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Résumé de la thèse  

Les ARNt portent de nombreuses modifications post-transcriptionnelles des 

nucléosides. Ces réactions chimiques de maturation peuvent se produire sur les 

bases et le sucre de l’ARNt. La famille des ARNt est la famille d’ARN qui compte le 

plus grand nombre de nucléotides modifiés avec 92 modifications connues (voir la 

base de données des modifications des ARNt : http://biochem.ncsu.edu/RNAmods). 

Les fonctions de ces modifications commencent peu à peu à être élucidées. D’une 

manière générale, les modifications des nucléotides de la boucle anticodon sont 

nécessaires pour un appariement correct codon-anticodon et une reconnaissance 

par l’aminoacyl-ARNt-synthétase. Les modifications au niveau des boucles T et D 

facilitent le repliement et la stabilisation de la structure en L des ARNt. Pour les 

modifications localisées en dehors de ces boucles, elles peuvent affecter la stabilité 

de sa structure, l’identité de l’ARNt ou le mener vers des structures alternatives non 

fonctionnelles. Ces modifications sont donc essentielles pour le maintien de la 

fonction cellulaire normale, et des altérations de ces modifications conduisent 

inévitablement à des pathologies plus ou moins marquées chez l’Homme. 

Parmi ces modifications, les méthylations sont les plus courantes. Elles sont 

assurées par des méthyltransférases qui utilisent le donneur universel de méthyle 

la SAM (S-adénosyl-L-méthionine) pour transférer son groupement méthyle au 

nucléoside cible. 

Cette thèse porte sur l’étude structurale par RMN et cristallographie de deux de ces 

méthyltransférase des ARNt :  

 TrmK la méthyltransférase m1A de la position 22 

 TrmI la méthyltransférase m1A de la position 58 bacterienne. 

Les modes de reconnaissance entre ces méthyltransférase et leurs substrats ARNt 

sont étudiés. 

Mots clé : ARN de transferts, méthyltransférase, m1A, TrmK, TrmI 
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Chapitre I Introduction 

I. Les ARN de transfert 

Les acides ribonucléiques de transfert (ARNt) sont les adaptateurs du code 

génétique. Ils font le lien physique entre la séquence d’acide nucléique d’un ARN 

messager (ARNm) et la séquence d’acide aminés d’une protéine. Ils s’apparient 

grâce à leur anticodon correspondant au codon du code génétique, à l’ARN 

messager apportant l’acide aminé adéquat au ribosome pour la synthèse 

peptidique. Ils ont été mis en évidence pour la première fois en 1958 par Mahlon 

Hoagland qui a montré l’existence dans la cellule d’ARN solubles portant des acides 

aminés, et a prouvé leur implication dans la synthèse peptidique [1].  

I.1 Structure des ARNt 

I.1.1 Structure primaire 

Les ARN sont des polymères organiques formés par la succession de briques 

élémentaires : les nucléotides composés d’une base azotée, d’un sucre (le ribose) et 

d’un groupement phosphate (Figure I-1 A). Les nucléotides sont reliés entre eux 

par une liaison phosphodiester impliquant l’oxygène 3’ du ribose d’un nucléotide et 

le phosphate en 5’ du nucléotide précédant dans la séquence. La polarité des ARN 

est définie par la nomenclature des sucres, on parlera ainsi d’extrémité 3’ ou 5’ de 

l’ARN. Le carbone anomérique (en 1’) porte la base azotée qui donne au nucléotide 

ses caractéristiques. Il existe pour les ARN quatre bases canoniques : deux purines 

(la guanine et l’adénine) et deux pyrimidines (l’uracile, et la cytosine) (Figure I-1 
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B). Nous verrons au cours de cette introduction que ces nucléotides peuvent être 

très modifiés chimiquement par des enzymes dites de modification.  

 

Figure I-1 Organisation des ARN A) Structure générale, le groupement phosphate est 

sur fond vert, le sucre sur fond rouge et la base sur fond bleu. B) Les quatre bases 

canoniques de l’ARN. 

En 1968, le Prix Nobel de Médecine ou Physiologie a été accordé à Robert Holley 

(conjointement avec Har Gobind Khorana et Marshall Nirenberg) « pour leur 

interprétation du code génétique et de ses fonctions dans la synthèse protéique. » C’est 

en effet dans son équipe qu’a été séquencé le premier ARNt [2]. Les ARNt ont des 

tailles variables de 74 à 98 nucléotides avec une moyenne de 76. Leurs séquences 

primaires sont codées par des gènes spécifiques, et ils sont synthétisés par l’ARN 

polymérase III chez les eucaryotes (il n’y a qu’une polymérase chez les procaryotes). 

Un important travail d’alignement de séquence d’ARNt a été entrepris dans les 

années 80 par M. Sprinzl et continué jusqu’à aujourd’hui [3–5], donnant lieu à une 

nomenclature systématique. En effet, de nombreuses positions invariantes (U8, A14, 

G18, G19, A21, U33, G53, T54, Ψ55, C56, A58, C61, C74, C75 et A76) et semi-invariantes (Y11, 
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R15, R24, Y32, R37, Y48, R57 et Y60)0F

* ont été décrites [6]. Dans ce contexte, les ARNt sont 

conventionnellement numérotés du nucléotide 1 pour l’extrémité 5’ (il existe 

parfois un nucléotide -1), au nucléotide 76 en 3’, et ce quel que soit le nombre réel 

de nucléotides. Les trois nucléotides de l’anticodon sont ainsi toujours les 

nucléotides 34, 35 et 36. L’extrémité 3’ est caractérisée par la présence du triplet de 

nucléotides CCA, l’adénine terminale étant la base qui sera aminoacylée sur le 2’OH 

ou 3’-OH selon la classe de l’aminoacyl-ARNt synthétase (aaRS). 

I.1.2 Structure secondaire 

Certains groupes de nucléotides de la chaine de l’ARNt sont capables de s’apparier 

entre eux, via des liaisons hydrogèns. Ces appariements sont de type Watson-Crick : 

paire de base G=C et A-U, et de type wobble le plus fréquemment la paire G○U1F

† 

(Figure I-2 B). Ces appariements provoquent la formation de quatre bras qui 

donnent aux ARNt leur structure secondaire dite en feuille de trèfle (Figure I-2 B). 

Ces bras sont : 

 Le bras accepteur qui relie les extrémités 5’ et 3’, laissant libre une à 

deux bases suivies de l’extrémité CCA 

 Le bras D, qui doit son nom à la présence très fréquente d’une ou 

plusieurs dihydrouridine (noté D) 

 Le bras anticodon portant au niveau de la boucle les trois nucléotides 

de l’anticodon aux positions 34, 35 et 36 

                                                        
* Les pyrimidines sont notées Y et les purines R. 
† Dans ce manuscrit les appariements seront notés de façon simplifiée : les paires de bases Watson-
Crick seront notées avec deux traits pour G=C et un seul pour A-U, les appariements de type wobble 
avec un rond (par exemple G○U) et les autres appariements non canoniques avec un rond plein (par 
exemple m7G46●G22). 
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d’un double cercle. Les ARNt ayant une région variable longue (présence de nucléotide 

“e”) sont dit de classe II, les régions variables courtes définissent la classe I. 

I.1.3 Structure tertiaire 

La première structure cristallographique d’un ARNt (ARNtPhe de levure) a été 

résolue en 1974 par Sung-Hou Kim [7, 8], la même équipe ayant publié 

précédemment des données à basse résolution, qui permettait déjà d’avoir une idée 

de l’organisation générale de l’ARNt [9, 10]. De nombreuses structures d’ARNt seuls 

ou en complexe ont depuis été résolues. Ces structures ont montré que le 

repliement tridimensionnel des ARNt est extrêmement bien conservé. Ils adoptent 

une structure tridimensionnelle caractéristique dite en forme de « L » (Figure I-3). 

Cette structure résulte de l’empilement d’une part du bras accepteur et du bras T, et 

d’autre part du bras D et du bras anticodon, qui forment deux hélices 

perpendiculaires. Cette structure est maintenue par des interactions de type 

liaisons hydrogène entre les nucléotides des boucles T et D. On trouve en particulier 

la paire de bases G19=C56 qui forme « l’angle » de l’ARNt et est présente dans la 

majorité des séquences connues [11].  
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Figure I-3 Structure cristallographique d’un ARNt de classe II : l’ARNtSec humain [12] 

(code d’accession PDB : 3HL2), l’empilement des bras T et accepteur ainsi que des 

bras D et anticodon formes deux hélices perpendiculaires. La boucle variable forme 

une hélice supplémentaire sans interaction avec les autres bras de l’ARNt. 

Ces interactions ne se limitent pas aux appariements Watson-Crick classiques, de 

nombreuses autres types d’appariements dit non canoniques sont possibles (Figure 

I-4). On pourra citer la paire G15●C48 ; la paire G18●Ψ55 qui ne comporte qu’une 

liaisons hydrogène ; ou encore deux paires Reverse-Hoogsteen très conservées : 

 

Figure I-4 Exemples d’appariement non WC. 

A) Trois faces d’une base peut former des 

appariements avec d’autres bases. B) 

Appariement Hoogsteen et Reverse-

Hoogsteen pour la paire A●U, la paire de 

bases Reverse Hoogsteen est caractérisée 

par la position en trans des liaisons 

glycosidiques. C) Exemple d’appariement 

triple ici G●G=C. 
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T54●m1A58 et U8●A14. On trouve également les appariements triples U8●A14●A21 

(présent dans 82% des ARNt) G45●m2G10=C25, m7G46●G22=C13 et A9●A23●U12.  

Une structure plus récente de l’historique ARNtPhe de levure [13] résolue à 1.93 Å a 

montré la présence de 11 sites de fixations spécifiques pour des métaux, et 

notamment pour des métaux divalents. Il est connu, de longue date, que les ARN 

structurés ont besoin de cation et en particulier de sodium et de magnésium pour 

stabiliser leur structure. Les cations permettent d’écranter les charges négatives du 

squelette phosphodiester, et ainsi stabilisent la compaction de la structure globale 

de l’ARN. 

I.1.1 Plasticité structurale 

La conservation de cette structure globale en “L” s’explique par le fait que les 

différents ARNt de la cellule interagissent avec les mêmes partenaires, comme le 

ribosome ou les facteurs de traduction. Les petites variations locales, de structure 

ou de séquence, expliquent les interactions spécifiques que chaque ARNt peut 

entretenir avec certains partenaires cellulaires, notamment son aaRS. Certains ARNt 

vont avoir des flexibilités plus importantes ou pourront atteindre des 

conformations locales différentes des autres qui permettent à leurs partenaires de 

les discriminer. Cette plasticité structurale joue un rôle important dans les fonctions 

biologiques des ARNt. Quelques exemples sont donnés dans les paragraphes 

suivants. 

La Figure I-5 illustre les importantes déformations que peuvent subir les ARNt au 

cours de leurs interactions avec leurs partenaires cellulaires. 

La plasticité structurale est révélée notamment par le changement dans 

l’orientation relative des deux hélices de l’ARNt, l’angle variant de 65° (Figure I-5 

d) à 110° (Figure I-5 b). Quelques distances caractéristiques entre les phosphates 

des bases sont indiquées (en ångström). La distance D5 correspondant à l’écart 

entre l’anticodon et la dernière base avant le CCA. C’est celle qui varie le plus : 38% 
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entre l’ARNtAsp libre et en complexe avec son aaRS [14] (Figure I-5 b et d). De la 

même façon dans les différents sites du ribosome, les ARNt adoptent des 

conformations sensiblement différentes pour s’adapter aux différents sites du 

ribosome (Figure I-5 e et f). 

Enfin, un phénomène remarquable est celui de l’ajustement induit à longue distance 

que l’on peut observer sur ces ARNt. En effet, dans la structure de l’ARNtPhe lié au 

facteur d’élongation EF-Tu (Figure I-5 c), la boucle anticodon est dans une 

conformation très différente de celle de la structure libre (Figure I-5 a), alors que 

EF-Tu se lie sur la partie opposée de l’ARNt. 

 

Figure I-5 Plasticité structurale des ARNt [14]. Six structures d’ARNt sont montrées 

sous la même orientation, représentant différents états conformationels. (a) ARNtPhe 

de levure libre. (b) ARNtAsp de levure mimant l’interaction avec un ARNm, l’anticodon 

GUC étant en effet relié a un autre anticodon par les contacts cristallins. (c) ARNtPhe de 

levure en complexe avec le facteur d’élongation EF-Tu. (d) ARNtAsp de levure en 

complexe avec son aminoacyl-ARNt synthétase. (e) ARNtfMet de levure dans le site P du 
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ribosome. (f) ARNtPhe de levure dans le site E du ribosome.) (Codes d’accession PDB 

dans l’ordre 4TRA, 2TRA, 2TTT, 1ASY, 2J00, 2J00). 

La structure de l’ARNtfMet de E. coli [15] illustre bien comment une conformation 

différente de l’anticodon que cet ARNt est probablement le seul à pouvoir atteindre 

peut jouer un rôle biologique. La région de l’anticodon montre une structure unique 

impliquant deux des trois paires de bases G=C de la tige anticodon caractéristiques 

des ARNt initiateurs (Figure I-6 a). Cette structure unique peut être décrite par 

trois points :  

 Une paire de bases Cm32●A38 de type wobble qui étend la tige anticodon 

d’une paire supplémentaire (Figure I-6 c).  

 un triplet de bases entre la base A37 située après le triplet de l’anticodon et la 

paire G29=C41 du côté grand sillon (Figure I-6 d).  

 Un empilement particulier des bases de la boucle anticodon, où sur la base 

A38 est directement empilée sur la dernière base de l’anticodon U36, alors 

qu’elle est empilée sur la base 37 dans toutes les structures d’ARNt 

élongateurs (Figure I-6 b). Cette structure permet probablement sa 

sélection au site P du ribosome en tant qu’ARNt initiateur et permet de le 

distinguer des ARNt élongateurs. 

 

Figure I-6 Conformation unique du bras anticodon de l’ARNtfMet d’E. coli [15]. 

(a) Structure de la boucle anticodon de l’ARNtfMet, la base A38 est empilé sur 

l’anticodon, la base A37 interagit avec plusieurs bases du bras anticodon (b) la 
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structure de l’ARNtPhe élongateur est donnée pour comparaison. (c et d) La structure 

de cette boucle est expliquée notamment par la paire de bases Cm32○A38 (en vert sur 

les structures a et b) et l’appariement triple A37●G29=C41. 

Les deux exemples suivant montrent que des ARNt peuvent aussi avoir des 

structures tridimensionnelles différentes de cette forme en “L”.  

Les ARNt mitochondriaux peuvent présenter une diversité structurale très forte 

avec les ARNt cellulaires. En effet, on retrouve plusieurs ARNt auxquels il manque 

les bras T ou D, voire les deux [16, 17]. Ces ARNt sont pourtant aminoacylés 

normalement et peuvent prendre part à la synthèse protéique dans le ribosome 

mitochondrial [18].  

La structure la plus extrême de ces déformations induites par les interactions avec 

des partenaires est très certainement la conformation “λ” des ARNt en interaction 

avec certaines enzymes de modification. Cette conformation a été découverte avec 

la structure de l’enzyme de modifications ARNt-guanine transglycosylase (arcTGT) 

en complexe avec son substrat ARNt [19]. La modification a lieu sur la guanine 15 

qui est enfouie au cœur de la structure tertiaire de l’ARNt sous forme de L. Pour 

pouvoir atteindre cette position, l’enzyme doit déformer considérablement la 

structure de l’ARNt, qui adopte alors une structure dite “λ”. Dans cette structure, la 

région D ne forme plus de tige-boucle, mais est complètement ouverte. Toutes les 

interactions tertiaires entre boucles D et T sont détruites, la région variable forme 

une hélice avec une partie du bras D (hélice DV) et est empilé sur la tige anticodon 

(Figure I-7). 



 

Chapitre I 

Les ARN de transfert –  
Structure des ARNt 

 
11 

 

Figure I-7 Structure de l’ARNt sous forme λ en complexe avec l’enzyme de 

modification arcTGT (non montrée). Le code couleur pour les bras est le même que 

précédemment. Dans cette forme, le bras D est déformé en une large boucle et ne fait 

plus d’interaction avec la boucle T (code d’accession PDB : 1J2B)  [19]. 

Les ARNt ont tous la même conformation globale, mais leur structure est très 

dynamique, ils sont constamment déformés par les différentes interactions avec 

leurs partenaires cellulaires. Ils portent, en outre, des particularités structurales qui 

leurs permettent de s’adapter à leur différentes fonctions. 
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I.2 Fonctions des ARN de transfert 

La fonction la plus connue des ARNt est leur rôle dans la traduction, mais ils ne se 

restreignent pas à cette fonction et ils jouent de nombreux rôles dans les activités 

cellulaires. Les différentes fonctions des ARNt sont décrites dans les paragraphes 

suivants. 

I.2.1 Fonction dans la traduction 

Les ARNt dans la traduction 

La traduction est le processus par lequel un ARN messager (ARNm) est décodé par 

le ribosome, un polypeptide est alors synthétisé d’après la séquence de l’ARNm. Les 

ARNt sont centraux dans ce processus, ils font le lien entre le code génétique et la 

protéine en devenir. Le ribosome possède trois sites de liaison aux ARNt, les sites A 

(Aminoacyl), P (Peptidyl) et E (Exit) (Figure I-8). 

 

Figure I-8 Structure du Ribosome 70S de T. thermophilus les protéines sont en bleu 

clair et les ARN ribosomiques (ARNr) en vert. Un ARNtphe est présent dans chaque site 
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P (en jaune), E (en bleu) et A (en violet) l’ARN messager est en rouge. (code d’accession 

PDB : 4V51)  [20]. 

L’initiation de la traduction est la première étape de la traduction, et elle se fait sur 

un codon spécifique, dit codon d’initiation, dans le site P du ribosome. AUG est de 

loin le codon d’initiation le plus fréquent (83% des gènes chez E. coli commencent 

par ce codon), puis GUG (14%), et UUG (3%). Ces codons conduisent tous à 

l’incorporation du premier résidu N-terminal (la formyl-méthionine chez les 

procaryotes et la méthionine chez les eucaryotes) par l’action d’un ARNt initiateur 

(ARNti) spécifique. 

L’élongation implique les ARNt élongateurs porteurs des acides aminés qui sont 

intégrés à la protéine. Les ARNt matures et acylés, donc prêts pour rentrer dans la 

traduction sont liés par le facteur d’élongation Tu (EF-Tu) qui permet la liaison au 

ribosome dans le site A (Figure I-9 A - B). La liaison peptidique est alors formée 

entre le polypeptide jusqu’alors attaché à l’ARNt du site P, et l’acide aminé porté par 

l’ARNt nouvellement arrivé au site A. La protéine en formation est donc transférée 

du site P vers le site A en gagnant un acide aminé. L’ARNt du site E sort du ribosome 

en même temps (Figure I-9 C - D). 

La translocation a alors lieu sous l’action de la translocase EF-G chez les procaryotes 

ou eEF-2 chez les eucaryotes. L’ARNt porteur du polypeptide est déplacé du site A 

vers le site P et celui du site A vers le site E : le ribosome se déplace alors d’un codon 

(Figure I-9 E - F). 

Il est également de plus en plus proposé que les ARNt jouent un rôle important dans 

la catalyse de la formation de la liaison peptidique, ce point sera discuté dans le 

paragraphe I.2.2 en page 17. 
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Figure I-9 Etapes de l’élongation. Les petites et grandes sous unité du ribosomes sont 

représentées respectivement en jaune t vert, les ARNt sont bleu foncé, EF-Tu est en 

bleu clair et EF-G est orange. 

Le code génétique 

Le code génétique utilise des codons de trois bases pour encoder le type d’acides 

aminés, il existe donc 64 (43) codons possibles pour seulement 20 acides aminés – 

61 en réalité puisqu’il existe 3 codons-stops (Tableau I-1). Le code génétique est 

donc dit dégénéré, plusieurs codons synonymes codent pour un même acide aminé. 

Chaque organisme est capable de lire tous les codons du code génétique universel. 

Ainsi, plusieurs ARNt avec des anticodons différents peuvent porter le même acide 

aminé. Il n’existe néanmoins pas un ARNt par anticodon la plupart des organismes 

en possédant une quarantaine seulement [21, 22]. Certains ARNt peuvent lire 

plusieurs codons différents. L’appariement codon/anticodon repose sur trois paires 

de bases. Les deux premières sont des appariements Watson-Crick stricts et ne 

tolèrent aucun mésappariement. La troisième paire de bases en revanche repose 

sur un appariement moins strict, dit appariement wobble [23–25]. En position 

wobble plusieurs paires de base différentes peuvent être possibles, une uridine 

wobble est par exemple capable de faire un appariement avec n’importe laquelle 

des quatre bases A,G,C,T. Les codons d’un même acide aminé ayant souvent les deux 

premières bases identiques, l’appariement wobble sur la dernière paire permet 

d’économiser le nombre d’ARNt. Par exemple tous les codons glycine commencent 

par les deux bases G1G2, ces deux base pourront être suivies par n’importe laquelle 



 

Chapitre I 

Les ARN de transfert –  
Fonctions des ARN de transfert 

 
15 

des quatre autre bases (Tableau I-1), et pourront tous être lu par le même 

anticodon UCC. 

  2e Base 

U C A G 

1re
 B

as
e 

U 

UUU F Phe UCU 

S Ser 

UAU Y Tyr UGU C Cys U 

3
e Base

 w
obble

 

UUC UCC UAC UGC C 

UUA L Leu UCA UAA STOP Ocre UGA STOP Opale / 
U Sec / W Trp 

A 

UUG L Leu / 
START UCG UAG STOP Ambr

e / O Pyl UGG W Trp G 

C 

CUU 

L Leu 

CCU 

P Pro 

CAU H His CGU 
R Arg 

 

U 
CUC CCC CAC CGC C 
CUA CCA CAA Q Gln CGA A 
CUG CCG CAG CGG G 

A 

AUU I Ile 
 

ACU 

T Thr 

AAU N Asn AGU S Ser U 
AUC ACC AAC AGC C 
AUA ACA AAA 

K Lys 
AGA 

R Arg 
A 

AUG M Met / 
START ACG AAG AGG G 

G 

GUU 
V Val 

GCU 

A Ala 

GAU D Asp GGU 

G Gly 

U 
GUC GCC GAC GGC C 
GUA GCA GAA 

E Glu 
GGA A 

GUG V Val / S
TART GCG GAG GGG G 

Tableau I-1 Code génétique universel. Les codons alternatifs principaux sont notés 

après une barre oblique (Sec = sélénocystéine, Pyl = pyrolysine). Les codons d’initiation 

sont marqués START. Les codons synonymes sont dans la majorité des cas regroupé en 

“cases” (entourées d’un double trait) pour lesquelles les deux premières bases sont 

identiques. 

Biais d’usage des codons 

Avec la dégénérescence du code génétique vient la notion essentielle du biais 

d’usage des codons. Les organismes utilisent la totalité de ces codons, mais les 

séquençages des génomes montrent également une forte préférence de certains 

organismes pour des codons particuliers [26, 27]. Et chez un organisme sdonné, 

chaque gène est composé préférentiellement certains codons [28] (Figure I-10). 

Par ailleurs, la disponibilité intracellulaire des ARNt isoaccepteurs (portant le même 

acide aminé) varie également très fortement selon leur anticodon. L’utilisation par 

l’organisme des codons correspondant aux ARNt les plus disponibles permet donc 

d’optimiser la synthèse protéique. À l’inverse, l’utilisation de codons peu courants 
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permet de diminuer le taux de traduction de certaines protéines [28, 29]. Il est 

également proposé que des codons rares placés à des points stratégiques du gène 

permettent de stopper temporairement la traduction, laissant ainsi le temps à la 

protéine de se replier  [30]. Le biais d’usage des codons permet donc un niveau 

supplémentaire de régulation de la traduction qui dépend directement de la 

biodisponibilité des ARNt dans l’organisme. 

 

Figure I-10 Biais d’usage des codons dans différents organismes (Adapté de [26]). 

L’utilisation relative des codons est montrée pour 50 gènes pris au hasard dans 

différents organismes. Les gènes sont les lignes, les codons les colonnes. On remarque 

que certains organismes (T. thermophilus, P. falciparum en particulier) n’utilisent 

presque jamais certains codons. Chez l’Homme, le biais d’usage dépend très fortement 

du gène sélectionné ce qui laisse imaginer une importante régulation par ce moyen.  
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I.2.2 Activités catalytiques des ARNt 

Rôle dans le transfert de peptide au niveau du ribosome 

L’exemple principal de l’activité d’aide à la catalyse des ARNt est celui du centre 

peptidyl-transférase du ribosome. L’une des étapes clés de cette catalyse est 

l’activation par déprotonation du groupement α-NH2 de l’acide aminé porté par 

l’ARNt (dans le site A du ribosome). Il n’y a pas de groupement catalytique 

protéique au niveau du site peptidyltransférase, la catalyse est donc forcément 

ribonucléique [31]. Si le résidu A2451 de l’ARNr 23S a tout d’abord été proposé 

comme le groupement catalytique principal [32], des mutations ont montré que ce 

résidu ne jouait pas de rôle essentiel dans la catalyse [33, 34]. Les structures 

cristallographiques ont montré que le seul groupe capable d’agir comme une base 

était alors le 2’OH de l’ARNt dans le site P. Des expériences avec des ARNt modifiés, 

soit par un 2’OF, soit un déoxy-2’, ont montré une baisse drastique de l’efficacité 

catalytique du centre peptidyl-transférase [35]. Il est donc très probable que le 

groupement 2’OH du nucléotide A76 agisse comme une base générale pour la 

formation de la liaison peptidique (Figure I-11). 

A 

 

B 

 

Figure I-11 Activité catalytique de l’ARNt dans le site P du ribosome. A position 

relative des ARNt et des différents groupements terminaux dans le ribosome [36]. B 

Détail de la réaction : Le groupe α-NH2 dans le site A (en rouge) fait une attaque 

nucléophile sur le carbone du carbonyle du peptide en cours de synthèse dans le site P 
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(en bleu). Le groupement 2’ OH de l’ARNt dans le site P agirait comme une base 

générale dans cette réaction [37]. 

Rôle dans leur propre acylation/déacylation 

Il semblerait d’après plusieurs études [38–40] que les ARNt participent directement 

à la catalyse de leur propre acylation et déacylation. Il a été montré pour l’aaRS 

thréonine, que seule l’histidine 309 de cette protéine est primordiale pour la 

catalyse, or cette histidine lie directement le 2’OH terminal de l’ARNtThr [40, 41]. Ici 

encore le remplacement du 2’OH par un groupement fluor ou sa suppression 

conduisent à une diminution très forte de la catalyse indiquant l’implication de ce 

groupe dans la catalyse [40]. Les auteurs ont proposé que l’histidine 309 déprotone 

le groupement 2’OH, qui active à son tour le 3’-OH qui recevra l’acide aminé (Figure 

I-12 A). Enfin, un mécanisme du même type a été proposé dans le cadre de la 

déacylation des ARNt misacylés par l’aaRS Phe, qui est capable de détecter la 

misacylation et de déacyler l’ARNt. Dans ce cadre, la réaction étant une hydrolyse, 

elle est médiée par une molécule d’eau [38, 39] (Figure I-12 B). 

A 

 

B 

 

Figure I-12 Mécanisme d’acylation/déacylation d’ARNt. (A) Mécanisme catalytique 

proposé pour l’acylation de l’ARNtThr [40]. L’histidine 309 arrache le proton du groupe 

2’OH du nucléotide 76 de l’ARNt, qui déprotone à son tour groupement en 3’ qui va 
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alors attaquer le carbone du carbonyle et être ainsi acylé. (B) Mécanisme proposé de 

la réaction de déacylation par la synthétase de l’ARNtPhe misacylé [37]. 

Une dernière activité dans la catalyse sera abordée dans la section suivante. 

I.2.3 Donneur d’acide aminé 

Certains acides aminés sont incorporés dans des peptides dont la synthèse est 

indépendante du ribosome, ou sont utilisés comme précurseurs dans la production 

de petits métabolites. Les ARNt aminoacylés sont alors souvent utilisés comme 

donneurs d’acides aminés.3F

* 

Le peptidoglycane bactérien 

La muréine ou peptidoglycane bactérien est le composant principal de la paroi 

bactérienne. Cette paroi permet aux bactéries de ne pas exploser, malgré la très 

forte pression osmotique entre leur milieu intérieur et extérieur. La muréine est un 

polymère complexe formé par quatre éléments (Figure I-13) : 

 Une structure principale composée par l’alternance de deux sucres : N-

acétylglucosamine (NAG) et acide N-acétylmuramique (NAM) liés en β(1,4) 

 Lié au NAM, on trouve une chaine peptidique de trois à cinq acides aminés. 

Dans cette chaine on peut notamment trouver des acides aminés D (D-Ala et 

D-Glu en particulier) ce qui est unique aux parois bactériennes. 

 Des ponts interpeptidiques qui peuvent comporter jusqu’à cinq acides 

aminés (cinq glycines chez S. aureus) rtlient entre eux tous les peptides deux 

à deux, formant une structure maillée complexe. 

 Des acides lipotéichoïques qui fixent le peptidoglycane à la membrane 

bactérienne (Figure I-13 C). 

                                                        
* Le terme de synthèse peptidique non-ribosomale ne doit alors pas être utilisé car ce processus est 
défini comme également indépendante des ARNt. 
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Figure I-14 Structure de FemXWv en complexe avec un ARN-peptide-UDP-MurNAc 

[47]. La partie ARN est sur fond rouge et le pentapeptide-UDP-MurNAc en bleu. (Code 

d’accession PDB : 4II9) 

 

Figure I-15 Modèle proposé pour la réaction d’aminoacylation (adapté de  [47]). 

UM5P : peptide-UDP-MurNAc ; RNA : ARNt. Le groupement 2’OH du ribose de A76 joue 

un rôle actif dans les transferts de protons impliqués dans la catalyse.  

Dégradation des protéines : N-end rule 

La “N-end rule” (règle du N-terminal) est une voie de signalisation entrainant la 

dégradation des protéines qui est conservée chez tous les organismes, eucaryotes 

comme procaryotes [48]. Ce système détermine la demi-vie des protéines en 
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fonction de leur résidu Nter. Ce résidu terminal aura soit une action stabilisante, 

soit déstabilisante selon son type. La dégradation des protéines passe par le 

système ubiquitine-protéasome chez les organismes qui le possède (eucaryotes et 

certains procaryotes), ou par des protéases spécifiques chez les autres organismes. 

Une modulation de ce système existe via les protéines L, F, et R-transférases. Ce sont 

des peptidyl-transférases capables d’ajouter un résidu en N-terminal d’une 

protéine, en utilisant un ARNt comme donneur, leur site catalytique étant 

homologue à celui des protéines Fem X/A/B [49]. Les transférases L et F (leucine et 

phénylalanine) sont bactériennes, et la transférase R (arginine) est eucaryote. Les 

résidus F, L et R sont tous les trois des résidus fortement déstabilisant [50]. L’ajout 

en Nter de ces acides aminés provoque la dégradation des protéines cibles. 

 

Tableau I-2 Règle du N-terminal 

[48]. Demi-vie approximative de la 

protéine X-βgal ou X est le résidu 

Nter, chez E. coli à 37 °C et S. 

cerevisiae à 30°C.  

Modification de la membrane bactérienne 

Les aminoacyl phosphatidyl glycérol synthases (aa-PG synthase) sont un groupe 

d’enzymes qui attache différents acides aminés à des phosphatidyl-glycérol (PG). 

Ces lipides modifiés neutralisent les charges globalement négatives des membranes 
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(groupement phosphate des phospholipides). Ils rendent ainsi les membranes plus 

imperméables aux peptides antibactériens et aux antibiotiques cationiques (classe 

des aminoglycosides par exemple) [51]. Toutes les aa-PG synthases sont 

dépendantes d’ARNt comme donneur d’acide aminé [37]. 

Synthèse de composés organiques 

Les acides aminés portés par les ARNt peuvent être des précurseurs dans des 

synthèses de composés organiques. On peut citer par exemple la synthèse de 

l’antibiotique valinomycine (Figure I-16 A) qui utilise deux acides aminés comme 

précurseurs, la valine et la sérine ; la sérine étant apportée par un ARNt [52]. 

