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Résumé : La biosynthèse des centres Fe-S est un processus 

impliquant un très grand nombre de protéines et la 

déficience de l’une de ces protéines conduit à des 

pathologies sévères : anémie, processus neurodégénératif, 

diabètes, hypertrophie cardiaque et même cancers. Ces 

centres Fe-S sont des groupements prosthétiques de 

protéines impliquées dans une multitude de processus 

redox tels que la production d'ATP, la catalyse 

enzymatique, la synthèse protéique ou encore la 

maintenance de l'intégrité du génome. Les stratégies 

thérapeutiques basées sur le développement de composés 

capable de mimer la fonction des protéines assurant la 

synthèse des centres Fe-S sont peu développées en raison 

du manque d'information sur les mécanismes moléculaires 

et biochimiques de synthèse de ces cofacteurs métalliques 

particulièrement versatiles. Le projet de thèse s’est 

principalement intéressé à l’élucidation du mécanisme de 

biosynthèse des centres Fe-S par la machinerie ISC et au 

rôle fonctionnel de la frataxine dans ce processus qui est  

 

une protéine centrale dont le défaut d'expression 

conduit à l'ataxie de Friedreich, une maladie 

neurodégénérative et cardiaque. En effet, la séquence 

d’assemblage de ces centres Fe-S était mal défini 

notamment sur la coordination de l’insertion du fer et du 

soufre pour former un centre polynucléaire Fe-S. De plus, 

la nature du produit final de cette machinerie ISC était 

sujette à débat : [2Fe2S] ou [4Fe4S]. L'objectif principal 

de ce projet de thèse était de reconstituer in vitro la 

machinerie d'assemblage des centres Fe-S, eucaryote et 

procaryote, à partir des protéines purifiées afin de 

déterminer les bases biochimiques et structurales du 

processus d'assemblage en utilisant un panel de 

techniques biochimiques (cinétique d’assemblage, test 

d’alkylation) et biophysiques (spectroscopies Mössbauer, 

RMN, RPE, spectrométrie de masse native et dichroïsme 

circulaire), dans le but de comprendre comment les 

centres Fe-S sont synthétisés et comment la frataxine 

régule ce processus. 

 
 

 

Title : Iron-sulfur cluster assembly mechanism, role of frataxin 

Keywords : iron-sulfur, metalloenzymes, Freidreich’s ataxia, frataxin, biochemistry, biophysics 

Abstract : Iron-sulfur clusters biogenesis is a process 

involving numerous proteins and the defects of one of 

them lead to severe diseases such as anaemia, 

neurodegenerative process, diabetes, cardiac hypertrophy 

and cancers. Iron-sulfur (Fe-S) clusters are critical 

prosthetic groups of proteins involved in redox processes 

such as ATP production, enzymatic catalysis, protein 

synthesis and maintenance of genome integrity. 

Therapeutic strategies based on the development of drugs 

mimicking the function of the proteins that perform the 

synthesis of these clusters are still in their infancy due to 

the lack of understanding of the exact molecular and 

biochemical mechanisms of their synthesis. The PhD 

project has mainly focused on the mechanism of Fe-S 

cluster biosynthesis by the ISC machinery and the 

functional role of frataxine in this process, a key regulator 

of the whole process, for which a defective 

 

expression leads to Friedreich's ataxia, a severe 

neurodegenerative and cardiac disease. Indeed, the 

assembly sequence of these Fe-S clusters was poorly 

defined, especially on the coordination of the insertion 

of iron and sulfur to form a polynuclear Fe-S cluster. 

Moreover, the nature of the final product of this ISC 

machinery was subject to debate: [2Fe2S] or [4Fe4S]. The 

global aim of the PhD project was to reconstitute the Fe-

S cluster assembly machinery, eukaryote and prokaryote, 

with purified proteins to determine the structural basis of 

the assembly process using a panel of biochemical 

(kinetics, alkylation assay) and biophysical (Mössbauer, 

NMR, circular dichroism and EPR spectroscopies and 

native mass spectrometry) techniques, in order to 

understand how Fe-S clusters are synthesized and how 

frataxin regulates this process.  
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Préambule  

 L’un des processus fondamentaux ayant permis l’apparition de la vie est la capacité des premiers 

organismes vivants à utiliser l’énergie présente sous forme thermique et chimique. Mais comment ces 

énergies ont-elles pu être mobilisées pour constituer le métabolisme cellulaire à la base de la synthèse 

des premières molécules organiques complexes ? Pour cela il faut remonter à l’état de la Terre il y a 

quelque 4 à 3.5 milliards d’années lorsque les premières formes de vie sont apparues. La surface de la 

Terre était principalement constituée d’eau (H2O), d’ammoniaque (NH3), de diazote (N2), de dioxyde 

de carbone (CO2), de méthane (CH4), de sulfure d’hydrogène (H2S) et d’un grand nombre de métaux, 

principalement du fer présent sous forme de pyrite (Fe-S2) (Rees & Howard, 2003). 

Le mécanisme fondateur de l’apparition de la vie sur Terre est encore très controversé et sujet à 

débat. Cependant une hypothèse met en avant le rôle du fer et du soufre comme étant à l’origine des 

premières réactions ayant permis la production de molécules complexes à partir de ces molécules 

primordiales. Il y a 4 milliards d’années, des fissures au fond de la mer sont apparues : les sources 

hydrothermales, de 500 à 5000 mètres de profondeur. Ces sources hydrothermales sont apparues près 

des zones volcaniques actives, là où les plaques tectoniques divergent ou encore près des bassins 

océaniques et des points chauds. Dans ces crevasses, l’eau froide s’engouffre jusqu’à plusieurs centaines 

de mètres de profondeur et va rencontrer des zones chaudes (>400°C) en raison de la présence de magma 

à proximité. L’eau chauffée devient moins dense et remonte en direction de la surface où elle va jaillir 

au travers de structures nommées fumeurs. On peut distinguer deux types de fumeurs différents : les 

fumeurs blancs qui rejettent de l’eau entre 150-200°C et où la couleur blanche est due à la précipitation 

de sulfure de calcium et les fumeurs noirs qui rejettent de l’eau à plus de 350°C et contenant, entre 

autres, du fer et du soufre leur procurant cette couleur noire. 

 Les fumeurs noirs sont caractérisés par un environnement acide (pH 2-3) et des conditions 

anaérobies avec une forte concentration en CO2 (4-215 mm/kg), H2S (3-110 mmol/kg), H2 (0,1-50 

mmol/kg) et en métaux de transition, notamment en fer qui est l’un des métaux les plus abondants dans 

ces cheminées (Olson and Straub 2015). Le soufre et le fer présents dans les fumeurs noirs réagissent 

ensemble pour former du sulfure de fer (Fe-S). Le sulfure de fer va alors pouvoir réagir avec H2S pour 

réduire les ions hydronium (H+) en dihydrogène (H2) et former de la pyrite de fer (Fe-S2) (réaction 1). 

H2 est également capable de réduire le dioxyde de carbone (CO2) en acide formique (HCOOH) (réaction 

2) et le diazote (N2) en ammoniaque (NH3) (réaction 3) (McCollom & Seewald, 2007). 

 

(1)    Fe-S + H2S  =  Fe-S2 + H2 

(2)   H2 + CO2 = HCOOH 

(3)    3 H2 + N2  =  2 NH3 
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 Le sulfure de fer (Fe-S) pourrait donc être à l’origine de la production de ces molécules et 

d’autres plus complexes. Ces réactions sont retrouvées chez un grand nombre d’organismes vivants qui 

utilisent des enzymes à centres Fe-S pour catalyser les transformations redox du N2, du monoxyde de 

carbone CO et du dihydrogène H2 (Rees & Howard, 2003). La remarquable similitude entre le 

fonctionnement des minéraux spontanément formés au sein des fumeurs noirs et des enzymes à centres 

Fe-S retrouvées chez les organismes vivants est un argument fort pour appuyer l’hypothèse que les 

centres Fe-S sont à l’origine de la vie. Pour certains scientifiques, le fer et le soufre ont été d’une 

importance primordiale pour catalyser la formation des acides aminés et leur assemblage en peptides 

(Huber and Wächtershäuser, 1998). Les enzymes contenant des centres Fe-S sont à ce jour les plus 

anciennes métalloprotéines connues (Boyd & al, 2014). Les organismes vivants issus des trois domaines 

du vivant : archées, bactéries et eucaryotes, utilisent encore aujourd’hui les formidables capacités des 

centres Fe-S. Il en existe de plusieurs types notamment les centres [2Fe2S] et [4Fe4S] qui sont les plus 

répandus. 

 

Mon projet de thèse a été l’étude des mécanismes de biosynthèse des centres Fe-S chez les 

eucaryotes et les procaryotes. L’une des questions principales a été de comprendre comment sont 

orchestrés les processus d’insertion du fer et du soufre pour permettre l’assemblage de ces structures 

poly-atomiques de manière contrôlée. La biosynthèse des centres Fe-S nécessitant une source de fer, je 

vais dans un premier temps commencer par présenter les voies d’acquisition du fer chez les eucaryotes 

supérieurs puis chez les bactéries en prenant E. coli comme modèle. Dans un second temps, je 

présenterai le rôle des protéines à centres Fe-S, les principes de base de leur biosynthèse ainsi que les 

maladies associées.  
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Chapitre 1 Introduction bibliographique 

1. Homéostasie du Fer 

1.1    Homéostasie du fer chez les eucaryotes 

Le fer est l’un des éléments les plus utilisés par les organismes vivants. Les deux raisons 

principales sont que c’est l’un des éléments les plus abondants sur Terre et qu’il présente des propriétés 

physico-chimiques très variées. Le fer existe sous différents états d’oxydation, les plus stables étant les 

états ferreux (+II) et ferriques (+III) (à noter que les chiffres romains sont utilisés pour décrire l’état 

d’oxydation d’un métal lorsque celui-ci est dans un site catalytique d’enzymes et que les chiffres 2+, 

3+… sont utilisés pour décrire la charge des ions « libres » en solution). Mais au sein de sites actifs 

d’enzymes des états +I, +IV et même +V peuvent être obtenus qui sont extrêmement réactifs et 

permettent de catalyser un plus grand nombre encore de réactions. Grâce à ces différents états redox le 

potentiel redox du fer s’étend de -300 à + 700 mV, soit la quasi-totalité des potentiels redox accessibles 

en solution aqueuse qui sont limités par la réduction et l’oxydation de l’eau, soit de -400 à + 800 mV. 

