étude. 

Ainsi, pour vérifier les niveaux de répression et d’induction que nous sommes capables 

d’obtenir pour l’expression de rSw1, nous testons plusieurs concentrations d’IPTG : 0, 1, 10, 

25, 50, 100 et 1000 µM.  

Pour pouvoir comparer les résultats que nous obtenons, nous devons aussi nous assurer que les 

différentes conditions utilisées n’affectent pas la croissance des bactéries. Pour chaque 

condition étudiée, nous mesurons effectivement un temps de doublement4 identique des 

                                                 
4 Le temps de doublement est le temps qu’il faut pour doubler la densité bactérienne pendant la phase 

exponentielle. Autrement dit, il s’agit du temps qui sépare deux divisions cellulaires successives. 
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bactéries, d’environ 1 heure. Leur croissance n’est donc affectée ni par l’introduction du 

plasmide, ni par l’ajout d’IPTG.  

Les intensités de fluorescence moyenne par bactérie (Fluorescence/DO600) sont utilisées pour 

déterminer la courbe d’induction expérimentale par l’IPTG, à l’état stationnaire. Pour chaque 

concentration d’IPTG utilisée, nous mesurons une fluorescence moyenne par bactérie qui 

correspond au niveau d’expression du gène rapporteur lorsque le commutateur rSw1 est dans 

son état « ON » (absence ici d’antisens ARN effecteur). En absence d’IPTG, la fluorescence 

moyenne par bactérie que nous mesurons est étonnement élevée (≈ 2000 UA) tout en sachant 

que le promoteur pLlacO-1 n’est pas induit. Ensuite, jusqu’à 10 µM d’IPTG, la fluorescence 

moyenne par bactérie varie très peu, et augmente rapidement entre 10 et 100 µM d’IPTG (entre 

2500 et 3500 UA), avant de saturer à partir de 100 µM d’IPTG (≈ 4000 UA) (Figure 40).  
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Figure 40 Courbes d’induction par l’IPTG de la plateforme rSw1-mKate2 sous contrôle du 

promoteur pLlacO-1. Les fluorescences moyennes par bactérie (Fluorescence/DO600), prises pendant la 
croissance équilibrée, sont tracées en fonction de la concentration d’IPTG. Les barres d’erreur 
correspondent à des écarts-types, obtenus à partir de 3 réplicats. La courbe en ligne continue est 
construite suivant l’équation de Hill (8), les meilleurs paramètres d’ajustement sont donnés dans le 
Tableau 4. Le KM est d’environ 20 µM. Croissance en milieu minimum M9 + 0,2 % glucose + 40 µg/ml 
de kanamycine. 

 

Ces données sont ensuite ajustées suivant l’équation de Hill :  

 

 𝑭𝑭 = 𝑭𝑭0 +
𝑭𝑭max − 𝑭𝑭0

𝟏𝟏 + �[𝑰𝑰𝑰𝑰𝑻𝑻𝑻𝑻]
𝑲𝑲 �

𝒏𝒏 (8) 
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F et F0 représentent respectivement les fluorescences moyennes par bactérie mesurées en 
présence et en absence d’IPTG. Fmax est la fluorescence maximale. [IPTG] représente la 
concentration d’IPTG utilisée pour induire la production de fluorescence via le contrôle du 
promoteur PLlacO-1. K correspond à la concentration d’IPTG nécessaire pour atteindre 50 % 
d’induction de l’expression de la fluorescence. n est le coefficient de Hill. 
 

Chi2 0,50 
R2 0,99 
 Valeurs Écarts-types 
𝑭𝑭0 2030 52 

𝑭𝑭max 3875 98 
𝑲𝑲 30,4 5,5 
𝒏𝒏 1,52 0,51 

Tableau 4 Paramètres utilisés pour l’ajustement des données d’induction avec la courbe 
construite à partir de l’équation de Hill (8). 
 

Ces résultats indiquent que nous sommes en effet capables de réguler l’expression de la 

protéine rapportrice via le promoteur inductible pLlacO-1. Cependant nous observons que la 

gamme dynamique de régulation que nous obtenons est assez faible, soit d’un facteur 2, due 

notamment à une forte expression du gène rapporteur dès 0 µM d’IPTG. Nous reviendrons sur 

ce problème dans la partie IV, chapitre 2 « Optimisation des commutateurs ARN et des antisens 

ARN ». 

 

2.3. Induction du promoteur pLtetO-1 : contrôle du niveau de transcription de l’antisens 

ARN (antisens I5) 

L’expression des antisens ARN se fait au moyen d’un plasmide à relativement fort nombre 

de copies (ColE1ori ≈ 50 copies/bactérie) et où le gène de l’antisens ARN est sous contrôle du 

promoteur pLtetO-1 régulé par le répresseur TetR (dont le gène est également présent sur le même 

plasmide sous contrôle d’un promoteur constitutif fort pN25). Par conséquent, la transcription 

des antisens ARN à partir du promoteur pLtetO-1 est inductible à l’anhydrotétracycline (aTc).  

Pour tester le fonctionnement de la plateforme d’expression des antisens et notre capacité à 

réguler leurs niveaux d’expression via le promoteur pLtetO-1, nous utilisons un plasmide 

(pGEJ1711) similaire aux plasmides utilisés pour exprimer les antisens mais sur lequel nous 

avons remplacé la séquence antisens par un gène rapporteur qui exprime dans notre cas la 

protéine fluorescente mKate2. Nous utilisons une souche BW25113 transformée avec ce 

                                                 
5 Antisens I fait référence à la première version du vecteur d’expression des antisens 
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plasmide donnant naissance à une souche qu’on appelle GEJ078 (Figure 39B et Annexe A : 

Liste des plasmides et souches utilisés).  

Pour vérifier la dynamique de régulation qu’il est possible d’atteindre pour ce promoteur, 

nous testons plusieurs concentrations d’aTc : 0 ; 0,5 ; 5 ; 12 ; 25 ; 50 et 100 ng/ml. Et bien sûr 

comme précédemment, il est important de vérifier que chaque condition utilisée n’affecte pas 

la croissance des bactéries afin de pouvoir comparer les résultats obtenus pour les différentes 

concentrations d’aTc. La Figure 41 présente les courbes de croissance de bactéries portant soit 

un plasmide exprimant l’antisens ARN as1, soit un plasmide où l’antisens ARN as1 est 

remplacé par le gène codant mKate2. Comparée à la croissance de la souche sauvage BW25113, 

on constate que l’introduction de plasmides affecte la croissance bactérienne. Nous mesurons, 

pour les souches avec plasmides un temps de doublement presque 4 fois supérieur (3 h 45 min) 

au temps de doublement de la souche sauvage BW25113 (1 heure). 

B. Glick et al. [103] expliquent que l’introduction d’ADN étranger dans un organisme hôte 

peut parfois nuire au fonctionnement métabolique normal de cet organisme. Il s’agirait d’une 

conséquence de la charge métabolique imposée à l’hôte par l’ADN qui y a été introduit. Une 

cellule hôte contenant un plasmide recombinant est obligée d’affecter une partie de ses 

ressources limitées au maintien et à la réplication du plasmide, ainsi qu’à l’expression des gènes 

codés par le plasmide [104]. Cette charge métabolique est d’autant plus importante que le 

nombre de copies du plasmide dans l’organisme est fort [105], comme c’est le cas pour notre 

plateforme d’expression (ColE1ori ≈ 50 copies/bactérie). A cela s’ajoute une forte expression 

du répresseur TetR, également exprimé à partir du même plasmide et sous le contrôle d’un 

promoteur constitutif fort pN25, qui augmenterait d’autant plus la charge métabolique. 

Tous ces facteurs combinés peuvent expliquer pourquoi les croissances de ces nouvelles 

souches sont très ralenties en milieu minimum M9.  
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Figure 41 L’introduction du plasmide d’expression de l’antisens dans la bactérie réduit 

fortement sa croissance en milieu minimum M9 (DO600 en fonction du temps). Comparaison de la 
vitesse de croissance de la souche sauvage E. coli BW25113, de la souche GEJ074 portant un plasmide 
exprimant l’antisens ARN as1, et la souche GEJ078 portant un plasmide exprimant la protéine 
rapportrice mKate2. Les barres d’erreur correspondent aux écarts-types, obtenus à partir de 3 réplicats. 
Culture dans un milieu minimum M9 + 0,2 % glucose + 30 µg/ml chloramphénicol. Les temps de 
doublement sont de 3 h 45 min pour les souches GEJ074 et GEJ078, et de 1 h pour la souche sauvage 
BW25113. 
 

Dans l’hypothèse de la charge métabolique, un apport d’une certaine quantité d’énergie 

permettrait donc de maintenir l’expression d’un ARN étranger, tout en limitant les effets sur la 

croissance. Des travaux visant à améliorer la production de protéines recombinantes à partir de 

plasmide recombinant montrent que l’utilisation d’un milieu de culture riche peut aider à 

améliorer le rendement de production des protéines tout en préservant la croissance des 

bactéries [104]. L’apport externe de ressources telles que des acides aminés ou des nucléotides 

[106] semble compenser l’épuisement des ressources fournies par la bactérie lorsqu’une charge 

métabolique est en jeu. 

Dans la partie qui suit, nous allons montrer qu’il s’agit bien ici d’un problème de charge 

métabolique, probablement dû à une trop forte expression de TetR. 

 

2.4. Restauration de la croissance des bactéries, en milieu riche défini (M9 + 

suppléments) 

En microbiologie, les milieux de culture riches tels que le LB (Lysogeny Broth) sont très 

largement utilisés, car ils favorisent une croissance rapide des bactéries et un bon rendement de 
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croissance [80]. Cependant la composition moléculaire d’un tel milieu n’est pas toujours définie 

avec précision, ils sont constitués de composants complexes comme les extraits de levure qui 

peuvent varier d’un lot à l’autre [107]. 
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Figure 42 L’utilisation d’un milieu riche défini (M9 + suppléments) restaure la croissance des 

bactéries qui contiennent le plasmide d’expression de l’antisens (DO600 en fonction du temps). 
Comparaison de la vitesse de croissance de la souche sauvage E. coli BW25113, de la souche GEJ074 
portant un plasmide exprimant l’antisens ARN as1, et la souche GEJ078 portant un plasmide exprimant 
la protéine rapportrice mKate2. Les barres d’erreur correspondent aux écarts-types, obtenus à partir de 
3 réplicats. Culture dans un milieu minimum M9 + 0,2 % glucose + 30 µg/mL chloramphénicol + 1X 
EZ (acides aminés). Le temps de doublement est de ≈ 35 min pour les 3 souches. 
 

Ainsi nous utiliserons, comme Neidhardt et al. [108] un milieu de culture minimum, dans notre 

cas un milieu minimum M9, de composition bien définie que nous complétons avec un mélange 

d’acides aminés et/ou de nucléotides, également de composition bien définie. On parle alors de 

milieu riche défini (Annexe B : Méthodes expérimentales, 1). Le temps de doublement des 

bactéries E. coli y est comparable au temps de doublement qu’on mesure dans une culture en 

milieu riche LB [106], tandis que l’autofluorescence reste très faible [108], ce qui est idéal pour 

les mesures de fluorescence. 

Ainsi, nous mesurons un temps de doublement d’environ 35 min pour les souches GEJ074 et 

GEJ078, similaire au temps de doublement de la souche sauvage E. coli BW25113 (Figure 42). 
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2.5. Induction du promoteur pLtetO-1 par l’anhydrotetracycline (aTc) en milieu riche 

défini 

L’utilisation d’un milieu riche défini (M9 + suppléments d’acides aminés et/ou d’acides 

nucléiques) a permis de restaurer la croissance des bactéries contenant les plasmides 

d’expression de l’antisens. C’est-à-dire qu’elles ont un temps de doublement similaire à celui 

de la souche sauvage BW25113. Dans ces conditions, on devrait donc pouvoir vérifier une 

nouvelle fois les niveaux de répression et d’induction qu’il est possible d’atteindre pour le 

promoteur pLtetO-1. Nous testons pour cela différentes concentrations d’aTc : 0, 12, 25, 50, 100, 

200 et 400 ng/mL pour l’induction. Pour pouvoir comparer les résultats obtenus, il faut bien 

évidemment s’assurer que les différentes conditions utilisées n’affectent pas la croissance des 

bactéries. En effet, jusqu’à 200 ng/mL d’aTc, la croissance des bactéries n’est pas affectée et 

elles ont un temps de doublement similaire à la souche sauvage BW25113 (≈ 35 min). Au 

contraire, au-delà de cette concentration, leur temps de doublement devient plus lent (≈ 50 min 

pour 400 ng/ml d’aTc) (Figure 43A). Ces résultats indiquent que pour de fortes concentrations, 

soit l’aTc devient toxique pour les bactéries, soit l’expression du gène rapporteur devient trop 

forte, ralentissant ainsi leur vitesse de croissance. 

Par ailleurs, le protocole utilisé pour réaliser ces expériences n’est pas encore le protocole final 

optimisé, avec notamment l’usage des billes ou encore les bonnes conditions pour atteindre la 

croissance équilibrée. Nous pouvons observer que les courbes de fluorescence moyenne par 

bactérie n’ont pas l’allure en plateau horizontal typique qu’on devrait observer lorsque les 

bactéries sont en croissance équilibrée se trouvant normalement ici entre ≈ 6h et 9h de 

croissance Figure 43B. Au contraire, nous constatons que les courbes sont parasitées par des 

bruits de fond, les rendant difficilement exploitables. Malgré cela, nous constatons que cette 

fluorescence moyenne par bactérie est particulièrement basse, même avec une forte 

concentration en inducteur (Figure 43B). D’ailleurs c’est ce qui expliquerait la mauvaise 

qualité du rapport signal/bruit que nous observons. Nous supposons dans ce cas précis que le 

promoteur pLtetO-1 est très peu induit même en présence d’une forte concentration d’aTc. En 

effet, pour la plateforme que nous utilisons, le répresseur TetR est exprimé à partir d’un 

plasmide à fort nombre de copies (ColE1 ≈ 50 copies/bactéries), alors que Lutz et Bujard [96] 

le font exprimer à partir d’un chromosome bactérien (1 seule copie). On suppose que le 

répresseur TetR est exprimé en trop forte quantité pour que l’aTc, même à forte dose, puisse 

lever la répression. 

Dans la partie suivante, nous allons présenter une seconde version de la plateforme 

d’expression des antisens ARN qui vise à corriger ces problèmes. 
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Figure 43 (A) L’effet de l’aTc sur la croissance bactérienne. Comparaison de la vitesse de 

croissance de la souche GEJ078 (pLtetO-1_mKate2), pour différentes concentrations d’aTc. (B) Niveau 
d’induction du promoteur pLTetO-1 pour différentes concentrations d’aTc. Le répresseur TetR est 
exprimé à partir du même plasmide d’expression que l’antisens, c’est un plasmide à fort nombre de 
copies (ColE1 ≈ 50 copies/bactérie). Les barres d’erreur correspondent à des écarts-types, obtenus à 
partir de 3 réplicats. Culture dans un milieu minimum M9 + 0,2 % glucose + 30 µg/ml chloramphénicol 
+ 1X EZ. 
 

3. Modification du vecteur d’expression des antisens I : expression constitutive et fort 

nombre de copies 

Les résultats précédents montrent que la plateforme initialement pensée pour l’expression 

de l’antisens n’est pas encore parfaitement fonctionnelle. Il semblerait que le promoteur pLtetO- 1 

soit très fortement réprimé par son répresseur TetR lui-même très fortement exprimé. A un tel 

point que même une forte concentration en aTc ne permette d’induire que très faiblement 

l’activité du promoteur. 

A 

B 
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Nous décidons alors de changer de vecteur d’expression, de telle façon à enlever la répression 

du promoteur pLtetO-1 par le répresseur TetR et augmenter la quantité d’antisens exprimé dans 

la bactérie, grâce à l’utilisation d’une origine de réplication qui permette d’obtenir un très grand 

nombre de copies du plasmide (pUCori ≈ 300 – 500 copies/bactérie) (Figure 44). De cette 

manière, nous obtenons une expression constitutive de l’antisens par le promoteur pLtetO-1 sans 

qu’aucune molécule inductrice (aTc) ne soit nécessaire De plus, une forte expression de 

l’antisens est favorisée par l’utilisation de l’origine de réplication pUCori. Nous appellerons 

antisens II cette version modifiée du vecteur d’expression de l’antisens. 