L’ensemble des protéines responsables de la production de cet antibiotique est 

regroupé dans un cluster de quatorze gènes [53]. L’ARNt sérine utilisée dans cette 

réaction est aminoacylé par une aa-ARNt synthétase spécifique –et essentielle 

faisant partie du cluster de gènes : VlmL [54]. La raison de la présence d’une 

synthétase spécifique n’est pas claire, puisque l’ARNtSer utilisé est un ARNt 

élongateur normal de la synthèse peptidique. Les cyclodipeptides synthases, 

responsables de la synthèse de dipeptide cyclique (Figure I-16 B) bactérien (cyclo 

L-Phe-L-Pro entre autres) sont également dépendantes des ARNt comme donneurs 

d’acides aminés dans ces synthèses [55]. Ces peptides très variés ont des activités 

notamment antibiotique ou antifongique. Enfin, on peut citer le cas de la synthèse 

des tétrapyrroles (Figure I-16 C) (hèmes, chlorophylles, bilines –pigments biliaires-

…) chez les plantes, les algues et certaines bactéries. Ce processus utilise comme 

précurseur le glutamate chargé sur son ARNtGlu  [56, 57].  
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A 

 
 

B 

 

C  

 

Figure I-16 Les acides aminés portés par les ARNt sont précurseurs de nombreuses 

réactions de synthèse biochimique. (A) Le séryl-ARNtSer est utilisée pour la biosynthèse 

de la valinomycine [52]. (B) Différents cyclodipeptides, leurs précurseurs sont des aa-

ARNt [55]. (C) le glutamyl-ARNtGlu est le précurseur des tétrapyrroles par la voie du 

porphobillinogène [56, 57].  

I.2.4 Implications des ARNt dans les infections virales 

L’un des rôles les plus connus des ARNt en dehors de la traduction, est leur 

utilisation par les rétrovirus et certains rétrotransposons, comme initiateur de la 

transcription inverse. Les transcriptases inverses sont des polymérases ADN, ARN 

dépendantes, qui convertissent donc des ARN en ADN. Elles ont besoin pour cela 

d’une amorce qui s’apparie sur la matrice ARN, les ARNt sont détournés de leur 

fonction première pour jouer ce rôle d’amorce. Le génome du VIH comporte une 

région appelé PBS (‘primer binding site’) complémentaire sur 18 bases en 3’ de 

l′ARNt3
Lys cellulaire [58]. L’hybride entre le PBS et l’ARNt sert d’amorce pour la 

transcriptase inverse lors de la synthèse du brin d’ADN (−). Lors de la synthèse du 

brin (+) la séquence de l’ARNt ne doit pas être répliquée au-delà des 18 nucléotides 

complémentaires du génome viral. C’est la méthylation de l’adénine 58 (m1A58) de 
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l’ ARNt3
Lysqui permet d’arrêter la polymérisation du brin, la polymérase étant 

incapable de répliquer cette base [59–61]. 

I.2.5 Fragments d’ARNt 

Les ARN non codants pour des protéines (ARNnc) sont omniprésents dans la vie 

cellulaire. Il a longtemps été cru qu’une vaste partie du génome eucaryote et 

procaryote était inutile, car ne codant pas pour des protéines (junk DNA [62]). On 

sait aujourd’hui que la majorité des génomes sont transcrits en ARN, mais qu’une 

petite partie seulement sera traduite en protéine. Le reste restant sous forme 

d’ARNnc qui peuvent avoir une variété de rôles allant du silencing de gènes par 

interaction avec les ARNm (leur première fonction connue) à la maintenance de la 

chromatine (Pour une introduction [63] et pour des revues [64, 65]). Le sujet étant 

vaste, nous n’aborderons ici que les activités d’ARNnc liées aux fragments d’ARNt. 

La dégradation régulée des ARNt est connue depuis longtemps. Dans les années 90, 

il a été montré qu’E. coli produit en cas d’infection par le phage T4 l’endonucléase 

PrrC qui digère les ARNtLys dans la boucle anticodon. La déplétion en ARNtLys ainsi 

induite ralentit la traduction des protéines du phage, et ralentit sa propagation dans 

la colonie [66]. Les fragments de dégradation des ARNt ont été longuement 

observés dans les cellules, mais ce n’est que récemment que l’on s’est rendu compte 

qu’ils pouvaient également avoir une activité fonctionnelle comme ARNnc  [67]. 

Toutes les fonctions abordées ci-dessous sont résumées dans la Figure I-18 en page 

28.  

Demi-ARNt  

Les demi-ARNt sont produits par le clivage dans la boucle anticodon d’ARNt mature, 

portant la plupart du temps toutes leurs modifications post-transcriptionnelles [68, 

69]. Le déclencheur de ce clivage est en général un stress cellulaire spécifique 

(nutritionnel, physicochimique…). Les protéines les plus connues pour réaliser ce 

clivage étant Rny1 chez la levure, et l’angiogénine chez les eucaryotes évolués. 
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L’angiogénine est une protéine de la famille des RNase A dont la fonction la plus 

anciennement documentée est l’angiogenèse est de ce fait directement impliquée 

dans la croissance des tumeurs cancéreuses [70, 71]. C’est également une protéine 

cytotoxique activée par le stress cellulaire et dégradant spécifiquement certains 

ARNt. Il a été montré que la moitié 5’ de ces ARNt clivés est capable de diminuer 

fortement la vitesse de traduction, mais le mécanisme est encore débattu [67]. Il 

semblerait que l’association de ces ARNnc avec des facteurs d’initiation de la 

traduction soit une piste. Ces demi-ARNt par leur interaction avec le complexe 

Dicer-2 pourraient aussi être des régulateurs directs de la production de petits ARN 

interférents (siARN). En l’inhibant, ils provoquent la traduction d’ARNm spécifiques 

au stress cellulaire [72]. Une forte activité pro-prolifération cellulaire des demi-

ARNt est depuis quelque temps mise en avant, et leur implication dans certains 

processus cancéreux est de plus en plus claire [73, 74] (Figure I-17). 

 

Figure I-17 Mécanisme proposé d’implication des demi-ARNt dans la prolifération 

cellulaire induite par les hormones sexuelles dans les cancers du sein et de la prostate  

[73]. Dans les deux cas, la production d’angiogénine est augmentée par les hormones 

sexuelles provoquant le clivage d’ARNt en demi-ARNt.  
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Fragments 5’ d’ARNt (5’tRF) 

Les fragments 5’ sont produits par la coupure dans ou autour de la boucle D, ce sont 

donc des fragments de plus petites tailles. Comme pour les demi-ARNt, ces 

fragments proviennent d’ARNt mature. Mais il ne peut pas être exclu que ces 

fragments proviennent plutôt de demi-ARNt-5’, et soient ainsi le produit d’une 

seconde étape de dégradation. Souvent, la majeure partie des 5’tRF retrouvés 

provient d’un seul ARNt particulier ce qui laisse plutôt penser qu’ils possèdent une 

voie de biosynthèse spécifique [67]. Leur activité intracellulaire n’est pas 

parfaitement établie, mais il semblerait qu’ils soient capables de lier la machinerie 

de production d’ARN interférent. Par leur grande quantité, ils entreraient en 

compétition avec les substrats normaux de cette machinerie, et provoqueraient 

ainsi une inhibition de l’ARN interférence [75]. Il a également été montré que ces 

ARN sont capables de se lier au ribosome (in vivo et in vitro) en inhibant ainsi la 

traduction. [76, 77]  

Fragments 3’CCA 

Ces fragments sont produits par clivage dans la boucle T, et portent l’extrémité 

3’CCA. Ils proviennent également d’un ARNt mature. L’enzyme responsable de cette 

production est très probablement Dicer, mais peut-être pas uniquement [78, 79]. 

Ces ARN s’associent à la machinerie ARN interférence et semblent avoir une action 

d’ARN interférents. Il semblerait également que ces ARN aient une activité 

antivirale [78]. Un mécanisme proposé étant que ces ARN lient des ARN viraux qui 

utilisent des ARNt comme amorces, et les dirige vers DICER pour la dégradation. Un 

système qui rappellerait le système immunitaire CRISPR-CAS9 bactérien [80]. 

Fragment 3’U 

Ces derniers types de fragments sont produits à partir de précursseurs d’ARNt (pré-

ARNt), et se terminent par une longue série de U. Il semblerait, de façon 

surprenante, que ces ARNnc soient produits dans le cytoplasme à partir de pré-
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ARNt alors que ceux-ci ne devraient pas être présents hors du noyau  [81]. Ils ont 

également un rôle dans l’ARN interférence mais sont encore mal connus [73]. 

 

Figure I-18 Les fragments de dégradation d’ARNt ont de nombreux rôles dans la 

signalisation intracellulaire (adapté [67]). Différentes voies métaboliques connues 

(flèches pleines) ou supposées (pointillés) sont représentées. Il manque pour compléter 

ce schéma, les actions des 5’-demi-ARNt sur la prolifération cellulaire [73].  

Implication dans des pathologies humaines 

Outre l’implication dans les processus cancéreux déjà évoquée, le métabolisme des 

fragments d’ARN semble impliqué dans certains processus pathologiques (pour une 

revue voir [82]). 

Des mutations de l’angiogénine réduisant son activité nucléasique ont été 

directement impliquées dans la pathogènogénèse de la Sclérose Latérale 

Amyotrophique (ALS ou maladie de Charcot) [83], mais également dans la maladie 

de Parkinson [84]. Par ailleurs, la majorité des mutations causales de ces maladies 
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sont des pertes de fonctions dans des RNases [85], et l’administration d’angiogénine 

sur les cultures cellulaires ou des modèles murins montrent des effets protecteurs 

de cette enzyme [86, 87]. Ces résultats laissent entrevoir l’implication forte des 

fragments d’ARNt dans ces processus pathologiques, peut-être par leur capacité à 

inhiber l’apoptose [88], ou à promouvoir les granules de stress [68]. 

La méthyltransférase 2 de la famille NOP2/Sun (NSUN2) produit le m5C34 de 

l’ARNtCCALeu   [89] mais aussi aux positions 48, 49 et 50 d’autres ARNt [90, 91]. La 

mutation de ce gène est responsable de plusieurs pathologies, dont certaines formes 

de handicap mental [92, 93], ou le syndrome de Dubowitz [94]. En effet, l’absence 

de méthylation sur ces ARNt, provoque leur dégradation et l’accumulation de 

fragments 5’ qui agissent comme ARN interférent et limite la croissance cellulaire, 

expliquant les retards de développement dans ces différents syndromes [95]. 

Ce cas souligne l’importance des modifications post-transcriptionnelles dans la 

régulation des activités des fragments d’ARNt. Les fragments provenant 

majoritairement d’ARNt mature, ils portent toutes les modifications toutes les 

modifications post-transcriptionnelles des ARNt dont ils sont issus. Les 

modifications post-transcriptionnelles font en effet parties de la maturation des 

ARNt, qui fait l’objet du chapitre suivant. 
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I.3 Maturations des ARN de transfert 

Les précurseurs des ARNt sont synthétisés à partir de gènes spécifiques. Chez les 

bactéries et les archées, il n’existe qu’une seule ARN polymérase, et c’est donc celle-

ci qui prend en charge la synthèse des ARNt. Les eucaryotes possèdent plusieurs 

ARN polymérases (ARN pol) qui sont responsables de la synthèse spécifique des 

ARN ribosomiques pour l’ARN pol I, des ARN messagers pour l’ARN pol II, des ARN 

de transfert ainsi que l’ARN ribosomique 5S et d’autres petits ARN pour l’ARN pol 

III. Chez les plantes, une ARN polymérase supplémentaire l’ARN pol IV est 

responsable de la synthèse des ARN interférents. Les ARNt sont synthétisés par 

l’ARN polymérase sous forme de précurseurs avec des extrémités 5’ et 3’ devant 

être maturées et peuvent aussi contenir des introns. Par ailleurs, les ARN pol 

n’incorporant que les nucléotides canoniques, les précurseurs ne portent aucune 

modification. On peut distinguer plusieurs étapes majeures qui seront détaillées 

dans les prochains paragraphes (pour des revues complètes voir [96–99]) (Figure 

I-19): 

 L’excision de l’extrémité 5’ par la RNase P 

 L’excision de l’extrémité 3’ par plusieurs endo/exonucléases 

 L’addition du CCA terminal chez les eucaryotes (souvent déjà présent chez 

les bactéries, et parfois chez les archées) 

 L’épissage des introns 

 L’incorporation de modifications post-transcriptionnelles (qui interviennent 

tout au long de la maturation) 

 L’aminoacylation 

Il est important de noter que l’ordre de ces étapes, ainsi que leur localisation 

cellulaire peut varier selon l’organisme et/ou l’ARNt considéré.  
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Figure I-19 Biogenèse des ARNt (adapté de [97]). Les ARNt sont synthétisés sous 

forme de précurseurs pour lesquels les extrémités 5’ et 3’ sont maturées, l’intron épissé 

(si présent), et le CCA terminal ajouté. Ils sont ensuite exportés hors du noyau 

cellulaire. Tout au long de cette maturation, des modifications post-transcriptionnelles 

peuvent être incorporées. L’ordre et la localisation (cytoplasme/noyau) de ces étapes 

varient d’un organisme à l’autre. 

I.3.1  Maturation de l’extrémité 5’ 

La maturation de l’extrémité 5’ se fait sous l’action d’une endonucléase retrouvée 

chez tous les organismes connus5F

* : la ribonucléase-P (RNase P) (Figure I-20). Ce 

complexe nucléoprotéique est composé d’un ARN et d’une protéine chez les 

procaryotes [100]. En l’absence de protéine, l’ARN a toujours une activité 

catalytique à forte force ionique [101]. C’est donc l’ARN du complexe qui catalyse le 

clivage, il s’agit d’un ribozyme. L’ARN possède, en plus de son domaine catalytique, 

un domaine de reconnaissance des ARNt. Chez les eucaryotes, le complexe contient 

souvent plus d’une protéine (10 sous-unités protéiques chez la levure [102]). Il a 

récemment été montré que la RNase P eucaryote serait également un ribozyme  

                                                        
* À l’exception notable de l’archée Nanoarchaeum equitans qui synthétise ses ARNt directement sous 

forme mature en 5’ –l’extrémité 5’ étant alors tri-phosphate  [11] . 
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[103], mais l’ARN seul a une activité catalytique très faible, les protéines associées 

étant indispensables au moins à sa structuration [104].  

Les RNases P des mitochondries et des chloroplastes, bien que ces organites 

dérivent de bactéries, ne contiennent pas d’ARN catalytique, la fonction étant portée 

par des protéines sans aucune relation avec la RNase P cellulaire [105]. 

I.3.2 Maturation de l’extrémité 3’ 

La maturation de l’extrémité 3’ fait intervenir tout d’abord des endonucléases 

(RNase E et III chez les bactéries) qui clivent l’extension 3’ en son milieu [106], puis 

des exonucléases (RNase II, BN’ et PH toujours chez les bactéries) qui finissent de 

digérer l’extension. Chez les eucaryotes, la digestion peut également être catalysée 

par la RNase Z qui coupe en 5’ du CCA [107] (Figure I-20).  

Cette étape de digestion peut laisser un ARN mature avec le CCA, mais souvent 

l’addition du CCA à l’ARNt sera effectuée a posteriori par une enzyme spécifique 

(“CCA-adding” enzyme). Cette enzyme a la particularité d’être une ARN polymérase 

matrice indépendante, elle est capable de reconnaitre les ARNt et d’ajouter une 

séquence spécifique (CCA) sans avoir pour autant besoin d’une matrice ARN ou ADN 

pour la guider [108, 109]. Cette enzyme possède une seule poche catalytique 

capable de fixer le CTP comme l’ATP [110]. 

 

Figure I-20 Maturation des extrémités 5’ et 3’ (Adapté de Nakanishi & Nureki [96]). 

La RNase P clive l’extrémité 5’ en une seule étape. L’extrémité 3’ est tout d’abord clivée 
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en son milieu par des endonucléases, puis la digestion est terminée par des 

exonucléases. Enfin, une nucléotidyl-transférase vient réparer l’extrémité CCA si 

besoin.  

I.3.3 Épissage 

Les ARNt peuvent contenir un intron qui est épissé. Il est situé entre les bases 37 et 

38. Chez les bactéries, les introns sont des introns autocatalytiques (de groupe I)  

[111]. Les eucaryotes et les archées ont en revanche un mécanisme d'épissage 

spécifique aux ARNt, qui contrairement au spliceosome des ARNm, ne fait pas 

intervenir d’ARN. L’épissage est catalysé par trois enzymes capables de reconnaitre 

tous les substrats. L’ARNt est tout d’abord clivé par une endonucléase membranaire 

[112] (membrane interne du noyau cellulaire) au niveau des deux sites d’épissage. 

Une phosphotransférase NAD-dépendante supprime le groupe phosphate resté en 

5’ [113]. Les deux demi-ARNt sont ensuite reliés entre eux par l’ARNt ligase [114]. 

I.3.4 Aminoacylation 

L’aminoacylation des ARNt est prise en charge par une enzyme spécifique à chaque 

acide aminé. Les organismes ont donc en général une aaRS pour chacun des vingt 

acides aminés, ces enzymes étant capables de reconnaitre différents ARNt 

isoaccepteurs. L’aminoacylation des ARNt se fait en deux étapes, la première étant 

l’adénosylation de l’acide aminé pour donner un acide aminé-AMP, cette réaction 

pouvant se produire en l’absence d’ARNt. L’acide aminé est ensuite transféré sur 

l’ARNt cible et l’AMP relargué. Les aaRS sont les garantes du code génétique dans le 

sens ou ce sont les seules molécules qui reconnaissent à la fois l’acide aminé, et 

l’anticodon et/ou les déterminants structuraux définissant l’ARNt. Elles sont 

séparées en deux grandes classes selon leur architecture générale, la classe I 

adoptant une architecture en pli de Rossman qui lie l’ATP, ce repliement est aussi 

retrouvé dans les méthyltransférase de classe I (voir page 57). De nombreuses aaRS 
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possèdent en plus une capacité d’édition permettant d’hydrolyser la liaison entre 

l’acide aminé et l’ARNt en cas de mauvais appariement (pour des revues voir les 

références  [115, 116]). 

Les aaRS reconnaissent la structure complète des ARNt, et ont de ce fait un rôle 

important dans le contrôle qualité de la structure des ARNt. L’acylation est en effet 

souvent une condition sine qua non pour l’export nucléo-cytoplasmique de l’ARNt 

[117]. 

Il est intéressant de noter que chez un grand nombre de bactéries les aaRS pour la 

glutamine et l’asparagine sont absentes [118], les ARNt dont les codons 

correspondent à ces acides aminés sont chargés par les aa-synthétases glutamate 

(pour la glutamine) et aspartate (pour l’asparagine). Ces ARNt sont donc au départ 

misacylés. Le complexe entre l’ARNt misacylé et la synthétase sont reconnus et pris 

en charge par des amidotransférase spécifiques (Glu-AdT et Asp-AdT) qui vont 

catalyser la production des bons acides aminés [119]. Ces enzymes reconnaissent 

spécifiquement la structure des ARNt misacylés [120]. Un mécanisme du même type 

existe chez certaines archées pour l’ARNtCys, qui est chargé par la synthétase Serine.  
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I.4 Modifications post-transcriptionnelles 

Les modifications post-transcriptionnelles font partie intégrante de la maturation 

des ARNt, mais le sujet étant vaste, et central dans ma thèse, une partie complète 

leur est consacrée. 

I.4.1 Nature chimique des modifications 

Nous avons déjà très rapidement abordé l’existence de bases modifiées dans les 

ARNt. Ces bases modifiées diffèrent par leur nature chimique des quatre bases 

canoniques A, C, G, U. Les modifications sont post-transcriptionnelles parce qu’elles 

sont incorporées sur l’ARN après l’étape de transcription, l’ARN polymérase 

n’incorporant que des bases canoniques dans la molécule produite. Elles ne sont 

donc pas inscrites dans le gène codant pour l’ARN, mais sont dues à des enzymes 

qui catalysent les réactions de modification. La nature des modifications peut être 

très variée (Figure I-21) : on trouvera fréquemment la simple addition d’un 

groupement méthyle (m5C par exemple), mais aussi des additions de groupement 

beaucoup plus complexes (on pourra citer la mannosyl-queuosine – manQ des ARNt 

eucaryotes), voire plusieurs groupements (gcmnm5s2
6F

* pour citer un exemple 

découvert récemment [121]) (Figure I-21 B). D’une façon générale, on regroupera 

les modifications dans deux grandes catégories selon la complexité des voies 

métaboliques qu’elles engagent, on discernera ainsi : 

Les modifications simples, pour lesquelles une seule réaction enzymatique est 

nécessaire, comme les méthylations, thiolations, isomérisation (la pseudouridine ψ 

est obtenue par isomérisation de l’uridine), réduction (dihydrouridine D)…  

Les modifications complexes, sont généralement des suites de modifications 

simples sur le même nucléotide (à des positions différentes ou non), et résultent 

toujours de voies métaboliques impliquant de multiples enzymes. Ainsi on trouve 

                                                        
* géranyl-5-carboxyméthylaminométhyl-2-thiouridine 
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des modifications aussi complexes que la gcmnm5s2U ou la mannosyl-queuosine 

citées précédemment.7F

* 

 

Figure I-21 Exemples de bases modifiées des ARN, (A) modifications simples, la 

position de la modification est indiquée par un cercle rouge (B) modifications 

complexes. 8F

† 

La majorité des atomes des bases, carbone ou azote, endo ou exocyclique peuvent 

porter des modifications. Des modifications sur le ribose sont aussi possibles. Dans 

ce cas la modification sera toujours en 2’OH. 

I.4.2 Diversité et répartition des nucléotides modifiés 

Parmi les ARN, ce sont les ARNt qui portent le plus grand nombre et qui montre la 

plus grande diversité de modifications post-transcriptionnelle (Figure I-22). Ainsi, 

109 nucléotides modifiés distincts ont été identifiés dans les différents ARN, dont 93 

                                                        
* Différents exemples de voies métaboliques de formation des bases modifiées sont consultables à 
l’adresse : http://modomics.genesilico.pl/pathways 
† Toutes les structures proviennent de « The RNA Modification Database », 
http://mods.rna.albany.edu/ 
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dans les ARNt [122]. Le nombre de modifications sur un ARNt donné varie entre 

trois et une vingtaine (Tableau I-3). Si l’on considère, non plus le type d’ARN, mais 

les règnes du vivant dans lesquels on retrouve ces modifications, on remarquera 

qu’une grande partie des modifications est spécifique d’un règne seul un faible 

nombre d’entre elles se retrouve dans les trois règnes (Figure I-23). 

 
Figure I-22 Répartition des diverses modifications parmi les ARN (adapté de [123]). 

Seul un petit groupe de modifications sont retrouvé dans tous les types d’ARN. Les 

ARNt regroupent le plus grand nombre de modifications et les plus complexes.  

Type 
d’ARN 

ARNt 
74–98 nt 

sn(o)ARN 
70–1200 nt 

ARNr 
1600–4000 nt 

ARNm 
100–3000 nt 

Nombre de nt 
modifiés par ARN 

3–20 nt 
(3–26 %) 

0–13 nt 
(0–10 %) 

65–200 nt 
(1–3 %) 

0–5 nt 
(< 1 %) 

Diversité 93 11 31 13 

Tableau I-3 Diversité des modifications parmi différents types d’ARN (adapté de 

[122]). Les ARNt sont les plus modifiés, et leurs modifications les plus diverses. (nt : 

nucléotide) 
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Figure I-23 Répartitions des modifications au sein des trois règnes du vivant (adapté 

de [124]). La majorité des modifications sont spécifiques d’un règne, seule une petite 

fraction est retrouvée dans les trois règnes. Ce sont majoritairement des modifications 

simples. Les modifications encadrées sont spécifiques des organites (chloroplastes et 

mitochondries).  

Les modifications simples sont les plus répandues en nombre. On notera également 

que les seules modifications communes à tous les types d’ARN sont des 

méthylations et la pseudouridine (Figure I-22). Les modifications communes à tous 

les règnes du vivant sont en grande majorité simples également. Ces modifications 

communes sont très probablement les plus anciennes d’un point de vue évolutif 

(apparition avant la différenciation des trois règnes), et certains auteurs évoquent 

la possibilité que la méthylation m7G37 des ARNt commune à toutes les espèces soit, 

sinon la première, une des premières modifications apparues du fait de son 

importance dans la stabilisation du cadre de lecture [125]. 

La base modifiée la plus communément trouvée dans tous les règnes du vivant et 

tous les types d’ARN est la pseudouridine [126]. On la retrouve notamment sur 

plusieurs sites conservés des ARN ribosomaux où elle est indispensable [127]. La 

présence de cette base modifiée dans les ARN nucléaires est également 
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indispensable à l’épissage des ARN messagers [128, 129]. Sa récente détection dans 

les zones codantes des ARN messagers laisse également imaginer un rôle régulateur 

important dans la synthèse protéique [130–132]. Il est en particulier proposé que la 

pseudouridylation des uridines des anticodons soit à la base de codages alternatifs 

des codons stops [133]. 

I.4.3 Nucléotides modifiés des ARN de transfert 

Environ la moitié des nucléotides des ARNt peuvent porter des modifications, mais 

certaines positions sont modifiées avec une fréquence beaucoup plus élevée que 

d’autres (Figure I-24). La tige acceptrice est plutôt peu modifiée, et ce sont les 

boucles T, D et anticodon qui reçoivent le plus de modifications. Il est par ailleurs 

notable, que certaines de ces positions hypermodifiées sont également des positions 

extrêmement conservées (position 34 et 37 dans la boucle anticodon, 54, 55 et 58 

du bras T ou encore 47 de la région variable). Enfin, les deux nucléotides qui portent 

les modifications les plus variées et souvent les plus complexes sont la position 

wobble (34) de l’anticodon, et le nucléotide qui suit juste l’anticodon à la position 37 

[134]. 
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Figure I-24 Fréquence de modification des nucléotides pour chaque position des 

ARNt. Fréquence calculée sur les séquences des ARNt disponibles dans la base de 

données Modomics [135–137] (http://genesilico.pl/trnamodviz). La portion en noir 

des cercles dessinés à chaque position correspond à la proportion modifiée.  

La position 34 ou wobble 

Comme expliqué précédemment (Fonction  des ARNt p. 12), le code génétique est 

dégénéré. Plusieurs codons codent pour le même acide aminé, et il n’existe pas 

autant d’ARNt que de codons. Des ARNt sont capables de reconnaitre plusieurs 

codons différents, ceci grâce à un appariement moins exigeant de type wobble entre 

le troisième nucléotide du codon et le premier nucléotide de l’anticodon de l’ARNt 

(position 34) (Tableau I-1 p.15). L’appariement wobble se fait par la face Watson-

Crick des bases, les contraintes stériques à l’intérieur du ribosome ne permettant ni 

à l’ARNt ni à l’ARNm de présenter les faces Hoogsteen ou sucre de leurs bases. Par 

ailleurs, les deux premières paires de bases codon/anticodon sont toujours de type 

Watson Crick. La microhélice résultant de l’appariement est reconnue par le 

ribosome de façon très spécifique par huit liaisons hydrogène, un mésappariement 
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codon/anticodon empêchant la formation de ces liaisons hydrogène provoque 

l’éjection de l’ARNt du ribosome [24, 138, 139]. 

L’appariement wobble repose en premier lieu sur quatre types de paires de bases : 

la guanine avec l’uracile G○U et l’inosine avec soit la cytosine, l’uracile, ou l’adénine 

I ○ C/U/A (Figure I-25). L’inosine n’étant pas une base canonique, sa formation par 

désamination de l’adénine est indispensable. Il est notable que cette modification 

n’est pas une exception, mais la règle : une adénine en position 34 non désaminée 

en inosine n’a été trouvée que dans un seul ARNt jusqu’à présent [140]. Par ailleurs, 

il a été montré qu’un ARNt dans le site A du ribosome et portant une adénosine en 

position 34 rend plus difficile le recrutement d’un autre ARNt dans le site P [141]. 

D’autres modifications permettent comme l’inosine d’étendre les possibilités de 

reconnaissance de la base 34, ou de les diminuer. En effet, l’uridine non modifiée en 

position 34 a la possibilité de reconnaitre l’adénine, mais aussi n’importe laquelle 

des autres bases [21]. C’est pourquoi des modifications spécifiques servant à 

contraindre la position wobble sont également nécessaires. L’uridine est donc 

presque toujours modifiée (s2U34 ; mnm5U34 ; cmo5U34…) même lorsqu’elle doit 

reconnaitre une adénine (Pour une revue détaillée de la position wobble voir  [24]). 

 

 

Figure I-25 Principales paires de bases de l’appariement wobble de gauche à droite I 

○ C/U/A et G ○ U. 

La position purine 37 

La position 37 de l’ARNt est l’autre base hypermodifiée de la boucle anticodon. Elle 

suit directement l’anticodon et joue plusieurs rôles importants dans la traduction. 
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Tout d’abord, elle a un rôle dans la stabilisation des appariements wobble. Lors d’un 

appariement entre deux pyrimidines en position wobble, la structure de la 

microhélice codon/anticodon est déformée par la forte proximité des deux bases 

[142, 143], ce qui provoque le rejet de l’ARNt. Ce désassemblage n’a pas lieu si la 

position 37 porte des modifications adéquates pour stabiliser la structure de l’hélice 

codon/anticodon en forçant la structuration correcte de l’anticodon [24]. 

Les modifications de la purine 37 ont également un rôle primordial dans la 

prévention du glissement du cadre de lecture lors de la traduction, en stabilisant 

l’appariement codon/anticodon, et en rendant celui-ci moins sensible au contexte 

de séquence du codon. Par exemple, la modification ms2i6A37 (2-méthylthio-N6-

isopentényl-adénosine) présente dans la majorité des ARNt dont l’anticodon fini par 

un A, empêche le glissement du cadre de lecture. Le soufre vient faire une 

interaction d’empilement avec le cycle de l’uridine 1 du codon, cette interaction 

restant stable dans les trois sites du ribosome [144] (Figure I-26). 

 

Figure I-26 Structure du ribosome 70S à 3.1 Å [144] (code d’accession PDB 4V6F), (a) 

densité électronique autour de la base modifiée ms2i6A37 ; (b),(c) et (d) interaction de 

la base modifiée avec le premier nucléotide du codon dans les sites A, P et E du 

ribosome. L’atome de soufre de la modification méthyle-thiol de l’adénine A37 fait une 

interaction d’empilement avec l’uridine U1 du codon dans les trois sites.  

Structuration et stabilisation des ARN de transfert 

Le rôle des bases modifiées sur la structure des ARNt est étudié de longue date. De 

nombreuses études de dénaturation thermique ont tout d’abord été conduites 
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[145–148]. Puis, d’autres techniques ont été utilisées comme le marquage chimique 

et enzymatique [149–151], la cristallographie aux rayons X  [152], ou encore la 

résonance magnétique nucléaire (RMN) [153, 154], [155]. Ces différents travaux 

s’accordent sur le fait que la plupart des ARNt non modifiés (produit par 

transcription in vitro) possèdent le repliement canonique des ARNt matures, à 

l’exception de certains ARNt mitochondriaux qui, s’ils ne possèdent pas la 

modification m1A9, n’adopte pas la structure secondaire en feuille de trèfle [156]. 

Des effets locaux sur la structure de l’ARNt sont notables aux environs des 

modifications. Ces effets structuraux peuvent être dus à des différences 

d’interaction avec les molécules d’eau ou avec les cations en solution, mais aussi à 

des modifications d’interactions tertiaires au sein de l’ARNt. Il a été montré, par 

exemple, que les nucléotides modifiés participaient à la fixation d’ion magnésium. 

Ainsi, du fait de sa moins bonne chélation du magnésium, un transcrit in vitro a 

besoin d’une concentration de Mg2+ plus élevé pour se replier qu’un ARNt extrait de 

bactéries [157]. Il a également été proposé que l’effet de rigidification locale dû à la 

présence de pseudouridine soit dû à la fixation particulière des molécules d’eau 

autour de cette base [152]. 

Certaines modifications changent de façon profonde la structure, le potentiel 

électrostatique, ou encore la propension à faire des interactions d’empilement des 

bases modifiées. La conformation C3’-endo du sucre est favorisé dans l’ARN par 

rapport à la conformation C2’-endo qui est plutôt présente dans l’ADN. Ceci étant dû 

à la présence du 2’OH du ribose. La 2’-O-méthylation (méthylation du ribose en 

2’OH) favorise plus encore la conformation C3’-endo en augmentant 

l’encombrement du groupement en position 2’. Cette modification a pour effet 

général de rigidifier la structure et d’augmenter la stabilité thermodynamique de 

l’ARN. Les uridines thiolés en position 2 (s2U) stabilisent également la structrue des 

ARNt en favorisant la conformation C3’-endo. Les méthylations m5C et m5U 

stabilisent les ARN en favorisant l’empilement des bases. Au contraire, le cycle de la 

dihydrouridine n’étant pas plan, les interactions d’empilement avec cette base sont 
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fortement défavorisées. De plus, cette modification favorisant la conformation C2’-

endo du sucre, elle apporte de la flexibilité à l’ARN. Enfin, les méthylations m1A, 

m3C et m7G ont la particularité de conférer une charge nette positive au niveau de 

la base. Cette charge peut avoir un rôle important dans la compaction et la stabilité 

de l’ARN en écrantant les charges négatives du squelette phosphate, au même titre 

que les cations du solvant évoqués précédemment. La pseudouridine comporte un 

donneur de liaisons hydrogène supplémentaire par rapport à l’uridine ce qui a aussi 

pour effet de stabiliser les ARN.  