Cette gamme de potentiels redox accessibles est beaucoup plus large que n’importe quel autre métal. De 

plus, le fer se présente sous différentes formes au sein des enzymes, soit complexé par une porphyrine 

(un macrocycle poly-pyrrolique) sous forme d’hème, soit associé à des ions sulfures sous forme de 

centre fer-soufre, soit directement lié à l’enzyme sous forme dite non-hème, ce qui diversifie d’autant 

ses possibilités réactionnelles. Le fer s’est vite rendu indispensable pour les organismes vivants 

notamment dans le transport de l’oxygène, la respiration mitochondriale, la synthèse d’une grande 

variété de métabolites, la signalisation cellulaire ou encore la synthèse d’ADN et de protéines. 

Chez les eucaryotes, l’homéostasie du fer est très finement régulée au niveau systémique et 

cellulaire car un défaut ou un excès de fer peut engendrer de nombreuses pathologies. La carence en fer 

est l’une des premières causes d’anémie (diminution des globules rouges) et représente un problème de 

santé mondiale (Camaschella, 2015). À l’inverse, un excès de fer peut se révéler toxique, car la capacité 

du fer à alterner entre une forme réduite Fe2+ et oxydée Fe3+, permet la formation d’espèces réactives 

dérivées de l’oxygène (ROS en anglais pour Reactive Oxygen Species) via la réaction de Fenton 

conduisant à un stress oxydatif par la formation de radicaux hydroxyles pouvant induire des voies de 

signalisation déterminantes dans la survie et la mort cellulaire (réaction 4) (D’autréaux et Toledano, 

2007). 

(4) H2O2 + Fe2+ → OH● + OH- + Fe3+ 
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1.1.1   Métabolisme systémique du fer 

1.1.1.1  Répartition du fer dans le corps 

Le corps d’un humain contient environ 3 à 5 g de fer répartis dans différents tissus (Figure 1) 

(Wang & Pantopoulos, 2011). La plupart du fer (70 %) se trouve sous forme d’hème (appelé aussi 

héminique) dans l’hémoglobine des cellules érythroides (2 à 3 g) et dans la myoglobine des muscles 

(300 mg). Le fer héminique des globules rouges sénescents est recyclé par des macrophages au niveau 

de la rate, du foie et de la moelle osseuse. Environ 30 mg de fer sont recyclés quotidiennement. L’excès 

de fer est principalement stocké dans le parenchyme hépatique (1 g, 20 %) au sein d’une protéine de 

stockage appelée ferritine. Au niveau cellulaire, la quantité de fer requise pour toutes les protéines et 

enzymes, notamment Fe-S serait de l’ordre de 8 mg. La quantité moyenne de fer circulant dans le plasma 

permettant d’apporter le fer aux cellules, est infime, de l’ordre de 3 à 4 mg, car nous le verrons par la 

suite sa concentration est fortement régulée. On estime les pertes quotidiennes en fer de l’ordre de 1 à 2 

mg par jour par desquamation (Wang & Pantopoulos, 2011). Plusieurs mg par jour sont également 

perdus en cas de saignement ou chez les femmes en période de menstruation. L’apport nutritionnel 

quotidien permet de compenser ces pertes par absorption de fer au niveau du duodénum. 

 

Figure 1 Distribution du fer dans le corps humain (inspiré de Pantopoulos & al, 2012) 

 

1.1.1.2   Absorption du fer au niveau du duodénum 

Lors de la prise d’un repas, le fer est absorbé dans le duodénum au niveau des entérocytes.                                 

Les entérocytes sont des cellules de l’épithélium intestinal constitués de microvillosités qui permettent 

un élargissement de la surface pour améliorer l’absorption des nutriments. Le fer alimentaire est assimilé 
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sous deux formes différentes qui sont le fer héminique et non héminique. Le fer héminique provient 

principalement de la dégradation de l’hémoglobine et de la myoglobine de la viande rouge. La solubilité 

du fer héminique ainsi que la présence de récepteurs spécifiques HCP1 (West & Oates, 2008) facilitent 

l’acquisition de ce fer (Figure 2). Le fer héminique est par la suite libéré dans le cytosol des entérocytes 

via la dégradation de l’hème par l’hème oxygénase 1 (HO-1) (Ryter & al, 2006). Le fer non héminique 

est principalement fourni par l’absorption de légumes. Cependant, ce fer non héminique est très peu 

soluble car principalement présent sous forme oxydée Fe3+, ce qui complique son acquisition par le 

duodénum. Néanmoins, l’organisme a su s’adapter afin d’améliorer la solubilité de ce fer ferrique. En 

effet, la solubilité du fer ferrique est pH dépendante passant de 10-18 à pH 7,0 à 10-3 à pH 2,0 (Dlouhy & 

Outten, 2013). L’organisme a donc mis en place une stratégie d’acidification dirigée par l’estomac 

permettant d’acidifier les entérocytes pour une meilleure absorption. Ce fer inorganique est 

premièrement réduit en Fe2+ par l’ascorbate et par des ferriréductases comme le cytochrome b duodénal 

ce qui le rend d’autant plus soluble (Fe2+ étant soluble entre pH 0 et 7,0) (Figure 2) (McKie, 2008). Une 

fois réduit, le Fe2+ est transporté à travers la membrane apicale des entérocytes par le transporteur des 

métaux divalent n°1 (DMT1) (Hentze & al, 2010). Le fer intracellulaire, sous forme d’ions Fe2+ est 

ensuite exporté par la membrane basolatérale des entérocytes par le transporteur transmembranaire 

ferroportine (FPN) vers le sang. Ces ions Fe2+ sont immédiatement oxydés en ions Fe3+ par 

l’héphaestine, une ferroxydase cuivre-dépendante ou par son homologue plasmatique la céruloplasmine 

pour être pris en charge par la transferrine (Tf) (Hentze & al, 2010). Cette oxydation est nécessaire pour 

le transport dans le plasma par la Tf qui lie uniquement le fer sous forme ferrique Fe3+. L’affinité de Tf 

pour le Fe3+ est très forte avec un KD de l’ordre de 10-23 à pH 7,4 (à noter que contrairement à ce qui est 

habituellement trouvé dans la littérature, une constante d’équilibre est une grandeur sans unité) 

permettant ainsi de séquestrer le fer plasmatique pour faciliter sa distribution aux différents tissus 

périphériques (Gkouvatsos & al, 2012). Lorsque la Tf est saturée en fer, le fer peut circuler sous une 

forme non liée à la transferrine (NTBI) mais les transporteurs de ce fer ne sont pas clairement identifiés 

(Brissot & al, 2012). Il semble que ce fer soit lié à des composés de faible poids moléculaire. Des petits 

chélateurs de fer avec une affinité inférieure à celle de Tf ont été proposées comme la lipocalin 24p3 

(Yang & al, 2002). L’excès de fer dans le plasma est absorbé et stocké dans les hépatocytes par la 

ferritine (Figure2). 

 

1.1.1.3    Utilisation du fer 

Le fer circulant (lié à la Tf et NTBI) est absorbé par les muscles et les autres tissus pour être 

incorporés aux enzymes à fer sous forme non-hème, hème et centre Fe-S. Une très grande partie du fer 

est absorbée par la moelle osseuse afin de réaliser l’érythropoïèse, le processus de génération des 

globules rouges. Les globules rouges sénescents vont être phagocytés par les macrophages permettant 
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ainsi le recyclage des hèmes en les dégradant par HO-1. Les ions Fe2+ sont par la suite exportés à travers 

le transporteur FPN où une oxydation a lieu par la céruloplasmine afin de pouvoir se lier à nouveau à la 

Tf (Figure 2).  

 

 

Figure 2 Absorption et utilisation du fer par le duodénum. Le fer alimentaire est réduit en fer ferreux 
puis absorbé par le transporteur DMT1 à la surface des entérocytes tapissant le duodénum. Le fer est 
exporté par la ferroportine (FPN) puis va être oxydé par l’héphaestine pour être transporté par la 
transferrine. Le fer est par la suite utilisé par (1) les muscles/tissus ; (2) la moelle osseuse pour former 
les globules rouges ; (3) les macrophages afin de recycler les globules rouges sénescents ; (4) les 
hépatocytes pour être stocké au sein de la ferritine. (Inspiré de Pantapoulos & al, 2012) 

 

1.1.2   Métabolisme du fer intracellulaire 

1.1.2.1   Acquisition du fer cellulaire  

La membrane cellulaire empêche le libre passage du fer. Les cellules ont donc développé 

différents mécanismes afin d’acquérir du fer (Figure 4). La Tf chargée en fer va se lier au récepteur 

TfR1, une glycoprotéine transmembranaire formant un homodimère de 180 kDa capable de lier une Tf 

par sous-unité (Aisen, 2004). Le complexe 2x(Fe3+-Tf)-TfR1 est internalisé par endocytose clathrine-
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dépendante. L’environnement acide des endosomes permet alors de protoner les ligands du fer ferrique 

de la Tf afin de rendre le fer labile pour sa libération du complexe (Bali & al, 1991). Le Fe3+ est par la 

suite réduit en Fe2+ par la métalloréductase STEAP3 pour pouvoir être transporté à travers la membrane 

de l’endosome par le transporteur DMT1 aussi connu sous le nom NRAMP2 (Ohgami & al, 2006 ; 

Fleming & al, 1997). Le complexe 2x(apo-Tf)-TfR1 est recyclé vers la surface de la cellule. Le fer 

circulant NTBI est absorbé via un transporteur membranaire DMT1 (Collins & al, 2005). Le transporteur 

de métaux ZIP14 a également été proposé pour le transport du NTBI (Liuzzi & al, 2006). Le fer 

transporté dans le cytoplasme est ensuite distribué dans les différents compartiments cellulaires en 

transitant par un ensemble d’états mal définis appelés « pool » de fer libre ou LIP (Labile Iron Pool). 