 

3.1. Test du fonctionnement de la nouvelle plateforme d’expression de l’antisens 

(antisens II) : test du niveau d’expression de l’antisens via la protéine rapportrice 

mKate2 

Comme précédemment, nous voulons mesurer le niveau d’expression de l’antisens que 

nous sommes capables d’atteindre pour cette nouvelle plateforme. Pour cela nous remplaçons 

l’antisens par une protéine fluorescente mKate2, dont la mesure de l’intensité permettra d’avoir 

une idée du niveau d’expression de l’antisens que nous sommes capables d’atteindre. 

Les modifications apportées à la nouvelle plateforme d’expression de l’antisens favoriseraient 

à priori une expression forte et constitutive de l’antisens. Cependant, les mesures en 

microplaque montrent qu’aucune fluorescence n’est produite, bien que l’on observe une très 

forte fluorescence de la culture de démarrage (Figure 45A). 

Par ailleurs, sur une culture en milieu solide (LB + Agar), nous constatons que ces mêmes 

souches peuvent produire de la fluorescence. Il semblerait cependant que cette production de 

fluorescence n’est pas homogène parmi tous les clones que nous obtenons (Figure 45B). 

Certains clones sont complètement rouges, alors que d’autres sont rouges au centre et blancs en 

périphérie et d’autres complètement blancs. De plus, en réensemençant certains clones rouges 

de cette même boîte, nous observant une perte progressive de la fluorescence.  

Nous ne sommes pas capables de déterminer avec exactitude l’origine de cette 

hétérogénéité, mais nous supposons qu’il s’agit d’une toxicité due à une forte expression de la 

protéine fluorescente mKate2 qui, rappelons-le, est exprimée à partir d’un plasmide à fort 

nombre de copies (pUCori ≈ 300 – 500 copies/bactérie) et sous le contrôle d’un promoteur fort 

(pLtet-O1 dérivé du promoteur pL du phage lambda). Par ailleurs, la perte progressive de la 

fluorescence après réensemencement de clone rouge renforce encore plus l’idée d’une toxicité.  

Cette toxicité peut avoir plusieurs conséquences : 
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• Mutations qui diminueraient la transcription et/ou la traduction de la protéine 

• Perte du plasmide d’expression (peu probable car les bactéries restent résistantes à 

l’antibiotique de sélection exprimé seulement à partir du plasmide d’expression) 

• Accumulation de mutations dans la séquence de la protéine la rendant moins toxique, 

mais qui peuvent avoir un effet sur le repliement et par conséquent la structure native 

de la protéine qui est déterminant pour sa fonction et donc l’émission de fluorescence. 

 

 
Figure 44 Schémas de la nouvelle architecture du plasmide d’expression de l’antisens. (A) 

Plasmide d’expression de l’antisens, lui-même en aval d’un promoteur pLtetO-1 et en amont d’un 
terminateur fort T1rrnB, assurant l’arrêt de la transcription. Une origine de réplication pUCori (≈ 300 – 
500 copies/bactérie) est utilisée pour sa réplication. Ici, le promoteur pLtetO-1 n’est plus régulé par la 
protéine TetR, car elle n’est plus produite dans la bactérie. La présence du gène de résistance à 
l’ampicilline, Ampr sur la figure, confère à la bactérie portant ce plasmide une résistance à cet 
antibiotique. (B) Plasmide de référence (pGEJ1716) utilisé pour vérifier le niveau d’expression qu’il est 
possible d’atteindre avec le promoteur pLtetO-1. Il s’agit d’un plasmide similaire au plasmide d’expression 
de l’antisens, sur lequel la séquence de l’antisens a été remplacé par la séquence d’un gène rapporteur 
fluorescent mKate2. 
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Figure 45 Vérification du niveau d’expression qu’il est possible d’atteindre avec un 

promoteur pLtetO-1, ici constitutivement actif (sans la répression par TetR). (A) Culture de démarrage 
de la souche contenant le plasmide de référence pGEJ1716 (pLtetO-1_mKate2_pUCori) avant 
l’ensemencement en microplaque. (B) On représente 2 clones différents issus de la transformation de la 
souche BW25113 avec le plasmide de référence pGEJ1716. On observe différents phénotypes, pourtant 
issus du même clone. 
 

Avec ces résultats, il nous est impossible d’estimer le niveau d’expression in vivo des 

antisens ARN, car la fluorescence de mKate2 utilisée pour indirectement estimer cette 

expression se perd à cause d’une possible toxicité de la forte expression de cette protéine dans 

la bactérie, due probablement à une charge métabolique trop importante. Nous pourrions 

cependant utiliser d’autres techniques pour estimer ce niveau d’expression. On peut citer, par 

exemple, l’utilisation d’aptamères fluorogéniques, ou encore des méthodes telles que le 

Northern blot, la qRT-PCR qui permettent de doser directement l’ARN et non plus la protéine 

comme c’était le cas avec mKate2. L’avantage de ces différentes méthodes est qu’elles 

permettent d’estimer directement le niveau de transcription des antisens ARN, contrairement à 

la méthode précédente où l’on doit prendre en compte la traduction de l’ARN en protéine. 

Cependant, la mise au point d’un dosage d’une petite molécule peut s’avérer particulièrement 

difficile et peut prendre beaucoup de temps à mettre en place. Nous faisons alors le choix de 

remettre à plus tard cette estimation du niveau d’expression. En revanche, nous décidons dans 

la partie suivante de réaliser des transcriptions in vitro, en utilisant comme matrice les plasmides 

d’expression des antisens pour vérifier leur intégrité. Les résultats obtenus doivent cependant 

être pris avec précaution car les expériences faites in vitro et in vivo ne sont pas directement 

comparables. Par exemple, l’état de surenroulement du plasmide peut être différent in vitro et 

in vivo et conduire à un comportement de transcription différent pour l’ARN polymérase. 

A B 
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4. Modification du vecteur d’expression de l’antisens II : optimisation du promoteur et 

de sa séquence avale (antisens III) 

4.1. Transcription in vitro des antisens as1 et as13 à partir de leur vecteur d’expression 

respectif 

La caractérisation du vecteur d’expression de l’antisens faite précédemment n’a pas été 

concluante car la forte expression de la protéine rapportrice mKate2 utilisée pour indirectement 

estimer l’expression de l’antisens via le même vecteur semble être toxique pour la bactérie. Une 

question reste alors en suspens : est-ce qu’une forte expression de l’antisens via ce même 

vecteur d’expression serait également toxique pour la bactérie, à un tel point qu’on perde 

l’expression de l’antisens comme c’est le cas avec mKate2 ?  

D’autres méthodes permettraient éventuellement de doser l’ARN in vivo et de répondre à cette 

question, toutefois nous faisons l’hypothèse que cette toxicité ne s’applique pas au plasmide 

exprimant l’antisens ARN. C’est pourquoi nous choisissons, pour la suite, de continuer avec le 

même vecteur. Il faut cependant s’assurer que l’antisens y est bien exprimé et que la 

transcription de l’antisens s’arrête bien au terminateur prévu à cet effet, car la production de 

transcrits trop longs risquerait de piéger la région antisens dans des structures secondaires qui 

interfèreraient avec l’hybridation de l’antisens sur le commutateur. Pour vérifier toutes ces 

caractéristiques, nous réalisons des transcriptions in vitro, qui vont non seulement permettre de 

vérifier l’expression de l’antisens ARN, mais aussi de vérifier qu’on produise effectivement la 

bonne taille du transcrit de l’antisens (≈ 83 nucléotides).   

Comme cela a été décrit précédemment dans la partie II de ce manuscrit, la transcription 

in vitro est réalisée à 37 °C, avec l’ARN polymérase d’E. coli. Cependant, au lieu d’utiliser des 

produits de PCR, nous utilisons ici comme matrice le plasmide entier à partir duquel est exprimé 

l’antisens (Figure 44A), car nous voulons nous placer dans une condition proche de celle que 

l’on retrouverait in vivo. Les transcrits obtenus sont ensuite séparés sur gel de polyacrylamide 

en condition dénaturante. Les plasmides que nous utilisons sont : le plasmide d’expression de 

l’antisens as1 (pGEJ1714), le plasmide d’expression de l’antisens as13 (pGEJ1715) et le 

plasmide pUC19 à partir duquel nous avons construit le vecteur d’expression des deux antisens. 

Ce plasmide pUC19 servira de référence pour identifier les transcrits pouvant être produits, en 

dehors des antisens ARN as1 ou as13. 
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Théoriquement les tailles des transcrits des antisens as1 et as13 font respectivement 83 et 

82 nucléotides qui comprennent une région DSR6 (Downstream Region), la séquence de 

l’antisens (as1 ou as13) et le terminateur T1rrnB.  

Nous observons que les plasmides d’expression de as1 (pGEJ1714) et de as13 (pGEJ1715) 

produisent chacun un transcrit de taille identique, d’environ 95 nucléotides. On retrouve ce 

même transcrit parmi les transcrits de pUC19 (Figure 46). Or, à priori, pUC19 ne devrait pas 

produire les transcrits des antisens as1 et as13. En effet, il s’agirait ici d’un transcrit d’antisens 

ARN (RNAI) synthétisé à partir de l’origine de réplication du plasmide pUC19 (taille théorique 

108 nucléotides) et qui joue un rôle important dans la régulation du nombre de copies du 

plasmide [109]. Il semblerait donc que les antisens as1 et as13 ne sont pas transcrits par leurs 

plasmides d’expression respectifs ou bien ils sont transcrits mais leur transcription ne s’arrête 

pas au niveau du terminateur T1rrnB. En effet, nous pouvons observer une sorte de traînée sur 

les pistes de pGEJ1714 et pGEJ1715 comparées à la piste de pUC19 (Figure 46). Ces traînées 

pourraient correspondre à plusieurs tailles de transcrits. 

Nous observons aussi que le transcrit de l’antisens RNAI est exactement ce que l’on 

recherche pour les antisens que nous envisageons de produire ; c’est-à-dire un petit antisens 

ARN intègre dont la transcription s’arrête exactement au terminateur, et un niveau d’expression 

élevé qui permette de se placer dans des conditions où la concentration en antisens ARN est en 

excès devant la concentration en commutateur ARN.  

Nous décidons alors pour la suite de tester le contexte d’expression (promoteur et terminateur) 

de l’antisens RNAI pour exprimer les antisens as1 et as13. 

 

                                                 
6 DSR ou Downstream Region correspond à une séquence en aval du site d’initiation de la transcription (+1), 

qui peut jouer un rôle important dans la force du promoteur [131]. De plus il s’agit ici d’une séquence qui devrait, 
à priori, se replier pour former une hélice lors de la transcription. Une telle structure est nécessaire pour protéger 
la séquence simple brin de l’antisens ARN fragile contre les RNases [132].  
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Figure 46 Transcrits d’ARN obtenus à partir de la transcription in vitro des plasmides 

d’expression de l’antisens as1 (pGEJ1714) et as13 (pGEJ1715). Image du gel de polyacrylamide 
pour la séparation des différents transcrits obtenus à partir de la transcription in vitro des plasmides 
d’expression des deux antisens as1 et as13. Les transcrits issus de pUC19 sont utilisés comme référence 
pour identifier les transcrits d’ARN produits par pGEJ1714 et pGEJ1715 en dehors des antisens as1 et 
as13.   

 

4.2. Expression de as1 et as13 via le contexte d’expression de l’antisens RNAI 

Afin d’obtenir un profil d’expression similaire à l’antisens RNAI (Figure 46), nous 

décidons d’utiliser le contexte d’expression (promoteur et/ou terminateur) de cet antisens pour 

l’expression de as1 et as13. Les travaux d’Hisao Masukata et Jun-ichi Tomizawa [110], ainsi 

que de Sue Lin-Chao et al. [109] ont permis d’identifier la séquence de cet antisens ARN et de 

son contexte d’expression. Ces études ont notamment permis d’identifier le promoteur de RNAI 

(pRNAI), le terminateur de la transcription (TRNAI), la séquence de RNAI, mais aussi une 

séquence DSR (Downstream Region) transcrite tout de suite après le site d’initiation +1 de la 

transcription (Figure 47A). Comme nous l’avons vu précédemment, les séquences DSR joue 

un rôle important pour la force du promoteur. Une prédiction du repliement co-transcriptionnel 

par Kinefold montre également que cette séquence DSR forme une hélice, qui participe 

probablement à la protection de l’antisens contre les RNases. Pour se placer dans les mêmes 

conditions d’expression que l’antisens RNAI il est donc important de garder non seulement le 

promoteur pRNAI mais aussi la séquence DSR pour l’expression des antisens as1 et as13.  
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GATCAAAGGATCTTCTTGAGATCCTTTTTTTCTGCGCGTAATCTGCTGCTTGCAAACAAAAAAACCACCGCTACCAGCGGTGG 

                                                      <<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<< 

 

TTTGTTTGCCGGATCAAGAGCTACCAACTCTTTTTCCGAAGGTAACTGGCTTCAGCAGAGCGCAGATACCAAATACTGTTCTT 

                                        [--[[--[    ]--]          ]--]      <+1 

                                         1’  2’      2             1 

<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<< RNAI <<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<<< 

 

CTAGTGTAGCCGTAGTTAGGCCACCACTTCAAGAACTCTGTAGCACCGCCTACATACCTCGCTCTGCTAATCCTGTTACCAGT 

  <-10<<                  <-35<< 

<<<<<<<<<< pRNAI <<<<<<<<<<<<<<<< 

 

GGCTGCTGCCAGTGGCGATAAGTCGTGTCTTACCGGGTTGGACTCAAGACGATAG 

 

 

 
 

Figure 47 Séquence de l’antisens RNAI et de son contexte d’expression (promoteur et 
terminateur). (A) La séquence du promoteur pRNAI est représentée en mauve. Elle contient 
notamment les boîtes -35 et -10 dont on verra plus tard le rôle ; ainsi que le site d’initiation de la 
transcription +1. La séquence de la région DSR est soulignée en pointillé. Le signe < représente le sens 
de la transcription dans le plasmide. La séquence de l’antisens RNAI est représentée en orange. Les 
régions formant des appariements sont matérialisées par une paire d’éléments entre crochets ([---[  ]-
--]) et annotées par un nom d’hélice 1/1’ et 2/2’. Le terminateur de la transcription de RNAI est 
souligné en gras. (B) Résultat de prédiction du repliement co-transcriptionnel de l’antisens RNAI. 
Entouré en bleu est représenté le DSR de pRNAI, en orange l’antisens RNAI et en rouge le terminateur de 
la transcription (TRNAI). 
 

A 

B 
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Par ailleurs, nous observons que l’hélice formée par le DSR de pRNAI ne correspond pas 

tout à fait à une hélice en tige-boucle (Figure 47B). Nous décidons alors de tester un nouveau 

DSR inspiré du DSR de pRNAI  en essayant de garder le contexte d’expression de RNAI, c’est-

à-dire garder la séquence du DSR la plus proche possible de l’originale, tout en la modifiant de 

façon à former une hélice en tige-boucle qu’on appellera par la suite DSRhairpin. Les hélices en 

tige-boucle situées de part et d’autre d’une séquence d’ARN simple brin permettent en effet de 

protéger celle-ci contre les RNases. La première hélice en 5’ étant le DSR et la seconde en 3’ 

le terminateur. 

 
..ACAGTATTTGGTATCTGCGCTCTGCTGAAGCCAGTTACC.. DSR RNAI 

           [--[          [--[    ]--]]--] 

            1             2       2’  1’ 

 

..ACAGTATTTGTACTGT.. DSR hairpin 

  [----[    ]----] 

1 1’ 

 

 

 

Figure 48 Modification du DSR de pRNAI pour la construction d’un DSRhairpin en tige-boucle. 
(A) Séquence originale du DSR de pRNAI et séquence du DSRhairpin. Les régions formant des 
appariements sont matérialisées par une paire d’éléments entre crochets ([---[  ]---]) et annotées par 
un nom d’hélice 1/1’ et 2/2’. La séquence surlignée en jaune correspond à la séquence originale du 
DSR de pRNAI que l’on garde intacte dans la séquence du DSRhairpin. (B) Résultat de prédiction de 
repliement co-transcriptionnel du DSRhairpin suivi de l’antisens as1 et du terminateur TRNAI.  
 