Les bras T et D et la région variable portent un grand nombre de modifications, elles 

ont pour rôle d’augmenter la stabilité générale de l’ARNt en le rigidifiant ou 

l’assouplissant localement. On retrouvera également des modifications qui, comme 

pour les positions 37 et 34, modulent les capacités d’appariement de la base 

modifiée, afin d’empêcher des repliements non souhaitables [158], et de favoriser 

des appariements à longue distance entre les boucles T et D. Par exemple, l’enzyme 

qui catalyse la formation de m1A58 chez les eucaryotes est essentielle, bien que cette 

modification soit loin de l’anticodon [159]. Elle est indispensable à l’initiation par 

l’ARNtiMet  [159, 160]. La structure de l’ARNtiMet est en effet très particulière [161] au 

niveau des boucles T et D. Trois adénines (A20, A54, et A60) conservées dans les 

initiateurs eucaryotes se structurent autour de la m1A58 avec notamment une paire 

de bases trans-Hoogsten A54●m1A58 (Figure I-27). L’absence de la modification 

provoque un repliement aberrant de cet ARNt qui est alors polyadénylé pour être 

ensuite dégradé [162]. 
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Figure I-27 Structure de l’ARNti de levure (code d’accession PDB : 1YFG) [11]. Le 

nucléotide m1A58 (en rouge) est au cœur d’un réseau d’interactions entre plusieurs 

adénines (en jaune) conservées de l’ARNtiMet. Les liaisons hydrogène sont indiquées en 

pointillés verts.  

I.4.4 Fonctions biologiques des modifications post-transcriptionnelles 

Les études de mutations des gènes pour les enzymes de modifications ont montré 

que si certaines modifications sont essentielles pour la croissance cellulaire, la 

plupart des mutations n’ont pas d’effet phénotypique. Pourtant, leurs conservations 

extrêmes dans les organismes, malgré un coût de production énergétique non 

négligeable, laissent imaginer une pression de sélection très forte pour cette 

persistance. Certains phénotypes sont néanmoins décrits de longue date. Par 

exemple en positions 34 et 37, il n’est pas rare d’observer des ralentissements de 

croissance en cas de mutations, du fait du rôle important de ces modifications dans 

la traduction [163, 164]. Chez les organismes extrêmophiles, on repère assez 

facilement la présence de modifications spécifiques aux conditions de 

développement de ces organismes : augmentation de la stabilité par la présence de 

nombreuses pseudouridines chez les thermophiles, ou au contraire augmentation 
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de la flexibilité par des dihydrouridines chez les psychrophiles, chacune de ces 

modifications provoquant des variations de la stabilité aux températures extrêmes.  

Pour beaucoup d’autres modifications, les mutants ne présentent pas de phénotype, 

mais le développement récent de tests plus sensibles commencent à démasquer le 

rôle de certaines modifications. La pseudouridine ψ55 est une modification ultra 

conservée, mais la mutation du gène truB chez E. coli, responsable de sa production 

ne produit aucun phénotype identifiable [165]. L’utilisation de culture en 

compétition entre cellules mutées et cellules sauvages a montré après plusieurs 

cycles de cultures que les cellules mutées sont peu à peu supplantées par les 

sauvages, la compétition leur étant légèrementt défavorable [165]. La fonction 

précise de la ψ55 et les mécanismes de cette perte de compétitivité restent 

néanmoins inconnus. 

Une autre approche est l’utilisation de test –dit test synthétique– mettant en avant 

les interactions génétiques. De nombreuses mutations pour des modifications qui 

sont sans phénotype apparent peuvent devenir létales chez des doubles mutants. 

Cette approche a été utilisée notamment avec le gène Trm2, qui encode pour la 

méthyltransférase responsable de la méthylation m5U54 donc de la présence très 

conservée de la ribothymidine en position 54 des ARNt. La mutation ou la délétion 

de cette méthyltransférase chez S. cerevisiae ne donne aucun phénotype [166, 167], 

mais dans des souches ou le gène sup61+ de l’ARNtGGASer  est inactivé, la double 

mutation avec Trm2 ralentit fortement la croissance [168]. Le rôle stabilisateur de 

la T54 n’est donc visible que sur certains des ARNt isoacepteurs sérine. 

I.4.5 Dynamique des modifications 

Il a longtemps été pensé que les modifications étaient un phénomène statique, 

l’ARNt à la fin de sa maturation portant toutes les modifications post-

transcriptionnelles qui lui sont connues. Il est de plus en plus clair, que ces 

modifications font en réalité partie d’un processus dynamique, qui permet à un 

organisme de s’adapter aux changements de ses conditions environnementales.  
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Adaptation aux conditions environnementales 

Thermus thermophilus est une bactérie thermophile extrême qui vit 

majoritairement dans les sources chaudes et peut se développer normalement dans 

une large gamme de température allant de 50 à 83°C. Trois modifications distinctes 

des ARNt sont liées à cette thermophilie : Gm18, m5s2U54, et m1A58, la combinaison de 

ces trois modifications augmentant la température de fusion des ARNt d’environ 

10°C [169, 170]. Ces modifications ne sont pas toujours présentes, et leur présence 

varie en fonction de la température de culture (Figure I-28 A.). Le taux de certaines 

modifications varie donc en fonction des conditions de vie de l’organisme, ce qui lui 

permet de maintenir sa synthèse protéique aux températures extrêmes [171, 172]. 

Par ailleurs, il a été montré que cette adaptation fonctionne en réseau de 

modification (Figure I-28 B): la délétion individuelle des gènes de la ψ55 ou de la 

m7G46 provoque des changements forts du taux des autres modifications [173–176]. 

On peut en tirer ce schéma global  [172] :  

 À des températures en dessous de 65°C, le nucléotide ψ55 augmente la 

rigidité de l’ARNt et inhibe l’interaction de l’ARNt avec les enzymes 

responsables de l’adaptation aux plus hautes températures (Gm18, m5s2U54, 

et m1A58). 

 À température supérieure à 65°C, la rigidification de l’ARN par la ψ55 n’est 

plus suffisante pour empêcher les autres modifications. Par ailleurs la 

modification m7G46 est favorisée, celle-ci accélérant fortement l’apparition 

des autres modifications et déclenchant une cascade d’adaptation à la 

température. 

Il ne semble donc pas y avoir d’activité génétique pour ces adaptations à la 

chaleur (pas d’augmentation de la production d’enzymes de modification), c’est 

directement la structure de l’ARNt en fonction de la température qui promeut 

ses propres modifications. 
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A 

 
 

B 

 
Figure I-28. Réseau de modifications et d’adaptation à la température de T. 

thermophilus (adapté de [172]). (A) Taux de modifications des ARNt de T. 

thermophilus en culture à différentes températures. Les ARNt sont plus modifiés avec 

l’augmentation de la température ce qui augmente leur température de fusion. (B) 

Réseau de modifications des ARNt mis en jeu dans l’adaptation au changement de 

température chez T. thermophilus. 

Adaptation aux conditions cellulaires 

La régulation de la traduction des protéines par le biais d’usage des codons a été 

déjà évoquée (Biais d’usage des codons en page 15). C’est un processus dynamique 

permettant à la cellule de répondre aux conditions environnementales. L’effet du 

biais d’usage des codons peut en effet être modulé par des modifications spécifiques 

des ARNt. Par exemple, la méthyltransférase Trm9 méthyle les uridines en position 

34 des ARNtUCU
Arg  et ARNtUUCGlu . Elle catalyse en fait la dernière étape de la formation 

des bases mcm5U et mcm5s2U [177]. Plusieurs études impliquaient cette 

méthyltransférase dans la réparation de l’ADN [178, 179] (résistance aux produits 

chimiques transformants et aux radiations ionisantes). Ce gène est également 

présent chez l’Homme sur un locus chromosomique (8p22) fréquemment délété 

dans les cancers colorectaux [180]. Il a été montré que c’est un important 

suppresseur de tumeur dans ce type de cancer [181]. Une étude bio-informatique a 

permis de mieux comprendre les mécanismes en jeu [182]. Les auteurs ont identifié 
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425 gènes de S. cerevisiae, tous liés par les biais de codon AGA et AGG 

(correspondant aux anticodons spécifiquement modifié par Trm9), parmi lesquels 

d’importants gènes de réponse aux dommages dans l’ADN. Trm9 en améliorant 

significativement la reconnaissance codon/anticodon [183] module le biais d’usage 

des codons et augmente la traduction de ces protéines de protection de l’ADN.  

Le même type de régulation a été montré dans le cadre de la réaction au stress 

oxydant. L’utilisation d’eau oxygénée sur des cultures de S. cerevisiae produit une 

augmentation notable de m5C notamment catalysée par Trm4. La délétion de ce 

même gène provoque une hypersensibilité à H2O2 [184]. Cette modification n’est 

retrouvée en position wobble que sur un seul ARNt : l’ARNtCAALeu . Une étude récente a 

montré que l’exposition à H2O2 augmente le taux de cette m5C particulière de près 

de 70% [185]. Les auteurs ont pu montrer que cette hausse de modification 

provoquait l’augmentation de la traduction de protéine contenant le codon LeuTTG. 

La levure possède pour l’une de ses protéines ribosomales (Rpl22), deux paralogues 

A et B, dont les leucines sont codées avec respectivement 100% ou 34% de codons 

LeuTTG. Les auteurs ont également pu lier directement le paralogue Rpl22A avec la 

résistance au stress oxydant. Le fonctionnement d’une partie au moins de ce 

système de résistance est donc très clair : le stress oxydant augmente la 

modification m5C34 de l’ARNtCAALeu , ce qui augmente directement la traduction des 

protéines ayant un biais de codon fort pour le codon LeuTTG, dont en particulier le 

paralogue de la protéine Rpl22A ayant un rôle dans la résistance au stress oxydant. 

Ces deux exemples sont, à ce jour, les plus aboutis dans la compréhension des 

systèmes de régulations cellulaires impliquant des modifications des ARNt. Mais il a 

été montré que pour une grande variété de stress cellulaires, on peut détecter une 

signature spécifique au niveau des modifications des ARNt [184]. Les modifications 

ont donc des rôles importants dans la dynamique de réponses cellulaires, 

notamment par la modulation du biais de codon, mais très certainement par 

d’autres mécanismes qui restent à élucider. 
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I.4.1 Modifications post-transcriptionnelles des ARNt et pathologies humaines 

De plus en plus de maladies génétiques sont reliées à des mutations d’enzymes de 

modifications post-transcriptionnelles des ARNt. Des déficits dans les modifications 

affectent en général l’efficacité et la fidélité de la traduction. Plusieurs exemples 

sont donnés dans les paragraphes suivants. On peut s’attendre à des phénotypes 

très aspécifiques pour ce type de mutations, on retrouve souvent en réalité des 

syndromes très précis, touchant une petite catégorie de processus biologiques, qui 

sont une fois encore à relier au biais d’usage des codons [186, 187]. 

Désordre neurologique 

L’enzyme de modification FtsJ1, homologue de Trm7 de levure [188], est une 

méthyltransférase des positions 32 et 34 des ARNtLeu, ARNtPhe et ARNtTrp [188]. Le 

gène FTSJ1 est situé sur le chromosome X et sa mutation est associée avec des 

retards mentaux non syndromiques liés au chromosome X [189, 190]. Des études 

ont montré que ce gène était principalement exprimé dans le cerveau fœtal [189], 

mais ne l’est plus à l’âge adulte [191]. Cette modification post-transcriptionnelle de 

ces ARNt a donc certainement un rôle dans l’expression de protéines liées au 

développement du cerveau [188]. 

La dysautonomie familiale est une maladie génétique affectant les systèmes nerveux 

autonomes et sensoriels et est causée par la mutation du complexe elongator [192, 

193]. Elongator est un complexe protéique de six sous-unités, conservé des levures 

aux humains. Des défauts dans ce complexe affectent un grand nombre de fonctions 

cellulaires dont l’acétylation des histones, l’exocytose, et l’élongation dans la 

transcription [194]. L’action de ce complexe très conservé sur autant de voies 

cellulaires est restée longtemps mystérieuse, mais il est aujourd’hui clair que tous 

ces effets sont en fait lié à la production par elongator de la mcm5s2U en position 34 

de plusieurs ARNt [194]. Il a été montré qu’elongator influe sur l’acétylation de l’α-

tubuline dans les neurones, ce qui pourrait également engager sa dysfonction dans 

des maladies neurologiques impliquant le trafic cellulaire comme la maladie de 
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Huntington, d’Alzheimer ou de Parkinson [195]. La mutation de la protéine ELP4 

d’elongator est associée avec l’épilepsie rolandique, la forme la plus commune 

d’épilepsie [196]. Plusieurs allèles d’élongator sont également associés à des formes 

de sclérose amyotropique latéral. Il semble enfin qu’il soit associé à certaines 

formes d’asthme bronchique infantile [197]. 

Cancer 

De nombreuses études proposent des liens directs entre certains cancers et des 

enzymes de modifications [198–202]. Il est néanmoins essentiel de rappeler que les 

processus de carcinogenèse sont (hors affection génétique très rare) multifactoriels, 

et il est indispensable de se garder de discours simpliste. Les études précitées 

impliquent des effets oncogènes de différents enzymes de modifications, et il 

devient en effet très clair que les modifications aberrantes des ARNt est un des 

facteurs importants caractérisant de nombreux cancers.  

D’une manière générale, les ARNt sont plutôt hypomodifiés dans les tissus 

cancéreux [203]. Mais certaines enzymes sont fortement surexprimées, c’est le cas 

du gène TRMT12 qui est responsable de la production de wybutosine sur l’ARNtPhe 

en position 37 [204]. Ce gène est surexprimé dans de nombreux cancers du sein. La 

protéine Trmt12p est même utilisée comme biomarqueur de ce type de cancer 

[205]. C’est également le cas de NSUN2 qui produit la m5C34 et active la prolifération 

cellulaire, elle est dupliqué dans 35% des cancers du sein [202].  

Maladies métaboliques 

Le diabète de type II affecte plus de 200 millions de personnes dans le monde. Il est 

causé par des facteurs environnementaux et génétiques. Plusieurs études le relient 

avec des mutations du gène CDKAL1 [206–208]. Ce gène code pour une 

méthyltransférase qui intervient dans la synthèse de la modification complexe 

ms2t6A37 de l’ARNtUUU
Lys   [209]. Il semble que l’absence de cette modification conduise 

à la mauvaise traduction de certaines protéines dont notamment la pré-pro-

insuline, précurseur de l’insuline. La pré-pro-insuline s’accumulerait alors dans le 
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réticulum endoplasmique, provoquant le stress de celui-ci et l’intolérance au 

glucose (pour une revue détaillée voir [210]). 

Il existe aussi deux mitochondropathies qui sont associés à des modifications 

aberrantes des ARNt : les syndromes MELAS (Mitochondrial Encephalomyopathy, 

Lactic Acidosis, and Stroke-like episode), et MERRF (Myoclonic Epilepsy with 

Ragged Red Fibers) [211–214]. Ces deux syndromes sont causés par l’absence de 

modification sur l’uridine wobble d’ARNt mitochondriaux : τm5U9F

* de de l’ARNt-

mtUAALeu  dans le cas du MELAS et τm5s2U de l’ARNt-mtUUULus  pour le MERF. Ces 

mutations se traduisent par une diminution globale de la traduction mitochondriale 

dans le cadre du MERF et une diminution plus spécifique de la traduction de ND6 

dans le MELAS. ND6 est l’un des composants du complexe I de la chaîne 

respiratoire, le gène de ND6 est enrichi en codon UUG que l’ARNt-mtUAALeu  non 

modifié ne reconnaît pas (pour des revues voir  [16, 215]). 

 

  

                                                        
* τ est l’abréviation pour taurine 
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II. La m1A dans les ARN de transfert 

Durant mon travail de thèse, j’ai étudié deux méthyltransférases de la position N1 

des adénines, TrmI et TrmK, qui sont toutes les deux des enzymes bactériennes. 

Cette partie de l’introduction présente les méthylransférases des ARNt, leur co-

facteur donneur de méthyle et se focalise ensuite sur la modification m1A pour 

terminer par la présentation des deux enzymes que j’ai étudiées.  

II.1 Les méthyltransférases 

La méthylation est un processus extrêmement commun dans le métabolisme, on 

retrouve des méthyltransférases aussi bien dans le métabolisme des ARN de 

transfert, que dans celui du maintien de la chromatine, la biosynthèse de petites 

molécules, la transduction du signal, la détoxification… Il existe donc une grande 

variété de méthyltransférases présentant des structures peu ou pas apparentées, et 

utilisant divers cofacteurs comme donneur de groupement méthyle. 

II.1.1 Donneurs de méthyle 

Il existe une multitude de donneurs de méthyle, chacun donnant naissance à une 

classe de méthyltransférases différente. Les trois donneurs de méthyle principaux 

sont : les bétaïnes, le 5-méthyle-tétrahydrofolate (5CH3THF), et la S-adénosyl-L-

méthionine (SAM Figure II-1). Ces trois donneurs de méthyle sont liés entre eux 

par différents cycles métaboliques (Figure II-2). On trouve des donneurs de 

méthyle plus “exotiques” chez les archées méthanogènes méthylotrophes utilisant 

par exemple le méthanol, le sulfure de diméthyle, le méthanethiol, la méthylamine, 

diméthylamine, et triméthylamine, ou encore le tétraméthylammonium [216].  
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Figure II-2 Cycles métaboliques de la méthionine (encadré en jaune) et du folate (en 

bleu), sont indiquées certaines des enzymes impliquées (entourée en vert) et les 

vitamines B (hexagone rouge). BHMT : Bétaïne Homocystéine MéthylTransférase. 

MTHFR méthyl-tétrahydrofolate reductase. 

Lors de la réaction de méthylation par une méthyltransférase SAM-dépendante, un 

groupement nucléophile d’une molécule cible (Nu|) va recevoir le méthyle très 

électrophile porté par le sulfonium de la SAM (voir Figure II-1 et Figure II-2 ). 

 

Figure II-1 Structure chimique de la S-

adénosyl-L-méthionine. Le groupement 

sulfonium central porte un méthyle (en jaune) 

très électrophile du fait de la charge positive 

adjacente. 
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Le produit de la réaction est la S-adénosyl-L-homocystéine (SAH) qui est clivée en 

adénosine et homocystéine (Figure II-2 ). 

Plusieurs voies sont possibles pour reconvertir l’homocystéine en méthionine, la 

voie prédominante étant celle de la méthionine synthase. Il existe deux formes de 

cette enzyme : l’une est cobalamine (vitamine B12) dépendante, et l’autre non. Dans 

le cas de la forme B12-dépendante, la vitamine reçoit temporairement le méthyle 

(méthylcobalamine), avant qu’il soit retransféré sur l’homocystéine. Le donneur de 

méthyle pour cette réaction est le 5CH3THF, le produit étant le tétrahydrofolate ou 

THF (Figure II-2 ). Le THF est un dérivé de la vitamine B9 (l’acide folique), par 

deux étapes de synthèse non montrées sur le schéma par souci de clarté (Figure 

II-2 ). 

Les deux voies majoritaires de régénération du 5CH3THF sont des voies 

cataboliques, avec d’un côté la sérine hydroxyméthyltransférase qui dégrade la 

sérine en glycine et de l’autre le système de clivage de la glycine qui la dégrade en 

ammoniaque et gaz carbonique. Ces deux voies fonctionnent en général ensemble 

en un catabolisme général de la sérine (Figure II-2 ). Le produit n’est pas 

directement le 5CH3THF mais le méthylènetétrahydrofolate (5,10CH2THF) qui est 

réduit (Figure II-2 ). 

D’une façon générale, on peut dire que les méthyltransférases dépendantes du 

5CH3THF sont plutôt impliquées dans l’anabolisme des petites molécules, alors que 

la SAM est le donneur de méthyle de tous les types de réactions, des petites 

molécules aux histones. En effet, près de 90% des méthyltransférases connues sont 

SAM-dépendantes. Il a même été longtemps pensé que la SAM était le seul donneur 

de méthyle biologique [217]. Cette prédominance de la SAM par rapport aux autres 

donneurs s’explique par la très forte électrophilie du méthyle porté sur le sulfonium 

de la SAM (Figure II-1). Ceci en fait un donneur de méthyl particulièrement efficace. 

L’enthalpie standard de réaction ΔrG0 pour la réaction de méthylation de 

l’homocystéine en méthionine (SAM + Hcy → SAH + Met) est de -71 kJ.mol-1, soit 

plus du double de l’hydrolyse de l’ATP en ADP (-30 kJ.mol-1) [217, 218].  
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La SAM est le second cofacteur enzymatique le plus utilisé dans les cellules juste 

après l’ATP [217], et sa concentration intracellulaire est très élevée (variant de 100 

à 600 µM pour la SAM selon les types cellulaires et jusqu’à 10 mM pour l’ATP 

intramusculaire [219]). Les méthyltransférases ne sont donc jamais limitées par la 

concentration en SAM (en condition non pathologique). La SAM n’est pas 

uniquement un donneur de méthyle, elle entre en jeu dans d’autres réactions 

importantes comme la synthèse des polyamines (spermines, spermidines…), les 

voies de trans-sulfuration qui lient les métabolismes des acides aminés soufrés 

entre eux, et des réactions radicalaires impliquant la décomposition de la SAM en 

méthionine et 5’-déoxyadénosyl-5’radical par une enzyme à centre [4Fe-4S] [220, 

221]. 

La SAH est un puissant inhibiteur des méthyltransférases avec une constante 

d’inhibition (Ki) souvent du même ordre de grandeur que la constante de Michaelis 

Km pour la SAM de la plupart des méthyltransférases dépendantes de la SAM [222]. 

Elle est souvent utilisée dans les études structurales, car beaucoup plus stable en 

solution que la SAM dont la rupture (deux ruptures possibles) et l’inversion du 

centre chiral ont tendance à se produire en solution avec des constantes de temps 

non négligeables pour des études longues, de l’ordre de 1% à 3% de dégradation 

par jour pour chacune de ces trois réactions [220]. 

II.1.2 Les Méthyltransférases SAM-dépendantes  

La première structure d’une méthyltransférase utilisant la SAM comme co-facteur a 

été résolu en 1993. Il s’agissait d’une méthyltransférase des cytosines de l’ADN 

M.HhaI [223]. Cette structure a été suivie de nombreuses autres arborant toutes le 

même repliement structural caractéristique. Ces structures ont été regroupées dans 

la classe I des méthyltransférases qui regroupent 90% de ces enzymes [218]. Par la 

suite, 4 autres classes structurales ont été découvertes. Les méthyltransférases de 

classe I à V utilisent le même mécanisme réactionnel SN2 (substitution nucléophile 

bimoléculaire) qui demande que le substrat soit un minimum nucléophile pour 
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réagir avec le groupe méthyle très électrophile. Il existe un autre type de 

méthyltransférases SAM-dépendantes dite méthyltransférases à radical SAM 

(MTRS) capable de méthyler des substrats non nucléophiles en utilisant deux 

molécules de SAM. Ces enzymes seront abordées brièvement en fin de partie. 

Méthyltransférases de classe I 

La structure conservée est un feuillet β central de sept brins (six parallèles et un 

antiparallèle) flanqué d’hélices α formant un pli en sandwich αβα (Figure II-3). On 

peut résumer la topologie en quelques caractéristiques :  

 La structure est formée par l’alternance entre une hélice α et un brin β  

 Le feuillet peut être séparé en deux groupes de brins : 1 à 3 et 4 à 7. Ces deux 

groupes partant dans des directions opposées ; on a l’alternance suivante : 

6↑7↓5↑4↑1↑2↑3↑. 

 La zone d’inversion topologique entre les deux groupes de brins forme un 

sillon où la SAM vient se loger (Figure II-3 B). 

 Le brin 7 est antiparallèle aux autres et vient s’insérer entre les brins 5 et 6. 

 Il n’y a qu’une seule épingle à cheveux β entre les brins 6 et 7 et ces deux 

brins sont en général plus longs que les autres. 

Ce repliement est très comparable au pli de Rossman décrit bien avant la première 

structure de méthyltransférase (1974) [224] qui pointait alors l’identité structurale 

entre de nombreuses enzymes ayant pour trait commun de lier des nucléotides 

(kinase avec l’ATP, déshydrogénase avec le FAD…) [224] ; et ce, alors qu’aucune 

homologie de séquence ne les relie. Seule la présence du brin β7 antiparallèle aux 

autres brins diffère du pli de Rossman qui avait alors été décrit. 
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Figure II-3 Méthyltransférase de classe I. (A) Site actif de la catécol-O-

méthyltransférase (COMT), les brins β sont en jaune, les hélices α en rouge et les 

boucles en vert, la SAM est en bleu clair. On repère aisément le pli classique des 

méthyltransférases de classe I formés d’un feuillet central flanqué de six hélices (code 

d’accession PDB: 1VID [225]) (B) Schéma topologique correspondant, le même code 

couleur est employé, la pointe des triangles indique la direction des brins. On 

remarque que le brin β7 est antiparallèle aux autres. 

La partie c-terminale du domaine catalytique des méthyltransférases de classe I 

montre une variabilité structurale plus élevée que la partie N-terminal. C’est en effet 

cette partie qui lie le substrat spécifique à chaque enzyme ce qui demande une plus 

forte adaptabilité que la partie commune liant la SAM. Les PIMT (protéine 

isoaspartyl méthyltransférases) qui sont impliquées dans la régénération des 

isoaspartates en aspartates ont, par exemple, leurs brins β7 et β6 inversés [226]. 

Certaines méthyltransférases des arginines ne possèdent même pas du tout ces 

brins [227]. Enfin, si le repliement du domaine catalytique est conservé, la majorité 

des enzymes possèdent un domaine supplémentaire en Nter ou en Cter qui permet 

d’accommoder le substrat [228]. 

De façon générale, ces protéines sont le plus souvent monomériques, mais des 

dimères et des tétramères existent [218]. 
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Si la structure tridimensionnelle est très bien conservée, ce n’est pas le cas de la 

séquence. Le site de fixation de la SAM est souvent très différent d’une protéine à 

l’autre. La SAM est toujours retrouvée en contact avec les mêmes boucles, mais les 

résidus qui forment ces contacts varient énormément d’une famille à l’autre [228]. 

Les autres méthyltransférases SAM-dépendantes 

Il existe quatre autres classes de méthyltransférases dépendantes de la SAM, elles 

seront décrites plus brièvement. Elles comptent en effet à elles quatre seulement 

10% des méthyltransférases dépendantes de la SAM [218], et les deux protéines 

étudiées lors de ma thèse sont de classe I. 

La classe II des méthyltransférases ne comporte en fait qu’un seul domaine 

protéique : le domaine de réactivation de la méthionine synthase. Cette enzyme est 

une méthyltransférase THF-dépendante. Dans la réaction  de la Figure II-2, le 

méthyle est tout d’abord donné au cobalt de la vitamine B12 donnant le 

cofacteur méthyl-Co(III)-cobalamine, qui va lui-même transférer son méthyle et 

redevenir le Co(I)-cobalamine initial. Mais, en condition aérobie [229, 230], le 

cofacteur peut périodiquement être oxydé en Co(II)-cobalamine, rendant l’enzyme 

inactive. La réactivation passe par le transfert de méthyle de la SAM sur le cobalt et 

la réduction simultanée par le NADPH (et l’enzyme méthionine synthase réductase), 

ceci malgré un potentiel de réduction du cobalt(II) très défavorable [230–233]. La 

structuration de ce domaine est très éloignée de la classe I (Figure II-4 A). 

Il est notable que l’aspect énergétiquement défavorable de cette réaction conduit 

certains auteurs à penser que le mécanisme en jeu ici n’est pas une méthylation de 

type SN2, mais utiliserait en fait les capacités de réactif radicalaire du cofacteur pour 

réactiver la cobalamine [233]. La classe II des méthyltransférases n’existerait alors 

pas. 

Les méthyltransférases de classe III sont impliquées dans la biosynthèse des 

précorines, intermédiaire de la formation de la vitamine B12 [234]. La diphtine 
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synthase qui modifie une histidine dans la voie de biosynthèse de la diphtamine10F

* 

aurait également ce repliement, basé sur un alignement de séquence. On peut voir 

dans la structure de ces protéines l’équivalent de deux domaines de classe I accolés 

l’un à l’autre (Figure II-4 B). 

La classe IV ne comprend que des méthyltransférases des ARN de la famille SPOUT. 

Leurs structures comportent un motif extrêmement rare dans les protéines : un 

nœud formé par une trentaine de résidus dans le domaine Cter [235]. Hormis cette 

particularité topologique, leurs structures ressemblent aux méthyltransférases de 

classe I (Figure II-4 C), mais sans aucune homologie de séquence discernable. Ces 

deux classes pourraient avoir un ancêtre commun très lointain [236]. 

Les protéines de classe V sont des protéines dites à domaine SET. Elles sont 

associées avec la méthylation des protéines, et sont de ce fait des régulatrices de 

l’activité protéique. Elles sont impliquées en particulier dans la régulation de la 

transcription par la méthylation des histones [237–239], mais aussi de p53 [240], 

ou encore du cytochrome C [241]. Elles ont en commun avec les méthyltransférases 

de la classe IV le nœud topologique en Cter (Figure II-4 D). 

* La diphtamine est un acide aminé modifié retrouvé uniquement en une position du facteur
d’élongation EF2. Sa présence est essentielle, mais son rôle spécifique reste discuté. C’est également 
la cible de la toxine diphtérique. 
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Figure II-4 Structures tridimensionnelles et topologies des méthyltransférases de 

classe II à V, d’après [218]. Sur les schémas topologiques et les structures, les brins sont 

en vert et les hélices en bleu. Les nœuds topologiques des classes IV et V sont en rose. 

La classe III (B) ressemble à deux domaines de classe I apposés. La classe IV (C) est très 

proche de la classe I en dehors du nœud topologique terminal.  

Méthyltransférases à radical SAM 

Les enzymes à radical SAM sont une superfamille pour laquelle 113 000 séquences 

uniques ont été détectées [242], dont 10% au moins seraient des 

méthyltransférases [243, 244]. Ces méthyltransférases sont regroupées en quatre 

classes notées A, B, C et D (Figure II-5). Elles possèdent toutes le domaine radical-

SAM de la superfamille. Elles se différentient par leur domaine supplémentaire 

(absent de la classe A), les cofacteurs requis, et les mécanismes réactionnels mis en 

jeu. Ces méthyltransférases produisent un radical 5’-déoxyadénosine à partir de la 

SAM, pour activer un atome cible en arrachant un hydrogène. Le radical ainsi formé 

est ensuite méthylé par une seconde molécule de SAM (classe A, B et C) ou par le 

CH2-THF (classe D). Ce mécanisme permet de s’affranchir de l’obligation d’avoir un 

substrat nucléophile des méthyltransférases non radicalaires. Le domaine radical 
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SAM est un domaine métalloprotéique à centre [4Fe-4S]. Par exemple, la protéine 

RlmN est une MTRS de classe A qui méthyle les adénines en C2 sur l’ARN ribosomal 

23S (m2A2503) [245], et sur les ARNt en position 37 (m2A37) [246] (pour des revues 

voir  [244, 247, 248]). 

 

 

 
Figure II-5 : Les quatre classes de méthyltransférases à radical SAM d’après [243]. 

Elles comportent toutes le domaine radical SAM de la superfamille.  
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II.2 La méthylation des adénines en sur l’azote 1 : m1A 

II.2.1 Les méthylations dans les ARN de transfert 

Les méthylations sont les modifications les plus communes dans les ARNt. Elles sont 

aussi bien endo qu’exocyclique, et peuvent concerner les quatres bases canoniques 

(A,C,G,U) donnant ainsi les bases méthylées : m1A, m2A, m6A, m5U, m3C, m5C, m1G, 

m2G, m7G et m22G. Elles peuvent également viser des bases qui portent d’autres 

modifications et on a par exemple la m1ψ ou la ms2t6A. On peut citer également la 

méthylation du ribose en 2’ rencontrée sur tout type de nucléotide (Figure II-6). 
 

 
Figure II-6 Exemples de nucléotides méthylés trouvés dans les ARNt [172]. Les sites de 

modification sont en rouge. 