Ce LIP représenterait 0,2 à 5 % du fer intracellulaire (Petrat & al, 2001) et permettrait une liaison 

coordonnée entre l’acquisition du fer et son utilisation, stockage ou export (Kruszewski, 2003). Le 

potentiel réducteur du cytosol dû à la forte concentration en glutathion (GSH), un tripeptide de formule 

γ-L-Glutamyl-L-cystéinyl-glycine, favoriserait la réduction des ions Fe3+ en Fe2+ au sein de ce LIP. Des 

études récentes par spectrométrie Mössbauer (voir annexe pour une description de la technique) et par 

des mesures avec des sondes fluorescentes ont confirmé que ce LIP n’est constitué quasiment que par 

du fer ferreux Fe2+ (Chakrabarti & al, 2015 ; Aron & al, 2016).  Les petites molécules capables de 

chélater le fer à pH 7,0 ont rapidement été proposées comme ligands du LIP dont certains acides aminés, 

l’ATP/ADP et les inositols phosphate (Veiga & al, 2009 ; Weaver & Pollack, 1989). Cependant, ces 

molécules ne sont pas capables de former des complexes stables avec du fer ferreux Fe2+. Le citrate par 

contre est capable de former un complexe avec le Fe2+ à un pH compris entre 6,0 – 8,0 avec un KD de 

l’ordre de 10-3. Il a donc été proposé que le citrate soit l’un des ligands principaux du Fe2+ au sein du 

LIP. Cependant, le Fe2+ complexé par le citrate est facilement oxydable, ce qui suggère la présence 

d’autres molécules afin de maintenir le fer sous forme réduite (Hider & Kong, 2011). Les petites 

molécules porteuses de groupement thiols comme le glutathion (GSH) ou la L-cystéine ayant une forte 

affinité pour le Fe2+ (KD = 10-6) ont été proposées comme ligand du LIP (Hider & Kong, 2011). La 

concentration cellulaire en GSH in vivo chez les eucaryotes est estimée entre 5 et 15 mM, et jusqu’à 30 

mM ont été mesuré au sein de la levure, ce qui est bien supérieur aux concentrations in vivo de la L-

cystéine (0,1 mM) et du citrate (0,4 – 1,2 mM) (Montero & al, 2013 ; Ponsero & al, 2017). Le GSH et 

le fer peuvent former des complexes de stœchiométrie 1:1, GSH-Fe2+, à des pH compris entre 6,0 et 

8,0 ; l’incubation de 1 µM Fe2+ avec 2 mM de GSH permet ainsi de complexer quasiment 100 % du Fe2+ 

à pH 8,0 (Hider & Kong, 2011). La formation de ce complexe limite l’oxydation du fer par une réduction 

rapide de celui-ci par l’excès de GSH dans le cytosol conduisant à la formation de GSSG qui peut être 

réduit par des réductases NADPH dépendante (glutathion réductase). Les LIP sont retrouvés dans 

d’autres compartiments cellulaires comme dans la vacuole ou la mitochondrie permettant ainsi de 

rapidement mobiliser du fer en cas de besoin (Rauen & al, 2007). 
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Figure 3 Acquisition du fer cellulaire. Le complexe 2x(Fe3+-Tf)-TfR1 est internalisé par endocytose. 
L’acidité des endosomes libère le fer qui est par la suite réduit par STEAP3. Ce fer est transporté vers 
le cytoplasme par DMT1 et se regroupe pour former le LIP. Les transporteurs ZIP14 et DMT1 sont aussi 
capables de transporter le fer présent sur les NTBI vers le LIP. (Inspiré de Muckenthaler & al, 2017) 

 

1.1.2.2   Distribution du fer cellulaire dans les organelles 

On estime qu’environ 2 % des gènes chez les humains codent pour des protéines capables de 

lier du fer, majoritairement sous formes héminiques (48%) et non-hèminiques mono ou di-nucléaire (35 

%) et sous forme Fe-S (17%) (Andreini & al, 2018). Les protéines à centre Fe-S sont essentiellement 

présentes dans la mitochondrie, le cytoplasme et le noyau, les protéines héminiques dans le réticulum 

endoplasmique et la mitochondrie et les protéines à fer non-hème dans le noyau et le cytoplasme (Figure 

4). Nous allons voir que la mitochondrie joue un rôle central dans le métabolisme du fer intracellulaire 

car c’est le siège de la biosynthèse des hèmes et des centres Fe-S. 

 

Figure 4 Distribution des différentes protéines contenant du fer au sein des organelles d'une 
cellule. Le pourcentage entre parenthèses représente le nombre de protéines liant du fer par rapport au 
nombre de protéines totales localisées dans le compartiment. Les protéines héminiques sont en bleu, les 
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protéines à centre Fe-S en gris et les protéines à fer mono-di nucléaire en orange. (Issue de Andreini & 

al, 2018) 

 

1.1.2.3   Stockage du fer 

Une partie importante du fer est stockée au sein de la ferritine. La ferritine présente une structure 

sphérique formant une large cavité au centre de la protéine permettant de lier jusqu’à 4500 atomes de 

fer (Arosio & al, 2009). En stockant le fer en excès, la ferritine prévient la formation de ROS et jouerait 

donc un rôle d’antioxydant (Epsztejn & al, 1999). Il existe également une ferritine mitochondriale (Ftmt) 

mais dont l’expression semble restreinte à quelques types de tissus (Santambrogio & al, 2007). La 

ferritine est un hétérocomplexe de 24 sous-unités constitué d’un ratio variable de deux types de sous-

unités différentes: une sous-unité dite lourde, nommée FTH1, et une sous-unité dite légère, nommée 

FTL (Arosio & al, 2009). La sous-unité FTH1 possède une activité ferroxydase permettant l’oxydation 

du Fe2+ en Fe3+ par l’oxygène qui est une étape obligatoire afin de stocker le fer dans sa cavité (réaction 

5). La sous-unité FTL contrôle la nucléation du fer sous forme de centre poly-nucléaire et permet le 

renouvellement de l’activité ferroxydase de la sous-unité FTH1 (Pantopoulos & al, 2012). Le ratio entre 

ces deux sous-unités varie selon le tissu où est présente la ferritine. Dans le foie, qui est le principal 

organe stockant le fer, il y a environ 90 % de sous-unité légère FTL (Hider & Kong, 2013). À l’inverse, 

dans le cœur, la sous-unité lourde est favorisée afin de limiter la formation de ROS par un excès de Fe2+ 

(Hider & Kong, 2013).   

 

(5)                              4 Fe2+ + 4 H+ + O2 = 4 Fe3+ + 2 H2O 

 

L’insertion du fer dans la ferritine et sa mobilisation en cas de carence, sont deux processus 

distincts, réalisés par des protéines différentes. Plusieurs études in vivo ont mis en évidence l’implication 

d’une chaperonne cytosolique à fer PCBP1 qui apporterait le fer à la ferritine (Shi & al, 2008). En effet, 

la déplétion de PCBP1 dans des cellules humaines inhibe l’insertion de fer au sein de la ferritine et 

augmente la quantité de fer présent dans le LIP. La mobilisation du fer de la ferritine est effectuée par 

un mécanisme de dégradation de la protéine dénommé « ferritinophagie ». En condition basale ou en 

carence de fer, le co-activateur de récepteur 4 (NCOA4) se lie à la ferritine et enclenche le mécanisme 

de dégradation en envoyant la ferritine vers un phagophore (Santana-codina & Mancias, 2018). Le 

phagophore fusionne ensuite avec des lysosomes afin de dégrader la ferritine pour libérer les atomes de 

fer qui sont alors exportés vers le cytosol. 
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1.1.2.4   Utilisation du fer cellulaire 

Une très grande partie du fer transite par la mitochondrie car c’est le site de synthèse des hèmes 

et des centres Fe-S (Richardson & al, 2010). Ainsi la mitochondrie joue un rôle central dans le 

métabolisme du fer intracellulaire. Alors que les processus de transport du fer au travers de la membrane 

matricielle de la mitochondrie sont relativement bien connus aujourd’hui, les processus d’acheminement 

du fer depuis le cytosol et du passage à travers la membrane externe de la mitochondrie sont encore très 

peu connus. Plusieurs hypothèses ont été émises à ce sujet.  

Un premier mécanisme a été décrit dans les réticulocytes avec un transfert direct inter-organelles 

entre la mitochondrie et les endosomes contenant le complexe 2x(Fe3+-Tf)-TfR1 (Sheftel & al, 2007). 

Dans ce modèle appelé « kiss and run » les endosomes interagissent directement avec la membrane 

externe mitochondriale pour permettre le transfert direct de Fe2+. Ce mécanisme n’a pas été encore décrit 

dans d’autres types cellulaires.  