B 

A 
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Pour la suite, nous voulons identifier le contexte d’expression qui permet d’obtenir un fort 

niveau d’expression de l’antisens, avec une transcription qui s’arrête effectivement au 

terminateur. Pour ce faire, nous testons plusieurs combinaisons de contexte d’expression telles 

que décrites dans le Tableau 5 : 

Nom du plasmide testé Promoteur DSR Antisens Terminateur 

pGEJ1718 pRNAI DSR de pLtetO-1 as1 T1rrnB 

pGEJ1719 pRNAI DSR de pRNAI as1 T1rrnB 

pGEJ1720 pRNAI DSRhairpin as1 T1rrnB 

pGEJ1721 pRNAI DSRhairpin as1 TRNAI 
Tableau 5 Les différentes combinaisons de contexte d’expression (promoteur, DSR, 

terminateur) testées pour l’expression de l’antisens. Pour plus de simplicité, un nom de plasmide est 
donné pour chaque combinaison. 
 

Les transcriptions in vitro faites à partir de ces 4 plasmides, dont le vecteur est extrait du 

plasmide pUC19, confirment la production d’un transcrit d’une taille d’environ 95 nucléotides. 

Ce transcrit, commun aux 4 plasmides, correspond au transcrit de RNAI, dont l’identité est 

déduite grâce à l’utilisation des transcrits de pUC19 comme référence. En plus de ce transcrit, 

on constate également que les plasmides pGEJ1719, pGEJ1720 et pGEJ1721 produisent 

d’autres transcrits qui ont une taille d’environ 80 nucléotides pour le premier et 60 nucléotides 

pour les deux autres. Or on estime la taille théorique de l’antisens as1, transcrit à partir de ces 

3 plasmides, d’être respectivement de 102, 80 et 73 nucléotides. Cela signifie qu’à l’exception 

de pGEJ1718, les 3 autres plasmides produisent bien l’antisens as1. La résolution du marqueur 

de taille (M) ne permet pas ici de faire une prédiction fiable de la taille des transcrits. 

En ce qui concerne le niveau d’expression de chacun de ces transcrits, nous constatons que le 

niveau d’expression de l’antisens as1 à partir de pGEJ1720 est légèrement supérieur aux 

niveaux d’expression obtenues à partir des deux autres (pGEJ1719 et pGEJ1721) (Figure 49C).  

D’autre part, sur la Figure 49A nous remarquons que toutes les bandes ne sont pas à la même 

hauteur, ce qui peut induire en erreur puisqu’il s’agit ici du même transcrit RNAI. Cette 

observation s’explique notamment par un défaut du gel qui induit un défaut de migration des 

ARN. En effet, sur un gel précédent, nous avons pu observer que toutes les bandes étaient à la 

même hauteur, mais elles paraissaient très peu intenses, car les transcriptions in vitro y ont été 

faites que pendant 1 h. C’est pourquoi nous présentons ici des résultats de transcription in vitro 

de 3 h qui permet de produire une plus grande quantité d’antisens, qui apparaissent alors plus 

intenses sur les gels.  
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Figure 49 Expression de l’antisens as1 à partir de différentes combinaisons de contexte 

d’expression (promoteur, DSR et terminateur). Images de gel de polyacrylamide en condition 
dénaturante pour la séparation des différents transcrits. Toutes les transcriptions in vitro sont réalisées à 
37 °C, pendant 3 heures, à partir de l’ARN polymérase d’E. coli (60 nM). Les matrices utilisées pour 
réaliser ces transcriptions in vitro sont des plasmides (Tableau 5). Plusieurs concentrations (60 ; 30 ; 
15 ; 7,5 ; 3,8 ; 1,9 nM) de matrice sont testées pour réaliser la transcription in vitro afin d’identifier la 
concentration optimale de plasmide qu’il faudrait utiliser pour commencer à observer une transcription 
de l’antisens.  
 

D’après ces résultats, il apparait que seul pGEJ1718 ne produise pas d’antisens as1. On peut 

attribuer cela à l’utilisation du DSR de pLtetO-1 qui n’est probablement pas compatible avec le 

promoteur pRNAI, ce qui confirme ici l’importance de la séquence DSR dans l’activité du 

promoteur.  

Parmi les 3 combinaisons restantes, pGEJ1720 et pGEJ1721 semblent être de bons candidats 

pour exprimer l’antisens as1 car son niveau d’expression y est supérieur comparé au niveau 

d’expression obtenu à partir de pGEJ1719.  

A B 

C D 
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Par ailleurs, nous observons également des transcrits parasites, dont les niveaux d’expression 

sont toutefois plus faibles que ceux du transcrit d’intérêt. Ces transcrits parasites peuvent être 

le fruit d’une transcription ne s’étant pas arrêtée au bon terminateur. 

Pour la suite, nous nous basons sur la combinaison de contexte d’expression utilisée dans 

pGEJ1720 pour exprimer les antisens ARN.   

 

Chapitre 4 : Optimisation du protocole de mesure pour la caractérisation 

in vivo des commutateurs ARN : l’importance de se placer en condition de 

croissance équilibrée 

1. Premier test in vivo du fonctionnement du commutateur ARN en absence ou présence 

de l’antisens ARN 

Nous voulons tester ici le fonctionnement du commutateur ARN dans la bactérie, en 

absence ou en présence d’expression de l’antisens ARN. Comme cela a été vu précédemment 

dans la partie III de ce manuscrit, la mesure de la fluorescence moyenne par bactérie dans les 

deux conditions : absence ou présence de l’expression de l’antisens ARN, est un témoin indirect 

du fonctionnement du commutateur ARN. Or pour pouvoir comparer ces mesures, il faut que 

les plateformes d’expression de l’antisens et du commutateur soient présents en même temps 

dans la bactérie, quelles que soient les conditions (absence ou présence d’expression de 

l’antisens ARN). Ainsi, pour ce premier test, l’absence d’expression de l’antisens ARN est 

obtenu par l’utilisation d’un plasmide exprimant un antisens non spécifique du commutateur 

ARN ; tandis que l’autre condition est obtenue par l’utilisation d’un plasmide exprimant 

l’antisens spécifique. 

Ainsi, nous pouvons observer sur les courbes de DO600 (Figure 50A) certaines irrégularités 

(absence de linéarité), en particulier à partir de la phase exponentielle de croissance (à 6 h). On 

retrouve ces irrégularités sur les courbes de fluorescences/DO600 (Figure 50B), notamment 

entre 6 h et 9 h de croissance. Or c’est pendant cette période que nous nous attendions à une 

croissance équilibrée qui est une condition nécessaire à l’interprétation des données. En effet, 

la présence de ces vagues ne permet pas d’affirmer si la présence ou l’absence d’expression de 

l’antisens spécifique au commutateur a effectivement un effet sur la fluorescence/DO600 et 

donc le repliement du commutateur ARN. 
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Figure 50 Fonctionnement du commutateur ARN répressible rSw1, en absence et en présence 

de son antisens ARN spécifique as1, dans la bactérie E. coli. (A) DO600 = f(temps). (B) 
Fluorescence/DO600 = f(temps). En rouge, bactérie exprimant le commutateur ARN répressible rSw1 et 
son antisens spécifique as1. En vert, bactérie exprimant le commutateur ARN répressible rSw1 et un 
antisens non spécifique as13. Les données correspondent à des moyennes et les barres d’erreur 
représentent des écarts-types obtenus à partir de 3 réplicats. Cultures dans un milieu minimum M9 + 0,2 
% glucose + 40 µg/mL de kanamycine + 100 µg/mL d’ampicilline. 
 

Ces résultats montrent l’importance de l’utilisation des billes pour l’homogénéisation des 

cultures bactériennes dans les microplaques, afin d’éviter les biais de mesure d’absorbance, 

principalement dû à l’agrégation des bactéries sur le fond des puits de la microplaque.  

Bien que les résultats ne soient pas interprétables, nous anticipons toutefois qu’une très forte 

expression de l’antisens puisse être toxique pour la bactérie à cause d’une charge métabolique 

trop importante. L’apparition de certaines mutations peuvent cependant donner un avantage de 

croissance à la bactérie. Ces mutations peuvent toutefois viser le niveau de transcription de 

A 

B 
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l’antisens ARN. On peut alors se retrouver avec une souche de bactérie qui produit peu ou pas 

d’antisens ARN. 

 

2. Amélioration des courbes de DO600 et de fluorescence/DO600 avec l’utilisation des billes 

Nous reprenons ici l’expérience qui a été faite précédemment, mais :  

• (i) une bille de verre de 2 mm de diamètre est rajoutée dans chaque puit de la 

microplaque contenant une culture pour assurer une bonne homogénéisation de 

celle-ci ;  

• (ii) pour chaque condition étudiée plusieurs clones bactériens sont testés (ici 

9 clones), pour espérer en sélectionner au moins un dans lequel le niveau 

d’expression de l’antisens est resté intact et n’est pas diminué par une quelconque 

mutation. 

Techniquement, les souches fraîchement transformées avec le plasmide d’expression du 

commutateur et le plasmide d’expression de l’antisens (spécifique ou non du commutateur) sont 

ensemencées sur un milieu solide (LB + agar) contenant les antibiotiques (40 µg/mL de 

kanamycine et 100 µg/mL d’ampicilline) permettant de sélectionner les clones qui contiennent 

effectivement les deux plasmides.  

 

 
Figure 51 Première mise au point du protocole de préparation des échantillons bactériennes 

pour la mesure d’absorbance et de fluorescence. 9 clones issus du même transformant sont 
sélectionnés et directement ensemencés dans les microplaques contenant un milieu minimum M9 + 0,2 
% glucose + antibiotiques (40 µg/mL de kanamycine + 100 µg/mL d’ampicilline) + inducteurs (1 mM 
IPTG). Une bille de verre de 2 mm de diamètre est rajoutée dans chaque puits contenant une culture. 
Les mesures d’absorbance et de fluorescence sont faites sur TECAN Infinite M200 Pro.  
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Contrairement au protocole initial, pour une condition donnée, ici 9 clones issus du même 

transformant sont directement ensemencés dans une microplaque, sans passer par les étapes 

préalables de préculture. La culture se fait dans un milieu minimum M9 contenant 0,2 % de 

glucose, ainsi que 40 µg/mL de kanamycine et 100 µg/mL d’ampicilline (Figure 51). 
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Figure 52 L’homogénéisation par des billes, du milieu de culture dans les microplaques, 

permet d’avoir des mesures d’absorbance plus fiables. (A) DO600 = f (t). (B) Fluorescence/DO600 = 
f (t). En rouge, bactéries exprimant le commutateur ARN répressible rSw1 et son antisens spécifique 
as1. En vert, bactéries exprimant le commutateur ARN répressible rSw1 et un antisens non spécifique 
as13. Les données individuelles de DO600 et de fluorescence/DO600 de chaque clone sont représentées. 
Cultures dans un milieu minimum M9 + 0,2 % glucose + 40 µg/mL de kanamycine + 100 µg/mL 
d’ampicilline. Les données de DO600 et de fluorescence/DO600 présentées ici ont été préalablement 
traitées et analysées sur WELLINVERTER.   
 

Les résultats que nous obtenons confirment l’importance de l’utilisation des billes, qui 

limitent l’agrégation des bactéries sur le fond des puits de la microplaque. Les faisceaux utilisés 

A 

B 
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pour les mesures d’absorbance rencontrent ainsi peu d’obstacle (mis à part les billes) et 

permettent de réaliser des mesures plus fiables. Comparées aux courbes de DO600 (Figure 50A) 

obtenues à partir de mesure faite en absence de billes, celles faite en présence de billes 

(Figure 52A) sont effectivement plus régulières (pas de vagues). Il en est de même pour les 

courbes de fluorescence/DO600 (Figure 52B) sur lesquelles on peut même distinguer la 

croissance équilibrée (plateau entre 6h et 13h de croissance), contrairement aux mesures 

précédentes (Figure 50B). 

Bien que la croissance équilibrée soit plus nette sur les courbes de fluorescence/DO600, il 

semblerait qu’on n’observe pas de différence entre le fonctionnement du commutateur ARN 

répressible rSw1 en absence et en présence d’expression de l’antisens ARN as1.  

Cependant, on commence à observer une différence à partir de l’entrée en phase stationnaire 

(À partir de 13 h de croissance). La fluorescence/DO600 en absence de l’expression de l’antisens 

as1 y est environ 1,3 fois supérieure à la fluorescence/DO600 en présence de l’expression de 

l’antisens. Or théoriquement, le commutateur répressible rSw1 est dans un état « ON » en 

absence d’expression de l’antisens as1, tandis qu’il est dans un état « OFF » en présence de son 

expression. Ainsi, nous obtenons un premier résultat encourageant, certes que l’on ne voit pas 

en condition de croissance équilibrée mais qui est tout de même en accord avec le 

fonctionnement théorique du commutateur. Un clone parmi ces 9 testés est stocké et utilisé pour 

les expériences suivantes. 

 

3. Mise au point d’un protocole permettant de se placer en condition de croissance 

équilibrée 

Les résultats précédents ont montré que la régulation des commutateurs par l’antisens ARN 

apparaissait à partir de l’entrée en phase stationnaire (Figure 52B), or nous évoquions 

l’importance de se placer en condition de croissance équilibrée pour s’assurer que la 

fluorescence par bactérie soit une représentation fidèle de l’état du commutateur en fonction 

uniquement de l’absence ou de la présence spécifique de l’antisens ARN. De plus, nous avons 

vu que pour atteindre cette condition, il faut que les bactéries restent suffisamment longtemps 

en phase exponentielle de croissance. Cependant dans le protocole précédent les bactéries sont 

initialement en phase stationnaire lorsqu’elles sont ensemencées en microplaque. Par 

conséquent, nous ne savons pas si les bactéries restent suffisamment longtemps en phase 

exponentielle de croissance avant qu’un signal ne puisse être détecté. 
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Cette nouvelle version du protocole adopte une stratégie qui permette aux bactéries d’être 

en phase exponentielle au moment de leur ensemencement en microplaque. Tout d’abord, les 

bactéries ne sont plus ensemencées directement à partir d’une colonie mais à partir d’une culture 

de démarrage qui correspond à une préculture faite la veille à partir d’un clone dans lequel le 

fonctionnement du commutateur a été partiellement validé grâce au protocole précédent. Le 

lendemain, cette culture de démarrage est diluée jusqu’à une DO600 calculée de façon qu’après 

3 heures de culture, les bactéries atteignent une phase de croissance exponentielle qui 

commence généralement à une DO600 ≈ 0,1. Connaissant le temps de doublement de la bactérie, 

ainsi que la DO600 finale à laquelle on souhaite se placer, on peut effectivement remonter à la 

DO600 initiale à laquelle on souhaite démarrer la culture, telle que : 

 

 𝑫𝑫𝑫𝑫𝟔𝟔𝟔𝟔𝟔𝟔(𝒇𝒇𝒇𝒇𝒇𝒇𝒇𝒇𝒇𝒇𝒇𝒇) =  𝟐𝟐𝒏𝒏𝑫𝑫𝑫𝑫𝟔𝟔𝟎𝟎𝟎𝟎(𝒊𝒊𝒊𝒊𝒊𝒊𝒊𝒊𝒊𝒊𝒊𝒊𝒊𝒊𝒊𝒊) (9) 

avec : 

𝐷𝐷𝐷𝐷600(𝑓𝑓𝑓𝑓𝑓𝑓𝑓𝑓𝑓𝑓𝑓𝑓) = densité optique mesurée à l’arrêt de la culture 

𝐷𝐷𝐷𝐷600(𝑖𝑖𝑖𝑖𝑖𝑖𝑖𝑖𝑖𝑖𝑖𝑖𝑖𝑖𝑖𝑖) = densité optique mesurée au démarrage de la culture 

𝑛𝑛 = nombre de division 

 

 
Figure 53 Protocole de préparation des échantillons bactériennes pour qu’elles atteignent une 

croissance équilibrée. La veille, les souches à tester sont ensemencées dans un milieu minimum M9 
contenant 0,2 % de glucose, ainsi que des antibiotiques lorsqu’ils sont nécessaires (40 µg/ml de 
kanamycine et 100 µg/ml d’ampicilline). Après environ 16 heures de culture sous agitation (225 rpm) à 
37 °C, cette culture de démarrage est diluée à une DO600 égale à 0,02 dans le même type de milieu que 
la veille, mais dans lequel on rajoute l’IPTG utilisé pour l’induction de l’activité du promoteur contrôlant 
l’expression du commutateur. Cette dilution est de nouveau incubée à 37 °C, sous agitation (225 rpm) 
pendant environ 3 h, jusqu’à ce que la DO600 atteigne 0,1 ou plus. Une fois atteinte, la culture est de 
nouveau diluée à une DO600 comprise entre 10-3 et 10- 4 dans un milieu similaire au deuxième. 200 µL 
de cette dilution est ensuite transféré en microplaque. Les mesures d’absorbance et de fluorescence sont 
réalisées par un lecteur de microplaque TECAN Infinite M200 PRO. 