Les méthyltransférases des ARNt sont de trois sortes : la classe I pour la vaste 

majorité, la classe IV dans une moindre mesure et les MTRS. La découverte de ces 
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Figure II-8 Position de la m1A dans les ARNt. Les lettres correspondent aux règnes 

dans lesquels on retrouve la modification (A archées, E eucaryotes, B bactéries, M 

mitochondrie). La modification m1A58 est la seule commune à tous les règnes. 

Position 9 

La modification m1A9 est retrouvée dans les mitochondries et une méthyltranférase 

m1A9 a été récemment découvertes chez les archées [251]. Les ARNt 

mitochondriaux ont la particularité d’avoir assez fréquemment des structures 

secondaires et tertiaires non canoniques ce qui leurs confèrent notamment une 

température de fusion très basse [211, 252]. Ces particularités font que certaines 

modifications sont indispensables à leur repliement correct. C’est le cas de la m1A9 ; 

l’ARNtLys mitochondrial non modifié ne se replie pas en feuille de trèfle, mais forme 

une tige-boucle étendue. La modification en position 9 empêchant l’appariement A9-

U64 est suffisante et indispensable pour former la structure en trèfle de l’ARNt  

[156] (Figure II-9). Elle est également indispensable pour le recrutement du facteur 

d’élongation Tu par les ARNt n’ayant pas de bras T [253].  
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Figure II-9 Structure de l’ARNtLys 

mitochondrial (adapté de [156]) A) 

L’ARNtLys non modifié adopte une 

structure en tige-boucle étendue 

[156]. B) La structure de l’ARNt 

complètement modifié est la feuille 

de trèfle canonique. Les nucléotides 

étendant la tige-boucle acceptrice 

sont montrés en vert. Les 

modifications m1A9 (en rouge) et 

m2G10 empêchent les appariements 

avec les nucléotides 64 et 63 

respectivement. La modification 

m1A9 est nécessaire et suffisante 

pour former la structure en feuille 

de trèfle  [156]. 

Position 14 

La modification en position 14 est rare, et n’a été décrite que pour l’ARNtPhe 

cytoplasmique de certains mammifères [137, 254]. L’activité m1A14:ARNt 

méthyltransférase a été identifiée dans des extraits de cerveau de rat, et l’enzyme 

partiellement purifiée [255], mais le gène de l’enzyme reste inconnu à ce jour. 

Position 57 

La modification m1A57 a pu être détectée chez les archées, mais il ne s’agit que d’un 

état transitoire. La m1A57 subit une déamination pour donner la m1I57 (Figure 

II-10), base qui ne possède plus la charge positive caractéristique de la m1A [256]. 
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Figure II-10 Formation de la m1I à partir d’une adénine. L’étape intermédiaire est la 

m1A. 

Positions 22 et 58 

La méthyltransférase de la position 22 est bactérienne uniquement, la méthylation 

en position 58 est retrouvée dans tous les règnes du vivant. J’ai étudié les 

méthyltransférases de ces deux positions au cours de ma thèse et elles sont 

présentées dans les paragraphes II.2.1 et II.2.1. 

II.2.1 Position 22 : TrmK 

La méthylation en position 22 des ARNt bactériens a été découverte en 1977 [257], 

sur l’observation que des extraits de B. subtilis avaient la capacité de produire une 

m1A sur des ARNt eucaryotes portant déjà la m1A58. La méthylation devait alors 

avoir lieu sur un autre nucléotide qui s’est révélé être le A22 [257]. 

Ce n’est qu’en 2008 que le gène responsable de cette activité m1A22 a été découvert 

par nos collaborateurs de l’Université Libre de Bruxelles [258]. Il s’agit du gène yqfN 

dont la protéine YqfN a été nommée TrmK. Les protéines de la famille TrmK 

appartient à la famille de protéines COG2384 (cluster of ortholog group database) 

jusque-là non caractérisées, qui sont présentes en particulier, mais pas uniquement, 

chez les Firmicutes avec notamment les pathogènes du genre Streptococcus, 

Staphyllococcus, Listeria…  
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Fonction 

Chez B. subtilis, la croissance de souches délétées du gène yqfN n’est pas modifiée. 

Aucun phénotype n’a pu être mis en évidence, que ce soit dans des conditions de 

croissance normale, de croissance en complétions, ou différence de sporulation 

[258] Une étude à haut débit de disruption de gènes chez S. pneumoniae a, par 

contre, montré que le gène sp1610 de TrmK (homologue de yqfN) est essentiel à la 

survie de la bactérie [259]. 

Une étude de 2007 du phosphoprotéome de B. subtilis a identifié la protéine TrmK 

comme étant phosphorylé sur la sérine 69 (peptide identifié : SGLNpSHISVR) [260]. 

Par ailleurs des résultats non publiés (Thèse de H. Nguyen chez J.M. Jault [261]) 

identifieraient la kinase responsable de cette phosphorylation comme YdiB, une 

protéine essentielle de la famille des shikimate déhydrogénases11F

*, montrant une 

activité ATPase [262]. Les phosphoprotéines sont relativement rares chez les 

bactéries. En général, une centaine sont identifiées par organisme, ce chiffre variant 

en fonction des conditions expérimentales [260, 263–266]. Ces protéines sont 

souvent au centre de métabolismes clés dont la régulation rapide est indispensable 

(métabolisme du carbone par exemple), ou de système de transduction du signal 

[267].Néanmoins, d’autres études du phosphoprotéome de B. subtilis n’ont pas 

détecté la protéine TrmK comme étant phosphorylée [264–266]. La protéine a été 

correctement détectée, mais non phosphorylée, dans la dernière étude en date 

[266]. Ces résultats contradictoires ne permettent pas de tirer de conclusions 

définitives sur la phosphorylation de TrmK qui pourrait être dépendante des 

conditions de culture des bactéries, et la question reste ouverte pour l’instant tant 

sur son existence que sur son rôle. 

                                                        
* Les shikimate déhydrogénases sont des enzymes impliquées dans le métabolisme de l’acide 
shikimike chez les plantes et les microorganismes qui est, entre autre, un précurseur du tryptophane, 
de la tyrosine, de la phénylalanine, mais aussi d’alcaloïde, ou encore de l’acide salicylique. 
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Structure de TrmK 

Trois structures de proteines du COG2384 ont été publiées à ce jour, celles de S. 

pneumoniae avec et sans SAM (code d’accession PDB3KR9 et 3KU1 respectivement) 

[268], de S. agalactiae (3LEC) et L. monocytogenes (3GNL). Les deux dernières ayant 

été résolues lors de la campagne de génomique structurale Protein Structure 

Initiative (PSI) ne font pas l’objet de publication. La fonction méthyltransférase de 

ces trois protéines n’a pas été démontrée. Ces trois structures montrent un domaine 

méthyltransférase de classe I typique en NTer (Figure II-11), ce domaine étant 

parfaitement superposable pour les trois homologues. Un domaine CTer est 

également présent, il est composé de 4 hélices dont deux très longues formant une 

structure en “coiled-coil” (superenroulement α). La superposition des structures sur 

ce domaine est moins parfaite, les deux dernières hélices étant plus ou moins 

longue, et l’angle entre la structure en coiled-coil et le domaine méthyltransférase 

est plus ou moins ouvert. 

 

Figure II-11 Superposition des structures de proteines du COG2384 de S. pneumoniae 

sans SAM (en bleu code d’accession PDB : 3KR9) [268], de S. agalactiae (en rouge 

3LEC) et Listeria monocytogenes (en vert 3GNL). 
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L’alignement de séquence de protéines du COG2384 (Figure II-12) permet de 

retrouver les deux domaines. Le domaine CTer (méthyltransférase) est beaucoup 

mieux conservé que le domaine NTer. Les boucles β1-αA et β4-αD correspondant au 

site actif sont très conservées, ainsi que la boucle β5-αE dans une moindre mesure. 

 

Figure II-12 Alignement de séquences des protéines du COG2384 de 32 organismes 

(seuls 7 sont montrés). Les éléments de structures secondaires de TrmK de B. subtilis 

sont indiqués au-dessus de la séquence. Le domaine CTer (méthyltransférase) est 

beaucoup mieux conservé que le domaine NTer. Les boucles β1-αA et β4-αD sont 

particulièrement bien conservées, elles correspondent au site actif de la protéine. 

Substrats 

Les grandes lignes de spécificité du substrat de la méthyltransférase m1A22 ont été 

décrites [269]. La séquence consensus du bras D nécessaire à l’activité m1A22 

méthyltransférase semble être du type A21 A22+ G23 G24 C25, mais d’autres séquences 
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sont possibles. Les ARNt de classe I et II sont modifiés ; et des ARNt dénaturés ou 

sous forme de duplex ne sont pas substrat de la réaction.  

Les spécificités et mode de reconnaissance du substrat ARNt ne sont pas compris. 

Cette reconnaissance du substrat ARNt par l’enzyme TrmK a été le sujet principal de 

mon travail de thèse, qui sera présenté dans le Chapitre III. 

II.2.2 Position 58  

La méthylation m1A58 est commune à tous les règnes du vivant, et est aussi retrouvé 

dans les mitochondries et les plastes. L’existence de cette modification m1A58 est 

connue de longue date, et la protéine responsable de cette méthylation avait été 

purifiée en 1991, mais le gène non identifié [270]. La m1A58 méthyltransférase de S. 

cerevisiae a été identifiée en 1998 [271], il s’agit d’un complexe de deux protéines 

Gcd10p-Gcd14p (codé par les gènes GCD10 et GCD14), renommées par la suite 

Trm6p-Trm61p. 

La sous-unité Trm61p est responsable de la fixation de la SAM et de la catalyse, et 

exhibe le repliement des méthyltransférases de classe I. La catalyse nécessite 

néanmoins la présence de Trm6p, Trm61p ne peut en effet pas fixer seule l’ARNt  

[271–273]. 

Des homologues de Trm61p ont par la suite été identifiés chez les procaryotes [274] 

(Figure II-13), et la présence d’activité m1A58 méthyltransférase chez T. 

thermophilus [275], P. abyssi [276] et M. tuberculosis [277] a permis de valider 

l’homologie de fonction entre Trm61p et ses homologues procaryotes renommés 

alors TrmI. La protéine Trm6p n’a par contre pas d’homologues procaryotes, TrmI 

étant active sous forme d’homotétramère. La présence de deux protéines pour la 

modification chez les eucaryotes contre une seule chez les procaryotes est un 

phénomène courant dans les enzymes de modifications [278]. Cette augmentation 

de la complexité chez les eucaryotes peut être reliée au besoin accru de système de 



 

Chapitre I 

La m1A dans les ARN de transfert –  
La méthylation des adénines en sur l’azote 1 : m1A 

 
72 

régulation chez les organismes au métabolisme complexe [278]. Chez les archées, 

TrmI catalyse aussi la formation de la m1A57 en plus de la m1A58 [279, 280]. 

 

 

Figure II-13 Alignement de séquence de méthyltransférases m1A58 (adapté de 

Barraud et al [281]). Les séquences de TrmI des procaryotes T. thermophilus, M. 

tuberculosis et P. abyssi sont alignées avec celles de Trm61p de M. musculus, H. sapiens 

et S. cerevisiae. Les éléments de structure secondaire de TrmI de T. thermophilus sont 

représentés par des flèches pour les brins β et des cylindres pour les hélices α. 
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Fonctions 

Nous avons déjà évoqué la fonction de la m1A58 dans la stabilisation thermique des 

ARNt à haute température chez T. thermophilus (Modification : Adaptation aux 

conditions environnementales en page 47), et également son importance dans la 

structuration particulière de la boucle T de l’ARNtiMet de S. cerevisiae (Modification : 

Structuration et stabilisation des ARN de transfert en page 42 ; Figure I-27). 

Ces deux cas particuliers montrent que cette modification participe d’une part à la 

stabilité générale des ARNt en augmentant sensiblement leur résistance à la 

dénaturation thermique [171, 282], mais a aussi un rôle primordial dans la 

structuration et le contrôle qualité de l’ARNtiMet chez les eucaryotes. 

Cette modification a également un rôle important à jouer dans la réplication du VIH-

1 comme évoqué dans la partie Implications des ARNt dans les infections virales en 

page 24. 

Structure de TrmI 

Plusieurs structures d’enzymes TrmI ont été résolues [279–281], avec ou sans 

cofacteurs. La structure de TrmI de T. thermophilus en complexe avec la SAH a 

précédemment été résolue dans l’équipe par Pierre Barraud lors de sa thèse [283]. 

Les enzymes de la famille TrmI sont organisées en tétramère [284]. Chaque 

monomère est composé de deux domaines distincts connectés par un linker 

contenant une hélice (Figure II-14 a ; hélice 2). Le domaine Cter adopte le 

repliement des méthyltransférases de classe I. Le domaine Nter est plus petit et il 

contient majoritairement des brins β et une courte hélice. Le tétramère est composé 

d’un dimère de dimères. Les dimères sont formés par l’interaction de deux 

monomères via leurs brins β6 pour former un feuillet central antiparallèle, des 

interactions avec les hélices α2 et α3 stabilisant ce dimère (Figure II-14 b, en bleu 

foncé et bleu clair). Le tétramère est ensuite formé par l’interaction entre les 

feuillets β6 de deux dimères. La SAH est liée au site actif par de nombreux résidus 
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très conservés dans la famille de TrmI, et est dans la conformation typique des 

méthyltransférases de classe I (Figure II-14 c et d). 

 

Figure II-14 Structure de TrmI de T. thermophilus d’après [281]. (a) monomère de 

TrmI (b) tétramère formé par deux dimères (c) site actif contenant la SAH, les liaisons 

hydrogène sont indiquées par des pointillés, les résidus strictement conservés dans la 

famille sont indiqués en gras (d) densité électronique autour de la SAH.  

Les résidus impliqués dans la stabilisation de ce tétramère varient énormément 

selon les organismes [284]. Les protéines TrmI des organismes thermophiles faisant 

plus d’interaction ioniques intermoléculaires, et les hyperthermophiles présentant 

plus d’interactions hydrophobes. De plus chez P. abyssi qui est un thermophile 

extrême (100-103°C) quatre ponts disulfures intermoléculaires maintiennent le 

tétramère. (Figure II-15). 
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C 

 

 D 

 

E 

 
Figure II-15 Organisation tétramérique des protéines TrmI chez différents 

organismes [284]. Les interfaces dimériques sont situées entre les dimères AB et CD, et 

les interfaces tétramèriques entre les dimères AC et BD. Les résidus impliqués dans des 

interactions ioniques sont en bleu ou en rouge pour les résidus basiques ou acides 

respectivement. Le Glu226 et l’Arg230 qui forme le pont salin central de l’intéraction 

tétramerique sont en rose et cyan respectivement. Les ponts disulfures entre les 

cystéines 196 et 133 sont en jaune. Les organismes sont : (A) M. tuberculosis ; (B) T. 

thermophilus ; (C) T. maritima ; (D) A. aeolicus ; (E) P. abyssi. 
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Substrats 

Différentes études  [285–287] ont montrées que TrmI peut modifier une tige-boucle 

contenant uniquement le bras T d’un ARNt substrat de TrmI. Ces résultats 

impliquent que la reconnaissance principale des ARNt par les méthyltransférases 

m1A58 eucaryotes comme procaryotes se fait par le bras T, et que la structure 

générale de l’ARNt n’est que peu reconnue. Il a par ailleurs été montré dans notre 

équipe que TrmI reste sous forme tétramérique lorsqu’elle fixe l’ARNt et peut fixer 

deux molécules d’ARNt [281]. 

Une étude récente a permis de comprendre de façon détaillée les déterminants de 

reconnaissance de l’enzyme pour son substrat ARNt [287]. Cette étude a montré 

que : 

 TrmI reconnaît de façon stricte la base modifiée (A58) qui doit absolument 

être une adénine, et en particulier le groupe 6-amino est reconnu de façon 

spécifique. 

 La position 56 doit être un C, la 57 est une purine et la position 60 une 

uridine. 

 TrmI modifie mieux les ARNt si ceux-ci présentent des modifications 

préalables. 

 Le bras accepteur est reconnu spécifiquement par l’enzyme : un ARNt avec le 

”bon” bras T mais un bras accepteur d’un ARNt non-substrat est mal modifié. 

 La région variable participe à l’interaction. 

Ces données de spécificité, les structures cristallographiques et les données de 

docking de l’adénine dans le site actif  [281], apportent des informations sur 

l’interaction entre TrmI et son substrat. Néanmoins, le mécanisme de la réaction et 

le mode de reconnaissance entre l’ARNt et son substrat ne sont pas encore bien 

compris. Si les zones d’interaction peuvent être partiellement visualisées par le 

potentiel électrostatique de surface de la protéine [281] (Figure II-16), il est 

impossible de modéliser un ARNt en contact avec TrmI sans d’importantes gênes 

stériques. Une déformation de la protéine et/ou de l’ARNt sont nécessaires pour 
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cette interaction. Nos recherches en cours sur ce complexe font l’objet du Chapitre 

II. 

 

Figure II-16 : Surface électrostatique de TrmI (T. thermophilus), adapté de [281]. Le 

bleu indique une charge positive et le rouge négative. (échelle de -3 kT/e à +3 kT/e). 

Le trait gris indique la position des deux sillons pouvant accommoder la structure en 

“L” d‘un ARNt. 

La structure de TrmI de T. thermophilus avait permis d’identifier trois résidus du 

site actif qui sont important pour la catalyse et la reconnaissance de l’adénine 

modifiée : D170, Y78 et Y194 En effet, l’aspartate 170 lie à la fois le groupe amino de 

la SAM (observé dans la structure cristallographique) et l’azote exocyclique N6 de 

l’adénosine modifié (suggéré par le docking de l’adénine dans la poche catalytique). 

Les tyrosines Y78 et Y194 forment respectivement le fond et le côté de la poche de 

fixation de l’adénosine. Les trois mutants D170A, Y78A et Y194A conservent une 

affinité pour le substrat ARNt proche de la protéine sauvage, mais les activités 

catalytiques (kcat et kM) sont très affectées [281]. Afin d’appuyer les résultats de 

cette étude, des études cristallographiques ont été entreprises sur les trois mutants. 

Les résultats de cette étude sont développés dans le chapitre suivant. 
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Chapitre II  Étude de la 

méthyltransférase m1A58 des ARNt : 

TrmI 

L’étude des enzymes de modifications des ARNt s’articule autour de deux 

questionnements principaux : le mécanisme de la catalyse et les déterminants de la 

reconnaissance du substrat ARNt par l’enzyme.  

La cristallographie aux rayons X est une méthode de choix pour répondre à ces 

questions lorsque la structure du complexe enzyme/substrat peut être résolue. 

Souvent la connaissance du fonctionnement d’une enzyme permet d’inférer celui 

d’autres enzymes catalysant la même réaction. Néanmoins, les méthyltransférases 

de classe I n’ont que très peu d’homologie de séquences, seul le repliement général 

étant conservé. Les sites catalytiques sont donc très différents d’une enzyme à 

l’autre, on ne retrouve pas de résidus catalytiques conservés. Ainsi la question du 

mécanisme catalytique d’une enzyme ne peut pas être trivialement résolue par 

comparaison avec d’autres méthyltransférases connues. Afin d’apporter des 

informations sur le mécanisme réactionnel de la méthylation m1A58 catalysée par 

TrmI, nous avons résolu la structure cristallographique de mutants de son site actif. 

Ce travail fait l’objet de la première partie de ce chapitre et a donné lieu à une 

publication dans le journal Biophysical chemistry. 

Le mode reconnaissance du substrat pour les enzymes de modifications des ARN est 

un sujet passionnant mais difficile. Seule une dizaine de complexes entre enzymes 

de modification des ARNt et substrat ARN a été résolue. Chaque enzyme a un mode 
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d’interaction avec son substrat qui lui est propre. De plus, elles n’ont pas de 

domaines spécifiques d’interaction avec les ARN tels que les doigts de zinc, les 

RRMs ou encore le domaine PIWI (pour une revue sur ce type de domaines voir 

[288] ). Ces modes d’interaction particuliers peuvent être en partie expliqués par le 

besoin pour l’enzyme de déformer son substrat pour atteindre le nucléotide à 

modifier et l’amener dans son site actif. En effet, la modification implique souvent la 

rupture d’une ou plusieurs paires de bases, le retournement de la base à modifier, 

voire la déformation complète du substrat comme cela a été observé pour l’enzyme 

arcTGT et la forme “λ” de l’ARNt (voir Plasticité structurale en page 7). De l’étude 

structurale des enzymes de modification ressort néanmoins un trait commun : 

l’organisation très fréquente en deux domaines, l’un catalytique et l’autre étant vu 

comme un domaine fixant l’ARN. Ces domaines sont spécifiques à chaque enzyme et 

n’ont pas d’origine commune. L’étude de complexe entre ARNt et enzyme de 

modification permet donc d’apporter des éléments nouveaux concernant les modes 

de reconnaissance ARN-protéine. L’obtention de structure de ce type de complexe 

est difficile du fait notamment des affinités relativement faibles entre enzyme et 

substrat. Les complexes sont facilement détruits par la très haute teneur en sels des 

solutions de cristallisation. Par ailleurs, la grande flexibilité des ARN est un frein 

considérable à la cristallisation. On utilise donc souvent des fragments d’un ARNt 

substrat, un des bras de l’ARNt lorsque celui-ci est substrat par exemple. La 

technique la plus efficace pour maintenir un ARN dans le site actif de l’enzyme est 

de former un complexe covalent entre cet ARN et l’enzyme. Nous avons fait ce choix 

pour essayer d’obtenir des cristaux entre l’enzyme TrmI de T. thermophilus et une 

tige-boucle correspondant au bras T de l’ARNtAsp de cet organisme. Ces travaux sont 

exposés dans la seconde partie de ce chapitre. 
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III. Mutants du site actif de TrmI 

III.1 Problématique et résumé de l’article 1 

Cet article décrit la structure cristallographique de deux mutants du site actif de 

TrmI. Il s’agit des mutants D170A et Y78A qui avaient été précédemment identifiés 

comme important pour la catalyse  [281]. Ces deux résidus sont situés à la jonction 

entre le site de fixation de la SAM et celui du substrat adénine. Ces structures nous 

ont permis de discuter le rôle catalytique de D170 et de proposer deux mécanismes 

réactionnels possibles pour la réaction de transfert de méthyle m1A58. L’analyse des 

séquences des bras T des ARNt portant cette modification et des données récentes 

de la littérature nous a permis de définir une séquence optimale reconnue par TrmI. 

Enfin, une analyse des modes normaux des structures de ces mutants nous a permis 

de montrer l’importante mobilité relative du domaine NTer par rapport au reste de la 

protéine, ce qui semble être nécessaire à ce domaine pour “attraper” l’ARNt. 

Dans cet article, j’ai réalisé l’affinement des structures cristallographiques ainsi que 

l’analyse des modes normaux de la structure de la protéine sauvage. 
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III.1 Article 1 : Dégut et al. (2015) Biophys. Chem.

The m1A58 modification in eubacterial tRNA: An overview of tRNA
recognition and mechanism of catalysis by TrmI

Clément Dégut 1, Luc Ponchon 1, Marcia Folly-Klan, Pierre Barraud, Carine Tisné ⁎
Laboratoire de Cristallographie et RMN biologiques, CNRS, Université Paris Descartes, Paris Sorbonne Cité, 4 avenue de l'Observatoire, 75006, Paris

H I G H L I G H T S

• TrmI D170A mutant has a highly flexi-
ble catalytic pocket.

• TrmI Y78A mutant presents the same
structure of the catalytic pocket.

• D170 is crucial to grasp the SAM and
the adenine in a reactive position.

• Y78A stabilizes the flipped adenosine
into the active site of TrmI.

• Two mechanisms of methyl transfer are
in agreement with data accumulated to
date.
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The enzymes of the TrmI family catalyze the formation of them1A58 modification in tRNA.We previously solved
the crystal structure of the Thermus thermophilus enzyme and conducted a biophysical study to characterize the
interaction between TrmI and tRNA. TrmI enzymes are active as a tetramer and up to two tRNAs can bind to TrmI
simultaneously. In this paper, we present the structures of two TrmImutants (D170A and Y78A). These residues
are conserved in the active site of TrmIs and their mutations result in a dramatic alteration of TrmI activity. Both
structures of TrmI mutants revealed the flexibility of the N-terminal domain that is probably important to bind
tRNA. The structure of TrmI Y78A catalytic domain is unmodified regarding the binding of the SAM co-factor
and the conformation of residues potentially interacting with the substrate adenine. This structure reinforces
the previously proposed role of Y78, i.e. stabilize the conformation of the A58 ribose needed to hold the adenosine
in the active site. The structure of the D170Amutant shows a flexible active site with one loop occupying in part
the place of the co-factor and the second loopmoving at the entrance to the active site. This structure and recent
data confirms the central role of D170 residue binding the aminomoiety of SAMand the exocyclic amino group of
adenine. Possible mechanisms for methyl transfer are then discussed.

© 2015 Elsevier B.V. All rights reserved.

1. Introduction

Transfer RNAs (tRNAs) are crucial biomolecules that play essential
roles in many aspects of various cellular processes. Their primary func-
tion resides in the translation process, where they constitute adaptor

Abbreviations: MTase, Methyltransferase; SAM, S-adenosyl-L-methionine; SAH,
S-adenosyl-L-homocysteine.
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E-mail address: carine.tisne@parisdescartes.fr (C. Tisné).
1 These authors contributed equally to this work.

http://dx.doi.org/10.1016/j.bpc.2015.06.012
0301-4622/© 2015 Elsevier B.V. All rights reserved.
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molecules between messenger RNAs (mRNAs) and elongating peptide
chains on active ribosomes.

The biosynthesis and maturation process of tRNAs is a complex and
multistep process (for reviews [1–5]). Although synthesis and matura-
tion of tRNA vary significantly among organelles, organisms, and
kingdoms [2], many common features have been retained during evolu-
tion. It involves the transcription of a tDNA gene followed by processing
steps to remove the 5′ leader and the 3′ trailer, and by the addition of
the -CCA amino-acid accepting extremity. When present, introns are
also spliced out during the maturation process. In eukaryotic cells,
some steps occur within the nucleus and the nucleolus, while other
steps occur in the cytoplasm. One of themost interesting and regulated
processes of tRNA maturation consists in the introduction of a large
variety of modified nucleotides via the enzymatic modification of the
initially naked transcript.

2

About 110modified nucleotides have been described in the different
RNA molecules, of which no less than 91 are present in tRNAs [6,7]
(http://genesilico.pl/trnamodviz). tRNA is the family of RNA molecules
displaying the highest variety of nucleotides modifications. In addition,
each tRNA contains a large number of modifications (in average 10
modifications for a typical tRNA length of 76 nucleotides). About one
third of these modifications are found in the anticodon stem-loop.
They often include hypermodified nucleotides, such as Q34, t6A37 or
Y37, the biosynthesis of which is a multi-step process. They are
commonly thought to play an important role on the ribosome during
protein synthesis (accuracy and/or efficiency) [8,9]. Modifications of
nucleotides located outside the anticodon region are generally simple
ones such as methylations (m1A58, m2Gm26, m5C49…), thiolation
(s4U8), reduction (D), and isomerisation (Ψ). Interestingly, some of
these simple modifications are catalyzed by specific enzymes acting
on the precursor tRNA at early steps of tRNA maturation and before
intron splicing, while others are produced as final maturation steps
after 5′- and 3′-end processing and intron splicing. Overall, modifica-
tions outside the anticodon region have been for a long time believed
to be implicated almost exclusively in the stabilization of the three-
dimensional architecture of tRNAs. However, the idea that tRNA
modifications and their respective pathways can be connected with
regulatory functions has recently emerged. Indeed, new roles of tRNA
modifications as connectors between translation,metabolismand stress
response have been recently uncovered [10–17]. It became clear that
tRNA modifications are central to a global quality control of the cell
integrity and that tRNA maturation pathways might be placed at the
cross-road of various regulation pathways such as the response to
oxidative stress or metabolite starvation [1,19–23]. Moreover, varia-
tions in the modification level of tRNAs occur in eukaryotes, from
organ to organ, in differentiating cells, during aging, starvation, in re-
sponse to hormones, to certain drugs and to carcinogens, in malignant
cells and after infection with viruses (reviewed in [24–27]).

In this context, we have been studying structural aspects of them1A
modification at position 58 of tRNAs [28,29]. This modification consists
in the incorporation of a methyl group on the nitrogen at position 1 of
adenines, thus bringing a positive charge on this atom. The m1A nucle-
otide is found at positions 9, 14, 22 and 57 (transiently as an intermedi-
ate to m1I) and 58 of tRNA, with a major occurrence at position 58 in
the T-loop of tRNA. Them1A58 is found in tRNAs from the three domains
of life and was proved to be an essential modification for different
processes. First, this modification is present in most eukaryotic
tRNAs, including in three mitochondrial tRNAs. siRNA knockdown of
either subunit of the human m1A58-methyltransferase results in a
slow-growth phenotype [30]. Secondly, in Saccharomyces cerevisiae, it
was shown that mutants that are defective in N1-methylation of A58

are non-viable because this modification is required for the stability of
the initiator tRNAMet [31]. Thirdly, this modification is present in all
retroviral tRNA primers (including tRNA3

Lys the primer of HIV-1 reverse
transcription), and is crucial for reverse transcription fidelity and
efficiency [32]. Finally, m1A58 was shown to stabilize tRNA structure at

high temperature since gene disruption studies have shown that
m1A58 modification is required for the growth of Thermus thermophilus
at high temperatures [33]. Interestingly, for this bacterium, it was
shown that changes in the structural flexibility of tRNA through multi-
ple nucleoside modifications are used to adapt protein synthesis to
environmental changes. The combinationof three distinctmodifications
(Gm18, m5s2U54 and m1A58) found in T. thermophilus tRNAs was shown
to increase the melting temperature of tRNA by approximately 10 °C as
compared with the unmodified transcript [34–37]. Although, it was
known that the level of these three modifications in tRNA control the
elongation of translation via the flexibility of tRNA since 1987 [38],
only recently, the common modifications, m7G46 and Ψ55, found in
T. thermophilus tRNA in addition to these three modifications, were
shown to be responsible for this control [37,39]. Indeed, at high tempera-
ture (above 65 °C),m7G46 functions as amarker of precursor tRNA and in-
creases the reaction rates of other modification enzymes. In contrast at
low temperatures, Ψ55 confers local structural rigidity and slows down
the rate of formation of other modifications aroundΨ55 (Gm18, U54, A58).

The enzymes TrmI that catalyze the formation of m1A58 at posi-
tion 58 were described in the early 2000s [33,40,41]. They make
use of S-adenosyl-L-methionine (SAM or AdoMet) as a methyl donor.
We previously solved the crystal structure of the T. thermophilus TrmI
and conducted a biophysical study to characterize its interaction with
tRNA [28]. TrmI is a methyltransferase of class I, i.e. its catalytic domain
is composed of 7 β-strands surrounded by 6 α-helices (Fig. 1A). This
domain contains the SAM-binding pocket and is encompassed in the
large C-terminal part of TrmI. TrmI is active as a tetramer and the tetra-
mer is organized as a dimer of tight dimers [28,29] (Fig. 1B). The TrmI
monomer is composed of two distinct domains connected by an
extended linker containing a short α-helix (Fig. 1A). The N-terminal
domain is largely a β structure composed of 6 β-strands and one small
α helix. Using mass-spectrometry in native conditions, we were able
to show that TrmI binds up to two tRNAs per tetramer and remains tet-
rameric upon binding. We uncovered two grooves that have the appro-
priate electrostatic potentials and sizes to accommodate one molecule
of tRNA per face of tetramer. In addition, we identified three conserved
residues (Y78, D170, Y194) important for the methylation reaction and
we showed using mutagenesis, kinetic assay and molecular modeling
that they fashion an optimal shape of the catalytic pocket in order to po-
sition the adenine and the methyl donor in a reactive position.

In this paper, we report the crystal structures of two mutants of
the TrmI catalytic pocket (D170A and Y78A). We then discuss tRNA
recognition and m1A catalytic mechanism by TrmIs in the lens of these
structures and of newly published data describing tRNA determinants
for TrmI recognition [42].

2. Experimental

2.1. Production, purification and crystallization of TrmI mutants (D170A
and Y78A)

TrmI D170AandY78Awere expressed andpurified as previously de-
scribed [28]. Protein samples were concentrated at 10mg/mL in 20mM
Tris–HCl buffer pH8.0, 100mMKClwith 2mMSAM. Crystallizationwas
performed at 18 °C by vapor diffusion using the hanging drop method.
The conditions of crystallization of the wild-type TrmI were used as a
starting point (2.0 M ammonium sulfate, 5% isopropanol (v/v)).