Un second mécanisme impliquant un transfert de fer direct du LIP cytosolique vers la 

mitochondrie par le biais de protéines cytoplasmiques ou par des ligands de faible poids moléculaire a 

été proposé. Des enzymes de la famille des glutaredoxines (Grx), des oxydoréductases à thiol capable 

de lier des centres Fe-S, ont été proposées comme métallo-chaperonnes apportant le fer à la 

mitochondrie. Dans la levure la double délétion des gènes codant pour Grx3 et Grx4 entraine un défaut 

d’import du fer dans la mitochondrie, ce qui a pour conséquence une forte diminution de la biosynthèse 

des centres Fe-S et des hèmes (Mühlenhoff & al, 2010 ; Rouhier & al, 2010). L’import du fer par Grx3/4 

se ferait potentiellement via des complexes hétérodimériques avec des protéines de la famille BolA (Li 

& al, 2009). Cependant, le mécanisme par lequel le centre Fe-S des Grx est dégradé est inconnu, 

notamment comment sont pris en charge les ions sulfures libérés au cours de cette dégradation et qui 

sont potentiellement toxiques pour la cellule. Des sidérophores ont aussi été proposés comme candidat 

potentiel, notamment le 2,5-DHBA. En effet, la déplétion de l’enzyme BDH2 catalysant la synthèse de 

2,5-DHBA dans les cellules érythroleucémiques de souris augmente très fortement la quantité de fer 

cytosolique et de manière concomitante entraine une diminution drastique de la quantité de fer 

mitochondrial (Devireddy & al, 2010). Le GSH complexé au Fe2+ est aussi considéré comme un 

transporteur potentiel vers la mitochondrie. Les flux de GSH vers la mitochondrie semblent notamment 

facilités par les échanges di-anioniques entre malate2-/HPO4
2- et l’acide 2-oxoglutarique2-/malate2- (Chen 

& Lash, 1998 ; Lash, 2006). 

Le transport du fer à travers la membrane externe mitochondriale est assez peu connu mais les 

porines ont été décrites comme étant capable de réaliser ce transfert (Lane & al, 2015). Le transport du 

fer à travers la membrane interne mitochondriale est beaucoup mieux décrit. Ce transport est 

principalement réalisé par les mitoferrines 1 et 2 (Mfrn1, Mfrn2) chez les eucaryotes supérieurs (Shaw 

& al, 2006 ; Paradkar & al, 2009). Une interaction entre Mfrn1 et le transporteur ABC (ATP-binding 
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cassette transporter) ACBB10 augmenterait sa stabilité et son activité afin de transporter le fer à travers 

la membrane interne mitochondriale (Chen & al, 2009). De plus la ferrochélatase FECH qui réalise 

l’insertion du fer dans les porphyrines pour produire des hèmes, forme un complexe oligomérique 

transitoire avec la Mfrn1 et ACBB10 afin de faciliter l’import de fer (Chen & al, 2010). Des homologues 

de Mfrn1 et 2 ont également été identifiés dans la levure et sont appelés Mrs3 et 4 (Foury & Roganti, 

2002). 

 

1.2   Homéostasie du fer chez E. coli 

1.2.1   Acquisition du fer 

L’acquisition du fer est un enjeu majeur pour les bactéries car sa disponibilité est totalement 

dépendante de leur milieu extracellulaire. Dans des milieux extracellulaires riches en oxygène avec un 

pH compris entre 7,0 et 8,0, le fer ferreux Fe2+ n’est pas stable et s’oxyde en fer ferrique Fe3+ qui est très 

peu soluble dans ces conditions de pH. Les bactéries ont ainsi mis en place plusieurs stratégies afin 

d’acquérir du fer : 1) via des chélateurs possédants une très haute affinité pour le fer ferrique libre ou 

des hèmes libres capables de capter le fer extracellulaire appelé sidérophores ou hémophores en 

condition aérobie ; (2) via un système d’acquisition de fer ferreux libre en conditions anaérobie ; (3) de 

même que chez les eucaryotes, les procaryotes possèdent des systèmes très efficaces de stockage du fer 

permettant de le mobiliser rapidement en condition de carence ; (4) le développement de systèmes de 

résistance au stress redox ; (5) une régulation des protéines contenant du fer ou impliquées dans 

l’homéostasie du fer.  

 

1.2.1.1   Acquisition du fer ferrique par les sidérophores 

Les sidérophores sont des molécules de faible poids moléculaire (< 2000 Da) caractérisés par 

une très grande affinité et spécificité pour le fer ferrique (Byers & Arceneaux, 1998). Plus de 500 

sidérophores ont été caractérisés et sont classifiés selon la fonction chimique du ligand qui chélate le fer 

(Boukhalfa & Crumbliss, 2002). Il existe 3 familles différentes, les phénolates-catécholates, les 

hydroxamates et les acides hydroxycarboxyliques (Hider & Kong, 2010). E. coli est capable de 

synthétiser des sidérophores comme l’entérobactine (aussi appelée entérocheline) (Raymond & al, 2003) 

mais aussi d’utiliser des sidérophores exogènes synthétisés par d’autres micro-organismes tels que les 

microchampignons (Matzanke & al, 1997). La synthèse de ces sidérophores est régulée par le niveau de 

fer intracellulaire présent au sein de la bactérie. 

Les complexes Fe3+-sidérophore sont reconnus par des récepteurs à haute affinité situés sur la 

membrane externe des bactéries (Figure 5). Ces récepteurs sont structurés en tonneau β composés de 
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22 feuillets β antiparallèles ancrés à la membrane externe permettant de relier le périplasme et 

l’environnement extérieur. Le centre du tonneau β est bouché par un domaine globulaire d’environ 160 

résidus situé au niveau du N-terminal limitant l’accès au périplasme en l’absence du complexe Fe3+-

sidérophore (Buchanan & al, 1999 ; Ferguson & al, 1998). La fixation du complexe Fe3+-sidérophore à 

son récepteur entraine un changement conformationnel au niveau du bouchon mais n’est pas suffisant 

pour laisser passer le complexe Fe3+-sidérophore vers le périplasme (Ferguson & al, 2002). La 

translocation du complexe nécessite un second mécanisme énergie-dépendant via le complexe TonB-

ExbB-ExbD qui utilise la force motrice du gradient de proton entre le périplasme et le cytoplasme au 

niveau de la membrane cytoplasmique (Larsen & al, 1994). TonB est une protéine périplasmique liée à 

la membrane cytoplasmique via sa partie N-terminale et interagit avec deux protéines de la membrane 

cytoplasmique ExbB et ExbD. Un segment hydrophobe conservé de 7 acides aminés au niveau du N-

terminal des récepteurs de la membrane externe (appelé « TonB box ») est nécessaire pour l’interaction 

de ces récepteurs avec TonB (Postle, 1993). Les protéines ExbB et ExbD utilisent le gradient de protons 

de la membrane cytoplasmique pour « activer » TonB. Une fois dans sa forme active, TonB interagit 

avec la « TonB box » des récepteurs de la membrane externe permettant un second changement 

conformationnel au niveau du bouchon des récepteurs membranaires (Braun, 1995). Ce changement 

conformationnel permet la translocation du complexe Fe3+-sidérophore vers le périplasme. Une fois dans 

le périplasme le complexe Fe3+-sidérophore est pris en charge par des protéines de transport capables de 

lier un sidérophore à la fois (Köster, 2001). Ces protéines transfèrent le complexe Fe3+-sidérophore vers 

des perméases localisées sur la membrane cytoplasmique qui sont associées à des ATPases, permettant 

ainsi de fournir l’énergie nécessaire à la translocation du complexe Fe3+-sidérophore vers le cytoplasme. 

Le fer ferrique associé au sidérophore est alors réduit pour faciliter la dissociation du fer. Plusieurs 

enzymes cellulaires avec une activité ferriréductases sont capables de réaliser cette réduction (Fontecave 

& al, 1994). 

 

Figure 5 Acquisition du fer chez E. coli par les sidérophores. Les sidérophores sont importés à travers 
la membrane externe par des récepteurs qui leur sont spécifiques. Cette translocation nécessite une 
grande demande d’énergie fournie par le complexe TonB-ExbB-ExbD. Une fois dans le périplasme, le 
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sidérophore est pris en charge par des protéines spécifiques de transfert qui les emmènent vers une 
perméase. L’énergie de translocation de la membrane cytoplasmique est assurée par une ATPase. Une 
fois dans le cytoplasme, le fer du sidérophore est réduit par des ferriréductases pour être libéré. (Inspiré 

de Andrews & al, 2003) 

 

1.2.1.2   Acquisition du fer ferreux : le système Feo 

Plusieurs systèmes de transport de fer ferreux ont été caractérisés notamment le système Feo 

chez E. coli (Hantke, 1987). Les systèmes de transport du fer ferreux sont actifs en conditions anaérobie 

et à faible pH, conditions dans lesquelles le fer ferreux est stable et soluble. Ce système de transport est 

notamment retrouvé chez les bactéries qui colonisent l’appareil intestinal. L’opéron Feo est composé de 

3 gènes feoABC (Hantke, 2003). Le fer ferreux Fe2+ est capable de diffuser librement au travers de la 

membrane externe via des porines. Une fois dans le périplasme, le fer ferreux est pris en charge par le 

système Feo situé à la membrane cytoplasmique. 

FeoB est une protéine transmembranaire (Kammler & al, 1993) possédant 3 domaines essentiels 

: (1) un domaine cytosolique contenant une protéine G ; (2) un domaine inhibiteur de dissociation du 

GDP (GDI) ; (3) un domaine transmembranaire (Marlovits & al, 2002 ; Hantke, 2003 ; Eng & al, 2008). 