 

Préculture
M9 + 0,2 % Glu +

An�bio�ques 
≈ 16 heures à
37°C, 225 rpm

3 heures (DO600 > 0.1)
M9 + 0,2 % Glu + An�bio�ques

+ 1mM IPTG
à 37°C, 225 rpm

Dilu�on jusqu'à 
DO600 = 10-3 ou 10-4

200 µL par puits + billes de 2 mm
M9 + 0,2 % Glu + An�bio�ques

+ 1 mM IPTG
(9 réplicats) 

24h @ 37°C, 220 rpm

TECAN Infinite M200 Pro

A600
Fluo: 588/633 (mKAte2)

Fluo: 470/525 (Auto-Fluo)

Dilu�on jusqu'à
DO600 = 0,02
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Au bout de 3 heures d’incubation, la culture est diluée une nouvelle fois jusqu’à une DO600 

comprise entre 10-3 et 10-4, puis ensemencée en microplaque. Puisqu’elles sont très diluées dans 

le milieu de culture, les bactéries mettent du temps avant d’entrer en phase stationnaire et restent 

donc suffisamment longtemps en phase exponentielle (Figure 53). 
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Figure 54 Obtention d’une croissance équilibrée et confirmation de l’effet de l’antisens ARN sur 

le fonctionnement du commutateur ARN en phase stationnaire. (A) DO600 = f (t). (B) 
Fluorescence/DO600 = f (t). En rouge, bactéries exprimant le commutateur ARN répressible rSw1 et 
son antisens spécifique as1. En vert, bactéries exprimant le commutateur ARN répressible rSw1 et un 
antisens non spécifique as13. Les données correspondent à des moyennes et les barres d’erreur 
représentent des écarts-types obtenus à partir de 9 réplicats. Cultures dans un milieu minimum M9 + 
0,2 % glucose + 40 µg/mL de kanamycine + 100 µg/mL d’ampicilline + 1 mM d’IPTG.  

 

Les résultats que nous obtenons confirment l’importance de l’utilisation des billes pour les 

cultures en microplaque. Les courbes de croissance sont en effet beaucoup plus réguliers, ce 
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qui permet d’identifier un problème de croissance parmi les souches de bactérie testées. Sur la 

Figure 54A nous constatons que le temps de doublement des deux souches sont certes 

similaires (≈ 1 heure), cependant les rendements de croissance en phase stationnaire (à partir 

de 9 heures de croissance) sont différents : la souche qui exprime rSw1 et as13 a un rendement 

de croissance inférieur à la souche exprimant rSw1 et as1. Or, c’est pendant cette même période 

que l’on constate l’effet de l’antisens ARN sur le commutateur (Figure 54B) : la 

fluorescence/DO600 en présence de l’expression de l’antisens as1 est 1,3 plus faible que la 

fluorescence/DO600 en absence de son expression. Bien que ces résultats soient en accord avec 

le fonctionnement théorique du commutateur, la différence de croissance à partir du début de 

la phase stationnaire rend la conclusion discutable, car l’analyse se porte ici sur une 

fluorescence rapportée à la DO600.   

 

Chapitre 5 : Conclusion 
Nous avons développé une plateforme et mis en place une méthode qui permettent de tester 

in vivo le fonctionnement des commutateurs ARN. La bactérie Escherichia coli est choisie 

comme modèle pour réaliser ces tests. En effet, le fonctionnement des commutateurs que nous 

caractérisons est basé principalement sur des mécanismes de terminaison/anti-terminaison que 

l’on retrouve le plus fréquemment dans les bactéries. Le commutateur ARN ainsi que l’antisens 

ARN associé y sont ainsi exprimés à partir de plasmides différents, offrant la possibilité de 

produire une quantité d’antisens ARN en excès devant la quantité de commutateur ARN. C’est 

en effet l’une des conditions nécessaires pour que la régulation du commutateur ARN par 

l’antisens ARN se fasse efficacement. 

Les premiers tests in vivo montrent des résultats préliminaires encourageants, en accord 

avec la description du fonctionnement théorique des commutateurs ARN en absence et en 

présence d’expression des antisens ARN qui leur sont spécifiques. Cependant ces résultats ne 

s’observent qu’à partir de l’entrée en phase stationnaire. Or notre objectif est de pouvoir 

observer cet effet de régulation au moment de la croissance équilibrée, pendant la phase 

exponentielle de croissance. De plus la différence de croissance, en phase stationnaire, entre la 

souche qui exprime le commutateur et son antisens spécifique ainsi que la souche qui exprime 

le commutateur et son antisens non-spécifique, rend l’interprétation des résultats discutable. En 

effet, l’effet de régulation que nous observons en phase stationnaire peut tout aussi bien être 

une conséquence de cette différence de croissance car nous comparons une fluorescence/DO600. 
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Nous verrons dans la partie IV que cette différence de croissance en phase stationnaire est 

une conséquence de l’expression de l’antisens as13 dans la bactérie. Pour vérifier le 

fonctionnement des commutateurs en absence d’expression de leurs antisens spécifiques, nous 

testerons différentes alternatives qui n’auront pas d’effet sur la croissance.   
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Partie IV : Validation in vivo, du fonctionnement des 

commutateurs ARN 
Chapitre 1 : Introduction 
Le fonctionnement de la plateforme de test in vivo, développée et décrite dans la partie 

précédente, a été testée pour la première fois sur le commutateur répressible rSw1. Pour ce faire, 

deux conditions ont été testées : en présence de l’expression de son antisens associé, as1, et en 

présence de l’expression d’un antisens non-spécifique, as13. Les résultats présentés dans le 

chapitre 4 de la partie III sont des résultats préliminaires de ce test. Ces résultats sont cependant 

obtenus à partir d’une version optimisée de la séquence de rSw1. Nous verrons plus en détails 

dans le chapitre suivant, pourquoi et comment cette optimisation de séquence est faite. 

Par ailleurs, il semblerait que l’un des deux antisens as1 ou as13 ait un effet sur la croissance 

des bactéries, plus particulièrement sur la turbidité finale mesurée en phase stationnaire et qui 

correspond a priori au rendement de la croissance (la quantité de biomasse généré pour un 

apport donné en nutriments). Il faut rappeler que nous avons observé l’effet de l’antisens sur 

l’expression du gène rapporteur en phase stationnaire, c’est à dire au moment où la turbidité 

apparaît stable. Par conséquent il est difficile de conclure de façon définitive sur l’effet de 

l’antisens sur l’expression du gène rapporteur puisqu’il peut tout aussi bien être un effet 

apparent dû à une modification du niveau de turbidité final. Pour la suite, nous essaierons donc 

d’identifier parmi les deux antisens utilisés (as1 ou as13), lequel modifie la croissance et la 

turbidité finale des bactéries. 

Ces différentes optimisations ont pour objectifs d’écarter tout effet non-spécifique des 

antisens et d’assurer l’obtention de résultats fiables pour la validation in vivo du fonctionnement 

des commutateurs ARN que nous verrons par la suite.       
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Chapitre 2 : Optimisation des séquences des commutateurs ARN et des 

antisens ARN 

1. Identification et suppression des séquences promotrices cryptiques internes dans 

rSw1 : obtention de rSw1.v2 

Ce travail a été réalisé en partie par un étudiant en Master : Valerio Piomponi qui a réalisé 

son stage de Master 2 dans le laboratoire et que j’ai encadré en partie. 

Comme cela a été vu précédemment dans le chapitre 1 de la partie III, l’expression des  

commutateurs ARN dans la bactérie est sous contrôle du promoteur pLlacO-1 [96]. Cependant, 

comparé à la caractérisation faite par Lutz et al., nous mesurons une gamme dynamique assez 

faible pour l’expression du commutateur rSw1 lorsqu’on varie la concentration de l’IPTG 

(Figure 50). Il faut toutefois prendre cette comparaison avec précaution car, entre leur système 

et le nôtre, le système d’expression et les conditions de mesure ne sont pas exactement les 

mêmes (par ex. : pas le même rapporteur, pas le même élément régulateur en 5’- UTR, pas la 

même souche E. coli). Pour une comparaison pertinente, il faudrait comparer des résultats entre 

systèmes d’expression similaires, exprimant le même gène rapporteur (mKate2) et sans 

commutateur en aval ; ce qui n’a pas été fait. Néanmoins, la faible gamme dynamique que nous 

obtenons reste surprenante : nous obtenons une fluorescence/DO600 égale à 2000 UA en absence 

d’IPTG et 4000 UA en présence de 1 mM d’IPTG, soit une gamme dynamique d’un facteur 2 

(Figure 40) contre une gamme dynamique d’un facteur ~800 pour Lutz et al. [96]. Si la gamme 

dynamique du promoteur qui contrôle l’expression du commutateur est déjà faible, cela peut 

être le signe d’un problème au niveau de l’activité promotrice qui pourrait impacter la gamme 

dynamique mesurable lors du fonctionnement des commutateurs ; autrement dit, il pourrait 

d’agir d’un problème qui pourrait nous empêcher de mesurer la véritable amplitude de la 

régulation atteignable par les commutateurs. Notre premier objectif est donc de comprendre et 

potentiellement d’améliorer la gamme dynamique au niveau de l’activité promotrice afin de 

pouvoir évaluer ensuite au mieux la gamme dynamique au niveau de la régulation 

terminateur/anti-terminateur des commutateurs ARN. 

La faible gamme dynamique que nous observons pour la régulation de l’activité du 

promoteur pLlacO-1 pourrait s’expliquer par un niveau d’expression basal de la fluorescence 

inhabituellement haute en absence d’IPTG. Une forte fluorescence de base observée à 0 µM 

d’IPTG pourrait s’expliquer par une fuite du promoteur ou par une activité promotrice 

résiduelle. Une hypothèse possible pourrait être la création accidentelle de séquences 

promotrices dans la séquence-même du commutateur lors de sa conception, ce qui provoquerait 
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une fuite d’expression indépendante de l’activité du promoteur pLlacO-1. Si c’est le cas, cela 

pourrait avoir un impact critique sur le fonctionnement du commutateur, car les transcrits issus 

de promoteurs internes ne porteraient très probablement qu’un commutateur tronqué d’une 

partie plus ou moins grande de sa région 5’, ce qui conduirait à une fraction non négligeable de 

transcrits non-fonctionnels pour la commutation et pour la régulation par l’antisens ARN. 

 

Dans la partie qui suit, nous présentons une méthode pour identifier ces séquences 

promotrices internes et les altérer par mutagenèse dirigée7 afin de diminuer le niveau basal 

d’expression du gène rapporteur mKate2. Cette optimisation vise à améliorer la qualité 

d’expression de rSw1 et, par la même occasion, améliorer la dynamique de régulation de 

l’expression du rapporteur par le commutateur. 

 

1.1. Analyse de séquence : prédiction de séquences promotrices dans la séquence de 

rSw1 

De nombreuses études de comparaison des séquences promotrices de différents gènes chez 

Escherichia coli [111][112] ont permis d’identifier deux régions conservées dans celles-ci, 

situées à environ 10 et 35 pb (paires de bases) en amont du premier nucléotide transcrit (régions 

−10 et −35). Ce sont des régions hexanucléotidiques qui arborent respectivement les séquences 

consensus TATAAT et TTGACA. Ces deux régions sont espacées d’une séquence non 

conservée de 17 ± 1 pb. Le premier nucléotide transcrit se trouve à 7 ± 1 pb de la région –10 

(Figure 55). A l’aide de cette description des promoteurs et à l’aide d’un outil d’analyse de 

séquence (Clone Manager – Sci-Ed Software) nous avons pu identifier dans la séquence du 

commutateur rSw1 d’autres promoteurs potentiels qui se superposent. En effet, une recherche 

de ces régions consensus est effectuée dans la séquence partant du promoteur pLlacO-1 et allant 

jusqu’au commutateur rSw1. La recherche est effectuée pour chacun des espacements 

possibles : 16, 17 et 18 pb, et pour des séquences portant jusqu’à 4 bases de différences dans 

l’ensemble des deux régions −10 et −35 par rapport aux séquences hexanucléotidiques 

consensus. Cette recherche a permis d’identifier deux séquences promotrices internes 

potentielles ayant seulement 3 bases de différence par rapport à la séquence consensus avec un 

espacement de 17 pb, et 7 séquences promotrices internes potentielles ayant 4 bases de 

                                                 
7 La mutagenèse dirigée est une méthode utilisée en biologie moléculaire pour introduire des mutations 

(insertions, délétions et substitutions de bases) spécifiques et ciblées au niveau d’un ADN plasmidique double 
brin. 
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différence par rapport à la séquence consensus avec un espacement de 16 ou 18 pb (Tableau 6). 

La séquence du promoteur pLlacO-1 a, elle, 2 bases de différence par rapport à la séquence 

consensus. 

 

 
Figure 55 Structure caractéristique d’un promoteur procaryote. Les séquences consensus sont 

représentées sous forme de logos consensus qui permettent de définir le degré de conservation d’un 
nucléotide à une position donnée en fonction de la taille des lettres : plus elles sont grandes et plus le 
nucléotide associé est conservé.  
 
Espacement Pos. * Diff. ** Séquence 

16 pb 

Consensus (16 pb)    - 35                                                         - 10  
TTGACA-NNNNNNNNNNNNNNNN-TATAAT-NNNNNNNNNNNN 

−42 4 aTaACA-attgacattgtgagcg-gATAAc-aagatactgagc 
41 4 aTGAaA-tatcatagattataga-TtTtAT-caagaatacttg 
88 4 TaGAat-actatgatttaatcta-TATAtT-ataacccgaagt 

17 pb 

Consensus (17 pb)    - 35                                                           - 10 
TTGACA-NNNNNNNNNNNNNNNNN-TATAAT-NNNNNNNNNNN 

−35 (pLlacO-1) 2 TTGACA-ttgtgagcggataacaa-gATAcT-gagcacggtcg 
65 3 TTatCA-agaatacttgattttca-TAgAAT-actatgattta 
78 3 TTGAtt-ttcatagaatactatga-TtTAAT-ctatatattat 

18 pb 

Consensus (18 pb)    - 35                                                              - 10 
TTGACA-NNNNNNNNNNNNNNNNNN-TATAAT-NNNNNNNNNN 

23 4 TTcAtt-acttcggaatctatgaaa-TATcAT-agattataga 
64 4 TTtAtc-aagaatacttgattttca-TAgAAT-actatgattt 
84 4 TTcAtA-gaatactatgatttaatc-TATAta-ttataacccg 
88 4 TaGAat-actatgatttaatctata-TATtAT-aacccgaagt 

Tableau 6 Séquences promotrices internes potentielles détectées dans la séquence de rSw1 
ainsi que dans sa région promotrice 

* Pos. : positions relatives par rapport à la position +1 du promoteur pLlacO-1, la 

première base de la séquence du promoteur pLlacO-1 étant située à −55 ; **Diff. : nombre 

total de différences dans l’ensemble des deux régions −10 et −35 par rapport à la 

séquence consensus. Les bases qui diffèrent de la séquence consensus sont écrites en 

minuscules. La séquence identifiée en position −35 correspond au promoteur pLlacO-1 lui-

même, et la position +1 du promoteur pLlacO-1 est souligné deux fois (g). 
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1.2. Mutations des régions consensus des promoteurs potentiels identifiés dans la 

séquence du commutateur rSw1 : suppression de l’activité promotrice interne 

La force du promoteur est déterminée par le degré de conservation des régions –35 et –10 

par rapport aux séquences consensus [113]. Pour tenter d’altérer les deux promoteurs les plus 

proches de la séquence consensus identifiés dans la séquence de rSw1, des mutations sont 

réalisées dans les régions –35 et –10 de chacun de ces deux promoteurs (Figure 56). Ces deux 

promoteurs, aux positions 65 et 78 dans le Tableau 6, possédant un espacement idéal (17 pb) 

entre les régions –10 et –35, produiraient des commutateurs de 99 et 112 nucléotides plus courts 

que le commutateur souhaité. 