Crystals of TrmI D170A were obtained in 2.4 M ammonium sulfate
and 10% isopropanol (v/v). Crystals of TrmI Y78A were obtained in
2.1 M ammonium sulfate and 8% isopropanol (v/v). The crystals were
harvested, soaked in a cryoprotectant solution containing 20% glycerol
and flash-frozen in liquid nitrogen before data collection.

TrmI D170A diffraction data were collected at beamlime PX1 of the
Synchrotron SOLEIL (Gif sur Yvette, France) and TrmI Y78A diffraction
data were collected at beamline ID23-2 of the European Synchrotron
Radiation Facility (Grenoble, France).
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Crystallization assays of TrmI Y194A led to poorly diffracting
crystals.

2.2. Crystal structure determination

X-ray data were processed with MOSFLM and scaled with SCALA of
the CCP4 suite [43]. The structures of the mutants were solved by
molecular replacement using the program Phaser [44] and the structure
of the wild-type TrmI (PDB code 2PWY). Restrained refinements of the
structures were performed with the program phenix.refine in the
Phenix suite [45]. Model and map visualizations for manual reconstruc-
tions were performed with the program Coot [46].

Structures have been deposited to the Protein Data Bank under the
codes 5C1I and 5C0O, for the D170A and Y78A mutants, respectively.
Analysis of the SAM binding site in TrmI Y78A mutant was performed
using the lidia extension of Coot [47].

2.3. Normal mode analysis

Normal mode analysis for the wild-type TrmI structure (PDB code
2PWY) was conducted with the program ProDy [48] and visualized

using VMD [49]. To analyze the mobility of this domain, the mean
relativemobility of residues in the six first non-trivial computed normal
modes was calculated and plotted as a function of the residue number
for the four molecules in the TrmI tetramer.

2.4. T. thermophilus tRNA sequence analysis

The available sequences of tRNA from T. thermophilus of the web site
(http://genesilico.pl/trnamodviz) were used to discuss the preferred
sequence of the T-loop of T. thermophilus TrmI (see paragraph 3.2).

3. Results and discussion

3.1. Structures of TrmI catalytic mutants (D170A, Y78A)

In a previous study, we solved the crystal structure of T. thermophilus
TrmI [28] and identified three conserved residues D170, Y78 and Y194
in the active site of TrmI important for the methyl transfer. D170
forms the back of the catalytic pocket (Fig. 1C) whereas Y78 is located
at the floor of the adenosine-binding pocket (Fig. 1C). By mutagenesis
and steady-state kinetic assays, we showed that the D170A and Y78A

Fig. 1. T. thermophilus TrmI structure (PDB code 2PWY): location of catalytic mutants and dynamics of the protein. (A) Structure of the T. thermophilus TrmImonomer showing the
fold of the N-terminal domain composed of 6 β-strands and one α-helix. The N-terminal domain is surrounded in dotted line. (B) Architecture of the TrmI tetramer showing the
N-terminal domains surrounded in dotted line. (C)Modeling of an adenine in the catalytic pocket of TrmI, average docked structure of the adenine ring inside the catalytic pocket
of TrmI previously published [28]. The enzyme surface is shown in gray. The AdoMet ligand and the docked adenine ring are shown as sticks (carbon atoms in light blue, nitrogen
atoms in dark blue, oxygen atoms in red, sulphur atom in yellow and hydrogen atoms in white). The Van der Waals surface of the adenine ring is shown as white dots. The
positions of the key residues are highlighted in color on the surface (D170 in green, Y194 in orange and Y78 in yellow). (D) Normal mode analysis of TrmI showing the mobility
of the N-terminal domain. The mean mobility of residues in the six first non-trivial computed normal modes is plotted as a function of the residue number for the four molecules
in the TrmI tetramer. The dotted lines in gray indicate the first residue of each monomer whereas the red dotted lines delineate the end of the N-terminal domain of each mono-
mer. (For interpretation of the references to color in this figure legend, the reader is referred to the web version of this article.)
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variants of TrmI are severely altered in their catalytic activity. Indeed,
the D170A mutant catalytic turnover was severely reduced by a factor
300 compared to the wild-type TrmI, whereas that of the Y78A variant
experienced a 20-fold decrease [28]. Using molecular docking, we
showed that the D170 residue could act as a bidentate ligand binding
the amino terminal moiety of SAM and the N6 amino group of the
adenine ring substrate.

To investigate at the atomic level the impact of themutations on the
structure of the catalytic pocket of TrmI, we solved the crystal structures
of these two mutants. Each mutant crystallized in a different space
group compared to wild-type TrmI (Table 1) although the crystalliza-
tion conditions to get crystal are almost identical. The structure of
TrmI D170A was solved and refined to 3.1 Å to a final Rfree factor of
27% whereas the TrmI Y78A model was refined to 2.6 Å to a final Rfree

of 28% (Table 1). In both structures, four molecules of protein are
present in the asymmetric unit. Globally, the overall structures of TrmI
D170A and of TrmI Y78A mutants closely resemble that of the wild-
type TrmI (Fig. 1A and B). Indeed, the tetramer architecture and
the fold of the N and C-terminal domains are conserved. The major
differences in structures lie in the definition of the N-terminal domain
in the density map and in the structures of the catalytic pocket due to
the mutation. First, the N-terminal domain is folded but is not
very well defined in the density map, its B-factors are higher than the
C-terminal part in both mutant crystals. On the contrary, it was very
well defined and not very flexible in the wild-type structure due to
packing contacts in the crystal. These differences highlight the mobility
and the dynamics of this domain in the tetramer architecture. Interest-
ingly, the normal mode analysis conducted on wild-type TrmI (Fig. 1D)
confirms this feature and shows that the N-terminal domain exhibits
the highest relative mobility compared to the C-terminal domain
that contains the catalytic pocket and the tetramer interfaces.Moreover,
the mean B-factor of the C-terminal domain in wild-type TrmI was 9 Å2

whereas it reaches 25 Å2 in the N-terminal domain. The N-terminal

domain forms one groove of the tetramer and was proposed to be
in contact with the variable loop or the D/anticodon stems of the tRNA
[28,50]. A recent paper shows that an RNA containing the 3′-part of
the acceptor stem, the T arm and the variable loop is a very good sub-
strate of TrmI whereas one containing the D/T/anticodons arms and
the variable loop was a poor substrate [42]. Therefore, the N-terminal
domain most probably grasp the variable loop of substrate tRNAs and
its mobility is probably essential in this interaction to keep the adenine
in the catalytic pocket.

Secondly, the comparison of the structures of these mutants to
the wild-type is more informative when one considers the structure
of the catalytic pocket (Figs. 2 and 3). TrmI Y78A was successfully co-
crystallized with SAM ligand. Fig. 2A shows the superimposition of the
Y78A structure with that of the wild-type at the level of the catalytic
center. The structures are closely related and the conformation of the

Table 1
Data collection and refinement statistics for the determination of TrmI structure.
Values in parenthesis are for the outer resolution shell.

TrmI D170A TrmI Y78A

PX1 (SOLEIL) ID23-2 (ESRF)
P6122 P 212121

A. Data collection statistics
Beamline
Space group
Unit-cell parameters (Å)

a b c (Å) 110.4 110.4 306.4 76.5 79.9 184.0
90 90 120 90 90 90
41,449 (4054) 66,077 (6377)
20,952 (2035) 34,672 (3339)
2.0 (2.0) 1.9 (1.9)

α β γ (°)
No. of measured reflections
No. of unique reflections
Multiplicity
Resolution limits (Å) 51.94–3.10

(3.21–3.10)
52.92–2 .62
(2.71–2.62)

99.95 (100.0) 99.88 (99.88)
9.6 (2.2) 10.78 (2.68)
84.05 28.35

Data completeness (%)
Mean I/σ(I)
Wilson B-factor
Rmerge (%) 5.6 (39.3) 4.7 (25.9)

20.0 (24.2) 23.5 (24.0)
26.9 (33.4) 28.2 (30.0)

B. Refinement statistics
R-factor (%)
Rfree (%)
Number of non-hydrogen 6987 7264

6950 7127
15 5

atoms
Protein
Ligands
Waters 22 132

Average B-factors (Å2) 74.0 41.2
Macromolecules 74.0 41.2

61.2 36.8
0.017 0.005
1.78 1.04
93.0 94.0
5.1 3.1

Solvent
RMSD (bonds) (Å)
RMSD (angles) (°)
Ramachandran favored (%)
Ramachandran allowed (%)
Ramachandran outliers (%) 1.9 0.9

B

A

Fig. 2. Structure of the catalytic pocket of TrmI Y78A mutant. A) Superimposition of the
main chain of the wild-type protein (in gray, PDB code 2PWY) with that of the Y78A
mutant (in yellow). The tyrosine Y78 and the SAM/SAH are represented as sticks.
B) Analysis of the SAM binding site in TrmI Y78A mutant. The symbols are those used by
the lidia extension of Coot [47]. Hydrogen bonds are indicated by arrows whereas hydro-
phobic interactions are represented by circles. (For interpretation of the references to color
in this figure legend, the reader is referred to the web version of this article.)
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ligand is the same in both structures. The network of residues thatmake
contactswith SAM in the structure of Y78A, either by hydrogenbonds or
hydrophobic contacts, is indicated in Fig. 2B. This network is the same
than that identified for the wild-type protein [28]. Notably, the carbox-
ylate chain of D170 is involved in a hydrogen bondwith the ammonium
group of SAM and the residue at position 78 does not participate to the
binding of the co-factor. Therefore, themutation Y78A does not perturb
the organization of the catalytic pocket around the SAM binding pocket.
The only and main differences lies in the hole introduced by the
mutation at the floor of the catalytic pocket due to the absence of the
aromatic ring. This residue is conserved as an aromatic (F or Y) among
the family of TrmI enzymes. This residue cannot be involved in the
methyl transfer due to its position in the active site. The structure of
the Y78Amutant thus reinforced our hypothesis that Y78 is, most prob-
ably, essential to stabilize the flipped adenine in the catalytic center of
TrmI, by stacking interaction with the ribose of the adenosine 58. Y78
is a good candidate for the stabilization of the flipped-out adenine
given its position in the catalytic pocket, the structure and the dramatic
decrease of kcat of the TrmI Y78A mutant.

D170 is a crucial residue, universally conserved, that makes hydro-
gen bondswith both the SAM co-factor and the adenine to bemethylat-
ed [28,42]. We could not obtained co-crystal of the D170Amutant with
either SAM or SAH whereas SAM was present in the catalytic pocket in
the crystal structure of Y78A mutant and SAH in the wild-type protein
structure. This feature indicates that, among the numerous contacts
between the co-factor and TrmI (Fig. 2B), the hydrogen bond between
D170 and the co-factor is essential to maintain the co-factor in the
catalytic pocket of TrmI. Interestingly, when the co-factor is not bound
to TrmI, the active site of the protein is occupied by two loops, namely
the loop made of residues 70–78 (Fig. 3A, B) and the second one made
of residues 99–105 with a pivotal motion at glycine residues 101 and
105 (Fig. 3A, B). Notably, this motion positions T102 in the binding

site of the co-factor near the mutation (Fig. 3B). The loop 70–78, that
is positioned at the entrance of the TrmI active site, is very flexible
and thus not very well defined (Fig. 3C). However, it is clear that the
orientation of this loop is different from that in the wild-type structure.
Interestingly, the orientation of the loop 70–78 is similar in the TrmI
D170A mutant and in the structure of Thermogota maritima TrmI that
was crystallized without any co-factor (PDB code 1O54). In contrast,
in the T. maritima TrmI structure, the loop 99–105 is positioned like in
the wild-type T. thermophilus TrmI. Therefore, in the TrmI D170A struc-
ture, the positioning of the loop 70–78 in the active site most probably
reflects the absence of the co-factor, whereas the location of the loop
99–105 is a consequence of the mutation itself. As a conclusion, the
active site of TrmI, in absence of co-factor, is occupied by the loop
70–78 that probably prevents the inappropriate binding of a substrate
tRNA prior to the accommodation of the co-factor. Moreover, D170 is
an essential residue to maintain an operational active site and to
position both the co-factor and the substrate adenine.

3.2. Recognition of tRNA substrate

It was recently shown that the activity of T. thermophilus TrmI is
dependent on precise sequence determinants of its tRNA substrate
[42] and that the sequence of tRNA will impact the m1A58 activity of
TrmI. For instance, TrmI from T. thermophilus preferentially methylates
T. thermophilus tRNAPhe than S. cerevisiae tRNAPhe. It was also shown
that the access of TrmI to A58 requires disruption of the interaction be-
tween T and D loops, and indeed, disruption of T and D loop interactions
accelerates the methylation [42]. In Fig. 4, we have analyzed the T-arm
sequence of T. thermophilus tRNAs and summarized on these sequences
the determinants of TrmI recognition that are known to date. For
instance, the T-stem structure is essential for TrmI recognition [42]
and notably, the two first base pairs closing the T-loop are conserved

Fig. 3. Structure of the catalytic pocket of TrmI D170Amutant (in green). Fourmolecules are present in the asymmetric unit of the TrmI D170A crystal. Chains B and D are the domains for
which the loop 101–105 containing T102 is the best defined in the density map (2F0–FC at 1.5σ) of the TrmI D170A mutant (in blue, A). Chain B (in green) was used for A and B. T102 is
shown as sticks in B. Chains A and C are the domains for which the loop 70–78 is the best defined in the density map (2F0–FC at 1.5σ) of the TrmI D170A mutant (in blue, C). Chain C (in
green) was used in C and D. The wild-type TrmI (PDB code 2PWY) in complex with SAH is represented in green. The black arrows indicate the loops that exhibit large movement in the
D170A mutant compared to wild-type TrmI. (For interpretation of the references to color in this figure legend, the reader is referred to the web version of this article.)
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as G–C base pairs in T. thermophilus tRNA (Fig. 4). Point mutations
revealed that C56 and U60 are involved in recognition of the substrate
tRNA by TrmI [42]. Indeed, these two nucleotides are conserved in
T. thermophilus tRNA. Moreover, nucleotide at position 57 should be a
purine. The position 55 does not tolerate an adenine whereas the
position 59 does not tolerate a cytosine. In contrast, the nucleotide 54
can be mutated in any nucleotide without altering TrmI activity. There-
fore, the U54–A58 reverse Hoogsteen base pair is not required for TrmI
recognition. However, this nucleotide is conserved as a T or s2T in
T. thermophilus for insuring thermal stability of tRNA. Last but not
least, the replacement of A58 by a 2-aminopurine or an inosine abolishes
the methylation reaction at position 1, therefore confirming our model
showing that the exocyclic amino group at position 6 of A58 is recog-
nized by TrmI through a hydrogen bond with D170.

These determinants of TrmI recognition to efficiently recognize and
modify a tRNA substrate are crucial for the rapid response to environ-
mental changes of temperature that T. thermophilus has to face.

3.3. Mechanism of m1A methyl transfer

We pursued the structural study of TrmI protein variants in order to
better characterize themethyl transfer mechanism in tRNAm1AMTase.
The structure of TrmI Y78A mutant suggests that Y78 cannot be
involved in methyl transfer but is, most probably, involved in the stabi-
lization of the adenosine in the active site of TrmI. The universally
conserved D170 was previously identified as a pivotal residue for the
methyl transfer reaction [28]. However, we could not resolve whether
D170 acts as a general base catalyst or whether D170 only acts as a
bidentate ligand that properly positions the two substrates of TrmI in
a proper reactive orientation [28]. The structure of D170A mutant
shows the crucial role of this residue to organize the active site of
TrmI, in positioning or in maintaining the SAM-cofactor and in leaving
the active site accessible to tRNA substrate (Fig. 3). We propose here
to discuss in detail the possible chemicalmechanisms ofmethyl transfer
by SAM-dependent MTases at the N1 position of adenines in RNAs.
Overall, it is well admitted that SAM-dependent N-methylation reac-
tions proceed via a direct SN2-like transfer, inwhich the attackingnucle-
ophile and the methyl donor are involved in a single transition state
structure [51,52]. Importantly, the thermodynamic of methyl transfer
by SAM is extremely favorable and SAM-dependent methylation reac-
tions are known to be irreversible. Indeed, for instance, the free energy
of methionine formation viamethyl transfer of SAM to homocysteine is
more than twice the free energy of ATP hydrolysis (i.e. 71 kJ∙mol−1 vs.
30 kJ∙mol−1) [53]. For that reason, the catalytic efficiency of SAM-
dependent MTases is predominantly linked to their ability to bring
together the methyl-donor and the methyl-acceptor in the proper

orientation. In addition to the proximity and orientation requirements,
the enzyme could be involved in the stabilization of the transition
state of the reaction, three parameters that overall increase the rate of
methyl-transfer [52]. Even though the mechanism of m1A methylation
has not been thoroughly investigated on its own, some information
can be inferred from the study of the N-methylation mechanism of
other compounds such as nicotinamide [54] or intermediate products
of the caffeine pathway [55,56]. In these methylation reactions, the
endocyclic nitrogens are sometimes initially protonated (e.g. in the
intermediate products of the caffeine pathway), or free of proton (e.g.
in nicotinamide). The mechanism is therefore quite different when a
proton is present, since it must be removed before or during themethyl
transfer step. This proton removal, if present, is absolutely required and
increases thenucleophilicity of the nitrogen for a propermethyl transfer
following an SN2-like mechanism [51,52,57,58]. In the case of the N1

position in adenines, there is no proton attached to the endocyclic nitro-
gen, meaning the methyl transfer could occur without a preliminary
deprotonation. However, in the field of RNA N-methylation, the best-
studied mechanisms are for the N1 of guanines [59–61] and the N6 of
adenines [62,63], two cases where a preliminary deprotonation is need-
ed to reveal the nucleophilicity of the corresponding centers. Similarly,
but without experimental and/or computational arguments, it was
proposed that the N1-methylation of adenines would proceed via the
deprotonation of the N6 exocyclic nitrogen [58]. Although the need for
a deprotonation is still in question, we had previously proposed that, if
present at all, the deprotonation could be performed by D170 [28].
In that case, D170 would act as a base catalyst and the methyl transfer
would lead to the deprotonated imino tautomer form of the m1A
nucleotide (Fig. 5A, 1st step). As we discussed earlier [28], since the
deprotonation of N6 of m1A is easier than the deprotonation of the N6

of the non-methylated adenine (pKa = 9.3 for m1A vs. pKa = 16.7
for A) [64,65], the deprotonation must occur in the same elementary
step as the methyl transfer. The formation of the acidic form of m1A,
which is the one stable at physiological pH (pKa = 9.3), requires then
the protonation of the exocyclic imino group. The proton donor could
be either D170 or a solvent molecule (Fig. 5A, 2nd step). However, it is
also perfectly possible that theN1-methylation proceedswithout depro-
tonation, in a single elementary step following an SN2-like mechanism
(Fig. 5B). In this mechanism, there is no intermediate and the methyl
transfer gives directly the acidic form of the m1A nucleotide. In this
case, the enzymewould provide the appropriate proximity and orienta-
tion to the methyl donor and acceptor. In addition, since in this mecha-
nism the transition state is obviously cationic, the enzyme could also
be involved in the stabilization of the cationic transition state. We
proposed earlier that Y194 could serve that role [28].

The most interesting point regarding the m1A mechanism comes
from the fact that the D170A variant is very affected in its catalytic prop-
erties, but is still active (its kcat is about 300 times lower than the one of
thewild-type enzyme). In this variant, the potential basic catalyst is not
present anymore, and therefore mechanism (A) presented on Fig. 5A is
no longer possible. The methyl transfer must therefore occur via a
mechanism similar to mechanism (B) presented on Fig. 5B. The mecha-
nism occurring in the D170A variant is therefore 300 times less efficient
than the one occurring in the wild-type TrmI enzyme. But we cannot
conclude whether the mechanism (A) or the mechanism (B) is the
one occurring in the wild-type enzyme. Indeed, both of them perfectly
agree with our previous kinetic results [28], and the recent literature
[42]. The difference in activity between the wild-type enzyme and the
D170A variant could mean two things: (i) the mechanism occurring in
the wild-type enzyme is mechanism (A) and the difference in activity
is due to a default in the deprotonation of the substrate which prevent
proceeding through the imino tautomer form of m1A; (ii) the mecha-
nism occurring in the wild-type enzyme is mechanism (B) and the
difference in activity is due to an inappropriate orientation of the two
substrate for efficient methyl transfer. The fact that modified adenine
rings, e.g. hypoxanthine or 2-aminopurine, at position 58 of tRNAs are

Fig. 4. Sequences of tRNA T-arms that are substrate of TrmI. The sequences in square and
ellipse are the sequence of T. thermophilus tRNAs. The letters in bold indicate nucleotides
that were mutated in the study of Takuma et al. [42] and for which the tRNA transcripts
were efficientlymethylated at position 58 by TrmI. Nucleotides in the T-stemare indicated
in square whereas nucleotides in T-loop are in ellipse. The modified nucleotide A58 is in a
dotted ellipse. A58 cannot be mutated into an inosine nor a 2-aminopurine [42].
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not methylated by TrmI [42] is in accordance with either of the mecha-
nisms. Indeed, the default in methyl transfer activity could be due to a
default in the deprotonation of the substrate at position N6 (mechanism
A) or to an inappropriate orientation in the catalytic pocket of a sub-
strate lacking the exocyclic amino-group at position N6 (mechanism B).

In conclusion, the actual chemical mechanism that occurs in the
enzymatic pockets of m1A MTases is still a source of debate: whether
or not it needs a deprotonation of the N6 position of the adenine ring
has not been clearly established. To our knowledge, the two mecha-
nisms discussed here (Fig. 5A and B) are perfectly in accordance with
the available literature. Although we favor mechanism B that satisfies
best the principle of simplicity, further studies, either experimental or
computational would be needed to definitely determine and strengthen
the chemical mechanism of m1A MTases.

4. Conclusions

First, we report here crystal structures of two TrmI mutants, namely
D170A and Y78A. Interestingly, theses structures point the dynamics of
the N-terminal domain that is thought to bind the tRNA substrate.
A normal mode analysis confirms the mobility of this domain.
The data available on TrmI enzymes seem to converge to stress that
the N-terminal domain of TrmI binds to the variable loop of tRNA sub-
strates. In this context, the mobility of the N-terminal domain could
be an advantage to grasp this loop.

The structure of the Y78A mutant is identical to that of wild-type
TrmI except at the exact position of the residue. Indeed, the mutation
makes a hole at the floor of the active site that can explain the defect
of activity of this mutant. The space arising from the absence of the
aromatic ring probably destabilizes the adenosine 58 flipped in the
active site. The aromatic ring is therefore crucial for the stabilization of
the sugar ring conformation. This structure reinforces our previous
assumption that Y78 is, probably, not involved in the methyl transfer.

The structure of D170A revealed a partial disorganization of the
active pocket. The co-factor could not be co-crystallized with the mu-
tant protein. As a consequence, one loop of the protein obstructs the
binding site of SAM and another moves at the entrance of the catalytic
pocket. This designates D170 to act as a latch that holds the co-factor
in the catalytic pocket and locks the adenine in a reactive position.

Secondly, the idea that the sequence of tRNA could have an impor-
tance for TrmI activity was recently shown. We analyzed the available
sequences of T. thermophilus tRNA and these new data to discuss the
determinants of recognition between TrmI and its substrate tRNA at
the level of the T-arms.

Finally, we discuss the possible mechanism of methyl transfer cata-
lyzed by TrmI. D170 is a central residue for themethyl transfer reaction,
and twomechanisms,with orwithout deprotonation of theN6 exocyclic
amino group, are in accordance with the available information. Further
studies will be necessary to decipher between these two mechanisms.
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IV. Complexe covalent TrmI/bras T de l’ARNt

IV.1 Introduction

De nombreux essais de co-cristallisation entre TrmI et des ARNt pleine longueur ou 

des mini-substrats mimant le bras T des mêmes ARNt ont été menés dans l’équipe, 

mais n’ont pas donné de résultats jusqu’à présent. Afin de maximiser nos chances 

d’obtenir des cristaux du complexe, nous avons décidé de produire des complexes 

covalents entre TrmI et des tiges-boucles mimant le bras T de l’ARNtAsp de T. 

thermophilus. Une collaboration avec l’équipe de Ronald Micura (Université 

d’Innsbruck) a été développée. Il est spécialisé dans la synthèse chimique d’ARN et 

de leurs dérivés. Son groupe a développé la synthèse d’ARN modifiés. Une chaine 

cystamine peut être greffée sur l’azote exocyclique des guanosines et des cytidines 

(Figure IV-1). Cette méthode a été décrite pour cristalliser le complexe entre la 

transcriptase inverse du VIH et un ADN servant d’amorce [289, 290]. L’idée est que 

le groupement cystamine peut faire un échange de pont disulfure avec une cystéine 

libre de la protéine, proche du nucléotide portant ce groupement. L’utilisation de 

soufre oxydé sous la forme d’un pont disulfure (S-S) permet d’éviter la formation de 

complexe ARN-S-S-ARN, qui nuirai à la formation du complexe qui nous intéresse. 

Trois ARN contenant la séquence du bras T de l’ARNtAsp de T. thermophilus ont été 

testés chacun portant une des modifications indiquées sur la Figure IV-1. Cette 

méthode implique que l’enzyme ne possède qu’une seule cystéine afin d’obtenir un 

complexe covalent homogène. Le choix des mutants ponctuels en cystéine de TrmI 

(nommé après en mutant cystéine) est développé dans le paragraphe suivant. Les 

ARN réactif modifiés seront appelés dans ce chapitre ARN* de façon générique et 

NXXN* de façon spécifique, où N est le nom du nucléotide modifié et XX sa position 

dans le bras T. Par exemple G56G*. 
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Figure IV-1 : Séquences d’ARN utilisées pour former des complexes covalents avec 

TrmI. L’adénine modifiée par TrmI est indiquée en rouge. Les flèches indiquent les 3 

nucléotides de la boucle T qui peuvent porter le groupement cystamine. 

IV.2 Mutations ponctuelles en cystéines 

IV.2.1 Sélection des mutants cystéines de TrmI 

TrmI de T. thermophilus ne possède pas de cystéine. Nous avons décidé de 

sélectionner une dizaine de résidus à muter en cystéine autour du site actif. Pour 

sélectionner les mutants, j’ai créé un modèle simple de la tige-boucle à partir de la 

structure cristallographique de l’ARNtPhe de levure (qui porte une m1A58)  [13]. J’ai 

récupéré le bras T de cette structure, et ai minimisé l’énergie de la structure avec 

AVOGADRO [291] pour obtenir un modèle de tige-boucle simple. J’ai ensuite tourné 

l’adénine 58 pour la placer dans la même position que dans le résultat de docking 

réalisé précédemment avec HADDOCK  [292, 293] (Figure IV-2 A). J’ai ajouté avec 

AVOGADRO le groupement thioethyl (-CH2-CH2-SH) sur les azotes exocycliques des 

guanines, le tout dans une dizaine de conformères différents (Figure IV-2). Ces 

modèles permettent de voir facilement quels résidus seraient, ou ne seraient pas 

accessibles au pont disulfure de la fonction cystamine. Les dix mutants sélectionnés 

sont : K71C, R72C, S73C, A74C, R127C, H130C, M172C, E173C, Q200C et P231C 

(Figure IV-2 B). Les plasmides de ces mutants ont été construits par mutagenèse 

dirigée par la société Genecust. 
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C 

 

Figure IV-2 Modèle utilisé pour la séléction des 

mutants A) Modèle du bras T de l’ARNtPhe en bleu (code 

d’accession PDB : 1EHZ) positionné dans le site actif de 

TrmI. Le nucléotide A58 est en rouge. B) Position des dix 

mutants autour du site actifs, la SAM et l’adénine 

dockée sont représentées en bâtons C) Exemple de 

conformère de trois bases utilisé pour estimer les 

distances entre la fonction cystamine de l’ARN G59G* 

et la surface de la protéine. 

 

IV.2.2 Production et purification des différents mutants de TrmI 

Les dix mutants ont été testés produit et purifié avec le même protocole que la 

protéine sauvage [281]. L’état oligomérique des différents mutants a été analysé par 

chromatographie d’exclusion. La présence ou l’absence de pont disulfure 

intramoléculaire non souhaité ont été analysées par gels SDS-PAGE sans agent 

réducteur. Les résultats sont résumés dans le Tableau IV-4. Seuls deux mutants 

(M172C et R127C) sur les dix testés n'ont pas été surexprimés dans E. coli. Tous les 

mutants produits montraient une bonne solubilité et pas de production en corps 

d'inclusion. L'état oligomérique est variable selon les mutants, certaine mutation 

semble avoir déstabilisé l’architecture du tétramère. Enfin on retrouve assez peu de 
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pont dissulfure intermoléculaire. Nous avons de préférence travaillé avec les 

proteines tétramériques en solution, les mutants S72C (dimère) et E173C 

(monomère) ont été écartés. 

N° Mutation expression solubilité État oligomèrique Pont disulfure 

1 H130C oui oui tétramère peu 

2 S73C oui oui Dimère/tétramère peu 

3 E173C oui oui monomère non 

4 A74C oui oui tétramère peu 

5 R72C oui oui Dimère peu 

6 Q200C oui oui tétramère non 

7 M172C non / / / 

8 K71C oui oui tétramère peu 

9 P231C oui oui tétramère peu 

10 R127C non / / / 

Tableau IV-4 Résumé des tests d’expressions et de purification des différents mutants 

cystéines de la protéine. La surexpression par la bactérie E. coli (BL21(DE3)), la 

solubilité (absence de corps d'inclusion), l'état oligomérique en solution et la présence 

de pont disulfure intermoléculaire ont été testés. Expression et solubilité indique que le 

mutant est surexprimé dans E. coli dans la fraction soluble. 
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IV.3 Formation du complexe covalent TrmI/BrasT 

IV.3.1 Tests de formation des complexes covalents en microvolume 

Comme exposé précédemment, les ARN modifiés sont produit dans l’équipe de 

Ronald Micura. Ils ont rencontré certaines difficultés de synthèses qui nous ont 

conduit à travailler sur de très faibles quantités d’ARN réactifs modifiés (6 nmol 

pour la plus faible quantité, 54 la plus grande).  

 

 

Tableau IV-5 Noms, séquences, et quantité des ARN* disponibles 

Six mutants ont été testés avec les différents ARN. Les ARN* ont été repris dans un 

tampon 50 mM Tris pH 8,0 contenant 250 mM KCl pour une concentration finale de 

500 µM en ARN*. Pour chaque protéine, un stock à 300 µM a été préparé dans le 

même tampon. Les réactions ont été faites dans 5 µL, avec une concentration finale 

de 100 µM en protéine et 200 µM en ARN*, la présence de SAM (500 µM) dans le 

milieu réactionnel a également été testée. Les réactions ont été faites en micro tube 

dans un thermocycler pendant 1h à 40 °C. Les résultats des réactions ont été 

analysés par gels SDS-PAGE sans agent réducteur (Figure IV-3). 

 

ARN* Séquence Quantité 

17nt_C56C* 5’-GCG GGU UC*G AGU CCC GC-3’ 6 nmol 

17nt_G57G* 5’-GCG GGU UCG* AGU CCC GC-3’ 54 nmol 

17nt_G59G* 5’-GCG GGU UCG AG*U CCC GC-3’ 34 nmol 
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Figure IV-3 Gels SDS-PAGE (sans agent réducteur) analysant les réactions en micro 

volume. Les différents mutants de TrmI ont été testés à 2 concentrations de sels (250 

et 500 mM KCl) et avec les trois ARN (noté 56* 57* et 59*). Sur les gels, la bande la 

plus basse correspond à la protéine libre, la présence d’un ARN lié à la protéine 

provoque un retard de migration pointé par les flèches. Pour le jeu de réaction en (B), 

un ARN non modifié a été testé comme témoin (S-S barré), le Ø correspond à la 

protéine seule. Les trois derniers gels correspondent aux gels témoins, les échantillons 

ont été mélangés à un agent réducteur (β-mercaptoéthanol à 15 mM), pour verifier 

que les effets observé étaient dus à la formation de ponts disulfure. 
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Trois résultats importants ont été obtenus à partir de ces réactions tests : 

 l’ARN C56C* réagit avec tous les mutants avec un très bon rendement, mais 

c’est l’ARN que nous avons en plus faible quantité. 

 l’ARN G59G* a un bon taux de réaction avec les mutants 8 (K71C) et 2 (S73C) 

 l’ARN G57G* a plutôt un mauvais rendement, mais avec le mutant 6 (Q200C) 

la réaction a un rendement correcte, avec peu d’agrégation (bande tout en 

haut du gel) 

 La présence de SAM ne change pas le taux de réaction (non montré ici) 

Ces résultats nous ont amenés à poursuivre les tests de cristallogenèse en utilisant 

l’ARN G57G*, que nous avions en plus grande quantité, avec le mutant Q200C de 

TrmI. Quatre autres tests, avec des volumes réactionnels de 2,5 µL ont été fait sur ce 

couple ARN/mutant. A deux températures différente 20 et 30 °C et avec 150 et 250 

mM KCl, mais aucune différence notable a été observée. 