Le domaine transmembranaire est constitué de 8 hélices α formant un pore en son centre lui procurant 

ainsi une fonction de perméase à fer alors que le domaine cytosolique contenant la protéine G fournirait 

l’énergie nécessaire pour le transport. FeoA est une protéine dont le rôle exact dans le transport du fer 

ferreux est encore à déterminer. Cependant, la délétion du gène feoA entraine une diminution de 60% de 

l’acquisition du fer ferreux (Kammler & al, 1993). Les structures de FeoA de différents organismes ont 

été résolues et ont mis en évidence un domaine SH3 que l’on retrouve le plus souvent chez les eucaryotes 

(Li, 2005). Ce domaine SH3 est parfois impliqué dans l’interaction avec les protéines G permettant des 

voies de transduction du signal par l’hydrolyse de la guanosine triphosphate (GTP) (Hall, 1992). Il a été 

proposé que FeoA pourrait stimuler à l’aide de son domaine SH3 l’activité de la protéine G de FeoB 

(Lau & al, 2013). L’opéron Feo code pour une troisième protéine, appelée FeoC, qui semble être 

importante pour la régulation de l’expression de FeoA et de FeoB. FeoC possède un domaine hélice-

coude-hélice au niveau de son N-terminal que l’on retrouve dans la famille des protéines LysR (famille 

de régulateurs de transcription chez les procaryotes) qui sont capables de lier l’ADN via ce motif 

spécifique (Maddocks & Oyston, 2008). De plus, FeoC possède 4 cystéines conservées capables de lier 

des métaux tels que le zinc ou le fer (Hung & al, 2012) mais aussi un centre [4Fe4S] chez K. pneumoniae 

(Hsueh & al, 2013) ou chez E. coli (Smith & al, 2019). Il a été proposé que son centre [4Fe4S] permette 

une régulation du transport Feo en fonction du niveau intracellulaire de centres Fe-S et d’oxygène 

(Hsueh & al, 2013 ; Smith & al, 2019). 
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Figure 6 Acquisition du fer chez E. coli par le système FEO. Le fer ferreux Fe2+ peut traverser des 
porines pour atteindre le périplasme. Par la suite, ce fer est transporté par la perméase FeoB formée par 
les « gates » 1 et 2. Cette protéine possède un domaine protéine G potentiellement impliqué dans ce 
processus de transport et probablement régulé par FeoA. (Inspiré de Lau & al, 2015) 

 

1.2.2   Stockage du fer 

Les bactéries sont aussi capables, comme les eucaryotes, de stocker du fer (Andrews & al, 2003). 

Plusieurs types de protéines ont été caractérisés chez E. coli dont la ferritine (FtnA) que l’on retrouve 

chez les eucaryotes mais aussi la bactérioferritine (Bfr) et la protéine Dps (Almiron & al, 1992) que l’on 

retrouve uniquement chez les procaryotes. Toutes ces protéines sont composées de 24 sous-unités 

identiques dans FtnA et Bfr et 12 sous-unités identiques dans Dps. Ces sous-unités s’auto-assemblent 

sous la forme d’une sphère avec en son centre une cavité permettant le stockage du fer. FtnA et Bfr 

forment un complexe d’environ 500 kDa pouvant stocker entre 2000 et 3000 atomes de fer alors que les 

protéines Dps forment un complexe d’environ 250 kDa pouvant stocker jusqu’à 500 atomes de fer. Les 

protéines FtnA et Bfr stockent le fer sous forme ferrique après oxydation du fer ferreux au niveau du 

centre ferroxydase localisé dans la région centrale des sous-unités en utilisant l’oxygène comme oxydant 

comme la ferritine eucaryote (réaction 5). Dps stocke également le fer sous forme ferrique en utilisant 

le peroxyde d’hydrogène (H2O2) comme oxydant. Une molécule d’H2O2 oxyde deux atomes de fer 

ferreux Fe2+ ce qui permet d’empêcher la formation de radical hydroxyle (réaction 6) (Zhao & al, 2002). 

De plus, Dps a la capacité de lier l’ADN et jouerait un rôle dans la protection de l’ADN lors d’un stress 

oxydant (Almiron & al, 1992). 

(6)                                        2 Fe2+ + H2O2 + 2 H+ = 2 Fe3+ + 2 H2O   
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1.3   Régulation du métabolisme du fer  

1.3.1   Régulation du métabolisme du fer chez les eucaryotes 

1.3.1.1   Régulation du métabolisme systémique du fer  

La régulation de l’homéostasie du fer est un processus central pour la plupart des organismes 

afin d’une part, de limiter la quantité de fer libre et d’autre part, de pouvoir activer les systèmes 

d’acquisition lorsque le niveau fer n’est pas suffisant. Dans les organismes pluricellulaires, le premier 

niveau de régulation est celui du fer systémique. L’acquisition du fer est principalement régulée de 

manière post-transcriptionnelle par l’hepcidine, une hormone peptidique de 25 acides aminés riche en 

cystéine qui est sécrétée par le foie (Pigeon & al, 2000). L’hepcidine circulante dans le plasma va se lier 

au transporteur FPN des entérocytes, macrophages et hépatocytes afin de promouvoir leur 

phosphorylation, ce qui va induire leur dégradation (Nemeth & al, 2004). Les transporteurs FPN sont 

les seuls transporteurs caractérisés capables d’exporter le fer. Leur dégradation conduit à une diminution 

drastique de l’export du fer par les entérocytes, macrophages et hépatocytes vers le plasma. L’hepcidine 

est régulée transcriptionnellement par différents stimuli tels que la disponibilité du fer, l’inflammation 

et l’hypoxie (Rishi & al, 2015). 

 

1.3.1.2   La régulation du métabolisme du fer intracellulaire, le rôle clé de la 

biosynthèse des centres Fe-S chez les eucaryotes 

La régulation de l’homéostasie du fer intracellulaire est un phénomène complexe qui est de plus 

connecté à la réponse au stress oxydant et nitrosant et à l’immunité innée. Des mécanismes très différents 

ont été développés par les organismes procaryotes et eucaryotes, notamment sur la nature des stimuli 

contrôlant l’homéostasie du fer. Alors que chez les eucaryotes, les niveaux de centres Fe-S et de fer 

contrôlent la régulation du métabolisme du fer global, chez les procaryotes il semble que seul le niveau 

de fer libre soit directement détecté pour réguler le métabolisme du fer global, avec un certain nombre 

d’exceptions comme le système Feo qui possède un centre Fe-S. 

Chez les eucaryotes supérieurs, deux protéines principales régulent le métabolisme du fer en 

fonction des niveaux de fer « libre » et de centres Fe-S, les protéines régulatrices IRP (Iron Regulatory 

Proteins). IRP1 et IRP2 interagissent directement avec des séquences IRE (Iron Responsive Elements) 

situées au niveau des régions non traduites UTR (UnTranslated Region) des ARNm des protéines 

impliquées dans l’homéostasie du fer (Rouault, 2006 ; Recalcati & al, 2010 ; Wallander & al, 2006). 

Les IRE sont des segments d’ARNm qui possèdent une structure en épingle à cheveux. Tous les IRE 

partagent une séquence consensuelle:  5’-CAGUGN-3’ (où N peut être U, C ou A) qui constitue la 

boucle. Lorsque les IRE sont placés dans la région 5’ non traduites des ARNm, la fixation de IRP1 ou 
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IRP2 va empêcher la fixation du ribosome sur l’ARNm engendrant ainsi une inhibition de la traduction 

de cet ARNm. À l’inverse, si les IRE sont placés dans la région 3’ non traduite des ARNm, la fixation 

de IRP1 et IRP2 va stabiliser l’ARNm et permettre une augmentation de la quantité de protéines traduites 

à partir de cet ARNm. Ainsi, en condition pauvre en fer, l’expression des protéines impliquées dans 

l’acquisition du fer : le récepteur de la transferrine TfR1 et DMT1 qui possèdent des IRE en 5’ UTR, 

est augmentée (Figure 7) (Recalcati & al, 2010). Inversement, l’expression des protéines impliquées 

dans le stockage (ferritine) (Zahringer & al, 1976), l’export (FPN) et l’utilisation du fer (ALAS2 et 

mtAconitase) (Wang & Pantopoulos, 2011) sont drastiquement diminuées.  

 

 

Figure 7 Régulation du fer cellulaire par les protéines IRP1 et IRP2. En carence de fer, l’expression 
des protéines impliquées dans le stockage (ferritine), l’exportation (ferroportine) ou l’utilisation du fer 
(ALAS2 et mtAconitase) est fortement inhibée. En effet les protéines régulatrices IRP1 et IRP2 vont se 
lier sur les IRE situés en 5’ de l’ARNm empêchant leur traduction. En excès de fer, l’expression des 
protéines impliquées dans l’acquisition du fer (TfR1 et DMT1) est inhibée. En effet les protéines IRP1 
et IRP2 ne peuvent pas se lier aux IRE situés en 3’ de l’ARNm laissant les RNAses dégrader l’ARNm. 
(Inspiré de Galaris & al, 2019). 

IRP1 est une protéine de la famille des aconitases contenant un centre [4Fe4S] qui permet la 

conversion du citrate en isocitrate dans la mitochondrie au cours du cycle de Krebs. IRP1 est une 

protéine cytosolique qui possède 30% de similitude avec la séquence de l’aconitase mitochondriale mais 

son activité aconitase ne semble pas nécessaire (Beinert & Kennedy, 1993). La structure du centre 

[4Fe4S] d’IRP1 montre que seulement 3 des 4 atomes de fer sont liés par des ligands protéiques (des 

cystéines), le quatrième étant lié à une molécule d’eau facilement échangeable par d’autres petites 

molécules. Dans le cas de l’aconitase mitochondriale cette position libre est nécessaire pour la fixation 

de son substrat (le citrate). Dans le cas d’IRP1 il semble que ce soit un point d’entrée pour des agents 

oxydants (H2O2, O2
•–, HO•) et nitrosants (NO•, NO2

•) qui réagissent avec ce fer et induisent la dégradation 

du centre Fe-S. Lorsque le centre [4Fe4S] est dégradé, la protéine est principalement sous sa forme apo-
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IRP1 (sans son centre [4Fe4S]) et perd son activité aconitase mais acquiert une fonction de liaison aux 

IRE des ARNm cibles.  IRP1 est donc une protéine bifonctionnelle régulée par la présence ou non de 

son centre [4Fe4S] (Walden & al, 2006) et permet d’établir un lien entre régulation du métabolisme du 

fer, biosynthèse de centres Fe-S et stress oxydants et nitrosants (Caltagirone & al, 2001 ; Bouton & 

Drapier, 2003).   