Pour réaliser ces mutations, nous devons nous assurer qu’elles ne déstabilisent pas le 

repliement prévu pour le commutateur rSw1. Pour cela, il faut d’une part procéder à des 

mutations qui conservent les relations de complémentarité dans les deux repliements encodés 

dans la séquence du commutateur (repliements en absence et en présence de l’antisens ARN), 

et d’autre part vérifier que les repliements co-transcriptionnels prédits par les simulations 

mènent toujours bien aux repliements finaux attendus dans chaque cas (absence et présence de 

l’antisens ARN) (Figure 57). Pour une structure de repliement donnée, la mutation d’une base 

doit donc entraîner la mutation couplée de la base complémentaire avec laquelle la première 

base est appariée. De la même façon, les appariements doivent être conservés dans la structure 

de repliement alternative encodée dans le commutateur. En principe, du fait de l’encodage de 

deux repliements différents dans la même séquence, il peut être nécessaire de modifier de 

proche en proche de nombreuses bases suite à la mutation d’une base initiale. Par chance, les 

deux séquences promotrices internes potentielles identifiées et à altérer se situent dans 

l’espaceur du commutateur, une région de repliement « constant » dans laquelle les 

appariements sont les mêmes quel que soit le repliement « ON » ou « OFF » adopté par le 

commutateur. 

Trois paires de mutations ont ainsi été réalisées, une dans chacune des hélices 2, 3 et 4 de la 

région espaceur, et qui permettent d’affecter une base dans chacune des régions −10 et −35 de 

chacun des promoteurs internes potentiels (Figure 56). 
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Figure 56 Un nouveau commutateur répressible rSw1.v2. Les 2 promoteurs potentiels (en rouge 

et en vert) dans la séquence de l’espaceur du commutateur rSw1. En jaune sont représentées les bases 
mutées pour l’obtention de rSw1.v2. Les traits noirs représentent les séquences des hélices qui forment 
la structure de repliement de l’espaceur. L’introduction de mutations ne doit pas modifier cette structure. 
 

Nous montrons ainsi, grâce à Kinefold, que les repliements prédits pour rSw1 et rSw1.v2 

(rSw1 muté) sont identiques, quel que soit le repliement « ON » ou « OFF » adopté 

respectivement en absence ou en présence de l’antisens ARN (Figure 57). 

Aussi, une nouvelle recherche de séquences promotrices, via les régions consensus –10 et –35, 

dans la séquence de rSw1.v2, permet de montrer une suppression des deux séquences 

promotrices identifiées précédemment. Cependant, une nouvelle liste de séquences promotrices 

potentielles fait son apparition. Elles ont toutefois 4 bases de différence avec la séquence 

consensus, ce qui devrait affaiblir leur activité promotrice (Tableau 7). 
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Figure 57 Comparaison de résultats de simulations du repliement de rSw1 (à gauche) et rSw1.v2 

(à droite), en absence (A) et en présence (B) d’antisens ARN, obtenus grâce au programme Kinefold 
[27]. Dans chaque cas, 5 simulations sont réalisées et toutes donnent des résultats de repliement 
similaires. 
  

(A) 

(B) 
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Espacement Pos. * Diff. ** Séquence 

16 pb 
Consensus (16 pb)    - 35                                                         - 10 

TTGACA-NNNNNNNNNNNNNNNN-TATAAT-NNNNNNNNNNNN 
42 4 aTaACA-attgacattgtgagcg-gATAAc-aagatactgagc 
88 4 TgGAat-accatgatttagtcta-TATAtT-ataacccgaagt 

17 pb 

Consensus (17 pb)    - 35                                                           - 10 
TTGACA-NNNNNNNNNNNNNNNNN-TATAAT-NNNNNNNNNNN 

35 2 TTGACA-ttgtgagcggataacaa-gATAcT-gagcacggtcg 
87 4 aTGgaA-taccatgatttagtcta-TATAtT-ataacccgaag 
92 4 aTacCA-tgatttagtctatatat-TATAAc-ccgaagtatca 

18 pb 

Consensus (18 pb)    - 35                                                              - 10 
TTGACA-NNNNNNNNNNNNNNNNNN-TATAAT-NNNNNNNNNN 

23 4 TTcAtt-acttcggaatctatgaaa-TATcAT-agattataga 
59 4 TaGACt-ttatcgagaatactcgat-TtTcAT-ggaataccat 
88 4 TgGAat-accatgatttagtctata-TATtAT-aacccgaagt 

Tableau 7 Séquences promotrices internes résiduelles après mutation de rSw1 pour obtenir 
rSw1.v2. Les bases modifiées sont indiquées en gras et en rouge sur fond jaune. De nouvelles séquences 
promotrices potentielles apparaissent dans la liste. Cependant, les séquences promotrices n’ayant que 3 
bases de différence avec la séquence promotrice consensus ont toutes été éliminées. 

 

1.3. Suppression de l’activité des promoteurs cryptiques internes dans rSw1 : 

validation in vivo 

Pour les mêmes conditions de mesure, lorsque nous comparons les niveaux de 

fluorescence mesurés dans le contexte du commutateur rSw1 initial et du commutateur altéré 

rSw1.v2, nous observons une réduction globale de la fluorescence moyenne par bactérie. Nous 

observons une baisse d’au moins un facteur 5 pour les plus faibles concentrations d’IPTG : 0 et 

2 µM et une baisse d’au moins un facteur 2 pour les plus fortes concentrations d’IPTG : 20, 50, 

100, 200 et 1000 µM. L’allure générale de la courbe et la différence de fluorescence entre l’état 

non induit (0 µM d’IPTG) et l’état complètement induit (1000 µM d’IPTG) restent inchangés 

dans les deux cas (Figure 58). Ainsi, la différence d’activité promotrice de pLlacO-1 entre l’état 

non-induit et induit reste inchangée. 

Ces résultats indiquent que l’altération des promoteurs, réalisée par mutagenèse dirigée dans la 

séquence de rSw1 a bien réduit le niveau d’expression de la protéine fluorescente mKate2 d’une 

quantité constante sur toute la gamme de concentration d’IPTG, confirmant ainsi notre 

hypothèse initiale d’un effet de promoteurs internes sur la dynamique de régulation observée. 

Ainsi, le fait de diminuer le niveau basal d’expression a permis d’améliorer la gamme 

dynamique de l’induction par l’IPTG : on passe d’un facteur 2 à un facteur 6 environ.  
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Enfin, comme mentionné précédemment, la suppression de séquences promotrices internes 

devrait également permettre une meilleure dynamique de régulation basée sur la commutation 

de rSw1 par son antisens ARN effecteur.8 

Ces courbes d’induction à l’IPTG permettent également tout d’abord de tester que notre 

dispositif expérimental permet bien de détecter et de mesurer une régulation de l’expression de 

la protéine rapportrice mKate2. Et d’autre part, la régulation mesurée constitue une référence 

quant aux variations d’expression pouvant être escomptées pour les états « ON » et « OFF » 

des commutateurs répressibles. 
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Figure 58 Courbes d’induction par l’IPTG de la plateforme rSw1-mKate2 et 
rSw1.v2- mKate2 sous contrôle du promoteur pLlacO-1. Les fluorescences moyennes par bactérie 
(Fluorescence/DO600), prises pendant la croissance équilibrée, sont tracées en fonction de la 
concentration d’IPTG. Les barres d’erreur correspondent à des écarts-types, obtenus à partir de 3 
réplicats. La courbe en ligne continue est construite suivant l’équation de Hill (8). La courbe verte est la 
même que la Figure 40 (page 73). Les meilleurs paramètres d’ajustement pour la courbe en rouge sont 
donnés dans le Tableau 8. Croissance en milieu minimum M9 + 0,2 % glucose + 40 µg/ml de 
kanamycine. Noter que ces mesures sont faites en absence de plasmides antisens. 
  

                                                 
8 L’activité de ces séquences promotrices internes n’a pas été détectée dans les tests in vitro de rSw1. Ceci 

pourrait s’expliquer par l’utilisation, pour ces tests, d’un promoteur de la transcription beaucoup plus fort (pT7A1) 
dont la forte activité promotrice a pu masquer l’activité des séquences promotrices internes. 
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Chi2 0,13 
R2 0,9994 
 Valeurs Écarts-types 
𝑭𝑭0 402,0 9,6 

𝑭𝑭max 2533 30 
𝑲𝑲 51,6 1,7 
𝒏𝒏 1,613 0,067 

  
Tableau 8 Paramètres utilisés pour l’ajustement des données d’induction avec la courbe 

construite à partir de l’équation de Hill (8). 
 

2. Identification et suppression d’effets séquence-spécifiques des antisens ARN sur la 

croissance des bactéries  

2.1. L’antisens ARN as13 a un effet sur la croissance des bactéries 

D’un point de vue méthodologique, pour s’assurer de la spécificité de l’effet de l’antisens 

ARN sur la régulation de l’état in vivo des commutateurs ARN, nous comparons l’effet d’un 

antisens ARN spécifique du commutateur ARN à tester à l’effet d’un antisens ARN non-

spécifique, qui à priori ne s’hybride pas au commutateur ARN. En effet, puisque l’antisens est 

transcrit par un promoteur fort, nous ne pouvons pas utiliser la souche n’exprimant pas 

d’antisens du tout comme référence ; la répartition des éléments de la machinerie cellulaire 

(ARN polymérases, ribosomes...) ne serait pas égale dans les deux conditions. Par exemple, 

pour le test du fonctionnement de rSw1 en présence ou en absence de l’expression de l’antisens 

ARN, nous utilisons respectivement les antisens as1 et as13 ; as1 étant l’antisens spécifique de 

rSw1 et as13 un antisens spécifique de iSw13 qui ne devrait pas, à priori, s’hybrider sur le 

commutateur rSw1. 

Cependant, le résultat d’un premier test du fonctionnement de rSw1 montre que l’un des deux 

antisens as1 ou as13 a un effet sur la croissance, visible par une turbidité différente en phase 

stationnaire (Figure 54A) : le rendement apparent9 de croissance des bactéries exprimant as1 

est supérieur par rapport à celui des bactéries exprimant as13. Ayant une conséquence sur le 

niveau de fluorescence/DO600 mesuré, cet effet sur la croissance remet en question l’effet de 

régulation que nous observons, également visible à partir de l’entrée en phase stationnaire 

(Figure 54B). Nous observons le même effet pour le commutateur inductible iSw13 

(Figure 59A). Là aussi, le rendement apparent de croissance est réduit en présence de as13. 

                                                 
9 L’effet sur la DO600 peut être dû soit à une différence dans le nombre de bactéries, et donc à une différence 

de biomasse, soit à une différence de forme des cellules ou de leur composition, induite par les effets sur la 
croissance.   
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Lorsqu’on calcule le taux d’expression spécifique (Fluorescence/OD600), on observe l’effet 

attendu : une plus forte expression en présence d’as13 (Figure 59B). Cependant, les différences 

de rendement apparent introduisent une ambigüité dans l’interprétation des résultats. De plus, 

la dynamique d’expression d’iSw13 en phase stationnaire n’est pas identique dans les deux 

conditions : tandis que l’activité du gène rapporteur reste constante en présence d’as13, en 

présence d’as1 on observe une deuxième petite induction à 20h, ce qui complique encore la 

comparaison. 
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Figure 59 L’antisens as13 réduit le rendement apparent de la croissance.  (A) DO600 en fonction 

du temps. La turbidité finale est réduite en présence d’as13. (B) Fluorescence relative, 
Fluorescence/DO600, en fonction du temps. L’expression du gène rapporteur apparait plus forte en 
présence d’as13 dès l’entrée en phase stationnaire. En orange, bactéries exprimant le commutateur ARN 
inductible iSw13 et son antisens spécifique as13. En bleu, bactéries exprimant le commutateur ARN 
inductible iSw13 et un antisens non-spécifique as1. Les données correspondent à des moyennes et les 
barres d’erreur représentent des écarts-types obtenus à partir de 9 réplicats. Cultures dans un milieu 
minimum M9 + 0,2 % glucose + 40 µg/mL de kanamycine + 100 µg/mL d’ampicilline + 1 mM d’IPTG. 
 

A 
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Nous avons cherché des causes potentielles de l’effet des ARN antisens sur le rendement 

de la croissance d’E. coli. Un alignement de séquences entre le chromosome bactérien et les 

séquences des deux antisens as1 et as13 montre que le transcrit de l’antisens ARN as13 peut 

potentiellement s’hybrider avec un transcrit du gène hycE (Figure 60) qui joue un rôle 

important dans le métabolisme de la bactérie, plus particulièrement en entrée de phase 

stationnaire où la disponibilité en oxygène devient limitée à cause d’une trop forte densité 

cellulaire. Il s’agit d’un gène qui code pour une protéine correspondant à la grande sous-unité 

d’une hydrogénase 3, faisant elle-même partie d’un complexe FHL (formate hydrogen lyase) 

qui dégrade le formate en CO2 et H2. Le formate est un sous-produit du métabolisme du glucose 

en condition anaérobique. Cette dégradation du formate en CO2 et H2 participe notamment à la 

désacidification du milieu de culture, permettant de réduire la mort des bactéries [114][115]. 

Une perturbation de l’expression de ce gène en fin de phase exponentielle pourrait alors 

perturber la croissance des bactéries en phase stationnaire, ce qui semble effectivement être le 

cas pour les différents tests que nous réalisons en présence de l’expression de l’antisens ARN 

as13, car le rendement de croissance en présence de l’expression de cet antisens est plus faible 

(Figure 54A et Figure 59A) par rapport à celui obtenu par exemple en présence de l’expression 

de l’antisens as1. 

 
hycE-hycF 
2838250 < 2838051 
                                                *           M  F  ... 
5'-...UCGAGCguuaCa-gcauugagcguaaAaACUCGCCGCUGAAAUAAGGAAUCGCCAUGUUU...-3' 
3'-...gcaaaauaaucuccguaacucgcauugucauguuuaugaca-5' 
              ----------------- 
              **             ** 
       as13m1 ---------------CA-5’ 
       as13m2 UA-------------CA 
       as13m3 UG-------------CA 

Figure 60 Alignement de séquences entre l’antisens as13 et la fin de la région ORF de hycE 
sur l’ARN messager de l’opéron hycE-hycF. L’ARN as13 peut s’hybrider sur l’ARN messager du 
gène hycE qui joue un rôle important dans le métabolisme de la bactérie en condition anaérobie. En bleu 
sont représentés les nucléotides complémentaires entre les transcrits de hycE et as13 ; en noir, le transcrit 
du gène hycE ; en rouge, le transcrit de l’antisens as13 ; soulignée en rouge la région contenant la 
séquence antisens et surlignée en gris la partie qui s’hybride effectivement au commutateur iSw13. Le 
codon start du gène hycF est surligné en vert, il code pour la méthionine (M). Le codon stop du gène 
hycE est surligné en rouge.  
 

À la vue de ces résultats, il est donc important de trouver un antisens non-spécifique qui 

n’aurait pas d’effet sur la croissance. Un tel antisens pourrait servir de contrôle non-spécifique 

fiable pour le test du fonctionnement des commutateurs ARN en absence d’antisens ARN 
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spécifique. Aussi, il faudrait modifier la séquence de l’antisens ARN as13, de façon que son 

transcrit n’interfère plus avec le transcrit du gène hycE et n’affecte plus la croissance des 

bactéries et donc la mesure du niveau d’expression du gène rapporteur. 