IV.3.2 Essais de cristallogenèse du complexe covalent TrmI Q200C/ARN G57G* 

J’ai donc entrepris de faire la réaction entre l’ARN G57G* et le mutant TrmI Q200C 

en plus grand volume : 400 µL de réaction avec la protéine et l’ARN à 100 µM dans 

un tampon 50 mM Tris pH 8,0 avec 250 mM KCl, pendant 1h à 35 °C. La purification 

a été conduite à 4 °C sur un système de purification Aktapurifier et une colonne 

MonoQ de 8 mL (GE Healthcare). Le gradient allait de 100 mM KCl à 500 mM en 

500 mL à 4mL/min.  

Un pic, correspondant au complexe, a pu être séparé du reste du mélange réactionel 

et concentré sur amicon (cutoff 15 kDa) (Figure IV-4). Le spectre UV, et le gel nous 

ont permis d’évaluer la stœchiométrie de l’ARN par tétramère : il est visible sur le 

gel qu’une large part de la protéine n’est pas en complexe avec l’ARN même après 

purification. Par ailleurs le spectre UV montre une intensité à peu près équivalente 

pour l’ARN (Ε260nm = 151 500 L.mol-1.cm-1) et la protéine (Ε280nm = 41 940 L.mol-1.cm-

1), ce qui correspond à un ratio de 1 ARN pour 4 protéines.  



 

Chapitre II 

Complexe covalent TrmI/bras T de l’ARNt –  
Formation du complexe covalent TrmI/BrasT 

 
97 

 

Figure IV-4 Purification du complexe covalent TrmI-Q200C/ARN-G57G*, A) Profil de 

purification obtenu après injection de la réaction TrmI-Q200C/ARN-G57G* sur une 

colonne MonoQ, la protéine libre est retrouvée dans le pic A, le complexe est élué en B, 

les pics C, D, E et F sont constitués d’ARN seul. B) profils spectrophotométriques UV des 

différents pics du chromatogramme, la courbe du pic B présente un maximum aux 

alentours de 270 nm caractéristique du complexe. C) gel SDS-PAGE à 12% dénaturant 

mais sans agent réducteur, correspondant aux différents pics (A,B,C,D,E,F), le témoin 

de la protéine seul est en P, le mélange injecté sur la colonne en I. La formation du 

complexe ARN-protéine provoque un décalage bien visible sur le gel (flèches bande B 

et I). 

Les kits de criblage de conditions de cristallogenèse, Nucleix (Qiagen) et Crystal 

Screen (Hampton), ont été utilisés à l’aide d’un robot Mosquito (ttpLabtech) afin 

d’essayer de trouver des conditions de cristallisation. Les tests ont été conduits à 

18°C. La concentration en complexe est faible avec une DO270nm = 4 soit environ 2 à 

4 mg/mL, la superposition des spectres UV de l'ARN et de la protéine rend la 
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concentration difficile à estimer. Des petits cristaux sont apparus (inférieur à 10 µm 

Figure IV-5 A), mais n’ont pas permis d’enregistrer des jeux de données. Par 

ailleurs, des cristaux ont été produits dans les conditions de cristallisation de la 

protéine sauvage (2 M sulfate d’ammonium et 5% isopropanol Figure IV-5 B). Un 

jeu de données a pu être enregistré sur la ligne id23-2 à l’ESRF à une résolution de 

2.0 Å. J’ai résolu la structure par remplacement moléculaire en utilisant Phaser de la 

suite PHENIX et la structure de TrmI sauvage (code d’accession PDB 2PWY). Il y a 4 

molécules dans l’unité asymétrique, et le groupe d’espace est un P212121 

(dimension de l’ua : 74.42 79.02 184.53 90 90 90). La densitée électronique, 

pourtant bien définie, ne contient pas de trace de l’ARN, il n’y a aucune densité 

visible aux abords des cystéines, après affinement jusqu’à RFree = 0,34, et sur la carte 

calculée sans aplanissement du solvant désordonné (Figure IV-5 C).  

On sait que l’on a une stœchiométrie de un ARN pour quatre protéines, donc un ARN 

par tétramère en solution. L’explication la plus probable pour l’absence d’ARN 

semble être un échange des monomères : le tétramère s’associe et se dissocie de 

façon dynamique en solution, avec reformation de tétramère libre. Les conditions 

de cristallisation de la protéine sauvage favorisant très fortement la cristallisation 

de tétramères libres au détriment de ceux covalamment lié à un ARN. Cette 

condition est donc à exclure pour l’obtention de cristaux du complexe. 

A 

 
B 

 

C 
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Figure IV-5 Cristaux du complexe TrmI/Bras T. (A) Cristaux obtenus dans des 

nouvelles conditions (50 mM Na Cacodylate pH 6.0 ; 200 mM KCl ;10 mM CaCl 10% 

PEG 4000) aucune diffraction n’a été obtenue, les cristaux étant trop petits. (B) 

Cristaux du complexe obtenus dans les conditions de la protéine sauvage (2 M sulfate 

d’ammonium et 5% isopropanol). (C) Les quatre cystéines mutées de l’unité 

asymétrique, aucune densité ne laisse entrevoir la présence de l’ARN (carte F0-2Fc à 

2.0σ) 

 Un second lot d’ARN G57G* de (60 nmol) nous a permis de reproduire la 

réaction de formation du complexe avec un bien meilleur rendement. En se basant 

sur la connaissance de la stœchiométrie et afin de limiter la présence d’ARN* libre, 

j’ai augmenté la quantité de protéine dans le milieu réactionnel (200 µM de protéine 

et 100 µM d’ARN). Le profil de purification montre alors un pic de complexe plus 

important, et moins d’ARN* libre. Cette purification nous a permis de refaire les 

mêmes kits de criblage de conditions de cristallogenèse que précédemment, mais 

avec des concentrations beaucoup plus élevées (DO270nm = 20 et DO270nm = 10). 

Aucun cristaux n'ont pour l'instant été obtenu à partir de cette dernière 

purification. 

A 

 

B 

 

Figure IV-6 Purification de la seconde réaction de formation du complexe TrmI 

Q200C/ARN G57G*. (A) Pic A protéine seule, B complexe C ARN* seul. (B) Spectres UV 
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correspondant aux différents pics. La protéine seule a un maximum d’absorption à 

280nm, l’ARN seul à 260nm et le complexe ARN/protéine à 270 nm, Le rendement de 

la réaction de formation du complexe (ratio Complexe/ARN seul) est bien meilleur 

lorsque la protéine est en excès dans le milieu. 

IV.4 Perspectives

Nos travaux nous ont permis d’obtenir des complexes covalents entre plusieurs 

mutants cystéines de TrmI et des tiges-boucles modifiées. Il a été possible de 

purifier ce complexe de façon reproductible et en quantité suffisante, pour mener 

des premiers essais de cristallogenèse. Des cristaux dans les conditions de la 

protéine sauvage ont été obtenus, mais ils ne contiennent pas l’ARN. Par ailleurs, 

des cristaux dans des conditions différentes ont été obtenus, mais pour l’instant 

sans diffraction, les cristaux étant trop petit. Des tests restent à faire avec le 

mutant Q200C de TrmI et l’ARN G57G* (kits différents, concentration initiale en sel 

différente...). Par ailleurs d’autres mutants semblaient intéressants lors de nos tests 

notamment le mutant K71C et des essais de cristallisation sur ces complexes sont 

envisagés en fonction des ARN disponibles. Nos résultats sont très encourageants, 

mais le manque d’ARN nous a obligé à faire un choix sur les tests à réaliser, là où des 

tests systématiques seraient nécessaire. 
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Chapitre III Étude de la 

méthyltransférase m1A22 des ARNt : 

TrmK 

Les problématiques qui se posent pour TrmI, exposées dans le chapitre précédent, 

se posent également pour TrmK. Ainsi, l’étude du mécanisme réactionnel et des 

déterminants de la reconnaissance du substrat ARNt par TrmK sont les 

questionnements qui ont motivé cette étude. 

Bien que la RMN soit une technique de choix pour observer l’interaction entre deux 

molécules en solution, cette technique n’était pas adaptée pour l’étude de 

l’interaction TrmI/ARNt, la taille du complexe (un tétramère et deux ARNt) étant 

trop importante pour une utilisation de la RMN avec un marquage classique. La 

protéine TrmK en revanche possède une taille qui la rend parfaitement accessible 

aux analyses RMN. En l’abscence de cristaux du complexe TrmK/ARNt, nous avons 

utilisé la RMN pour étudier le complexe entre TrmK et son substrat ARNt. 

L’essentiel de ce chapitre se rapporte à cette étude. La première partie est consacrée 

à la production d’ARNt in vivo et in vitro et est l’objet d’un chapitre d’ouvrage 

(article 2). La seconde partie est centrée sur l’étude RMN de TrmK et concerne 

l’attribution des signaux RMN de son squelette peptidique qui était nécessaire pour 

ensuite étudier l’interaction de TrmK avec un ARNt. Cette attribution fait l’objet 

d’une publication en préparation (article 3). La troisième partie aborde en 

particulier la structure cristallographique de TrmK que j’ai obtenu durant ma thèse, 

ainsi que l’utilisation de la technique d’empreintes RMN pour analyser l’interaction 
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entre TrmK et son substrat l’ARNtGGASer . L’ensemble des résultats obtenus sont 

présentés sous forme d’article (article 4). 

La dernière partie de ce chapitre décrit des expériences en cours qui utilisent de 

petits analogues bisubstrats avec la SAM et l’adénine covalemment liée. Cette étude 

devrait nous permettre de progresser dans la compréhension du mécanisme de 

méthylation et de la reconnaissance de la base à modifier.  
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V. Production d’un substrat de TrmK : l’ARNtSer de B. subtilis 

 

V.1 Problématique et résumé de l’article 2 

La caractérisation de la fonction méthyltransférase de TrmK ayant été démontrée 

en utilisant l′ARNtGGASer de B. subtilis  [258], nous avons mené nos études d’interaction 

avec cet ARNt. Deux méthodes principales ont été utilisées pour la production de 

l’ARNtSer : la transcription in vitro, et la production in vivo chez E. coli (Figure V-1). 

La différence majeure entre ces deux approches tient à la présence de modifications 

post-transcriptionnelles sur les ARNt produits in vivo. Ces ARN sont en effet pris en 

charge par la machinerie de maturation de la cellule hôte. On retrouvera donc sur 

cet ARNt recombinant toutes les modifications post-transcriptionelles que les 

enzymes de la cellule hôte sont capable d’incorporer. 

L’ARNtGGASer n’est produit qu’en faible quantité par transcription in vitro. Un travail 

d’optimisation conséquent a été nécessaire pour obtenir des quantités suffisantes 

pour des études structurales. Mes travaux pour l’optimisation de la production et la 

purification de cet ARNt sont présentés dans le chapitre 4 du livre Methods in 

molecular biology : Nucleic Acid Crystallography [294]. Le chapitre en question est 

intégralement restitué dans la partie V.2 en page 105. 
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Figure V-1 Lors de la production in vivo d’ARNt, les ARN sont maturés et modifiés par 

les enzymes cellulaires. A), séquence de l’ARNtSer produit par B. Subtilis ; B) le même 

ARNt, avec les modifications attendues lors de sa production dans E. coli.   
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V.2 Article 2 : Dégut et al. (2016)  

Clément Dégut, Alexandre Monod, Franck Brachet,Thibaut Crépin, and 

Carine Tisné  

In Vitro/In Vivo Production of tRNA for X-Ray Studies Methods in 

molecular biology: Nucleic Acid Crystallography [294]  
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V.3 Cristaux de l’ARNtSer produit in vivo 

Tous les ARNt que j’ai produits au cours de ma thèse ont été utilisés pour des tests 

de cristallisation. Seul l’ARNtSer produit in vivo a donné des cristaux (Figure V-1). 

J’ai obtenu avec cet ARNt un très grand nombre de conditions de cristallisation 

différentes. En effet sur les 2 kits testés à deux température (4°C et 18°C), j’ai 

obtenu près de 50 conditions différentes. Cependant, je n’ai pu, pour aucune 

condition, obtenir de diffraction dépassant les 18Å de résolution. La très grande 

conditions de cristallisation a rendu l’optimisation assez difficile, aucun 

dénominateur commun n’étant évidant. De plus, les cristaux avaient tous une 

morphologie parfaite (cubes bien définis, lisses, relativement solides…). Aucun 

indice visuel ne permettait de guider l’optimisation. A ce jour, je n’ai pas réussi à 

obtenir de cristaux diffractant avec une résolution suffisante pour résoudre la 

structure de l’ARNtSer de B. subtilis. 

A B 

Figure V-2 A. Forme cubique des cristaux de l’ARNtSer. Les cristaux sont lisses et 

parfaitement géométriques. B) L’un des meilleurs clichés de diffraction des cristaux de 

l’ARNtSer obtenus. Le pouvoir diffractant des cristaux est très faible (< 18 Å). 
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VI. Attribution du squelette peptidique de TrmK 

L’attribution séquentielle du squelette peptidique de TrmK était indispensable à 

l’analyse des empreintes RMN du complexe entre l’enzyme et son substrat. Les 

travaux concernant cette attribution sont présentés dans un article qui doit être 

soumis au journal Biomolecular NMR Assignments (paragraphe VI.3 en page 135). 

VI.1 Etude de TrmK par RMN 

TrmK est une protéine de 26kDa et son étude devait donc être réalisable grâce à un 

double marquage 13C/15N et des techniques de RMN classiques. Les spectres 2D 

(1H,15N)-TROSY à 600 MHz ont néanmoins des pics plutôt larges (40 Hz) et une 

forte superposition dans la partie centrale du spectre (Figure VI-1). Ceci est dû en 

particulier au tampon qui contient 2% de glycérol, la viscosité augmentant 

fortement la largeur de raie. Par ailleurs, la stabilité de la protéine à haute 

concentration nécessite une grande quantité de sel (500 mM NaCl). Ces fortes 

concentrations de sels nuisent également au rapport signal/bruit des expériences 

RMN enregistrées, notamment sur les sondes cryogéniques. 

 

Figure VI-1 Spectre (1H,15N)-TROSY de la protéine TrmK à 1.2 mM à 600 MHz. La 

largeur de raie est relativement élevée (40 Hz) et le centre du spectre comporte 

beaucoup de pics superposés. 
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Dans ces conditions, l’attribution des signaux RMN du squelette peptidique de la 

protéine était impossible. Nous avons décidé de produire la protéine triplement 

marquée 13C/15N/2H et d’enregistrer les spectres sur les spectromètres 800 MHz et 

950 MHz du TGIR-RMN à l’ICSN à Gif-sur-Yvette. Le milieu de culture utilisé est un 

milieu riche entièrement deutéré permettant d’obtenir un niveau de deutération 

d’environ 97%. Lors de la production de la protéine dans ce milieu, les acides 

aminés incorporés sont entièrement deutérés, y compris sur les hydrogènes amides 

de la chaine principale. Cependant, ceux-ci sont échangeables avec les hydrogènes 

du solvant. Lors de la purification, ces deutérium échangeables sont remplacés par 

des protons, permettant ainsi l’étude de la protéine grâce à cette reprotonation 

partielle. Il arrive pour les protéines de grande taille que certain deutérium amide 

ne s’échange pas, car trop peu en contact avec le solvant, ceci n’a pas été le cas pour 

TrmK. 

La durée de vie du signal RMN décroit avec l’augmentation de la taille des protéines, 

ce qui dégrade les expériences RMN d’attribution, comportant de nombreux 

transferts. Cette relaxation du signal est en grande partie due aux couplages 

dipolaires entre protons et hétéroatomes (carbones et azotes). Le remplacement de 

tous les protons de la protéine par du deutérium diminue cette relaxation, 

augmentant ainsi la durée de vie du signal. Les raies des signaux sont plus fines et le 

signal sur bruit est meilleur. 

L’utilisation conjointe des très hauts champs, de la deutération de la protéine et de 

l’acquisition des données en échantillonnage non uniforme (NUS), m’a permis 

d’enregistrer des spectres de très bonne qualité.  

VI.2 Principe de l’attribution séquentielle 

Le spectre (15N,1H)-HSQC (Heteronuclear Single Quantum Coherence) d’une 

protéine est un spectre RMN de corrélation proton-azote. Chaque pic sur ce type de 

spectre correspond au groupement amide de la chaine principale d’un acide aminé à 

l’exception des prolines qui ne sont pas observables dans ce type de spectres. On 
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chimiques de leur Cβ entre 60 et 70 ppm. Les glycines sont également facilement 

identifiables par l’absence de Cβ. Une séquence comportant plusieurs systèmes de 

spins avec ce type de particularités peut souvent être positionné sans ambiguité 

dans la séquence protéique, et constitue un point de départ pour l’attribution 

séquentielle. 

J’ai également enregistré sur notre spectromètre (600 MHz) une expérience 

(H)N(COCA)NH, plutôt utilisée pour les protéines désordonnées [297–299] ; mais 

qui a donnée de très bon résultat sur les échantillons de TrmK deutérée. Cette 

expérience permet d’obtenir directement la résonance azote du résidu suivant le 

résidu considéré (Ni+1) et offre un chemin d’attribution et de validation 

complètement indépendant des expériences classiques impliquant les carbones α et 

β (Cα et Cβ). Cette indépendance permet de discriminer facilement les solutions 

lorsque plusieurs semblent possibles. Cette expérience a été cruciale dans 

l’attribution des signaux de TrmK résonnant dans des régions très denses des 

spectres. 

Mon travail d’attribution des signaux RMN de la chaine peptidique de TrmK m’a 

permis d’attribuer 96% des groupements amides des résidus de TrmK ainsi que 

97% des résonances des Cα, 96% des Cβ et 92% des CO. Ce travail d’attibution fait 

l’objet d’une publication qui sera soumise à Biomolecular NMR Assignments qui 

accompagnera le dépôt des attributions à la Biological Magnetic Resonance Data 

Bank.  
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VI.3 Article 3 : Dégut et al. (2015) 

Backbone resonance assignments of them1A22 tRNA
methyltransferaseTrmK fromBacillus subtilis

Clément Dégut a,b, Pierre Barraud a,b,∗, Valéry Larue a,b & Carine Tisné a,b,∗

aCentre national de la recherche scientifique, Laboratoire de cristallographie et RMN biologiques, FR-75006 Paris, France
bUniversité Paris Descartes, Sorbonne Paris Cité, Laboratoire de cristallographie et RMN biologiques, FR-75006 Paris, France

Abstract

RNA modification is a post-transcriptional process by which certain nucleotides are altered after their initial incor-
poration into an RNA chain. Transfer RNAs (tRNAs) is the most heavily modified class of RNA molecules. These
modifications expand the chemical and functional diversity of tRNAs and enhance their structural stability. To date,
more than 100 modifications have been identified, the majority of which are specific from one domain of life. How-
ever, few modifications are extensively present in the three domains of life. Among those, the m1A nucleotide, which
consists in the methylation at position 1 of the adenine aromatic ring, is found in tRNAs and ribosomal RNAs. In
tRNAs, the m1A modification occurs at position 9, 14, 22, 57 and 58. The enzyme TrmK catalyzes the m1A forma-
tion at position 22. Here we report the backbone 1H, 15N and 13C chemical shift assignments of TrmK from Bacillus
subtilis obtained by heteronuclear multidimensional NMR spectroscopy as well as its secondary structure in solution
as predicted by TALOS+. These assignments of TrmK pave the way for interaction studies with its tRNA substrates.

To cite this article: C. Dégut et al. Biomolecular NMR Assignments (2016), in press.
The final publication is available at: http://link.springer.com/article/10.1007/s12104-016-9680-0

Key words: backbone resonance assignment, heteronuclear NMR, unlabeling, methyltransferase, TrmK, tRNA, m1A

1. Biological context

The biosynthesis of transfer RNAs (tRNAs) is a
complex process composed of several steps leading
to the formation of mature tRNAs with correct
structures and functionalities. Apart from the pro-
cessing of their extremities, the most salient prop-
erty of the maturation process consists in the post-
transcriptional incorporation of a large number of
chemical modifications by the so-called modifica-

∗ Corresponding authors
Email addresses: pierre.barraud@cnrs.fr (Pierre

Barraud), carine.tisne@cnrs.fr (Carine Tisné).

tion enzymes. Among the modification enzymes, the
methyltransferases (MTases) are the most frequent
and diverse (Hori 2014). They catalyze the transfer
of a methyl group from a methyl donor, mostly the
S-adenosyl-L-methionine (SAM), towards different
positions of the nucleotides. The m1A modification,
which consists in the incorporation of a methyl
group at position 1 of adenines, occurs on nucle-
otides 9, 14, 22 and 58 of tRNAs. This modification
brings a positive charge on the adenine aromatic
ring. We focused our work on the methyltrans-
ferase TrmK from B. subtilis that catalyzes the
methylation of adenine 22 of tRNASer and tRNATyr

(Roovers et al. 2008). B. subtilis TrmK belongs to

Preprint submitted to Biomolecular NMR Assignments 17 February 2016
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the COG2384 (Cluster of orthologous groups). The
members of this family are found in Gram-negative
and Gram-positive bacteria. Their sequences are
well-conserved in many bacterial pathogens (L.
Monocytogenes, V. Cholerae, S. Pneumoniae. . . ).
Since TrmK is essential for cell viability in S. Pneu-
moniae and since no homologues are found in hu-
mans, it was proposed to be a good target for the
discovery of novel antibiotics (Thanassi et al. 2002).
We solved the X-ray structure of B. subtilis TrmK
(Dégut et al., manuscript in preparation) and used
NMR chemical shift mapping to get insight on the
protein-RNA recognition mode. We report here the
backbone chemical shift assignments of TrmK, as-
signments that were necessary to interpret the NMR
chemical shift mapping with its tRNA substrate.

2. Methods and experiments

2.1. Protein expression and purification

Recombinant B. subtilis TrmK was expressed
and purified with a protocol adapted from Roovers
et al. (Roovers et al. 2008). Since wild-type TrmK
is prone to aggregation through cysteine oxida-
tion, we produced a protein variant with cysteine
to serine mutations (i.e. C35S and C152S), which
abolished protein aggregation and retained full
enzymatic activity (Dégut et al., manuscript in
preparation). Mutagenesis was performed by use
of the Quickchange site-directed mutagenesis kit
(Stratagen). The presence of the desired mutations
in trmK was checked by sequencing. This variant
was overexpressed in BL21(DE3) E. coli cells, in
rich labeled media or minimum media (see below)
supplemented with kanamycin at 30 µg.mL−1. The
cells were grown at 37 °C to OD600 ∼0.6, cooled
down at 18 °C and induced by adding isopropyl-β-
D-thiogalactopyranoside (IPTG) to a final concen-
tration of 1 mM. Cells were harvested 24 h after
induction by centrifugation and frozen at -80 °C
until further use. The frozen cells were suspended
in 1/50 of the culture volume of a 50 mM Tris-
HEPES buffer pH 8.2 containing 500 mM NaCl, 5%
glycerol and 1 mM of phenylmethanesulfonylfluor-
ide (PMSF). The suspension was sonicated and the
lysate was centrifuged for 30 min at 45’000 g. The
resulting supernatant was loaded to a 5 mL Nickel
Sepharose column (HisTrap, GE Healthcare) previ-
ously equilibrated with a 50 mM Tris-HCl buffer pH
8.0 containing 500 mM NaCl and 5% glycerol (equi-

libration buffer). The resin was then washed with
30 mL of buffer and the protein was eluted with a
gradient of the equilibration buffer supplemented
with 500 mM imidazole pH 8.0. The N-terminal
His6-tag of TrmK was removed by thrombin cleav-
age (25 U thrombin/mg of protein) performed
overnight at 4 °C. PMSF at 250 µM, and EDTA
at 1 mM were then added to the protein sample.
The sample was concentrated with Amicon 10’000
MWCO (Millipore) and injected on a size exclu-
sion chromatography column (Superdex-75 26/60,
GE Healthcare) equilibrated with a 50 mM sodium
phosphate buffer pH 7.0 containing 500 mM NaCl
and 2% glycerol.

Doubly labeled (15N/13C) and triply labeled
(2H/15N/13C) TrmK samples were obtained by
growing the cells in Spectra-9CN and Spectra-
9DCN media, respectively (Spectra Stable Isotopes,
Inc.). Singly labeled (15N) TrmK samples were ob-
tained by growing the cells in M9 minimum media
supplemented with 15NH4Cl. To achieve high yield
of protein in the fully deuterated medium, a double
selection protocol of the strain was performed as
previously described (Sivashanmugam et al. 2009).
Besides, specifically unlabeled samples were pro-
duced in M9 minimum media supplemented with
15NH4Cl and with non-labeled histidine, arginine,
or lysine at a final concentration of 1 mM, 1 hour
before induction (Rasia et al. 2012). NMR samples
of TrmK at ∼0.7 mM were prepared in a 50 mM
sodium phosphate buffer pH 7.0, 500 mM NaCl,
2% glycerol, 1 mM EDTA, 250 µM PMSF and 10%
D2O. The sample was put in a 3 mm-diameter
NMR tube.

2.2. NMR experiments

All NMR spectra were recorded at 15 °C onBruker
600, 800, or 950 MHz spectrometers equipped with
cryogenic probes. Backbone assignment was per-
formed using the following standard 3D NMR ex-
periments (Salzmann et al. 1998): TROSY-HNCA,
TROSY-HNCACB, TROSY-HN(CO)CACB and
[1H-15N] NOESY-HSQC. A 3D (H)N(COCA)NH
experiment was also measured (Bracken et al. 1997).
Internal DSS standard was used for direct referen-
cing of the 1H chemical shifts, and indirect refer-
encing of 15N and 13C shifts (Wishart et al. 1995).
Data processing was carried out with Topspin 3.2
for standard acquisition, and with MddNMR (Orek-

2
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hov and Jaravine 2011) for non-uniform sampling
acquisition. Analysis of spectrum and backbone
assignment was performed with the Sparky suite
(Goddard and Kneller). Table 1 summarizes the
NMR experiments used for the assignment.

Table 1
NMR experiment recorded for backbone chemical shift
assignment of TrmK

Spectra Spectrometer 2H Duration NUS

HNCA 800 MHz Y 27 h Y (65%)

HNCACB 800 MHz Y 86 h Y (62%)

HN(CO)CACB 600 MHz Y 90 h N

Y 89 h N

Y 24 h Y (35%)

(H)N(COCA)NH 600 MHz

HNCO 950 MHz
15N-HSQC-NOESY 950 MHz N 49 h N

2H: indicates whether TrmK was deuterated (Y: yes, N:
no). Duration: indicates the experimental time in hours.
NUS: indicates whether non-uniform sampling was used for
the acquisition of data (Y: yes, N: no). The percentage in
parenthesis indicates the amount of measured data using
sparse sampling compared to conventional acquisitions.

3. Resonance assignments and data
deposition

Before tackling the assignment of TrmK NMR
signals, we needed to cope with problems of pre-
cipitation and proteolysis of TrmK. Indeed, TrmK
precipitated during concentrations steps, needed
high concentrations of salt (500 mM NaCl) and
was subjected to intensive proteolysis within a few
days after purification. Numerous conditions were
tested using dialysis buttons. They allowed us to
test the stability of TrmK in various conditions of
buffer and temperature while working at high con-
centrations of TrmK (15 mg/mL) and low volumes
(50 µL). As a result, TrmK does not precipitate at
high concentration (> 15 mg/mL) in a phosphate
buffer whereas we observed precipitation more rap-
idly in a Tris-HCl buffer. A high concentration of
salt (400 to 500 mM NaCl) limited the precipit-
ation of TrmK and its proteolysis. Anti-proteases
(PMSF, Pepstatine A, Leupeptine, EDTA) were
tested. PMSF and EDTA revealed to be efficient
to stop proteolysis. PMSF was added in the lysis
buffer and at different stages of purification and in
the NMR tube. Lastly, glycerol was necessary to
prevent precipitation when concentrating TrmK.

5% of glycerol was an optimal concentration during
purification steps and for storage of the protein.
For the NMR studies, 2% of glycerol was used as
the best compromise between the stability of the
protein and the linewidth of NMR signals.

The protein sample in this study consists in
238 residues after the cleavage of the N-terminal
His-tag and contains 5 prolines. NMR assignments
were based on 3D heteronuclear NMR experiments
performed on 2H/15N/13C-labeled TrmK. Interest-
ingly, the use of the (H)N(COCA)NH experiment
(Bracken et al. 1997), which correlates each NH
group to the nitrogen of the amide group of the
following residue in the sequence of the protein, re-
vealed to be very efficient for the achievement and
the validation of the assignments. This experiment
is not sensitive and is commonly used for unfolded
protein. However, with a fully deuterated protein,
this experiment turned out to be very helpful in
the assignment procedure. Besides, we used several
specifically unlabeled samples to confirm the assign-
ment or to provide starting point for the assignment
(Fig. 1). For instance, Fig.1 shows the unlabeling of
all the lysines of TrmK. In this sample, all the amide
groups of TrmK are 15N-labeled except those of lys-
ines. Consequently, the lysines are not observable
in the red spectrum of Fig. 1. The superimposition
with a reference TROSY spectrum (in black, Fig.
1) allows one to easily localize the peaks originating
from lysine amide groups.

Backbone amide 1H-15N resonance assignment
of TrmK was achieved for 222 of 233 non-proline
residues, corresponding to 96% of completeness
(Fig. 2). Amide groups from residues M1, S28,
H30, A31, L39, N40, H41, K42, T113, E116 and
R117 could not be assigned the majority of which
are found in loop regions. In addition, 98% of Cα
98% of Cβ and 92% of CO were assigned. The
backbone chemical shift assignments of TrmK
were deposited in the BioMagResBank (http:
//www.bmrb.wisc.edu) under accession number
26744.

An analysis of the chemical shifts of HN, N, CO,
Cα and Cβ atoms was conducted with the TALOS+
webserver (Shen et al. 2009). Fig. 3 compares the
prediction of TrmK secondary structure obtained
from TALOS+ with the secondary structure ob-
served in the crystal structure of TrmK (Dégut et
al., manuscript in preparation). The only light dif-
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ferences lie in the prediction from the NMR data of
short α-helical turns (2 or three residues) around
residue 68 and 165 that are not observed in the
crystal structure. Therefore, both data are in very
good agreement. The TrmK fold in solution and
in the crystal is thus identical. Subsequently, the
NMR footprint of binding of the tRNA on TrmK
will be mapped on the X-ray structure of TrmK.
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Figure 1. Superimposition of two 1H-15N TROSY spectra of TrmK in black for TrmK uniformly 15N-labeled
and in red for TrmK 15N-labeled except on lysines. Lysines are thus not observable on the red spectrum
confirming immediately the assignment of amide group for each lysine of the protein.
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Figure 2. Two-dimensional 1H-15N TROSY spectrum of TrmK measured at 950 MHz and 15 °C on a protein
sample uniformly deuterated and 15N/13C-labeled. Resonance assignments are indicated and reported in
BMRB accession number 26744.
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Figure 3. Prediction of TrmK secondary structure based on its backbone NMR chemical shifts using TALOS+
(Shen et al. 2009). The secondary structure prediction obtained with TALOS+ is shown as red bars for
α-helices and yellow ones for β-strands, the height of the bars represent the probability of the secondary
structure assigned by the software. Secondary structure of the TrmK X-ray structure is reported under the
graph with yellow arrows for β-strands and red cylinders for α-helices.
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VII. Etudes de l’intéraction de la méthyltransférase TrmK

avec son substrat ARNt 

VII.1 Problématique et résumé de l’article 4

L’article 4 rassemble les résultats de nos recherches sur l’enzyme TrmK. Tout 

d’abord, des études menées par l’équipe de Louis Droogmans (Université libre de 

Bruxelles) montrent que TrmK est active sous forme de monomère, et des 

expériences avec différents ARNt ou fragments d’ARNt nous permettent de mettre 

en évidence des déterminants de séquence des ARNt substrats de TrmK. La 

structure cristallographique de TrmK de B. subtilis a été résolue et est décrite en 

détail. L’étude par RMN du complexe TrmK/ARNtSer nous a permis de déterminer la 

surface d’interaction de TrmK avec son substrat. Il est particulièrement 

remarquable que le domaine Cter ne montre aucune interaction avec l’ARNt. Nous 

utilisons aussi les données de l’empreinte RMN entre TrmK et l’ARNt pour guider le 

docking d’une adénine dans le site actif de TrmK. L’ensemble des données met en 

évidence quatre résidus clés importants pour maintenir l’adénine dans le site actif 

et pour la catalyse. 