IRP2 partage 60% de similitude de séquence avec IRP1 mais ne possède pas de centre [4Fe4S]. 

La régulation d’IRP2 est intimement liée à sa stabilité. Dans des conditions riches en fer, IRP2 est 

dégradée par ubiquitination par le protéasome, tandis que dans des conditions pauvres en fer, IRP2 est 

stabilisée et va donc pouvoir se lier aux IRE (Guo & al, 1995 ; Hanson & al, 2003). Il a été proposé 

qu’un domaine d’IRP2 (qui n’est pas présent dans IRP1) de 73 acides aminés riches en résidus cystéine 

soit responsable de la dégradation de IRP2 (Iwai & al, 1998). L’oxydation des cystéines présentes dans 

ce domaine initié par la fixation d’un atome de fer ou par la fixation d’un hème a été proposé comme 

marqueur de dégradation par le protéasome. Cependant ce modèle a été écarté, car un mutant des 

cystéines est toujours aussi sensible à la dégradation par le protéasome que la protéine sauvage (Wang 

& al, 2004). Plus récemment, la protéine FBXL5 (F-Box and leucine-rich repeat protein 5) a été 

identifiée comme un acteur essentiel de la polyubiquitination d’IRP2 en réponse au fer (Salahudeen & 

al, 2009 ; Vashisht & al, 2009). Cette protéine de la famille ubiquitine ligase reconnait spécifiquement 

IRP2 et induit le recrutement des protéines SPK1 (S-phase kinase-associated protein 1), Cul1 (cullin 1) 

et Rbx1 (ring-box 1) qui vont former un complexe initiant l’ubiquitination d’IRP2. FBXL5 possède un 

domaine hémérythrine capable de fixer deux atomes de fer qui stabilisent la protéine, empêchant ainsi 

sa dégradation par le protéasome (Chollangi & al, 2012). Une carence en fer entraine la dégradation de 

FBXL5 et donc inversement la stabilisation d’IRP2. Des conditions riches en oxygène semblent 

également capables d’entrainer la dégradation du centre à fer de FBXL5 et ainsi conduire à une 

stimulation de l’acquisition du fer, probablement pour aider à remplacer les protéines dégradées en 

conditions superoxiques. Très récemment, il a été montré que FBXL5 fixe aussi un centre [2Fe2S] 

(Wang & al, 2020). La structure résolue par cryo-microscopie électronique du complexe IRP2-FBLX5-

SPK1-Cul1 montre que le centre [2Fe2S] de FBLX5 est nécessaire pour interagir avec IRP2 (Wang & 

al, 2020). La présence de ce centre Fe-S suggère fortement que FBXL5 est également sensible à l’activité 

de biosynthèse des centres Fe-S. De plus, ce complexe d’ubiquitination ne semble actif que lorsque le 

centre [2Fe2S] est oxydé et des concentrations en oxygène très élevées semblent nécessaires pour y 

parvenir in vitro (21 %). Or, la concentration en oxygène dans les tissus est de l’ordre de 3 % ce qui 

semble trop faible pour permettre l’oxydation du centre Fe-S. Ce mécanisme de régulation d’IRP2 ne 

serait donc opérant que dans des tissus exposés à de fortes concentrations en oxygène, comme les 

poumons. Mais alors comment fonctionne la régulation du métabolisme du fer par IRP2 dans les tissus 

qui ne sont pas hyperoxygénés ? Une étude récente dans des cellules eucaryotes a montré que l’inhibition 

des machineries d’assemblage des centres Fe-S permettait une activation de liaison entre IRP2 et les 



Introduction bibliographique  

 
 

30 

IRE de manière indépendante de IRP1, de FBLX5 et de sa propre stabilité (Terzi & al, 2021). Les auteurs 

proposent qu’une autre protéine, de nature inconnue, liant un centre Fe-S et sensible au niveau des 

centres Fe-S cellulaire, interagirait avec IRP2 pour réguler son activité. De plus, ce mécanisme serait 

fonctionnel à un faible taux d’oxygène (3 %), donc pertinent pour la plupart des tissus de l’organisme. 

La régulation par FBXL5 serait donc restreinte aux tissus hyperoxygénés et ce mécanisme inconnu serait 

la voie générale de régulation d’IRP2 dans l’organisme. 

 

1.3.2   Régulation du fer et des centres Fe-S dans les bactéries  

La régulation du fer est effectuée dans les bactéries à Gram-négatif par la protéine Fur (Ferric-

Uptake Regulator) qui est un répresseur transcriptionnel (Hantke, 1984 ; Bagg & Neilands, 1987). 

L’équipe du Dr. Hantke a montré que Fur régulait près de 100 gènes chez E. coli dont 60 % sont 

impliqués dans l’acquisition du fer (Hantke, 2001). Fur est une protéine homodimérique de 2 x 17 kDa 

comportant un domaine N-terminal impliqué dans la liaison avec l’ADN et un domaine C-terminal 

possédant plusieurs sites de fixation pour des métaux (Bradley & al, 2020). Un site très proche du C-

terminal permet de lier un atome de zinc qui est essentiel dans la stabilisation du dimère (D’Autréaux & 

al, 2007). Fur possède un second site, dit site de régulation, permettant la fixation d’un atome de fer lui 

conférant la propriété de se lier à des domaines spécifiques de l’ADN. En présence de forte concentration 

en fer dans la bactérie, Fur va lier un atome de fer par monomère (Fe-Fur) ce qui entraine un changement 

conformationnel augmentant par 1000 fois son affinité de liaison avec l’ADN. Fur se fixe à des 

séquences spécifiques appelées « Fur-Box » situées au niveau du promoteur des gènes cibles. Cette 

interaction bloque l’interaction de l’ARN polymérase et ainsi la transcription des gènes cibles (Escolar 

& al, 1997) (Figure 8a).  

Fur est aussi capable d’agir comme un régulateur positif en réprimant l’expression d’un petit 

ARN de 90 paires de bases appelé RyhB qui déstabilise les ARN messagers codant pour les protéines 

impliquées dans le stockage (ferritine et bactérioferritine) et dans l’utilisation du fer (protéines 

impliquées dans le cycle de Krebs : l’aconitase AcnA, la fumarase FumA, et les déshydrogénases SdhA-

B-C-D) ainsi que certaines protéines à fer telles que la superoxyde dismutase b (SodB) (Massé & 

Gottesman, 2002).  RyhB est aussi impliqué dans la régulation de l’expression des machineries ISC et 

SUF qui réalisent la synthèse des centres Fe-S chez les procaryotes. Chez E. coli la machinerie ISC est 

exprimée en condition basale et la machinerie SUF en conditions de carence en fer ou lors d’un stress 

oxydatif (Roche & al, 2013). RyhB induit la dégradation des ARNm des gènes codant pour les protéines 

de la machinerie ISC, sauf celui de IscR, un régulateur transcriptionnel de la machinerie ISC, qui est 

stabilisé en présence de RyhB (Desnoyers & al, 2009). IscR fixe un centre [2Fe2S] qui lui procure une 

activité de répresseur transcriptionnel de l’opéron ISC. Sous forme apo-protéine, IscR est un activateur 

de l’opéron SUF (Mettert & Kiley, 2014). Ainsi en condition de carence en fer, RyhB est exprimé et 
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induit une diminution de la quantité de protéines de la machinerie ISC, sauf IscR. La machinerie ISC 

produisant aussi moins de centres Fe-S dans ces conditions, apo-IscR s’accumule et vient induire 

l’expression de l’opéron SUF. Ainsi, en condition de carence en fer, c’est la machinerie SUF qui assure 

la synthèse des centres Fe-S probablement en raison de sa meilleure capacité à fonctionner dans ces 

conditions. RyhB n’est pas essentiel à l’activation de la machinerie SUF en carence de fer, mais semble 

jouer un rôle crucial en accélérant le passage de la machinerie ISC à la machinerie SUF dans ces 

conditions (Figure 8b).   

 

 

Figure 8 Régulation du fer et des centres Fe-S chez E. coli. (a) Un excès en fer dans la bactérie permet 
d’activer le dimère de la protéine Fur qui lie un atome de fer par monomère Fe-Fur. Cette activation 
permet la liaison du dimère sur la « Fur box » présente dans la région 5’ des ARNm des protéines 
impliquées dans l’acquisition du fer afin d’inhiber leur traduction. (b) IscR est la protéine régulatrice 
des centres Fe-S au sein de la bactérie. Sous sa forme apo-IscR est capable d’activer la machinerie SUF 
lors d’une carence en fer ou d’un stress oxydatif. Dans sa forme holo-IscR inhibe la machinerie ISC. Le 
petit ARN RyhB va permettre l’inhibition de la machinerie ISC en dégradant les ARNm des protéines 
impliquées dans cette machinerie sauf l’ARNm de IscR qui est stabilisé permettant l’activation de la 
machinerie SUF. RyhB et la machinerie SUF sont négativement régulés par le dimère Fe-Fur. (Inspiré 

de Chareyre & Mandin, 2018) 

 

Ainsi, à la différence des organismes eucaryotes, le niveau de biogenèse des centres Fe-S ne 

semble pas agir directement sur l’import et le stockage du fer. Le stimulus permettant cette régulation 

semble être uniquement le fer « libre » qui régule également l’expression des machineries ISC et SUF. 