 

2.2. Choix d’un bon contrôle de spécificité pour l’effet des antisens ARN effecteurs sur 

les commutateurs ARN 

Pour tester le fonctionnement des commutateurs ARN en absence d’expression de leurs 

antisens ARN spécifiques, nous envisageons d’utiliser un plasmide d’expression de l’antisens 

qui exprime soit un transcrit n’ayant pas de région de complémentarité avec le commutateur, 

soit un transcrit ne contenant que la séquence du DSRhairpin et la séquence de terminateur T1rrnB 

sans aucune autre séquence entre les deux, et qu’on appellera « as0 ».  

Pour l’antisens ARN n’ayant pas de région de complémentarité avec le commutateur ARN, 

nous choisissons d’utiliser la séquence inverse de l’antisens as1, qui est donc ni complémentaire 

à rSw1, ni complémentaire à iSw13. Nous appellerons cet antisens « as1_inv ». 
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Figure 61 L’antisens as0 n’affecte pas la croissance des bactéries. Les courbes montrent la DO600 

en fonction du temps pour la souche sauvage BW25113 sans plasmide (en mauve), la souche exprimant 
le commutateur rSw1 et son antisens spécifique as1 (en rouge), la souche exprimant le commutateur 
rSw1 et l’antisens as0 (en noir), et la souche exprimant le commutateur rSw1 et l’antisens non-spécifique 
as1_inv (en gris). Les données correspondent à des moyennes et les barres d’erreur représentent des 
écarts-types obtenus à partir de 9 réplicats. Culture dans un milieu minimum M9 + 0,2 % glucose + 40 
µg/mL de kanamycine + 100 µg/mL d’ampicilline + 20 µM d’IPTG. La souche sauvage BW25113 
pousse en milieu minimum M9 sans antibiotique. 
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La Figure 61 compare les courbes de croissance obtenues sur une souche sauvage BW5113, 

une souche exprimant le commutateur et son antisens spécifique, une souche exprimant le 

commutateur et l’antisens non-spécifique as1_inv, et une souche exprimant le commutateur et 

l’antisens as0. 

La similarité des courbes de croissance de la souche sauvage et de la souche exprimant le 

commutateur rSw1 et son antisens spécifique as1, confirme que c’est bien as13 qui affecte la 

croissance des bactéries. Nous rappelons que le rendement de croissance en phase stationnaire 

de la souche exprimant le commutateur rSw1 et l’antisens as13 est plus faible que celui de la 

souche exprimant le commutateur rSw1 et l’antisens as1 (Figure 54A). L’antisens as0 semble 

également ne pas affecter la croissance des bactéries puisque la courbe de croissance de la 

souche exprimant le commutateur rSw1 et l’antisens as0 est similaire à celle de la souche 

sauvage, contrairement à celle de la souche exprimant le commutateur rSw1 et l’antisens 

as1_inv qui a un rendement de croissance plus faible en phase stationnaire par rapport aux deux 

autres. 

Ces résultats montrent que l’antisens as0 est le candidat idéal pour l’étude du 

fonctionnement des commutateurs ARN en absence de l’expression de leurs antisens ARN 

spécifiques. 

 

2.3. Optimisation de la séquence de l’antisens ARN as13 : réduction de l’effet sur la 

croissance des bactéries 

Le résultat d’alignement de séquences du chromosome bactérien avec la séquence du 

transcrit de l’antisens as13 (DSRhairpin et terminateur T1rrnB inclus) montre que la séquence de 

l’antisens ainsi que certains nucléotides qui l’encadrent peuvent s’hybrider avec le transcrit du 

gène hycE Figure 60. La séquence de l’antisens complémentaire à la séquence du commutateur 

est encadrée de part et d’autre par 4 nucléotides (respectivement 2 nucléotides en 5’ et 2 

nucléotides en 3’) non-appariés à la séquence du commutateur. Borer et al. [116][117] suggère 

qu’une double hélice d’ARN, ici représentée par l’hybridation entre l’antisens et le 

commutateur, serait stabilisée par la présence de ces bases non-appariées à cause d’un 

phénomène d’empilement (ou stacking). Or, si elles sont non-appariées à la séquence du 

commutateur, nous constatons d’après les résultats d’alignement de séquences indiqués sur la 

Figure 60, qu’elles le sont avec la séquence du transcrit du gène hycE. La stratégie utilisée pour 

empêcher l’hybridation entre les transcrits de l’antisens as13 et du gène hycE est donc de muter 
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ces bases de façon à réduire la complémentarité entre les deux ARN messagers et peut-être 

même augmenter la complémentarité entre l’antisens et le commutateur en contrepartie.  

Trois variantes de la séquence as13, notés de 1 à 3, sont ainsi réalisés (Figure 60) :  

• as13m1 : mutations de deux nucléotides (UA → AC) du côté 5’ de l’antisens, qui 

éliminent l’appariement des deux premières bases du côté 5’ du transcrit de l’antisens 

avec le transcrit du gène hycE. 

• as13m2 : mutations des deux nucléotides du côté 5’ (UA → AC) et du côté 3’ (UA → 

AU) de l’antisens, qui éliminent l’hybridation des bases encadrant l’antisens avec le 

transcrit du gène hycE. Par ailleurs, les deux bases mutées en 3’ rallongent la 

complémentarité de l’antisens avec le commutateur. 

• as13m3 : mutations des deux nucléotides du côté 5’ (UA → AC) et du côté 3’ (UA → 

GU) de l’antisens, qui éliminent également l’hybridation des bases encadrant l’antisens 

avec le transcrit du gène hycE. 
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Figure 62 Comparaison des courbes de croissance des bactéries exprimant les différents 

mutants de l’antisens as13. Coexpression du commutateur iSw13 avec les différents mutants de 
l’antisens as13 : iSw13 + as13m1 (vert clair) ; iSw13 + as13m2 (vert foncé) ; iSw13 + as13m3 (vert 
kaki). Les courbes de croissance de la souche sauvage BW25113 (en mauve), ainsi que de la souche 
coexprimant le commutateur iSw13 et l’antisens non-spécifique as0 (en noir) sont également 
représentées. Les données correspondent à des moyennes et les barres d’erreur représentent des écarts-
types obtenus à partir de 9 réplicats. Culture dans un milieu minimum M9 + 0,2 % glucose + 40 µg/mL 
de kanamycine + 100 µg/mL d’ampicilline + 20 µM d’IPTG. La souche sauvage BW25113 pousse en 
milieu minimum M9 sans antibiotiques. 
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A l’exception de la courbe de croissance de la souche coexprimant le commutateur iSw13 

et l’antisens as13m3, les courbes de croissance des autres souches se ressemblent, avec des 

temps de doublement identiques. Plus précisément, le rendement de croissance de la souche 

coexprimant le commutateur iSw13 et l’antisens as13m3, en phase stationnaire, est plus faible 

comparé aux autres souches (Figure 62). 

Les antisens as13m1 et as13m2 semblent donc être de bons candidats pour le test du 

fonctionnement du commutateur iSw13 en présence d’expression de l’antisens spécifique, qui 

peut alors être soit l’antisens as13m1, soit l’antisens as13m2. 

Les séquences de ces deux antisens étant différentes l’une de l’autre, leurs cinétiques 

d’hybridation avec le commutateur iSw13 peuvent aussi être différentes. Par conséquent, il est 

possible que les efficacités de commutation du commutateur, initiée par ces deux antisens soient 

également différentes. Nous verrons dans le chapitre suivant lequel de ces deux antisens est 

meilleur pour induire une commutation du repliement du commutateur iSw13. Aussi, nous 

verrons plus en détails tous les résultats de test in vivo du fonctionnement des deux types de 

commutateurs : iSw13 (inductible) et rSw1 (répressible), en absence et en présence de 

l’expression de l’antisens qui leur est spécifique. 

 

Chapitre 3 : Validation in vivo, du fonctionnement des commutateurs 

ARN inductible iSw13 et répressible rSw1  

1. Introduction 

Dans ce chapitre seront présentés les résultats de validation in vivo du fonctionnement des 

commutateurs ARN inductible iSw13 et répressible rSw1, en absence et en présence de 

l’expression de l’antisens qui leur est spécifique, respectivement as13 (as13m1 ou as13m2) et 

as1. Nous rappelons que les deux types de commutateurs testés ici sont issus de deux méthodes 

de design différentes : une méthode manuelle (rSw1) et une méthode semi-automatique 

(iSw13). Pour cette étude, le but final est bien évidemment de pouvoir valider la méthodologie 

générale de design semi-automatique utilisée pour la génération de séquences ARN 

fonctionnelles, ici des commutateurs ARN. Cependant, une partie importante de ce travail 

consiste également à vérifier le bon fonctionnement de la plateforme construite et utilisée pour 

réaliser la validation in vivo du fonctionnement des commutateurs ARN. 

Les différentes optimisations faites précédemment ont ainsi abouties à la mise en place 

d’une plateforme in vivo de test du fonctionnement des différents commutateurs générés. Cette 

plateforme consiste en l’utilisation d’une bactérie E. coli comme organisme hôte, dans lequel 
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sont coexprimés le commutateur et l’antisens via deux plasmides d’expression différents. Pour 

le test du fonctionnement des commutateurs en absence d’expression des antisens qui leur sont 

spécifiques, il s’agit de coexprimer le commutateur ARN avec une séquence ARN ne contenant 

pas de région de complémentarité avec la séquence du commutateur. La transcription de cette 

séquence se fait via le même plasmide utilisé pour exprimer l’antisens. Le transcrit contient la 

séquence du DSRhairpin ainsi que la séquence du terminateur T1rrnB. 

Nous testerons d’abord le commutateur inductible, puis le commutateur répressible. 

 

2. Fonctionnement du commutateur ARN inductible iSw13 dans la bactérie E. coli 

La caractérisation du fonctionnement des commutateurs ARN se fait par la comparaison de 

l’intensité relative de fluorescence produite par la bactérie entre deux situations différentes : en 

coexpression avec un antisens effecteur spécifique du commutateur ou en coexpression avec un 

« antisens » non-spécifique (en fait, un transcrit sans région antisens). Nous rappelons qu’un 

rapporteur fluorescent (mKate2) est utilisé comme proxy pour déterminer le chemin de 

repliement emprunté par le commutateur se trouvant à son amont. Deux chemins de repliement 

peuvent être adoptés par celui-ci, en fonction de la présence ou non de l’antisens ARN qui lui 

est spécifique. Ces deux chemins de repliement du commutateur doivent conduire à la 

production de niveaux de fluorescence différents. Ainsi, en absence de l’antisens ARN qui lui 

est spécifique le commutateur ARN inductible iSw13 doit adopter un « état OFF ». Alors que 

l’hybridation avec l’antisens ARN qui lui est spécifique (as13m1 ou as13m2) doit induire une 

commutation de son chemin de repliement vers un « état ON », qui conduit à une augmentation 

du niveau de fluorescence. 

Les résultats présentés sur la Figure 63 montrent une augmentation de la fluorescence moyenne 

par bactérie en présence de l’antisens spécifique, principalement observée pendant la phase 

stationnaire, à partir de 13 heures de croissance environ. 

Pour cette étude, deux antisens (as13m1 et as13m2) sont testés. Nous observons que 

l’augmentation de la fluorescence moyenne par bactérie induite en présence de l’antisens 

as13m2 est un petit peu plus élevée (30 %), par rapport à celle induite en présence de l’antisens 

as13m1 (26 %). L’efficacité de commutation initiée par l’antisens as13m2 est donc meilleure, 

probablement due aux mutations introduites dans la séquence de cet antisens qui ont permis de 

rallonger la région complémentaire au commutateur iSw13 et augmenter la stabilité ou la 

cinétique d’hybridation entre les deux ARN.  
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Par ailleurs, la similarité des courbes de croissance (Figure 63A) nous permet cette fois-ci 

d’affirmer que l’effet que nous observons sur la fluorescence relative en début de phase 

stationnaire est bien une conséquence de l’hybridation de l’antisens ARN sur le commutateur, 

induisant une commutation du repliement de celui-ci vers un « état ON », une expression du 

gène fluorescent à son aval et donc une augmentation de la fluorescence moyenne par bactérie. 

Il s’agit bien d’une induction de la transcription du commutateur iSw13 en présence de son 

antisens spécifique as13m2. 
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Figure 63 Le fonctionnement in vivo du commutateur inductible iSw13 : niveau d’expression 

du gène rapporteur en absence d’un antisens ARN spécifique (as13m1 ou as13m2) ou d’un 
transcrit sans région antisens (as0). (A) DO600 en fonction du temps. Les courbes de croissances de 
chaque culture sont identiques. (B) Fluorescences relatives, Fluorescence/DO600, en fonction du temps. 
(C) Comparaison de la fluorescence relative en phase exponentielle et à 24h de croissance. L’intensité 
de la fluorescence relative en présence d’as0 en phase stationnaire est normalisée à 1. Les données 
correspondent à des moyennes et les barres d’erreur représentent des écarts-types obtenus à partir de 9 
réplicats. Culture dans un milieu minimum M9 + 0,2 % glucose + 40 µg/mL de kanamycine + 100 
µg/mL d’ampicilline + 20 µM d’IPTG. 
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3. Fonctionnement du commutateur ARN répressible rSw1 dans la bactérie E. coli 

En accord avec le fonctionnement théorique des commutateurs ARN répressibles, les 

résultats de validation in vivo du fonctionnement du commutateur répressible rSw1 montrent 

que celui-ci se retrouve dans un « état ON » en absence de l’antisens as1. Par contre, en 

présence de cet antisens spécifique, la fluorescence moyenne par bactérie diminue d’environ 

32 %, indiquant une commutation de repliement du commutateur rSw1 vers « l’état OFF » 

(Figure 64). Il s’agit bien d’une répression de la transcription du commutateur rSw1 en 

présence de son antisens spécifique as1. 
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Figure 64 Le fonctionnement in vivo du commutateur répressible rSw1 en absence et en 

présence de l’antisens ARN (as1) qui lui est spécifique. (A) DO600 = f(t). (B) Fluorescence/DO600 = 
f(t). (C) Comparaison de l’intensité de fluorescence/DO600 mesurée en absence (rSw1 + as0) et 
présence (rSw1 + as1) de l’expression de l’antisens ARN spécifique au commutateur. Les données 
correspondent à des moyennes et les barres d’erreur représentent des écarts-types obtenus à partir de 9 
réplicats. Culture dans un milieu minimum M9 + 0,2 % glucose + 40 µg/mL de kanamycine + 100 
µg/mL d’ampicilline + 20 µM d’IPTG.  
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Il faut noter que ces deux dernières expériences sont faites dans un milieu de culture contenant 

20 µM d’IPTG et non 1 mM comme c’était le cas dans les expériences des chapitres précédents. 

En diminuant le niveau d’expression du commutateur ARN, et donc en diminuant le nombre de 

transcrits de ce dernier, nous favorisons l’excès du transcrit de l’antisens par rapport à celui du 

commutateur, qui est une des conditions nécessaires pour que tout commutateur ARN puisse 

rencontrer avec la même probabilité un antisens ARN (pas de déplétion du stock de transcrits 

antisens). 

 

4. Conclusions 

Nous avons réussi à mettre en place une plateforme qui permet de valider le fonctionnement 

des commutateurs ARN chez la bactérie E. coli. Cette plateforme convient tout aussi bien à la 

validation du fonctionnement des commutateurs générés à partir d’une méthode manuelle de 

design, que des commutateurs générés à partir d’une méthode de design semi-automatique. 

Ainsi, nous avons réussi à valider le fonctionnement de deux commutateurs ARN, dont l’un a 

été généré par la méthode manuelle (rSw1) et l’autre par la méthode semi-automatique (iSw13).  

En accord avec les résultats de validation in vitro, nous montrons d’une part que le commutateur 

rSw1 est bien dans un « état ON » en absence de l’antisens as1 et dans un « état OFF » en sa 

présence ; et d’autre part, que le commutateur iSw13 est bien dans un « état OFF » en absence 

de l’antisens as13 et dans un « état ON » en sa présence.  