Chapitre III 

Etudes de l’intéraction de la méthyltransférase TrmK avec son substrat ARNt – 
Article 4 Dégut et al (2015)  

145 
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ABSTRACT 
The enzyme TrmK of B. subtilis catalyzes the formation of m1A at position 22 of tRNASer 

and tRNATyr. We solved the crystal structure of B. subtilis TrmK and refined it to 1.98 Å. 

The N-terminal catalytic domain of TrmK harbours the Rossman-fold typical of Class-I 

methyltransferase and thus contains the S-adenosyl-L-methionine (SAM) binding site. The 

C-terminal domain shows a new fold organized with a coiled-coil of two large helices 

preceded by two small α-helices. NMR chemical shift mapping shows that the co-factor 

SAM is essential for the binding of the tRNA substrate. It also shows that the C-terminal 

VII.2  Article 4 Dégut et al (2015)
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domain does not bind the tRNA subtrate. In addition, we identify the adenine binding 

pocket in TrmK and a major binding site of the tRNA located at the head of TrmK, above 

the SAM binding site. We finally used molecular docking to position a N9-methyladenine in 

the active site of TrmK. Interestingly, we identify four essential conserved residues, R9, 

Q121, N123 and G95 that are involved in the binding of the substrate adenine. A network of 

interactions between these residues, the SAM cofactor and the adenine positions the N1 

atom of the substrate adenine directly near the SAM methyl group, ready to accept the 

methyl transfer.  

INTRODUCTION 

Transfer RNAs (tRNAs) contain a large number of modified nucleosides incorporated 

post-transcriptionally by a variety of enzymes (1). Among nucleoside modifications, 

methylations are the most frequent and diverse. They are catalyzed by methyltransferases 

(MTases), in great majority using S-adenosyl-L-methionine (SAM) as methyl donor.  

The m1A modification, which consists in the incorporation of a methyl group at position 

1 of adenine, can be found at positions 9, 14, 22 and 58 of tRNAs. It is also formed at 

position 57 as an intermediate in the biosynthesis of 1-methylinosine (1). m1A9 occurs in 

mammalian mitochondrial tRNAs and in Archaea (2). In mitochondrial tRNALys, m1A9 

prevents the formation of an alternative structure of this tRNA by avoiding the base-pairing 

between A9 and U64 (3).  The m1A14 is rare and thus far has been reported only in 

cytoplasmic tRNAPhe from several mammals (4). The gene encoding this enzyme is still 

unknown. The m1A58 is found in tRNAs from organisms in the three domains of life. The 

genes and corresponding enzymes, Trm6 in eukaryota and TrmI in procaryota, have been 

identified and characterized in yeast and humans, in the bacteria T. thermophilus (5-9) and 

M. tuberculosis (10) and in the archaeon P. abyssi (11,12). TrmI is a methyltransferase of 

class I, i.e its catalytic domain at the C-terminal part of TrmI is composed of seven β-

strands surrounded by six α-helices and contains the SAM-binding pocket. Its N-terminal 

domain is globally a β-structure composed of six β-strands and one small α-helix. We 

solved the crystal structures of the T. thermophilus TrmI and of two mutants of its catalytic 

center (6,9). We showed that TrmI is active as a tetramer, remains tetrameric upon tRNA 

binding and binds up to two tRNA per tetramer. In addition, it was recently shown that the 
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sequence of tRNA have an importance for TrmI activity and determinants of recognition 

between TrmI and its substrate tRNA at the level of the T-arms are now known (8). Besides, 

we identified three conserved residues (Y78, D170, Y194) important for the methylation 

reaction and we showed that they fashion an optimal shape of the catalytic pocket in order 

to position the adenine and the methyl donor in a reactive position. Notably, D170 acts as a 

latch that holds the co-factor in the catalytic pocket and locks the adenine in a reactive 

position. D170 is thus a central residue for the methyl transfer reaction, and two 

mechanisms, with or without deprotonation of the N6 exocyclic amino group, are in 

accordance, with the available information.  

The m1A22 modification is less documented. Earlier studies showed that a SAM-

dependent m1A22 MTase activity was present in B. subtilis extracts (13,14). More recently, it 

was shown that the yqfN gene in B. subtilis encodes for the enzyme responsible of m1A22 

tRNA methylation, named TrmK (15). The trmK mutant showed no detectable phenotype, 

neither at the growth or at the sporulation levels. However, the cumulation of several 

mutations affecting nucleoside modifications is often required to observe a phenotype 

(16,17). TrmK belongs to the COG2384 protein family. TrmK has orthologs not only in 

Gram-positive, but also in Gram-negative bacteria without any equivalent found to date in 

eucaryotes. Interestingly, TrmK is very well conserved in a number of pathogenic bacteria 

(Vibrio cholerae, Listeria monocytogenes, Staphylococcus aureus, Steptococcus 

pneumoniae…) with high percentage of sequence identity (> 40%). In Streptococcus 

pneumoniae, it was shown that TrmK ortholog (Sp1610) is essentiel for the bacteria survival 

(18). Three X-ray structures of proteins from this COG have been solved and deposited in 

the protein data bank (PDB code 3LEC, 3GNL, 3KR9)(19), but their functions and their 

interactions with their substrates were not studied.  

In this article, we report the X-ray structure of TrmK from B. subtilis which has been shown 

to be a m1A22 tRNA methyltransferase (15). We show that TrmK only methylates full-

length tRNA, either with large or small variable loop, and is not active on mini-substrates. 

We also demonstrate that the presence of others modifications decrease the efficiency of 

TrmK methyl transfer. With NMR chemical shift mapping, we show that prior binding of 

the SAM cofactor is required for TrmK to bind its tRNA substrate. These NMR experiments 

also put in light two essentials residues for the binding of the target adenine, namely R9 and 

Q121. We finally perform a molecular docking to position a N9-methyladenine in the active 

site of TrmK. Interestingly, we identify four conserved residues, R9, Q121, N123 and G95 
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that are likely involved in the binding of the substrate adenine. A network of interactions 

between these residues, the SAM cofactor and the adenine positions the N1 atom of the 

substrate adenine directly near the SAM methyl group, ready to accept the methyl transfer.  

MATERIALS AND METHODS 

Cloning, Expression and purification of TrmK for NMR and X-ray studies 

Recombinant B. subtilis TrmK was expressed and purified as previously described (15). The 

trmK gene was amplified by PCR and cloned into the PCRII blunt vector and then 

transferred into the pET28b expression vector, allowing T7 expression of a N-terminal His-

tagged recombinant protein. For structural studies, a variant of TrmK mutated on cysteines 

by serines (C35S and C152S) was used. Mutagenesis was preformed by use of the 

Quikchange site-directed mutagenesis kit (Stratagen), using the oligonucleotides outlined in 

Table S1. The presence of the desired mutation in trmK was checked by sequencing. This 

variant was overexpressed in E. coli (BL21(DE3) strain), the induction was performed by 

adding 1 mM isopropyl-β-D-thiogalactopyranoside (IPTG) after having grown the bacteria 

to an optical density of 0.6 at 600 nm. Cells were harvested after incubation at 18°C during 

24 h, pelleted and frozen at -80°C until further use. The frozen cells were suspended in 20 

ml of a 50 mM Tris/HEPES buffer pH 8.2 containing 500 mM NaCl, 5% glycerol and 1 mM 

of phenylmethanesulfonylfluoride (PMSF). The suspension was sonicated and the lysate 

was centrifuged for 30 min at 15 000 g. The resulting supernatant was applied to a 5 ml 

Nickel Sepharose column (HisTrap, GE Healthcare) previously equilibrated in a 50 mM 

Tris.Cl buffer pH 8.0 containing 500 mM NaCl and 5% glycerol (equilibration buffer). The 

resin was then washed with 30 ml of buffer and the protein was eluted with a gradient of the 

equilibration buffer supplemented with 500 mM imidazole pH 8.0. The N-terminal His6-tag 

of TrmK was removed by thrombin cleavage (25 U thrombin / mg of protein) performed 

overnight at 4°C. 250 µM PMSF, 1 mM EDTA were then added to the protein sample. For 

X-ray studies, an additional step of hydrophobic chromatography was performed. The 

amount of ammonium sulfate necessary to have the protein in 1 M ammonium sulfate were 

added to the protein sample before applying it to a Phenyl Sepharose column (HiLoad 26/10 

SP Sepharose, GE Healthcare). TrmK was eluted by a 1 to 0 M ammonium sulfate reverse 

gradient. The sample was then concentrated (Millipore Amicon, Molecular weight cutoff 10 

kDa) and injected on a size exclusion chromatography column (Superdex-75 26/60, GE 
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Healthcare) equilibrated in a 50 mM Tris.Cl buffer pH 8.0 containing 500 mM NaCl and 2% 

glycerol.  

 For NMR experiments, the (C35S, C152S) TrmK variant was purified as previously 

described (20). Briefly, for the assigment procedure of NMR signals, samples of 2H/13C/15N-

labeled TrmK at 0.7 mM were prepared in a 50 mM sodium phosphate buffer pH 7.0, 500 

mM NaCl and 2% glycerol. NMR chemical shift mappings were performed with samples of 
2H/13C/15N-labeled TrmK concentrated around 0.2 mM in a 50 mM Tris.Cl buffer pH 8.0 

containing 100 mM NaCl, 10 mM MgCl2 and 2% glycerol. 

Production of B. subtilis tRNASer  

B. subtilis tRNASer was produced in vitro by T7 transcription and also in vivo in E. coli as 

described previously (21). 

Fragments of tRNASer were purchased from Dharmacon (GE Healthcare). 

Analysis of TrmK oligomerisation and subsequent MTase activity  

Pure TrmK (5 mg) was loaded on a Superose P12 column equilibrated in a 50 mM Tris.Cl 

buffer pH 8.0 supplemented with 10 mM MgCl2 and 500 mM NaCl at a flow rate of 24 

mL/h. The same sample in the presence of 10 mM DTT was also similarly analysed. The 

calibration of the column was assessed by loading in the same buffer a mixture of 

ovalbumine and bovine serum albumine (BSA). The MTase activity of each peak was 

determined by measuring the amount of 14C transferred to total E. coli tRNA using methyl-
14C SAM as methyl donor. The reaction mixture was 200 µL: 70 µg of total E. coli tRNA, 4 

µL of methyl-14C SAM (130 dpm/pmol), the fraction containing TrmK oligomer and H2O. 

The mixtures were incubated 1 hour at 37°C. The reaction was stopped by phenol 

extraction, and tRNA was TCA precipitated and captured on a GC/C Glass microfiber filter 

for scintillation counting. 

Characterization of the MTase activity of TrmK using 32P-radiolabeled B. subtilis 

tRNASer variants 

Radioactive (32P) in vitro transcripts were obtained as previously described (15) using MvaI 

digested pUC-tser plasmid or variants as template. [α-32P]-ATP was purchased from ICN 

Biomedicals (Irvine, USA) and T7 RNA polymerase from Roche Diagnostics. Radioactive 
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transcripts were purified by 10% polyacrylamide gel electrophoresis. The transcripts 

(300000 cpm) were incubated in presence of 0.1, 0.5, 1 and 5 µg of TrmK and SAM (0.2 

mM). They were then digested with nuclease P1 and the resulting nucleotides were analyzed 

by 2D-TLC on cellulose plates as described in (2). The plates were then submitted to 

autoradiography. 

 

Steady-state kinetic analysis of TrmK  

[Methyl-3H]-SAM (555 GBq/mmol, 20.5 MBq/mL, Perkin Elmer) was mixed with non-

radioactive SAM (Sigma) to achieve a specific radioactivity of about 500 cpm/pmol. The 

methylation kinetic assays were performed in 50 mM Tris.Cl pH 8.0 with 5 mM MgCl2 at 

37 °C. Aliquots (300 µL) were removed after different incubation times and transferred into 

500 mL of 5 % (w/v) trichloroacetic acid (TCA) at room temperature for 10 min in order to 

quench the reaction and to precipitate the tRNA. The precipitates were collected by 

filtration using GF/C filters (Whatman). The filters were washed with ethanol, dried, and the 

radioactivity was measured by liquid scintillation counting for 2 min, resulting in a counting 

error below 4 %. Data were corrected by substracting the background radioactivity 

determined from a control without enzyme. 

For the determination of the KM and Vmax of TrmK for tRNASer, the reaction mixtures 

contained TrmK (100 nM), tRNASer (10 to 2000 nM) and 3H-AdoMet (90 nM). Initial rates 

(vi) for each substrate concentration (tRNASer) were determined from the slope of linear fits 

of time course data points (5, 10, 15, 20, 30 min). Enzyme parameters were obtained by 

non-linear least square fitting using equation (1) of Michaelis-Menten kinetics. Confidence 

limits on the parameters were estimated by Monte-Carlo sampling using the MC-Fit 

program (22). 

  

(1)  

 

Crystallisation and X-ray structure resolution of TrmK 

Crystallisation of TrmK was performed at 4°C using the sitting-drop vapor-diffusion 

method. Protein samples were prepared at 3 mg/ml in 50 mM Tris.Cl buffer (pH 8.0) 

containing 500 mM NaCl and 2% glycerol. Drops of 1 µL were prepared by a Cybi-Disk 

robot mixing equal volume of protein and reservoir (100 µL). Crystals of TrmK were 
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obtained in 0.2 M ammonium acetate, 0.1 M sodium acetate trihydrate pH 5, 30% w/v 

polyethylene glycol 4000 and 8% 2-Methyl-2,4-pentanediol after microseeding from needle 

clusters. Crystals were harvested and flash-frozen in liquid nitrogen. Diffraction data were 

collected at beamline ID14-1 of the European Synchroton Radiation Facility (Grenoble, 

France).  

X-ray diffraction data were processed using XDS and scaled with SCALA. The structure 

was solved by molecular replacement with PHASER using the structures of sp1610 

(Streptococcus pneumoniae ortholog of TrmK, PDB code 3KR9), of LMOf2365_1472 

(Listeria Monocytogens, PDB code 3GNL) and of SAG1203 (Streptococcus agalactiae, 

PDB code 3LEC). In the resulting model, non-conserved residues were mutated into alanine 

and model building was first peformed with ARP/WARP using the warpNtrace automated 

procedure. Restrained refinements of the structure were performed with the 

program phenix.refine in the Phenix suite (23). Model and map visualizations for manual 

reconstructions were performed with the program Coot (24). TrmK structure has been 

deposited to the Protein Data Bank under the code XXXX. (Accession codes will be 

provided at the proof stage). 

Normal mode analysis of TrmK was conducted with the program ProDy (25) and visualized 

using VMD (26).  

Isothermal titration microcalorimetry (ITC) 

ITC experiments were carried out at 18°C in a Microcal ITC200 microcalorimeter with 

TrmK extensively dialysed against 50 mM Tris.Cl pH 8.0, 100 mM NaCl, 10 mM MgCl2, 

2% glycerol. 24 injections of 1.6 µL of S-adenosyl-L-homocysteine (SAH) at 800 µM, 

dissolved in the buffer of TrmK dialysis, were made into the cell containing TrmK (58 µM). 

Injections were spaced by 180 s. Data were analysed by using the one-site binding model in 

Origin 7 (Microcal) software.  

NMR chemical shift mapping 

NMR spectra were recorded at 18°C on Bruker spectrometers (either 950 MHz, 800 Mhz or 

600 MHz) equiped with TCI-5 mm cryoprobes.  

Backbone assignments were performed as previously described (20). Chemical shift 

mappings of the interaction between SAH and TrmK and tRNASer and TrmK previously 

bound to SAH were obtained using 2H/13C/15N-labeled TrmK (0.14 mM) mixed with 1.4 
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equivalent of SAH and 2 equivalent of tRNASer in a 3 mm NMR tube. The NMR chemical 

shift mapping was conducted in a 50 mM Tris.Cl buffer pH 8.0 containing 100 mM NaCl, 

10 mM MgCl2 and 2 % glycerol. For each mixture, one TROSY experiment (27) was 

recorded. TOPSPIN, mddNMR (28) and Sparky softwares were used to process and analyze 

NMR data. Chemical shift differences ∆(H,N) were derived from 1H and 15N shift 

differences : ∆(H,N) = √ [(∆15N WN)2 + (∆1H WH)2], where ∆= δ complex - δ free (difference of 

chemical shift between the complex and the free states) and WH=1 and WN=1/5. 

Molecular docking 

Docking of the N9-methyl adenine into the active site of TrmK was performed using 

HADDOCK 2.2 (29,30). HADDOCK is particularly well-suited to deal with data from 

NMR chemical shift mapping through the possibility to introduce ambiguous restraints (i.e. 

restraint that are applied between residues and not between atoms). Two ambiguous 

restraints between the adenine and neighbours R9 and Q121, put in light by the NMR 

chemical shift mapping, were set to 2 Å. One distance restraint set to 2 Å was applied 

between the N1 of adenine and the Cε of the methyl group of SAM co-factor. Loops made 

by residues 6 to 10, 93 to 99, 120 to 128, and 147 to152 were defined as semi-flexible 

regions during the docking procedure.  

RESULTS 

TrmK is active as a monomer. 

The analysis by size exclusion chromatography of TrmK (Figure 1A, red line) shows that 

oligomers of TrmK are present in solution. Three species can be observed, one (peak 3) 

corresponding to a monomer of TrmK, the second (peak 2) is a dimer of TrmK whereas the 

third peak (1) corresponds to aggregates of more than 300 kDa. The oligomerisation state of 

TrmK is dramatically different in presence of a reducing agent (DTT) (Figure 1A, blue 

line). Indeed, only the peak corresponding to the monomer of TrmK could be observed. This 

result indicates that oligomers resulting from disulfide bond between monomers of TrmK 

are present in non-reducing conditions. The B. subtilis TrmK contains two cystein residues, 

one at position 35 and the second one at position 152. Interestingly, the measurement of 

MTase activity of the different oligomers shows that the monomer of TrmK is the active 

species (Figure 1A, green bars). This result is reinforced by the fact that the activity of 
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TrmK is dramatically increased in presence of DTT (Figure 1C). High concentration of 

DTT (10 mM) are, necessary to observe only the monomer of TrmK in solution. No crystals 

of TrmK could be obtained either in the presence or absence of DTT. To get rid of the 

presence of this high concentration of reducing agent in crystallogenesis trials and to get a 

sample as homogeneous as possible, we decided, as commonly performed, to mutate the 

residues Cys35 and Cys152 to serine residues. The mutation of only one cysteine was not 

enough to prevent the formation of oligomers (data not shown), the double-mutant of TrmK 

(C35S, C152S) was thus cloned, produced and purified as described in Materials and 

Methods. The MTase activity of this mutant was the same as the activity of the WT protein. 

In this paper, all the structural studies were conducted with the double-mutant TrmK on 

cysteines 35 and 152. The measurements of MTase activity were conducted on the wild-

type TrmK in presence of 10 mM DTT. 
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Figure 1. Analysis of TrmK oligomerisation and relative MTase activity. 
(A) Size exclusion chromatography (Superose 12) of B. subtilis TrmK, in a buffer with (in blue) or 
without (in red) reducing agent (10 mM DTT). The radioactivity incorporated in the MTase assays 
by each fraction of the profile is indicated with green bars. (B) The molecular weights (log) are 
plotted against the elution volume of the Superose 12 calibrated using weight standards (ovalbumine 
and bovine serum albumine). Measured molecular weights of TrmK give 30 and 60 kDa for peaks 
eluted at 180 and 163 mL respectively. (C) MTase activity of TrmK with and without DTT 
measured on E. coli total tRNA extract (90 µg) as a substrate and methyl-3H SAM as methyl donor.  
 
 
 
Determinants of recognition of tRNA substrates by TrmK 

Among organisms for which tRNA sequences are available (1), the m1A22 is found in 

tRNA of Bacillus subtilis (tRNASer, tRNATyr), of Geobacillus stearothermophilus (tRNALeu 

and tRNATyr), of Mycoplasma caprilocum (tRNAGln, tRNACys, tRNAGlu, tRNAHis, tRNALeu, 

tRNASer, tRNATyr) and of Mycoplasma micoides (tRNASer). All these tRNA present a purine 

at position 13, preventing a Watson-Crick (WC) base-pairing with adenine 22 

(Supplementary Figure S1). In addition, the nucleotide at position 21 is always a purine and 

in B. subtilis tRNAs, it is an adenine. In B. subtilis, the variable loop of the tRNAs bearing 
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an m1A22 is an extra-arm composed of 13 to 20 nucleotides depending on the tRNA. For the 

other organisms, the length of the variable loops varies from 4 to 18 nucleotides. Regarding 

the modification patterns of these tRNAs, in B. subtilis, they all bear a ribothymidine (T) at 

position 54 and a pseudouridine (Ψ) at position 55. Two other modifications can also be 

present, namely 4-thiouridine (s4U) at position 8 and a dihydrouridine (D) in the D-loop.  

We investigated these sequence singularities by mutating some nucleotides in B. subtilis 

tRNASer (GGA) and measuring MTase activity of TrmK on the tRNA variants (Figure 2B). 

First, the guanosine at position 13 was mutated into a uridine to form a WC base-pair U13-

A22. This variant revealed to be a very poor substrate of TrmK (Figure 2B). Secondly, the 

adenosine at position 21 was mutated into a guanosine. As observed for the previous 

mutation, this variant is very slightly modified by TrmK. These results indicate that the 

specificity of TrmK is guided by the presence of a purine in position 13 and of an adenine at 

position 21. On the contrary, the deletion of the extra-arm of tRNASer and its replacement by 

a short variable loop of sequence 5’AGGUC3’ causes an increase of the MTase activity of 

TrmK. Therefore, the presence of a large variable loop is not a determinant for the methyl 

transfer by TrmK, even in B. subtilis.  

We were also interested to decipher if a mini-substrate mimicking the D-loop of tRNASer 

could be a substrate of TrmK. Two different constructs containing the D-arm and a piece of 

the anticodon arm were tested (Figure 2C). None of these hairpins are substrate of TrmK. 

Finally, we investigated whether other modifications can influence the activity of TrmK. 

We overexpressed and purified the B. subtilis tRNASer in E. coli as previously described 

(21) which enabled to obtain this tRNA bearing the modifications engineered by E. coli 

enzymes like T54 and Ψ55 (Figure 2D). We then compared the catalytic efficiency of TrmK 

towards the B. subtilis tRNASer with or without modifications (Figure 2E). The tRNASer 

produced in vivo in E. coli is less efficiently modified than the naked tRNA. Indeed, the 

catalytic efficiency Vmax/Km of TrmK only reaches 44% for the in vivo tRNASer compared to 

that obtained for the naked tRNASer prepared in vitro (100%). This result implies that the 

others modifications present in the in vivo tRNASer decelerate the methylation by TrmK. In 

particular four modifications in the D or in the T-loop can be responsible for this slow 

down: Gm18, D19, T54 and Ψ55. These modifications, especially Ψ55, that confers local 

structural rigidity could slow down the rate of formation of m1A22, like previously 

demonstrated for several modifications in tRNA of T. thermophilus (31).  
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Figure 2: Determinants of tRNASer sequence for  TrmK Mtase activity. 
A) Sequence of B. subtilis tRNASer (GGA), the determinants are summarized on the sequence, the 
nucleotide at position 21 should be an adenine, the long extra-arm is not required and the A22 should 
be unpaired., B) Fraction on methylation at position 22 incorporated by TrmK for variants of 
tRNASer., C) Mimics of D-arm of B. subtilis tRNASer are not TrmK substrates. D) Sequences of B. 
subtilis tRNASer with modifications incorporated by E. coli and naked when produced by T7 
transcription. E) Kinetic and enzymatic parameters of TrmK for tRNASer according wether it bears or 
not post-transcriptional modifications. 
 
 
   
Optimization of purification of TrmK for structural studies 

Before tackling the determination of the crystal structure and NMR chemical shift mapping, 

we needed to cope with problems of precipitation and proteolysis of TrmK. Indeed, TrmK 

precipitated during concentrations steps, needed high concentrations of salt (500 mM NaCl) 

and was subjected to intensive proteolysis within a few days after purification. Numerous 

conditions were tested using dialysis buttons (see Materials and Methods and 
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Supplementary Figure S2). They allowed us to test the stability of TrmK in various 

conditions of buffer and temperature while working at high concentrations of TrmK (15 

mg/ml) and low volumes (50 µL). As a result, TrmK does not precipitate at high 

concentration (> 15 mg/ml) in a phosphate buffer whereas we observed precipitation in a 

Tris.Cl buffer. A high concentration of salt (400 to 500 mM NaCl) limited the precipitation 

of TrmK and its proteolysis (Supplementary Figure S2). Anti-proteases (PMSF, Pepstatine 

A, Leupeptine, EDTA) were tested. PMSF and EDTA revealed to be efficient to stop 

proteolysis (Supplementary Figure S3). PMSF was added in the lysis buffer and at different 

stages of purification and in the NMR tube. For crystallization purpose, we noted that it was 

important not to add PMSF in TrmK buffer before crystallisation assays, otherwise TrmK 

does not crystallize anymore. EDTA was added after thrombin cleavage of the Histidine-

tag. Lastly, glycerol was necessary to prevent precipitation when concentrating TrmK. 5% 

of glycerol was an optimal concentration during purification steps and for stocking the 

protein. For the NMR studies, 2% of glycerol was used as the best compromise between the 

stability of the protein and the linewidth of NMR signals.  

Structure determination and overall structure of TrmK 

We solved the crystal structure of TrmK and refined it to 1.98 Å with a final Rfree factor 

of 24 % (Table 1). The structure was solved by molecular replacement using the structure of 

three orthologs of TrmK from the COG2384 that present sequence identity around 40% with 

TrmK (Supplementary Figure S4). Four molecules are present in the asymmetric unit for a 

solvent percentage of 38.6 % (Supplementary Figure S5A). TrmK has an L-shape structure 

(Figure 3) that allows two molecules to face together in the crystal linked by a two-fold 

symmetry axis. The analysis of the contacts made between these two molecules by PISA 

server (32) stated that too few contacts (Complexation Significance Score equal to 0) are 

made to form the dimer in solution, which is consistent with our data described in the first 

paragraph. This dimer is related to another one in the asymmetric unit by a rotation of 180° 

around another symmetry axis.  
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Table 1. Data collection (Beamline ID 14eh1 at ESRF synchrotron), processing and 
refinement statistics.  
Numbers in parentheses correspond to the highest resolution shell. CC factors are defined in 
(33).  

A. Data collection statistics   B. Refinement statistics 
Wavelength (Å) 0.933 
Resolution range (Å)  46.24-1.98 (2.05-1.98)  Number of reflections 59409 (5790) 
Space group P 1 21 1  Rwork (%) 21.44 (38.86) 
Unit-cell parameters (Å)  Rfree (%) 23.95 (42.93) 

 a, b, c 81.56, 51.98, 108.13  CC(work) 94.7% (41.6%) 
 α,β,γ  90.0, 110.6, 90.0  CC(free) 95.4% (29.3%) 

No. of measured reflections 223089 (20775)  Number of atoms 7539 
No. of unique reflections 59508 (5793)  Protein 7232 
Multiplicity 3.7 (3.6)  Ligands 4 
Data completeness (%) 100.0 (98.0)      Waters 303 

Mean I/σ(I) 11.73 (0.57)  Average isotropic  
B-factors (Å2) 41.06 

Wilson B-factor 34.75  RMSD (bounds) (Å) 0.009 
Rmerge 21.44 (220)  RMSD (angles) (°) 1.12 

CC1/2 (%) 98% (9.6%)  
Ramachandran 
Favored (%) 
Allowed (%) 

99 
1.2 

The four molecules in the asymmetric unit (ASU) exhibit very low conformational changes 

(rmsd 0.25 Å for the Cα atoms). The superimposition of TrmK structure with those of its 

orthologs shows rmsd around 1.5 Å of difference for Cα atoms, which is not surprising 

regarding their sequence identity with TrmK. TrmK structure is composed of two domains 

(Figure 3A). At the N-terminus of TrmK, the catalytic domain that harbors the binding site 

of the SAM co-factor adopts a typical Rossman fold of class I methyltransferase consisting 

in a central twisted β-sheet surrounded by six α-helices. In the β-sheet, the five first β-

strands are parallel whereas the two last ones are antiparallel (Figure 3A). The C-terminus 

domain of TrmK is structured by four αhelices, the two largest ones forming a coiled-coil. 

The two domains are not free from each other and indeed, numerous contacts maintained 

them consolidated. The normal mode analysis of TrmK structure confirms this feature and 

indeed only the end of the two large helices involved in the coiled-coil exhibits flexibility 
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(Figure 3D). The catalytic core exhibits a high level of sequence conservation among the 

protein of the COG2384 whereas the C-terminal domain shows poor sequence homology 

(Supplementary Figure S4). The DALI search (34) for structural similarity on the PDB with 

the catalytic domain of TrmK finds, apart from the proteins of the COG2384, a ribosomal 

protein L11 methyltransferase (PDB code 3GRZ, Z-score 19, rmsd 2.1 Å on 147 Cα), 

Trm14: a m2G6 tRNA methyltransferase (PDB code 3TM4, Z score 17.4, rmsd 2.4 Å on 152 

Cα), TrmI (PDB code 2PWY, Z-score 15.8, rmsd 2.4 Å on 151 Cα) and Trm5, a m1G37 

methyltransferase (PDB code 2ZZM, Z-score 14.5, rmsd 2.9 Å on 147 Cα). No obvious 

information for catalysis or substrate recognition could be drawn from these similarities. 

This result just confirms that TrmK is a class-I methyltransferase. The DALI search for the 

C-terminus domain of TrmK finds motifs in protein with low Z-scores (less than 6) which 

suggests that this domain presents a novel fold. However, two proteins in the list retained 

our attention: the seryl-tRNA synthetase (PDB code 1SRY, Z-score 6.0, rmsd 1.1 Å on 50 

Cα) and the ribosomal protein L19 (PDB code 1S72, Z-score 6.1, rmsd 2.0 Å on 53 Cα) 

because, in that cases, the coiled-coil is used to bind RNA partners. 

Although S-adenosyl-L-methionine (SAM) or S-adenosyl-L-homocysteine (SAH) was 

present in crystallisation trials, crystals only contained free TrmK. Probably, the formation 

of the dimer in the ASU prevents the co-crystallisation with the SAM co-factor. In the case 

of the S. pneumoniae ortholog of TrmK, the protein was cristallized with and without SAM 

(PDB codes 3KR9 and 3KU1) and both structures are identical (rmsd between apo and 

ligand-bound is 0.54 Å). Therefore, binding of SAM is not likely to induce large 

conformational changes in TrmK. We thus positioned the SAM into the catalytic pocket of 

TrmK in a straightforward manner assuming that the structure with and without SAM is the 

same as it was observed for its ortholog from S. pneumoniae (19). The SAM co-factor is 

bound at the center of the catalytic domain in a pocket with residues harbouring negative 

electrostatic potentials and extremely conserved among the COG2384 (Figure 3B and 3C). 

Interestingly, the methyl group is pointing toward a small region that is positively charged 

and very well conserved, probably important for the tRNA binding. 
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Figure 3: Crystal structure of B. subtilis TrmK. 
SAM co-factor is represented in sticks. It was placed in the catalytic center of TrmK by superposing 
the TrmK structure with that of its ortholog from S. pneumoniae (PDB code 3KU1).  
A) Ribbon representation of TrmK, α-helices are coloured in red whereas ß-strands are in yellow. B)
Location on the structure of TrmK of conserved residues, the sequence of B. subtilis TrmK was 
aligned with those of the representative members of the COG2384 family, C) Representation of 
electrostatic surface potentials of TrmK, Positive charges are in blue whereas negative ones are in 
red with the maximum color saturation corresponding to -5kT/e (red) and +5kT/e (blue). The figure 
was prepared with the APBS PyMOL plug-in (35) and pdb2pqr webserver (36). D) Normal mode 
analysis of TrmK showing the mobility of the last part of the C-terminal domain. The mean mobility 
of residues in the six first non-trivial computed normal modes is plotted as a function of the TrmK 
residue number. 

The SAM co-factor binding site 

The SAM binding cleft is formed by conserved residues that made a lot of contacts with 

TrmK. Not less than 24 residues are involved in SAM binding. Indeed, the adenine moieties 

is involved in numerous hydrophobic contacts with the side chains of residues I26, G49, 

E50, I51, G77, G79, M96, L100, I104 of TrmK. In addition, the N6 amino group of adenine 

makes a hydrogen bond with D78 side chain. The ribose ring makes hydrophobic contacts 

with residues G27, E50, P55, and M96. The methyl group is in contact with G95 and N123. 