À l’inverse, chez les eucaryotes le niveau de synthèse des centres Fe-S agit en parallèle du niveau de fer 

« libre » comme stimuli pour directement réguler le métabolisme du fer (Lill & al, 2012). 
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2. Les centres fer-soufre (Fe-S) 

2.1   La diversité des centres Fe-S 

La première protéine à centre Fe-S a été découverte au début des années 1960, grâce à un signal 

RPE à g = 1,9 dans la NADH déshydrogénase qui n’avait jamais été observé auparavant (Beinert & 

Sands, 1960). Les dosages de fer et de soufre inorganique ainsi que les déterminations de structures ont 

permis de révéler une composition chimique totalement nouvelle. Depuis ce jour le nombre de protéines 

identifiées contenant un centre Fe-S n’a cessé d’augmenter. Chez E. coli près de 90 protéines Fe-S ont 

été identifiées expérimentalement et jusqu’à 150 sur la base d’un modèle de prédictions 

(http://biodev.cea.fr). L’application de ce modèle à plusieurs organismes procaryotes indique qu’environ 

5 à 7 % des protéines de ces génomes seraient des protéines Fe-S. Chez l’homme, un recensement 

systématique à partir de données biochimiques et structurales a permis de dénombrer 70 protéines Fe-

S, soit environ 0.3 % du génome, mais il est probable que d’autres protéines Fe-S restent à découvrir.  

Les centres Fe-S sont composés d’atomes de fer et d’ions sulfures (S2-) assemblés en différentes 

structures tridimensionnelle. Les centres Fe-S sont classés selon leur nombre d’atomes de fer et de 

soufre, comme suggéré par le « Nomenclature Committee of the International Union of Biochemistry 

(IUB) » en 1989. Dans cette convention, les atomes de fer et de soufre inorganique sont placés entre 

crochets avec en exposant la charge globale de cet ensemble reflétant le degré d’oxydation des atomes 

de fer étant donné que les sulfures sont toujours considérés à l’état -II. Les formes les plus courantes des 

centres Fe-S sont les centres rhombiques [2Fe2S] et les centres cubiques [4Fe4S] (Figure 9). Il existe 

également des centres [3Fe4S] produits de la dégradation des centres [4Fe4S] et d’autres plus complexes 

comme les centres [Mo/V-7Fe9S-C] et [8Fe7S] de la nitrogénase. Les centres Fe-S sont coordonnés aux 

protéines via leurs atomes de fer par différents ligands protéiques, principalement les groupements thiols 

des cystéines et les azotes des histidines. Cependant, d’autres ligands protéiques existent, tels que les 

azotes des résidus arginines et les atomes d’oxygène des résidus sérine, aspartate et glutamine. En 

l’absence de ligand protéique ou par échange, des ligands exogènes peuvent se fixer aux fers des centres 

Fe-S, la plupart du temps il s’agit des substrats de ces enzymes, d’un cofacteur ou encore d’une molécule 

d’eau. 

Dans les centres [2Fe2S], les atomes de fer ont une géométrie tétraédrique (Figure 9a). Le fer 

peut être présent sous deux états redox différents, ferrique (Fe3+) et ferreux (Fe2+) et les ions sulfures 

restent globalement au même état redox formel (-II) mais participent à l’état redox global du centre Fe-

S par délocalisation de densité électronique. Les centres [2Fe2S] existent principalement sous deux états 

d’oxydation différents, un état oxydé [2Fe2S]2+ où les deux fers sont sous forme ferrique, et un état 

réduit [2Fe2S]+ où l’un des deux fers est sous forme ferrique et l’autre sous forme ferreuse (Lu, 2018). 

Il est cependant possible de générer de manière chimique un état super-réduit, [2Fe2S]0, dans certaines 

protéines et des complexes modèles où les deux fers sont ferreux, mais cet état redox n’a jamais été 

http://biodev.cea.fr/
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décrit comme intermédiaire dans le fonctionnement d’enzymes Fe-S (Leggate & al, 2004 ; Im & al, 

1997).  

Les centres [4Fe4S] sont composés de quatre atomes de fer et de quatre atomes de soufre 

formant un cube avec alternativement des atomes de fer et de soufre à chaque sommet. Les atomes de 

fer ont une géométrie tétraédrique déformée (Figure 9b). Les centres [4Fe4S] sont trouvés sous trois 

états d’oxydation : [4Fe4S]3+, [4Fe4S]2+ et [4Fe4S]1+ dans les réactions biologiques où respectivement 

un, deux et trois atomes de fer sont formellement ferreux, les autres étant ferriques (Lu, 2018). 

Cependant, les électrons peuvent être délocalisés dans ce type de centre Fe-S ce qui ne permet pas 

d’attribuer un état redox formel à l’un ou l’autre des atomes de fer. Il est également possible d’obtenir 

un centre hyper réduit, [4Fe4S]0, par voie chimique (Scott & al, 2005 ; Deng & Holm, 2008) mais il ne 

semble pas que cet état redox soit accessible dans un contexte biologique. Les trois états redox 

accessibles constituent deux couples redox associés à des potentiels redox distincts : le couple 

[4Fe4S]2+/1+ qui est le plus fréquemment rencontré et le couple [4Fe4S]3+/2+ avec un potentiel redox plus 

élevé propre aux protéines à haut potentiel, appelées HiPiPs (High Potential iron-sulfur Proteins).  

Les centres [3Fe4S] sont composés de trois atomes de fer et de quatre atomes de soufre (Figure 

9c). Ces centres sont le produit d’une dégradation d’un centre [4Fe4S] par perte d’un fer et dans certains 

cas peuvent récupérer ce fer en présence de fer ferreux (Bulteau & al, 2004). Les centres [3Fe4S] existent 

sous deux formes d’oxydation différentes : un état oxydé [3Fe4S]1+ et un état réduit [3Fe4S]0 où 

respectivement 0 et 1 atome de fer est ferreux et tous les autres ferriques (Lu, 2018).  

Des centres Fe-S plus complexes sont retrouvés chez certaines protéines telles que la 

nitrogénase. La nitrogénase possède deux types de centres Fe-S atypiques : le centre P [8Fe7S] et le 

cofacteur à molybdène ou vanadium (Fe-Mo/Vco) constitué d’un centre [7Fe9S-C] et d’un atome de 

Mo/V ayant remplacé un atome de fer (Rees, 2002). La CO déshydrogénase (CoDH) possède aussi un 

centre « exotique » constitué d’un centre [4Fe4S] au sein duquel est inséré un ion nickel (Rees, 2002). 

Les centres Fe-S sont caractérisés par leur potentiel redox qui dépend de la nature des ligands, 

la géométrie et l’environnement protéique. Comme évoqué au début de cette introduction, les protéines 

à centres Fe-S couvrent ainsi une très large gamme de potentiel redox (- 400 mV à 500 mV) 

correspondant à la quasi-totalité des potentiels redox accessibles en solution aqueuse (-400 mV à 800 

mV) leur permettant ainsi de réaliser un très grand nombre de fonctions au sein de la cellule (Meyer, 

2008). 
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Figure 9 Les différentes structures des centres Fe-S. (a) Le centre rhombique [2Fe2S], (b) Le centre 
cubique [4Fe4S], (c) Le centre cubique dérivé [3Fe4S]. (Issue de Khodour & al, 2019) 

 

2.2   Le rôle des centres Fe-S 

Les fonctions biochimiques des centres Fe-S peuvent être classées en 5 groupes : (1) le transfert 

d’électron, (2) la catalyse redox, (3) la catalyse non-redox, (4) l’interaction avec l’ADN et l’ARN et (5) 

la maturation des protéines à centre Fe-S. Ces fonctions biochimiques permettent de couvrir un très large 

spectre de processus biologiques tels que la production d’ATP, le cycle de Krebs, la fonctionnalisation 

de biomolécules, la maintenance de l’intégrité du génome ou encore la synthèse protéique.  

 

2.2.1   Le transfert d’électron : exemple de la chaine respiratoire mitochondriale 

De par la gamme de potentiel redox accessible, les centres Fe-S jouent un rôle primordial dans 

les chaînes de transfert d’électron des mitochondries et du périplasme des bactéries qui catalysent la 

production d’ATP. Cette chaine, appelée chaine respiratoire, est composée de 4 complexes protéiques 

dénotés I à IV contenant jusqu’à 14 centres Fe-S. Les électrons circulent d’un centre Fe-S donneur vers 

un centre Fe-S accepteur selon un gradient de potentiel redox qui est couplé à la translocation de protons 

depuis la matrice mitochondriale et le cytoplasme des bactéries vers respectivement l’espace inter-

membranaire et le périplasme, créant ainsi un gradient de concentration de proton utilisé par l’ATP 

synthase afin de produire de l’ATP. Le complexe I appelé NADH déshydrogénase est constitué de 46 

sous-unités d’une masse d’environ 1000 kDa et est le premier point d’entrée des électrons (Lenaz & al, 

2006). Une molécule de NADH est oxydée en NAD+ au niveau du cofacteur flavine mononucléotide 

(FMN) générant deux électrons qui sont transportés un à un au sein du complexe I via 9 centres Fe-S 

dont 2 centres [2Fe2S] et 7 centres [4Fe4S] (Ohnishi & al, 1998 ; Sazanov & Hinchliffe, 2006). Ces 

électrons vont permettre la réduction de la coenzyme Q10 en ubiquinol Q10H2 (Figure 10 et réaction 7).  

(7)                     NADH + coenzyme Q10 + 5H+
matriciel → NAD+ + Q10H2 + 4H+

intermembranaire   
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Le deuxième point d’entrée des électrons se situe au niveau du complexe II appelé succinate 

déshydrogénase. Cette enzyme est constituée de 4 sous-unités et possède plusieurs cofacteurs : une 

flavine adénine dinucléotide (FAD), un groupe héminique ainsi que 3 centres [4Fe4S]. Le cofacteur 

FAD catalyse l’oxydation du succinate en fumarate générant deux électrons transportés un à un par le 

biais de 3 centres [4Fe4S] afin de réduire également la coenzyme Q10 (Figure 10 et réaction 8). Cette 

enzyme intervient également dans le cycle de Krebs.  