Cependant, au lieu d’observer un effet de commutation en phase exponentielle de croissance, 

comme nous nous y attendions, c’est en phase stationnaire de croissance que ces effets sont 

observés. Or, nous avons vu que se placer en phase exponentielle de croissance signifie se placer 

en condition de croissance équilibrée, durant laquelle tous les constituants cellulaires sont 

synthétisés à des vitesses constantes par rapport aux autres. Ainsi on s’assure que le changement 

d’état du commutateur est uniquement dû à la présence de l’antisens ARN et non à d’autres 

paramètres. L’interprétation des effets en phase stationnaire est plus compliquée. Dans l’état 

actuel de nos connaissances, nous ne sommes pas capables de donner une réponse précise pour 

expliquer ces effets de commutation observés uniquement en phase stationnaire de croissance. 

Il est possible qu’il s’agisse d’un effet de régulation que le promoteur pRNAI subit pendant 

cette période ou la transition vers cette phase, ce qui affecterait l’expression de l’antisens et 

donc l’effet sur le commutateur. D’autres possibilités comprennent des changements globaux 

de la stabilité des petits ARN à l’arrivée en phase stationnaire ou l’implication de facteurs 

spécifiques de la phase stationnaire qui favoriseraient l’hybridation entre deux ARN. 
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En plus de la mise au point de la plateforme de mesure in vivo et la validation de deux 

commutateurs, les différentes optimisations que nous avons réalisées nous ont permis 

d’identifier des caractéristiques qu’il est important d’inclure dans la méthodologie de design 

des commutateurs ARN. Par exemple, il est important de vérifier que le commutateur ne 

contient pas de séquences se rapprochant des séquences consensus de promoteur. Nous avons 

également constaté que des séquences synthétiques, donc presque aléatoires, peuvent 

significativement influencer la physiologie globale de la cellule. Dans le futur, il sera 

probablement indiqué de minimiser la probabilité que l’antisens s’hybride sur d’autres transcrits 

de la bactérie, et vérifier que l’expression de l’antisens n’interfère pas avec le métabolisme de 

l’organisme hôte dans lequel on réalise la validation in vivo. 

   

Partie V : Conclusions, discussions et perspectives 
Conception de commutateurs ARN 
Dans ce travail de thèse, nous présentons une méthodologie d’ingénierie [Mladek et Dawid 

(pas encore publié)][2] qui permet de concevoir de façon semi-automatique des riborégulateurs 

entièrement synthétiques, s’inspirant de mécanisme de terminaison/anti-terminaison que l’on 

retrouve chez la bactérie (par exemple la régulation du nombre de copies du plasmide pT181 

chez Staphylococcus aureus [118][76]).  

Cette approche s’appuie sur : 

(i) des principes théoriques architecturaux permettant de guider le repliement co-

transcriptionnel de l’ARN vers une structure fonctionnelle finale souhaitée ; 

(ii) une optimisation des séquences basée sur une sélection de certains motifs de séquence ; 

(iii) une validation par des simulations numériques de repliement co-transcriptionnels. 

Grâce à cette méthode, deux séries de riborégulateurs ont pu être conçus : un commutateur ARN 

répressible qui, par défaut, est dans un état ON et réprimé en présence d’un petit ARN antisens 

effecteur correspondant à un antisens ARN ; trois commutateurs ARN inductibles qui, par 

défaut, sont dans un état OFF et induits en présence d’un petit ARN antisens effecteur. 

Nous évaluons ici cette méthodologie d’ingénierie en testant les commutateurs ARN 

générées, d’abord par transcription in vitro, puis par des expériences fonctionnelles in vivo, plus 

particulièrement dans la bactérie Escherichia coli. 
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Validation in vitro des commutateurs 
La transcription in vitro nous a permis de valider le fonctionnement du commutateur 

répressible (rSw7) et du commutateur inductible (iSw13). Cependant, nous montrons aussi que 

contrairement à ce que la simulation du repliement co-transcriptionnel sur Kinefold nous 

suggère, les commutateurs que nous testons ne fonctionnent pas toujours de manière 

satisfaisante. 

Ainsi nous montrons, par exemple, que les deux autres commutateurs inductibles que nous 

testons ne fonctionnent pas correctement (Figure 23) : ils sont par défaut déjà dans un état ON 

alors que l’on s’attendrait à ce qu’ils soient dans un état OFF. Cela suggère que le terminateur 

présent dans chaque commutateur est déficient, laissant la transcription se poursuivre au-delà 

du commutateur. Une analyse plus approfondie des simulations du repliement co-

transcriptionnel de ces mêmes séquences suggère que les terminateurs peu efficaces in vitro 

seraient associés à une tendance de ces derniers, soit à ne pas se former (ex : iSw11 dont le 

terminateur n’est pas formé dans 2 simulations sur 5 et dont la transcription in vitro conduit à 

seulement 13 % de terminaison), soit à se former, mais de façon tardive ou incomplète (ex : 

iSw3 dont le terminateur se forme tardivement lors des simulations et dont la transcription in 

vitro conduit à seulement 0% de terminaison). Nous parvenons toutefois à valider le 

fonctionnement du commutateur inductible iSw13 en présence d’antisens ARN (as13), avec 

87 % d’induction (Figure 24). 

Par ailleurs, malgré le fait qu’on observe bien une commutation ON/OFF du commutateur 

répressible rSw7 en présence d’antisens ARN (as7), nous n’obtenons malheureusement qu’une 

répression partielle (30%) de l’expression, même en présence d’une très forte concentration 

d’antisens ARN (Figure 25). Plusieurs hypothèses sont avancées pour expliquer ce défaut de 

régulation : il peut s’agir soit d’une faible stabilité de l’interaction entre l’antisens ARN et sa 

cible sur le commutateur ARN, soit d’une formation tardive ou partielle du terminateur censé 

se former dans le commutateur, ou bien d’une faible efficacité de terminaison de la transcription 

par ce terminateur. Pour discriminer entre ces différentes hypothèses, nous avons modifié la 

séquence de rSw7 de façon à ce que la région cible de l’antisens sur le commutateur soit délétée 

(rSw7_ΔAT), favorisant ainsi une formation constitutive du terminateur au cours de la 

transcription. Malgré la formation systématique du terminateur observée dans les simulations 

du repliement co-transcriptionnel par Kinefold, nous observons in vitro un taux de terminaison 

similaire au résultat précédent (rSw7 en présence d’une concentration saturante d’antisens 
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ARN), ce qui indique une faible efficacité intrinsèque de terminaison de la transcription par le 

terminateur du commutateur. 

 

Développement d’une plateforme de test in vivo 
Dans une seconde partie de ce travail, nous développons une plateforme de test dans la 

bactérie Escherichia coli, qui permet de valider le fonctionnement in vivo des commutateurs 

ARN précédemment validés in vitro. Nous utilisons pour cela, le commutateur inductible iSw13 

et un commutateur répressible rSw1, de structure similaire à celle de rSw7, mais conçu à partir 

d’une méthodologie manuelle. Nous focalisons sur ce commutateur car il a montré une 

meilleure gamme dynamique de régulation in vitro dans un travail antérieur par Dawid et al. 

[2]. Le développement de cette plateforme aborde des défis majeurs, notamment la conception 

de circuits d’interaction d’ARN à l’interface avec la machinerie cellulaire. Nous avons réussi à 

développer une plateforme dans laquelle les expressions des deux espèces d’ARN 

(commutateur ARN et antisens ARN) se font à partir de vecteurs plasmidiques différents 

(différents nombres de copies par bactérie) et dans lesquels leurs transcriptions sont contrôlées 

de manière indépendante par des promoteurs distincts. Ces commutateurs contrôlent 

notamment l’expression d’une protéine fluorescente, de sorte que la fluorescence moyenne des 

bactéries reflète indirectement le fonctionnement du commutateur et donc son état de 

repliement. 

Pour cette caractérisation in vivo, toutes les mesures sont réalisées dans un lecteur de 

microplaque. Nous mesurons alors une valeur d’intensité de fluorescence, que nous rapportons 

ensuite à une valeur de densité optique qui reflète la quantité de bactéries présentes dans la 

culture pendant la mesure. Nous mesurons ainsi une fluorescence relative, correspondant à une 

fluorescence moyenne par bactérie 

 

Optimisations 

1. Mesures en présence de billes 

Lors des expériences en microplaques, nous constatons qu’à très forte densité bactérienne 

(en phase stationnaire), les bactéries ont tendance à s’agréger de façon inhomogène au fond des 

puits de la microplaque, introduisant un biais lors des mesures d’absorbance et affectant ainsi 

les valeurs finales de fluorescence par bactéries. Pour résoudre ce problème nous décidons alors 

d’introduire dans chaque puits de la microplaque, une bille de verre de 2 mm de diamètre, qui 

sert à mieux homogénéiser la culture. L’inclusion de la bille de verre améliore également la 
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croissance en phase exponentielle, probablement par une amélioration de l’oxygénation. La 

contrepartie de cette amélioration, qui nous permet d’obtenir des courbes de croissance très 

reproductibles, est une analyse plus compliquée afin d’éliminer les mesures d’absorbance 

« aberrantes » dans les cas où le faisceau de mesure frappe la bille. Ces différents aspects 

techniques sont très rarement abordés, voire même ignorés dans certaines études similaires, ce 

qui peut rendre discutable les analyses des résultats. 

2. Améliorations du design des commutateurs 

Lors de la caractérisation in vivo, nous avons également constaté que la séquence du 

commutateur répressible rSw1 contenait des séquences promotrices qui provoquaient une fuite 

d’expression, indépendante de l’activité du promoteur utilisé pour contrôler la transcription du 

commutateur. Cette fuite avait un impact critique sur le fonctionnement apparent du 

commutateur rSw1, car sa gamme dynamique de régulation apparente s’en trouvait 

artificiellement réduite. 

Par ailleurs, nous avons constaté que le rendement de croissance des bactéries en phase 

stationnaire était plus faible pour celles qui exprimaient l’antisens ARN as13, que celles qui ne 

l’exprimaient pas. Nous nous sommes rendu compte qu’en raison du contexte de séquence 

spécifique initialement choisi, cela générait un transcrit d’as13 qui pouvait s’hybrider sur 

l’ARN messager du gène hycE du génome bactérien. Ce gène a un rôle critique dans la 

croissance bactérienne, notamment lorsque l’oxygène devient limitant, ce qui peut être le cas à 

haute densité de cellules et donc en fin de phase exponentielle ou en entrée en phase 

stationnaire. En modifiant le contexte de séquence de l’antisens as13, pour diminuer la 

complémentarité avec l’ARN messager de hycE, nous avons restauré la croissance au même 

niveau que celui observé avec la bactérie sauvage. 

De nouveaux, ces résultats apportent de nouvelles suggestions, pour renforcer les performances 

de la méthodologie d’ingénierie de séquences de commutateur ARN, en rajoutant dans les 

critères de design des séquences de commutateurs l’exclusion des séquences se rapprochant des 

séquences consensus de promoteur naturel ; mais aussi la possibilité de vérifier que les antisens 

obtenus n’interfèrent pas avec le métabolisme cellulaire car cet antisens se serait hybridé avec 

un gène ayant un rôle critique dans le métabolisme. 

 

Évaluation de deux commutateurs optimisés sur la plateforme 
Après toutes les optimisations, nous avons testé sur la plateforme un commutateur 

inductible et un commutateur répressible. Il s’avère que, contrairement à ce que nous attendions, 
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l’effet de régulation due au fonctionnement du commutateur n’est pas observé en phase 

exponentielle de croissance des bactéries, et donc en régime permanent, mais seulement à partir 

de l’entrée en phase stationnaire. Toutefois, nous observons une régulation claire, que 

l’ensemble de nos contrôles permettent d’attribuer au fonctionnement des commutateurs, 

commutés spécifiquement par les ARN antisens effecteurs associés. 

 

Perspectives d’améliorations 
Nos expériences montrent que nous sommes capables de dessiner et construire des 

commutateurs ARN fonctionnant de manière co-transcriptionnelle et régulant la transcription 

in vivo. Nous avons caractérisé de tels régulateurs in vitro, construit et optimisé une plateforme 

de mesure in vivo et évalué deux commutateurs sur cette plateforme. Les aspects les plus 

importants à améliorer dans notre système sont la faible gamme dynamique de nos régulateurs 

et le fait que nous observons leur fonctionnement qu’à partir de l’entrée en phase stationnaire. 

Nous pouvons envisager différentes pistes pour tenter de résoudre ces limitations. 

1. Extension du fonctionnement des commutateurs à la phase exponentielle de croissance 

Plusieurs hypothèses sont avancées pour expliquer le fait que nous observons une 

régulation qu’à partir de l’entrée en phase stationnaire. Il est possible que la cause soit 

l’utilisation du promoteur pRNAI pour transcrire les antisens. Il s’agit d’un promoteur utilisé pour 

l’expression d’un antisens ARN impliqué dans la régulation du nombre de copies des plasmides 

pUC19, et l’activité de ce promoteur en fonction de la phase de croissance n’est pas connue.  

Une autre possibilité pour expliquer l’observation repose sur la stabilité des ARN. Sachant 

que les antisens ARN sont de petite taille (≈ 20 nucléotides) et sont exprimés sous forme simple 

brin, ce qui les rend plus fragiles face aux RNases, nous pouvons aussi nous interroger sur leur 

stabilité. En particulier, il n’est pas clair si leur stabilité varie en fonction de la phase de 

croissance. Le changement de stabilité de l’ARN est un des mécanismes de la régulation de 

l’expression génique [119]. Par exemple, le petit ARN MicA est régulé par la polynucléotide 

phosphorylase (PNPase) en fonction de la phase de croissance, dans ce cas avec une moins 

grande stabilité en phase stationnaire [120]. 

Pour vérifier ces différentes hypothèses, nous pourrions imaginer réaliser tout d’abord un 

Northern Blot qui permettrait de quantifier le niveau d’expression de l’antisens dans les deux 

phases de croissance de la bactérie (exponentielle et stationnaire), lorsque cette expression est 

sous le contrôle du promoteur pRNAI. Avec la même méthode, nous pourrions ensuite mesurer 

la stabilité des antisens ARN pendant les 2 phases de croissance.  
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2. Amélioration des critères pour le design 

Nos résultats indiquent que la méthodologie de design pourrait être renforcée en utilisant 

des critères plus stricts pour la sélection des séquences des commutateurs et plus 

particulièrement sur la qualité de formation des terminateurs telle qu’observée dans les 

simulations de repliement co-transcriptionnel. En ce qui concerne la faible efficacité intrinsèque 

de terminaison de certains des terminateurs, il semblerait qu’elle soit une conséquence d’un 

effet de séquence puisque les critères que nous utilisons pour constituer un terminateur sont les 

mêmes pour tous et sont généralement ceux admis pour constituer un bon terminateur [121]. 

Cependant, dans l’état actuel de nos connaissances [121][122][123], il nous est encore difficile 

de prévoir l’efficacité de terminaison d’un terminateur à partir de sa séquence. Une solution 

serait de tester l’efficacité de terminaison de différentes séquences de terminateurs dans des 

conditions bien contrôlées, comme le propose les travaux récents de Chen et al. [124] et 

Cambray et al. [100], et d’en déduire les critères importants pour constituer un terminateur 

efficace. Des études récentes montrent également que l’efficacité d’un terminateur in vivo peut 

dépendre des conditions de croissance [125]. La prise en compte de telles études génomiques 

pourrait aider à améliorer le design des terminateurs. De plus, il est connu que l’efficacité de la 

terminaison dépend également indirectement du promoteur [126][127] : des effets de 

coopération entre ARN-polymérases font qu’un promoteur fort peut diminuer l’efficacité d’un 

terminateur simple en aval. Dans notre design, on pourrait donc envisager non seulement 

d’optimiser le terminateur, mais potentiellement également le promoteur. 

3. Augmenter la stabilité de l’ARN antisens 

Nous n’avons pas mesuré la stabilité de nos ARN antisens in vivo. Il est tout à fait possible 

qu’ils soient dégradés rapidement. La structure de nos ARN antisens est très simple, 

comprenant un DSR faisant office de tige-boucle, la séquence antisens elle-même, suivie d’un 

terminateur simple fort. Les tiges-boucles du DSR et du terminateur ont tendance à protéger la 

molécule envers une dégradation en 5’ et en 3’. Nous pourrions envisager de renforcer la 

structure secondaire côté 5’ de l’ARN antisens. Également, fournir des sites de liaison de 

chaperonnes ARN, tels que Hfq ou ProQ, pourrait stabiliser l’ARN [128]. 