The SAM carboxylate group makes a hydrogen bond with side chain of R9 and is in 
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hydrophobic contact with L10 and A94. Finally, the SAM ammonium group forms one 

hydrogen bond with the carbonyl of G27 main chain and hydrophobic contacts with D25, 

D29, S28 and A94. The electronic density is extremely well-defined over all the structure of 

the protein and particularly in the SAM binding site, even in its absence. Only two residues, 

K151 and Y153, near the active site seems to be mobile as the electronic density is not very 

well defined and thus the conformation of these residue are not clear (Supplementary Figure 

S5B). 

Point mutation of residues that seem to be crucial for the binding of SAM were generated, 

namely R9A, D78A and M96A. R9 is strickly conserved, D78 can also be an asparagine, 

and M96 is also very well conserved (Supplementary Figure S4). These mutations provoke 

dramatic loss of TrmK MTase activity. Indeed, no residual activity could be measured for 

TrmK R9A, and only a small one for TrmK M96A. The TrmK D78A mutant only reaches 

to incorporate 1/10 of the quantity of methyl incorporated by the wild-type protein in the 

same conditions (see Supplementary Figure S8). These results validate, if it was necessary, 

the location of SAM co-factor in TrmK structure and the particular involvement of these 

residues. 

The interaction between TrmK and SAM was studied by ITC. As a result, the interaction is 

enthalpy-driven (∆H= 17 kcal/mol) with a single binding site as expected and a dissociation 

constant of 17 µM (Figure 4A). 

  



Chapitre III 

Etudes de l’intéraction de la méthyltransférase TrmK avec son substrat ARNt – 
Article 4 Dégut et al (2015)  

162 

Figure 4: Interaction of TrmK with SAH. 
A) Isothermal titration of TrmK by SAH, The Kd value is 16.8 µM. B) Chemical shift mapping of
the SAH reported onto the molecular surface of TrmK, SAM is depicted as green sticks. Pink 
residues are those that disappeared upon addition of SAH, residues that experience chemical shift 
variations superior to 0.6 ppm are in orange and in red if the variation is superior to 0.9 ppm.  

As described in the next paragraph, we used NMR chemical shift mapping to bring 

information on the binding site of substrate tRNA on TrmK. Using 2H-15N-13C-labeled 

TrmK sample, we were able to assign 96% of peaks in the TROSY NMR experiment to 

amide groups of TrmK residues (20). At this point, it is interesting to notice that we could 

not observed any TrmK chemical shift variations upon addition of tRNA if the SAH 

cofactor was not present. Therefore, we needed to first analyse chemical shift variations 

upon SAH binding to TrmK and before addition of tRNA. So, we performed NMR chemical 

shift mapping by first recording (1H-15N) TROSY experiment on 2H-15N-13C-labeled TrmK 

bound to unlabeled SAH (Figure 5A). As expected from the previous analysis of contacts 

between TrmK and SAH, SAH binding causes numerous chemical shift variations and some 

peak disappearances (Supplementary Figure S6). Figure 4B summarizes the NMR chemical 

shift mapping and shows that the NMR mapping in solution is consistent with the 

positionning of SAH in the TrmK X-ray structure. An important network of interactions 

with the SAH cofactor is organized to position it in the active site (Figure S7) in a wide 

pocket at the center of the catalytic domain.  
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Deciphering TrmK interaction with its tRNA substrate by NMR 

It was very difficult to obtain data on the complex between TrmK and tRNASer either by 

biochemical or biophysical techniques for diverse reasons. First, TrmK stability requires 

high salt concentration. Secondly, we anticipated that the dissociation constant is in the 

micromolar range since the complex is dissociated by size exclusion chromatography, is in 

intermediate-fast exchange regime at the NMR chemical shift time-scale and no band shift 

could be observed either in presence or absence of SAM co-factor. Finally, we did not 

succeed to obtain diffracting crystals of TrmK/SAM/tRNASer complexes. We thus turned to 

NMR spectroscopy to decipher TrmK interaction with tRNA in solution. We performed 

NMR chemical shift mapping by recording (1H-15N) TROSY experiment on 2H-15N-13C-

labeled TrmK bound to unlabeled SAM and unlabeled tRNASer (Figure 5A). The residues 

that experience large variations of NMR chemical shifts belong to the C-terminal domain of 

the protein. No significant NMR chemical shift variations nor disappearance of peaks could 

be observed with the C-terminal domain and particularly its coiled-coil (Figure 5B). It is 

quite surprising as it is commonly accepted that domains of modifying enzymes outside of 

the catalytic center are RNA-binding domain. In the binding of TrmK to tRNASer, the C-

terminal domain is undoubtedly not involved in the binding.  
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C) 

Figure 5: NMR chemical shift mapping of the binding of tRNASer on TrmK. 
A) Superposition of thee 2D 1H-15N TROSY experiments, in red TrmK alone, in blue TrmK and the
SAH at a 1:1 ration and in green TrmK/SAH/tRNASer at a ratio B) Chemical shift variations of 
TrmK amide groups upon SAH and tRNASer binding. Chemical shift variation are in ppm and 
the number of TrmK residues are in abscissa. Residues that disappeared upon addition of tRNA 
are represented in green. Their chemical shift variations are arbitrary put to 0.2 ppm to easily 
identify them in the graph. P indicates Proline residues and the indicates residues for which 
their amide NMR signals have already disappeared upon SAH addition. C) NMR chemical shift 
mappin of tRNASer binding reported onto the molecular surface of TrmK. Pink residues are those that 
disappeared upon addition of SAH, residues that experience chemical shift variations superior to 0.4 
ppm are in orange and in red if the variation is superior to 0.9 ppm.  

The RNA binding surface is mainly located on the same face of TrmK around the co-factor. 

Residues important for the binding and most probably in direct contact with RNA are those 

experiencing the largest variations, namely R9, Y36, Q121, L80, G97, R61, G49, R75 and 

R130 (residues in pink and red on Figure 5C). Interestingly, R9 and Q121 are conserved 

over the COG2384 and located in the near proximity of the methyl group of SAM.  

Near R9 and Q121, we found N123 and G97 that show significant chemical shift variation 

upon tRNASer binding. These residues are conserved and contribute with R9 to make a 

surface of interaction with tRNA below the methyl of SAM that is globally positively 

charged (Figure 5 and 3C). A second zone of interaction with the tRNA is evidenced on the 

TrmK structure above the SAM cavity. This zone corresponds to residues D29, R61, Q62, 

R75, Q76 and V82 that are contacted by one part of the tRNA in order to position the A22 

in the active site. This zone also corresponds to a positively charged surface. It is interesting 

to notice that a number of residues that we could not assign or follow during the titration 

because they are in crowded region of the spectrum (residues in grey, Figure 5) are also 
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probably involved in the tRNA binding given their positions on TrmK surface. These 

residues are H30, A31, E50, D53, G54, I51, T52 and K65.  

Modeling of an adenine in the active site of TrmK 

To investigate the positioning of the target A22 into TrmK catalytic pocket, we performed a 

molecular docking guided by the NMR data to locate a N9-methyladenine in the catalytic 

pocket. Only the base was docked because we have no data on the conformation of the 

ribose. We used the program HADDOCK which offers the possibility to take into account 

NMR chemical shift mapping, mutagenesis or residue conservation data through ambiguous 

interaction restraints that drive the docking procedure. Among residues that were put in light 

by the NMR chemical shift mapping (Figure 5B), R9, Q121 and N123 are in the near 

proximity of the SAM methyl group in the X-ray structure. They are very well conserved. 

R9 and Q121 exhibit the highest perturbations observed upon tRNA binding whereas the 

chemical shift pertubation of N123 is more moderate. Therefore, two ambiguous 

intermolecular distance restraints were applied one between R9 and the N9-methyladenine 

and the second one between Q121 and the N9-methyladenine. In addition, a distance 

restraint between the N1 atom of N9-methyladenine and the methyl of SAM was applied. In 

addition, we leave flexible the residues around K171 that was not well-defined in the 

density map, so that these residues can move.  
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Figure 6: Docking of an adenine in the catalytic pocket of TrmK.  
The adenine, SAM and some residus of interest are depicted as sticks. The exocyclic amino 
group of the adenine is involved in hydrogen bonds with the side chain of N123 and 
carbonyl group of G95. Residu R9 is hydrogen bonded with the SAM carboxylate group and 
in cation-π interaction with the adenine. 

The model resulting from the docking is presented in Figure 6. R9 is involved in cation-π 

interaction with the aromatic group of adenine. Q121 δ-NH2 is hydrogen bonded with the 

adenine N7. The exocyclic amino group of the adenine is involved in two hydrogen bonds, 

the first one with the side-chain carbonyl group of N123 and the second one with the main-

chain carbonyl group of G95. This network of interaction positions the adenine N1 

proximally to the SAM methyl group.  

It is interesting to note that the surface of the protein does not define a cavity where the 

adenine comes to fit in. All these interactions are thus important to position the N1 atom of 

adenine 22 close to the SAM methyl group.  



Chapitre III 

Etudes de l’intéraction de la méthyltransférase TrmK avec son substrat ARNt – 
Article 4 Dégut et al (2015)  

168 

DISCUSSION 
The crystallization of RNA/enzyme complexes remains a highly challenging task. Such 

structures brought key information about enzyme/RNA recognition and highlight the details 

of catalytic steps of the reactions. In spite of solving the crystal structure of TrmK/tRNA 

complex, we showed in this work that the complementary use of X-ray crystallography and 

NMR is invaluable to bring information on RNA recognition mode. 

Figure 7 shows the superimposition of the X-ray structures of T. thermophilus TrmI with B. 

subtilis TrmK. The former catalyzes the methylation of m1A58 whereas the later is 

responsible for the methylation at position 22 of tRNA. Even, if they catalyze the same 

modification in tRNA, their structure, organization and recognition of the target adenine are 

substantially different. First, the catalytic domain is encompassed in the N-terminal domain 

for TrmK and in the C-terminal domain for TrmI. We showed, here, that TrmK is active as a 

monomer wheras TrmI is organized as a tetramer. TrmK has thus one active site whereas 

TrmI can bind 2 tRNA simultaneously. In addition, the extra-domain outside of the 

methyltransferase domain are not related either by their sequence or their structure. The 

superposition of the Rossman fold implies that these domains are oriented in opposite 

direction (Figure 6).  

These two m1A MTases recognized also differently their tRNA substrates. TrmI can 

methylate small hairpin mimicking the T-arm of TrmI substrate whereas we showed that 

TrmK only modifies full-length tRNA, even if a small variable loop is however tolerated. 

We also showed that the presence of post-transcriptional modifications, provokes a 

deccelaration of the incorporation of m1A22 whereas it was shown that the other 

modifications accelerate the methylation by TrmI (8).  
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Figure 7: Structural superimposition of B. subtilis TrmK with T. thermophilus TrmI. 
A) Superimposition of TrmK (in blue) with T. thermophilus TrmI (in red, PDB code
2PWY). Both protein are superposed by their Rossman-fold catalytic domain (RMSD 2.6 
Å). B) Comparison of the SAM conformation into the catalytic pocket of TrmK and TrmI. 
The SAM is in extent conformation in both active site, 

In TrmI, the substrate adenine snugly fits into the active site pocket whereas, in TrmK, we 

could not obviously identify an adenine binding pocket. It is also important to notice that the 

SAM co-factor is required to observe TrmK-tRNA interaction, which was not the case for 

TrmI. Finally, comparison of their active sites revealed no obvious similarities. We 

identified three conserved residues (D170, Y78, Y194) in TrmI that are essential toposition 

the substrate adenine in the catalytic pocket of TrmI. For TrmK, the combination of residue 

conservations, NMR chemical shift mapping together with molecular docking was essential 

to identify key residues (R9, Q121, N123, G95) and their role in adenine binding. R9 is 

probably the most important residue as it binds SAM and adenine. For TrmI, we proposed 

that the catalysis of m1A by TrmI does not necessitate a deprotonation step that could be 

done by D170 but can be tranferred directly given that they are oriented correctly. We think 

that the same situation is true for TrmK. We did not identify a residue that could be a base 

catalyst. In that case, we propose that a network of interactions between SAM, adenine and 

four residues of TrmK are sufficient to catalyse the methyl transfer. 

The role of the C-terminal domain in TrmK remains a mystery. Here, we showed that the C-

terminal domain is not involved in tRNA binding and that its structure represents a new fold 

that is not encountered in others methyltransferases. It resembles however to domains of the 

the seryl-tRNA synthetase and to the ribosomal protein L29 (Figure 8). In these proteins, the 
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coiled-coil is used to bind RNA. It could be envisaged that the m1A22 function of TrmK is 

not its sole function, and that its C-terminal domain is used to interact with an other partner 

methylated by TrmK. Further studies will be necessary to investigate this point. 

Figure 8: Comparison of C-terminal domain of TrmK with the Seryl-synthetase of X (PDB 
code ) and the ribosomal protein L29 (PDB code  ).  
A) Structural superposition of the C-terminal domain of TrmK (in green), L29 in red and the seryl-
synthetase in blue. B) Sequence alignment of the domains in coiled-coil. 
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Supplementary materials 
 
 
Table S1: Sequences of oligonucleotides used to produce the plasmid expressing TrmK 
(C35S, C152S)  
 
Name  Sequence      Use 
JC360  GAAGAGGACGGAAAGTCATATGAGGTGCTGGTG Mutagenesis trmK_C35S 
JC360b CACCAGCACCTCATATGACTTTCCGTCCTCTTC Mutagenesis trmK_C35S 
JC362  GATTCAGCACCGCATAACTAGGAAGGTAGGCGTG Mutagenesis trmK_C152S 
JC362b GATTCAGCACCGCATAACTAGGAAGGTAGGCGTG Mutagenesis trmK_C152S 

 
 
 

 
 

Figure S1: Alignment of tRNA sequences for which m1A is found at position 22  [1] .  
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Figure S2: SDS-PAGE gel showing the impact of glycerol, NaCl and imidazole concentrations on 
TrmK proteolysis. Samples of TrmK in 50 mM Tris.Cl pH 8.0, 500 mM NaCl, 300 mM imidazole 
concentrated at 5 mg/ml were put into dialysis buttons to test the stability of TrmK regarding the 
buffer composition. Dialysis buttons were placed into Linbro plates of 24 wells filled with 2 ml of 
buffer. As shown in this figure, two concentrations of glycerol (5% and 10%), 3 concentrations of 
NaCl (200, 400 and 500 mM) and 2 concentrations of imidazole (5 or 10 mM) were tested. Lane 1: 
molecular weight marker, Lane 2 to 13: analysis of the degradation state of TrmK depending on their 
buffer conditions after 2 weeks at 18°C. As a result, a high concentration of NaCl is neccessary to 
minimize the proteolysis together with the presence of glycerol. Imidazole is dispensable. 

 
Figure S3: SDS-PAGE gel showing the impact of antiproteases on the degradation of TrmK. 
Lane 1: molecular weight marker, Lane 2: Reference sample of TrmK without addition of any 
antiproteases (12 mg/mL in 25 mM phosphate buffer pH 7.0, 500 mM NaCl, 1% glycerol); Lanes 3, 4 
and 5: after addition of PMSF 50, 100 and 250 µM in the reference sample; Lane 6: after addition of 
Pepstatine A (1 µg.mL-1) in the reference sample, Lane 7: after addition of Leupeptine (1 µg.mL-1) in 
the reference sample, Lane 8: after addition of EDTA (1 mM) in the reference sample. The PMSF at 
concentration superior to 100 µM and EDTA at 1 mM stopped the proteolysis of TrmK. 
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Figure S4: Multiple sequence alignment of B. subtilis TrmK and its homologues in the COG2834 
family. The sequence of B. subtilis TrmK is aligned with those of B. subtilis, B. lichenformis , B. 
stratosphericus , B. amyloliquefaciens, Bacillus sp, A. flavithermus, Geobacillus sp, B. anthracis, B. 
thuringiensis, B. pumilus, G. thermoglucosidasius, V. colerae, B. halodurans, B. cereus, C. 
acetobutylicum, D. radiodurans, L. lactis, M. genitalium, M. pneumoniae, S. aureus, S. pneumoniae, S. 
pyogenes, S. australis, U. parvum, L. innocua , L. monocytogenes, G. adiacens, L. gastricus, 
Paenibacillus sp, Lentibacillus sp, B. megaterium, E. casseliflavus.  
Sequences were aligned using CLUSTALW  [2]  and colored with ESPript  [3] . The highly conserved 
and moderately conserved residues are represented by red boxes and red lettres respectively. The 
secondary structure elements and the residue numbers of B. subtilis TrmK are indicated above the 
sequence alignment. α indicates α -helice, η: 310 helices and β: β -strand. 
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A 

B 

Figure S5: Crystal structure of B. subtilis TrmK. A) Four molecules of TrmK are present in 
the asymmetric unit. B) Density map (2Fo−Fc at 2σ) of the adenine binding pocket. The 
density map of residues are very well defined, except for K151 and Y153 that are probably 
experiencing several conformations in the absence of SAM.  
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Figure S6: Chemical shift variations of TrmK amide groups upon SAH binding. Chemical 
shift variation are in ppm and the number of TrmK residues are in abscissa. Residues that 
disappeared upon addition of SAM are represented in green. Their chemical shift variations 
are arbitrary put to 0.2 ppm to easily identify them in the graph.  

Figure S7: Analysis of the SAM binding site in TrmK structure and by NMR chemical shift 
mapping with the SAH. SAM was placed in the catalytic center of TrmK by superposing the 
TrmK structure with that of its ortholog from S. pneumoniae (PDB code 3KU1). Analysis of 
the contacts made  between TrmK and SAH are indicated by blue circles or green ones if the 
contact wer also observed by NMR. Residues experiencing chemical shift perturbations 
superior to 0.09 ppm are indicated in yellow circles. 
Hydrogen bonds are indicated by arrows whereas hydrophobic or van der Waals interactions 
are represented by circles.  
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VII.3 Etude en cours et perspectives sur TrmK 

Les études structurales sur TrmK vont se poursuivre. Afin d’affiner nos résultats, 

nous allons enregistrer l’empreinte de la protéine TrmK sur l’ARN. Pour cela, nous 

devons produire l’ARNtSer marqué à l’azote 15N par transcription in vitro en utilisant 

des UTP et GTP 15N afin d’effectuer l’attribution des groupements iminos de cet 

ARN. L’expérience d’empreinte RMN sur l’ARNt nous permettra de déterminer quels 

nucléotides de l’ARN sont en contact avec la protéine. Nous aurons alors la 

possibilité de proposer un modèle de l’interaction entre les deux partenaires. 

Des études cristallographiques sont également en cours, en particulier avec un 

substrat “suicide” : la SAM-N-mustard (Figure VII-1) qui a été synthétisée dans le 

groupe du Pr. Mélanie Ethève-Quelquejeu avec qui nous collaborons. Cette molécule 

est un analogue de la SAM qui porte une fonction réactive (dite moutarde azotée12F

*) à 

la place du sulfonium (Figure VII-1 A). Cette fonction forme spontanément un 

aziridium (Figure VII-1 B) qui est un cycle tendu dont les carbones sont rendus 

électrophiles par la charge positive sur l’azote. L’un des carbones est attaqué par un 

nucléophile et forme une liaison covalente avec celui-ci (Figure VII-1 C). Cette 

réaction développé pour modifier de l’ADN  [300], et a été utilisée pour la 

génération in situ de bisubstrat pour une méthyltransférase arginine des protéines 

(PRMT) [301]. Dans le cas de l’utilisation avec une m1A méthyltransférase et de son 

substrat ARNt, les contraintes de proximité font que la réaction devrait se faire soit 

sur le N1 soit sur le NH2 exocyclique de l’adénine 22 dans le cas de TrmK et 58 pour 

TrmI. 

 

                                                        
* Cette appellation vient du gaz moutarde de formule Cl-(CH2)2-S-(CH2)2-Cl, dans notre cas l’atome de 
souffre est remplacé par un azote, d’où le terme de moutarde azotée. 
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Figure VII-1 A) La SAM-N-mustard est un analogue de la SAM portant une fonction 

moutarde azotée à la place du sulfonium. B) Cette fonction est très réactive et forme 

spontanément un aziridium qui est attaquée par un nucléophile (en bleu). Dans notre 

cas, le nucléophile est l’un des azotes de l’adénine de l’ARNt (le NH2 exocycilique, ou le 

N1).  

L’idée de l’utilisation de ce substrat suicide est de former un complexe covalent 

ARNt-SAM qui reste bloqué au site actif. Plusieurs tests ont été menés et des 

cristaux ont été obtenus, mais de tailles trop petites pour que leurs diffractions 

aient put être testées. 

 

Figure VII-2 Cristaux du Complexe ARNt-SAM/ 

TrmK obtenus dans 0.1M HEPES pH 7.5, 10% 

PEG 8000, 8% Ethylène Glycol. 

Enfin, et toujours dans l’équipe du Pr Mélanie Ethève-Quelquejeu des travaux sont 

en cours pour la production d’une molécule bisubstrat qui soit pour une part un 

analogue de la SAM, et pour une autre part une adénine (Figure VII-3). Cette 

molécule doit être utilisée aussi bien pour des essais de cristallogenèse que pour 

des empreintes RMN. Elle nous permettra une analyse fine du site actif de l’enzyme. 
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A B 

Figure VII-3 A) Analogue bisusbstrat développé pour l’étude des méthyltransférases 

m1A. La “partie SAM” de la molécule est en rouge, la “moitié adénosine” en vert. B) 

modèle d’un analogue bisubstrat dans le site actif de TrmK (le sucre de l’adénosine 

n’est pas modélisé et a été remplacé par un groupement méthyle). 
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Conclusion 

La résolution de la structure des complexes entre enzyme de modification et ARNt 

est particulièrement difficile. La cristallographie aux rayons X est la méthode de 

choix pour obtenir la structure de ces complexes, mais leur cristallisation est 

souvent impossible du fait de la flexibilité des ARN et des faibles affinités mises en 

jeu entre ces deux partenaires. L’obtention de complexe covalent entre l’enzyme de 

modification et l’ARNt permet de maintenir ces partenaires assemblés afin d’aider à 

la cristallisation. La RMN peut aussi être un outil très puissant pour apporter des 

informations sur les interactions enzymes/ARNt en solution. Durant mon travail de 

thèse, j’ai exploré ces différentes voies pour étudier deux méthyltransférases m1A 

des ARNt et leur interaction avec leurs substrats. 

La première étude de mon travail de thèse a concerné l’enzyme TrmI de T. 

thermophilus, méthyltransférase m1A58 des ARNt, dont la structure 

cristallographique avait été résolue avant mon arrivée dans l’équipe de C. Tisné. J’ai 

résolu et affiné la structure de deux mutants du site actif de cette enzyme, qui 

avaient été précédemment identifiés comme essentiels pour la catalyse de la 

méthylation. Cette étude nous a permis, en particulier, de discuter de l’implication 

du domaine accessoire de TrmI dans l’accommodation de l’ARNt et de proposer 

deux mécanismes catalytiques compatibles avec nos données. Nous travaillons, 

également, en collaboration avec l’équipe de Ronald Micura (Université d’Innsbruck, 

Autriche), à la production et à la cristallisation de complexes covalents entre TrmI 

et des ARN substrats modifiés. Ces substrats sont des tiges-boucles analogues du 

bras T qui portent un nucléotide modifié capable de faire un pont disulfure avec une 

cystéine libre de la protéine. J’ai optimisé la formation de complexes covalents 

TrmI/bras T et mes travaux ont permis d’obtenir des premiers cristaux. Ils doivent 

être maintenant optimisés afin de pouvoir enregistrer des jeux de données de 
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diffraction aux rayons X. Ces résultats sont très encourageants et les tests doivent 

être maintenant généralisés à tous les mutants cystéine de TrmI que nous avons 

produits afin de mener de manière systématique des essais de cristallogenèse des 

complexes covalents.  

La deuxième partie de mon travail de thèse a concerné l’étude structurale de 

l’enzyme TrmK de B. subtilis, méthyltransférase m1A22 des ARNt. Peu de données 

sont actuellement disponibles sur cette protéine. J’ai résolu la structure 

cristalloraphique de TrmK et ai étudié son interaction avec son substrat ARNt par la 

méthode d’empreinte RMN. Ces résultats alliés aux nombreux tests in vitro effectués 

dans l’équipe de Louis Droogmans (Université libre de Bruxelles, Belgique) nous ont 

permis de mieux comprendre les déterminants de cette interaction. J’ai ainsi montré 

que le domaine C-terminal non catalytique de TrmK, structuré en “coiled-coil”, 

n’interagit pas avec le substrat ARNt. Des comparaisons structurales avec d’autres 

protéines interagissant avec les ARN nous laissaient pourtant supposer le contraire 

(Figure C-1). Par exemple, rpl29 est une petite protéine ribosomale structurée en 

trois hélices α, une très courte, et deux longues en “coiled-coil”. Ces deux hélices 

interagissent avec l’ARN ribosomique et le reconnaissent par de multiples 

interactions. L’aaRS-seryl possède un domaine coiled-coil qui reconnait l’ARNtSer, il 

est composé comme le domaine accessoire de TrmK de quatre hélices, dont deux 

très courtes et deux longues. Une autre fonction de ce domaine est donc à 

rechercher. L’enzyme pourrait méthyler un autre substrat ARN ou protéine reconnu 

par ce domaine CTer. Cette seconde fonction est peut-être en lien avec la 

phosphorylation postulée de TrmK dans certaines conditions cellulaires.  
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Figure C-1 : Superposition du domaine CTer de TrmK (en rouge), avec la protéine 

ribosomale rpl29 en vert (code d’accession 1S72), et le domaine accommodateur de 

l’ARN de l’aaRS serine en bleu (code d’accession pdb 1sry). La bonne superposition 

avec ces domaines laissait imaginer que le domaine Cter de TrmK participait 

l’interaction avec l’ARNt.  

Ces études structurales vont se poursuivre avec l’utilisation d’un substrat suicide, la 

SAM-N-mustard, ou d’un analogue bisubstrat SAM/Adénosine, pour des essais de 

co-cristallisation avec TrmI ou TrmK et des expériences d’empreinte RMN avec 

TrmK (collaboration avec le Pr Melanie Ethève-Quelqueujeu, Université Paris 

Descartes).  

TrmI et TrmK catalysant la même réaction, une comparaison structurale semblait 

évidente. On remarque tout d’abord que les domaines catalytiques se superposent 

très bien (RMSD de 2.6 Å sur les carbones α), à l’exception des brins β6 et β7 qui sont 

les plus variables dans les méthyltransférases de classe I. Pour TrmI, ces brins 

forment en particulier le feuillet central qui maintient le tétramère. Pour TrmK, ces 

brins sont en interaction étroite avec le domaine CTer que ces interactions rigidifient 

(Figure C-2). Il s’avère en fait que ce bon alignement structural est surtout en 

rapport avec leur appartenance à la classe I des méthyltransférases plutôt qu’à 

l’identité de la réaction que ces deux protéines catalysent. Si l’on considère la 

structure de COMT qui est une méthyltransférase de l’anabolisme des 

catécholamines, ne comportant qu’un domaine catalytique, la superposition 
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structurale est très bonne pour les deux protéines (2.4 Å pour TrmK et 3.8 Å pour 

TrmI). Par ailleurs, le site actif des deux protéines ne comporte aucun résidu en 

commun. On repère assez simplement dans la structure de TrmI une poche de 

fixation de l’adénine qui la positionne en face du méthyle de la SAM, la structure de 

TrmK ne semble pas comporter de telle poche. C’est certainement la raison pour 

laquelle l’ARNt entier est nécessaire à la méthylation chez TrmK. La superposition 

de la SAM pour les deux structures montre une conformation légèrement différente 

de celle-ci. Si la conformation générale est celle étendue adoptée dans toutes les 

MTase de classe I, on notera que le cycle de l’adénine est tourné de 180°, et l’acide 

aminé terminal de 45° (Figure C-1 B). Enfin les domaines supplémentaires au 

domaine catalytique sont très différents d’un point de vue structural. Celui de TrmK 

est constitué de quatre hélices α en Cter de TrmK et n’a presque aucune mobilité par 

rapport au reste de la protéine. Pour Trmi, le domaine additionnel est une structure 

α/β, situé en Nter qui est relativement flexible par rapport au reste de la protéine. De 

plus, TrmI est l’une des rares MTase de classe I tétramérique, alors que TrmK est 

monomérique. Il semble donc que ces protéines n’ont pas d’autre lien entre elles 

que celui qui relie toutes les méthyltransférases de classe I. 

Figure C-2 : Comparaison structurale entre TrmI (bleu) et TrmK (rouge). A) 

Superposition des deux protéines, le domaine méthyltransférase est très facilement 

superposable avec un RMSD de 2.6Å, les domaines additionnelles sont très différents. 

B) Superposition de la SAM dans le site actif des deux protéines, la conformation
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générale est la même, mais le cycle adénine est tourné de 180°, et le groupement acide 

aminé de 45°. 

On peut rechercher l’origine de cette disparité dans le passé évolutif des 

méthyltransférases et des ARNt. Les ARNt sont des molécules centrales chez tous les 

êtres vivants connus, ils sont uniques par leur capacité à lier l’information d’un 

polymère d’acide nucléique et à transmettre cette information à un nouveau 

polymère protéique. La conservation extrême de cette structure indique qu’elle 

était chez LUCA13F

* (last unique common ancestor) identique à ce qu’elle est

aujourd’hui [302]. Les cinq familles d’ARN traçable jusqu’à cet ancêtre sont toutes 

liées à la traduction (ARNt, ARNm, ARNr, et RNaseP) et au trafic des protéines 

(SRP). Toutes les autres familles étant postérieures à LUCA [303]. Il semblerait que 

parmi ces cinq familles, la famille des ARNt soit la plus ancienne [302, 303]. La 

découverte récente de microribozyme, capable d’aminoacyler des ARN [304], et la 

présence parmi les cinq familles d’ARN conservées de deux ribozymes, dont l’une 

dédiée à la maturation des ARNt (RNase P voir p.31) laisse entrevoir un monde ARN 

dont le métabolisme était déjà en partie centré sur les ARNt. Ces faits permettent de 

se rendre compte que les ARNt ne se sont pas adaptés à la machinerie actuelle de 

traduction, c’est au contraire tout le système de traduction, ribosome y compris, qui 

semble s’être structuré autour des ARNt.  

Certaines études proposent de remontrer plus loin encore dans le passé évolutif des 

ARNt. Certains gènes d’archée sont séparés en deux parties [305, 306]. Un gène 

code pour les 37 premiers nucléotides, un autre pour les nucléotides restants, les 

transcrits étant alors liés dans la cellule. Si cette architecture était tout d’abord vue 

comme un phénomène de dégradation du génome, il semblerait qu’il s’agisse en 

réalité d’un caractère ancestral [307]. Les proto-ARNt primordiaux seraient dans ce 

modèle des mini hélices correspondant à la moitié des ARNt actuels. Cette 

hypothèse est supportée par le fait que de nombreux ARNt actuels portent à la 

* LUCA, le dernier ancêtre commun unique, est la cellule (ou le type cellulaire) qui est à l’origine de
tous les règnes du vivant actuels. A différencier de la première cellule qui est très probablement très 
antérieure à LUCA.  
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position 37 un intron qui serait alors le résidu de la mise côte à côte de deux gènes 

de proto-ARNt  [307]. De façon particulièrement intéressante, l’aminoacylation 

spontanée des mini hélices d’ARN montre une préférence très forte pour les acides 

aminés L [308]. La chiralité du ribose des ARN serait alors la source de la chiralité 

des protéines. Par ailleurs l’implication de demi-ARNt dans de très nombreux 

processus métaboliques (coupé précisément par l’angiogénine en position 37) 

évoque fortement ces proto-ARNt. 

Les ARNt ont donc un passé évolutivement très riche, et il est probable que les 

modifications des bases aient toujours accompagné ces ARN. Huit modifications des 

ARNt, dont la m1A58, sont présentes dans tous les règnes (mitochondries comprises) 

signe qu’elles étaient très probablement présentes chez LUCA [125, 276]. La 

capacité de TrmI à méthyler un mini substrat analogue du bras T uniquement est 

peut-être à rapprocher de son statut de méthyltransférase primordiale [276], qui 

aurait alors été une méthyltransférase des mini hélices proto-ARNt ?  

De nombreuses modifications sont apparues plus tard, après les différenciations des 

trois règnes. C’est probablement le cas de la m1A22 catalysée par TrmK. Les 

fonctions de ces modifications non primordiales sont à rechercher dans les 

spécificités des organismes qui les portent. Le problème est alors que nos 

connaissances des microorganismes sont limitées par les moyens d’études de ceux-

ci. Il est probable que des systèmes essentiels en milieu naturel soient 

complètement masqués par les conditions de culture en laboratoire. Les études 

structurales des enzymes de modifications peuvent permettre d’identifier des 

fonctions et/ou de caractériser des mécanismes difficilement observables lorsque le 

micro-organisme est sorti de son milieu naturel. 
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