4. Augmenter la vitesse d’hybridation entre ARN antisens et cible 

Il est tout à fait possible que la vitesse de formation de l’hybride entre ARN antisens et 

ARN commutateur soit limitante pour le fonctionnement du système. Un grand nombre de 

régulateurs ARN cible la traduction. Dans ces commutateurs sous contrôle thermodynamique, 

le temps entre la synthèse du commutateur et la reconnaissance par l’ARN antisens peut être 
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plus long. Même si la régulation ne fonctionnerait pas au premier passage des ribosomes, un 

temps significatif s’écoule entre deux initiations successives de la traduction. Par contre, un 

régulateur de la transcription doit former la structure appropriée très rapidement puisque l’ARN 

polymérase avance à environ un nucléotide par 20 millisecondes. 

Des chaperonnes ARN spécifiques, comme Hfq, peuvent accélérer la localisation et 

l’hybridation de l’ARN antisens avec sa cible [61]. Pour que Hfq reconnaisse efficacement 

l’ARN antisens, il serait possible d’intégrer au design une séquence de nucléation, « seed 

sequence » [129]. Une dizaine de nucléotides en 5’ sont suffisants pour constituer une séquence 

de nucléation efficace [130]. Bien sûr, ce rajout implique de redessiner le commutateur ARN. 

D’autres tests simples pour une exploration rapide d’autres conditions thermocinétiques 

pour tenter d’améliorer l’hybridation consisteraient à conduire des expériences à des 

températures plus basses pour réduire la vitesse de transcription ou dans des souches dans 

lesquelles la vitesse de transcription par l’ARN polymérase est réduite. Il faut toutefois noter 

que la température est un paramètre très général, qui peut affecter dans un sens ou dans l’autre 

de nombreux processus : change la stabilité thermodynamique des structures secondaires de 

l’ARN et donc affecter le repliement co-transcriptionnel, affecter la cinétique des enzymes et 

donc les taux de transcription et de dégradation des ARN antisens, affecter la processivité des 

ARN polymérase ou l’efficacité de terminaison des terminateurs… 

 

Perspectives concernant les principes de design 
Un des résultats clés de ce travail est de disposer à présent d’une plateforme expérimentale 

complète de test de commutateurs ARN synthétiques, in vitro et in vivo. Cette situation permet 

à présent d’envisager d’explorer les principes de design de tels commutateurs, à savoir explorer 

de façon plus systématiques différentes architectures de commutateurs, différents critères de 

design de séquences, etc. Le but étant alors de pouvoir étudier le lien séquence–repliement–

fonction pour l’ARN, dans un contexte de repliement co-transcriptionnel et par une approche 

d’ingénierie. 
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Partie VI : Annexes 
Annexe A : Listes des plasmides et souches utilisés 

1. Listes des plasmides 

Plasmides Description Taille 

pGEJ1701 pLlacO1-iSw13-DSRpL-RBS-mKate2-T1rrnB-pSC101ori-KanR 4534 

pGEJ1703 pLlacO1-rSw1-DSRpL-RBS-mKate2-T1rrnB-pSC101ori-KanR 4482 

pGEJ1707 pLtetO1-DSRpL-as1-T1rrnB-ColE1ori-T0-tetR-PN25-CmR 2914 

pGEJ1708 pLtetO1-DSRpL-as13-T1rrnB-ColE1ori-T0-tetR-PN25-CmR 2912 

pGEJ1711 pLtetO1-RBS-mKate2-T1rrnB-ColE1ori-T0-tetR-PN25-CmR 3650 

pGEJ1714 pLtetO1-DSRpL-as1-T1rrnB-AmpR-pUCori 2199 

pGEJ1715 pLtetO1-DSRpL-as13-T1rrnB-AmpR-pUCori 2197 

pGEJ1716 pLtetO1-DSRPL-RBS-mKate2-T1rrnB-AmpR-pUCori 2935 

pGEJ1717 pLlacO1-rSw1.v2-DSRpL-RBS-mKate2-T1rrnB-pSC101ori-KanR 4482 

pGEJ1718 pRNAI-DSRpL-as1-T1rrnB-AmpR-pUCori 2263 

pGEJ1719 pRNAI-DSRpRNAI-as1-T1rrnB-AmpR-pUCori 2282 

pGEJ1720 pRNAI-DSRhairpin-as1-T1rrnB-AmpR-pUCori 2259 

pGEJ1721 pRNAI-DSRhairpin-as1-TRNAI-AmpR-pUCori 2194 

pGEJ1722 pRNAI-DSRpRNAI-as13-T1rrnB-AmpR-pUCori 2280 

pGEJ1723 pRNAI-DSRhairpin-as13-T1rrnB-AmpR-pUCori 2257 

pGEJ1724 pRNAI-DSRhairpin-as13-TRNAI-AmpR-pUCori 2192 

pGEJ1733 pRNAI-DSRhairpin-T1rrnB-AmpR-pUCori 2240 

pGEJ1746 pRNAI-DSRhairpin- as13m1-T1rrnB-AmpR-pUCori 2257 

pGEJ1747 pRNAI-DSRhairpin- as13m2-T1rrnB-AmpR-pUCori 2257 

pGEJ1748 pRNAI-DSRhairpin- as13m3-T1rrnB-AmpR-pUCori 2257 

pGEJ1749 pRNAI-DSRhairpin- as1_inv-T1rrnB-AmpR-pUCori 2255 

DSRpL : DSR de pLlacO1 ou pLtetO1 

DSRpRNAI : DSR de pRNAI 
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2. Liste des souches de bactéries 

Souche Caractéristiques 

BW25113 Δ(araD-araB)567 Δ(rhaD-rhaB)568 ΔlacZ4787 (::rrnB-3) hsdR514 rph-1 

GEJ074 BW25113, pGEJ1707 

GEJ078 BW25113, pGEJ1716 

 

3. Liste des séquences des commutateurs ARN 

rSw1 GGUCGUAACAACGACCAAAUGCUUCAUUACUUCGGAAUCUAUGAAAUAUCAUA

GAUUAUAGAUUUUAUCAAGAAUACUUGAUUUUCAUAGAAUACUAUGAUUUAAU

CUAUAUAUUAUAACCCGAAGUAUCAAGCAUGAUACUUCGGGUUUUUUGAACUC

GUUUAGUAUCAAUAU 

rSw1.v2 GGUCGUAACAACGACCAAAUGCUUCAUUACUUCGGAAUCUAUGAAAUAUCAUA

GAUUAUAGACUUUAUCGAGAAUACUCGAUUUUCAUGGAAUACCAUGAUUUAGU

CUAUAUAUUAUAACCCGAAGUAUCAAGCAUGAUACUUCGGGUUUUUUGAACUC

GUUUAGUAUCAAUAU 

rSw7 GGUCGUAACAACGACCAUUCCGUACCUGAGUCAUGACGUAAUGCAAUCGCAUU

ACGUUCUGCGCCCGUCUAGCAGCCUAGACACAGUCUCCGCCGAGACUACAGCG

CAGGCCCUUCACCGCAUGGCUCGAUACGGAUCGAGCCAUGCUUUUUUAAGGCA

UCACGCUCGAAACAA 

iSw13 GGUCGUAACAACGACCACCGAUGAGGCAUUGAGCGCAGCCAGUGAAGCACCCU

UCACUGUCAUAGCUCCAGAUCCUGCCCCAGGAUCACCGAGUCCAAACGGACUC

GCCGGAGCUAUGAACUACUCAAUGUCUCGUCCAUUACCAACCUGGUAAUCGAG

ACAUUCGAUUGCCAUUUUUUUUUUAAGAAAUGAACGCAAUCGC 

iSw11 GGUCGUAACAACGACCAAACGCGGUGAUGCUUAGAGCUAACAGUCCGAAACCG

GACUGUACCUGCUAUCCCUUCGUGCCUCACGAAGCCGUCUACGCCCUCGUAGA

CCCGAUAGCAGGUCAGAUAAGCGUCAUCGCGCAAUACAAUCCUUGUAUUCGAU

GACGUUGAAUGCAAUUUUUUUUUUAAGAAAUUCUCGCAUUCAC 

iSw3 GGUCGUAACAACGACCAAUUAUGCAUACUCAUACGUCAGAUCUAGGUAAAAAC

CUAGAUUAAUUGUUAUUAUCAAGUAAUACUUGAUUUUCAUUAGAAUACUAAUG

AUUUUAACAAUUAUAAUAUGAGUGUGCGUGGAACGCAAAGCGUUCCAUCACUC

GGUGGAACGCUUUUUUUUUGAGAGAGCGUCAUUAAC 

Les parties soulignées correspondent aux régions cibles des antisens ARN 

En gras sont représentés les nucléotides mutés pour passer de rSw1 à rSw1.v2 
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4. Liste des coeurs de séquence des antisens ARN 

as10 5’-AAUCGAAGUAAUGAAGCUC-3’ 

as70 5’-UACAUGACUCAGGUACGAA-3’ 

as13 5’-UACGCUCAAUGCCUCUA-3’ 

as11 5’-AAUCUAAGCAUCACUCC-3’ 

as30 5’-AUCGUGUGAGUGUGCUA-3’ 

Chaque commutateur ARN est associé à un antisens ARN portant le même numéro (exemple 

l’antisens as11 s’hybride avec le commutateur ARN rSw11. 

 

Annexe B : Méthodes expérimentales 

1. Composition des milieux de culture utilisés 

1.1. Milieu LB (Luria-Bertani), pour 1 L 

Composition Quantité Concentration finale 

Bacto-tryptone 10 g 1 % 

Extrait de levure 5 g 0,5 % 

NaCl 5 g 85 mM 

1 M NaOH Ajout petit à petit jusqu’à pH = 7  

 

1.2. Milieu minimum M9, pour 1 L 

Composition Quantité Concentration finale 

Salts (10X) 100 mL 1 X 

Glucose 20 % 10 mL 0,2 % 

1 M MgSO4 1 mL 1 mM 

1 M CaCl2 0,3 mL 0,3 mM 

Vitamine B1 (1 mg/mL) 1 mL 1 µg/L 

Trace elements 100X 10 mL 1X 
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Composition Salt (10X) 

Na2HPO4-2H2O 75,2 g/L 

KH2PO4 30 g/L 

NaCl 5 g/L 

NH4Cl 5 g/L 

 

Trace elements 100X 

EDTA 5 g/L 

FeCl3-6H2O 0,83 g/L 

ZnCl2 84 mg/L 

CuCl2-2H2O 13 mg/L 

CoCl2-2H2O 10 mg/L 

H3BO3 10 mg/L 

MnCl2-4H2O 1,6 mg/L 

 

2. Protocoles de biologie moléculaire et microbiologie 

2.1. Transcription in vitro 

Nous utilisons l’ARN polymérase d’E. coli (NEB M0551S) pour réaliser les réactions de 

transcription in vitro. 

Pour 10 µL de volume réactionnel, mélanger les différents réactifs de la liste suivante : 

 Quantité Concentration finale 

H2O RNase free qsp  

Tampon* (5X) 2 µL 1X 

Matrice ADN (produits PCR) Dépend de la concentration 

initiale de matrice 
60 nM 

rNTP 2,5 mM chacun  2 µL 0,5 mM 

ARN polymérase 1000 U/ml 1 µL 1 U/µL 

 

*La composition du tampon est donnée par le fabricant. 
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Laisser incuber le mélange à 37 °C pendant 1 heure, au bout de laquelle le mélange est transféré 

à – 20 °C pour arrêter la transcription.  

 

2.2. Électrophorèse sur gel de polyacrylamide 

Nous faisons migrer les produits de transcription in vitro dans un gel de polyacrylamide en 

condition dénaturante, c’est-à-dire en présence d’urée.  

Composition du gel : 

• 12 ml de polyacrylamide 6 % – urée 8M 

Cette solution est préalablement préparée en mélangent pour 100 ml de solution finale : 

− 15 ml d’acrylamide : bisacrylamide (au proportion 19 : 1) 40% (6 % final) 

− 10 ml de tampon TBE 10X (1X final) 

− qsp 100 ml H2O RNase free 

• 120 µL de persulfate d’ammonium (APS) 10 % 

• 6 µL de N, N, N’, N’-Tétraméthyléthylènediamine (TEMED) 

 

Couler le mélange entre 2 plaques de verre espacées de 1,5 mm par des espaceurs pour faire un 

gel de dimension 16 cm x 14 cm x 1,5 mm 

Une fois durci, monter l’assemblage précédent à la verticale sur une cellule d’électrophorèse 

remplie d’un tampon TBE 1X. 

 

3. Réglages utilisés pour des mesures typiques de fluorescence et d’absorbance avec le 

TECAN Infinite M200 PRO 

− Température : 37°C +/- 0,5 °C 

 

− Mesure d’absorbance : longueur d’onde de 600 nm 

o Bande passante : 9 nm 

o Agitation avant mesure de l’absorbance pour l’homogénéisation de 

l’échantillon : 

 Agitation linéaire, amplitude de 3 mm, pendant 20 sec 

 Temps d’attente avant la mesure : 15 sec 

o Mesure : 

 Nombre de flash : 25 
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− Mesure de fluorescence de mKate2 : longueurs d’onde théoriques d’émission et 

d’excitation => 588/633 nm 

o Bande passante d’excitation : 9 nm 

o Bande passante d’émission : 20 nm 

o Agitation avant la mesure de fluorescence pour l’homogénéisation de 

l’échantillon : 

 Agitation orbitale, amplitude : 3 mm, pendant 20 sec 

 Temps d’attente avant la mesure : 15 sec 

o Mesure : 

 Nombre de flash : 25 

 Temps d’intégration : 200 µs – temps de mesure de l’intensité de 

fluorescence après excitation de l’échantillon. Soit 25 x 200 µs 

 Gain : 100 – ce paramètre permet d’ajuster l’amplification du signal, 

qui se fait lors de la conversion du signal de fluorescence en signal 

électronique, l’ajustement du gain permet de se placer dans la bonne 

gamme de détection par rapport aux niveaux d’intensité lumineuse 

hauts et bas à détecter. 

 Z-position : 20000 µm – ce paramètre permet d’ajuster la hauteur de 

l’objectif au-dessus de l’échantillon. La lumière d’excitation pouvant 

être réfléchie par l’échantillon, le réglage de Z-position permet de 

maximiser le signal rapport/bruit. 

 

− Temps de l’expérience : 24 h 

 

− La mesure au TECAN est gérée par un logiciel nommé I-control qui génère un 

fichier Excel dans lequel sont stockées les données brutes. Ces données sont 

présentées sous forme de tableau dans lequel chaque colonne correspond à un puits 

dans la microplaque et chaque ligne aux valeurs d’absorbance ou de fluorescence 

mesurées tous les 5 minutes environ. Pour chaque cycle de mesure, le premier temps 

de mesure est stocké dans la deuxième colonne. 
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Abstract 
This thesis work is a contribution to the general field of synthetic biology of RNA and aims 

at constructing and testing the functioning of RNA switches controlled by small anti-sense 

RNAs. The corresponding topic of fundamental research addresses the relationship between 

sequence, folding and function of an RNA molecule.  

We have devised RNA switches that adopt two alternative conformations. In one 

conformation, the RNA forms a transcriptional terminator, stopping the expression of a 

downstream gene. The alternative conformation undoes the terminator structure and allows 

read-through to the downstream DNA. The choice of which conformation the RNA molecule 

adopts depends on the presence or absence of a small regulatory anti-sense RNA. We have 

validated the functioning of our repressible and inducible switches in vitro. In order to validate 

the functioning of the switches in vivo, we have constructed and optimized a genetic testing 

system in the bacterium Escherichia coli. The performance of the switch is measured by the 

expression of a fluorescent reporter gene cloned downstream of the switch. We have thus been 

able to provide a proof of concept of the design, construction and in vivo functioning of 

activatable and repressible RNA switches.  

Our in vitro and in vivo experiments have allowed us to discover new principles of the 

design of synthetic RNA switches. We have also been able to optimize the expression 

conditions of the switches and the measurements methods of the in vivo experiments. The 

dynamic range of our RNA switches needs to be improved and we have discovered several 

promising avenues to accomplish this goal. More generally, our results form the basis of a more 

systematic exploration of the relationships between sequence, folding and functioning of RNA 

molecules. 
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