(8)                                  Succinate + coenzyme Q10 → fumarate + Q10H2     

Le complexe III appelé cytochrome c réductase est un dimère composé de 11 sous-unités 

contenant un centre [2Fe2S], un cytochrome c et deux cytochromes b sur chaque monomère. Ce 

complexe catalyse l’oxydation d’une molécule d’ubiquinol Q10H2 et la réduction de deux cytochromes 

c qui peuvent transporter uniquement un seul électron à la fois (Figure 10 et réaction 9). 

(9) Q10H2 + 2 cytochrome coxydé + 2H+
matriciel → coenzyme Q10 + 2 cytochrome créduit + 4H+

intermembranaire   

L’accepteur final d’électron est l’oxygène qui est réduit en H2O par la cytochrome c oxydase au 

sein du complexe IV à partir du cytochrome c réduit provenant du complexe III (Figure 10 et réaction 

10).  

(10)     cytochrome créduit + O2 + 8 H+
matriciel → 4 cytochrome coxydé + 2 H2O + 4 H+

intermembranaire  

 

Figure 10 Le transfert d’électrons dans la chaine respiratoire. Une molécule de NADH est oxydée 
en NAD+ par le cofacteur FMN du complexe I générant 2 électrons qui sont par la suite transférés un à 
un par l’intermédiaire de 9 centres Fe-S afin de réaliser la réduction de la coenzyme Q10 en ubiquinol 
Q10H2. Le complexe II réduit également la coenzyme Q10 en oxydant une molécule de succinate en 
fumarate générant 2 électrons transférés par 3 centres [4Fe4S]. L’ubiquinol Q10H2 transporte les 
électrons jusqu’au complexe III qui l’oxyde afin de réduire deux cytochromes c. Les cytochromes c 
réduits fournissent les électrons au complexe IV afin de réduire l’accepteur final qu’est l’oxygène en 
molécule d’eau.  
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2.2.2   La catalyse redox: exemple des enzymes à radical S-adénosyl méthionine (SAM) 

La superfamille des radical-SAM est impliquée dans de très nombreux processus biologiques 

tels que la biosynthèse de vitamines, le métabolisme des lipides ainsi que la modification des ARN de 

transfert (ARNt). La plupart de ces enzymes possèdent un motif extrêmement conservé CxxxCxxC (avec 

x correspondant à n’importe quel acide aminé) contenant 3 cystéines permettant la fixation d’un centre 

[4Fe4S] avec une position échangeable (Benjdia & al, 2017). Le SAM se lie au quatrième atome de fer 

du centre [4Fe4S] de manière bidentate (Holliday & al, 2018). Le centre [4Fe4S]+ va réduire et cliver le 

SAM générant de la méthionine et du 5’-dAdo●, une espèce radicalaire hautement réactive (Frey & al, 

2008) (Figure 11). Le centre Fe-S change son état d’oxydation en devenant un centre [4Fe4S]2+ 

(Broderick & al, 2018). L’espèce radicalaire 5’-dAdo● formée va réaliser différentes réactions 

notamment par abstraction d’hydrogène radicalaire sur une chaine alcane, une réaction extrêmement 

difficile à réaliser en chimie, pour conduire à des réactions de méthylation, d’insertion de soufre, de 

décarboxylation ou encore d’oxydation d’alcool (Atta & al, 2012 ; Nicolet, 2020) (Figure 12). La 

régiosélectivité de ces réactions est contrôlée par la structure des sites protéique de liaison des substrats.  

 

 

 

Figure 11 Le fonctionnement des enzymes radical S-adénosyl méthionine (SAM). La molécule de 
SAM (bleu) se lie à un centre [4Fe4S] (noir) par un de ces atomes de fer. Le centre [4Fe4S] permet la 
réduction et le clivage du SAM en générant une molécule de méthionine (rouge) et une espèce radicalaire 
5’-dAdo● (vert). Cette espèce radicalaire va permettre de réaliser un grand nombre de réactions telles 
que la méthylation ou l’insertion d’un atome de soufre. (Adapté de la thèse de Beata Monfort intitulée 

Interaction studies between the [FeFe]-hydrogenase maturation enzymes from Thermoanaerobacter 

italicus) 
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Figure 12 Diversité de réactions réalisées par les enzymes radical S-adénosyl méthionine (SAM). 
Ces enzymes SAM peuvent réaliser des réactions chimiques très compliquées. Diverses réactions 
chimiques sont présentées dont l’insertion d’un atome de soufre et d’un thiométhyle, des isomérisations, 
des cyclisations, des oxydations, des transferts de radical et des clivages de liaisons carbone-carbone 
(C-C). (Issue de Nicolet, 2020) 

 

2.2.3   La catalyse non redox: exemple de l’aconitase 

L’aconitase est une protéine de 83 kDa possédant un centre [4Fe4S]2+ permettant de réaliser 

l’isomérisation stéréospécifique du citrate en isocitrate dans le cycle de Krebs (Zheng & al, 1990). Le 

centre [4Fe4S]2+ est coordonné par trois cystéines, le dernier atome de fer est lié par une molécule d’eau. 

La première étape est la fixation d’une molécule de citrate au centre [4Fe4S]2+ par échange avec la 

molécule d’eau via le groupement hydroxyle et l’acide carboxylique portés par le carbone β du citrate 

(Figure 13). La fixation au centre [4Fe4S]2+ favorise le départ du groupement hydroxyle fixé au fer 

conduisant à l’élimination d’une molécule d’eau et la création d’une double liaison C=C entre les 

carbones α et β créant ainsi l’intermédiaire cis-aconitate.  Cet intermédiaire se dissocie et après rotation 

vient se fixer à nouveau au centre [4Fe4S] via l’acide carboxylique porté par le carbone α. La fixation 

au centre [4Fe4S]2+ favorise alors une réaction d’addition d’un hydroxyle sur la double liaison au niveau 

du carbone α (Castro & al, 2019). Dans cet exemple, le centre [4Fe4S]2+ interagit directement avec le 

substrat et joue un rôle d’acide de Lewis (Figure 13). 
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Figure 13 Mode d’action de l’aconitase. L’aconitase lie de manière stéréospécifique le citrate via son 
centre [4Fe4S]. Une étape de déshydratation permet le clivage d’un hydroxyle et d’un atome 
d’hydrogène du citrate formant l’intermédiaire cis-aconitate. Cet intermédiaire se dissocie de l’aconitase 
pour réorienter de 180° son Cα et son Cβ. L’intermédiaire réorienté se refixe à l’aconitase pour subir 
une hydratation pour se transformer en isocitrate. (Issue de Castro & al, 2019) 

 

2.2.4   L’interaction avec l’ADN : exemple de l’hélicase XPD 

Le maintien de l’intégrité du génome est essentiel à la survie cellulaire car le génome est 

continuellement soumis à diverses agressions par différents facteurs exogènes comme par exemple les 

ultraviolets ou subit des lésions dues aux espèces radicalaires de l’oxygène (ROS) formées par 

l’organisme (Fuss & al, 2015). Un très grand nombre de protéines nucléaires contiennent des centres 

[4Fe4S] (polymérase, hélicase, primase). La fonction de ces Fe-S reste sujette à débat. Un rôle structural 

a été proposé mais un certain nombre de données suggèrent que dans certains cas leur rôle pourrait être 

la détection de mutations, notamment dans le cas de XPD (Xeroderma pigmentosum group D-

complementing protein). XPD est une hélicase avec une polarité 5’-3’ et fait partie du complexe TFIIH 

(Transcription Factor II Human) impliqué dans la transcription de divers gènes et la réparation par 

excision de nucléotides d’ADN (Rudolf & al, 2006). XPD lie un centre [4Fe4S] qui est essentiel à son 

activité hélicase (Rudolf & al, 2006). Il a été proposé qu’en se liant à l’ADN, XPD délivre un électron 

qui va circuler sur de longues distances via les bases de la double hélice et venir réduire le centre [4Fe4S] 

d’une autre protéine XPD fixée à un autre endroit de l’ADN, créant ainsi un flux d’électrons à travers 

l’ADN. Il a été montré qu’XPD a une plus forte affinité pour l’ADN lorsque son centre Fe-S est oxydé, 

sous forme [4Fe4S]3+, que lorsqu’il est réduit, sous forme [4Fe4S]2+. Ainsi, si le flux d’électrons est 

stoppé en raison d’une lésion de l’ADN qui perturbe l’empilement des bases de l’ADN, la protéine XPD 

va s’accumuler sous forme oxydée et rester fixée à l’ADN (Slinker & al, 2011 ; Kelley & al, 1999), 
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permettant ainsi de recruter le complexe TFIIH à la position de la lésion pour initier la réparation du 

brin d’ADN (Mui & al, 2011 ; Sontz & al, 2012) (Figure 14). 

 

 

Figure 14 Modèle de détection de dommage à l’ADN par l’hélicase XPD. Différentes protéines XPD 
peuvent circuler sur un brin d’ADN et donner un électron capable de circuler librement sur le brin 
d’ADN. Si aucune lésion ou autres modifications n’est présente sur le brin d’ADN, la protéine XPD est 
réduite par l’électron et se dissocie de l’ADN. A contrario, si une lésion est présente (croix noire sur le 
schéma du bas) alors XPD n’est pas réduite et reste sur l’ADN et permet le recrutement du complexe 
TFIIH impliqué dans la réparation de l’ADN. (Inspiré de Sontz & al, 2012) 

 

3. La biogénèse des centres Fe-S 

Nous allons maintenant aborder le domaine principal de mon sujet de thèse : la biogenèse des 

centres Fe-S. Des machineries protéiques spécialisées sont apparues très tôt au cours de l’évolution pour 

assurer l’assemblage de ces centres métalliques. La formation de centres Fe-S est également possible de 

manière non-enzymatique en présence de trois éléments essentiels : des ions fer, des ions sulfure et une 

protéine ou molécule d’échafaudage sur laquelle viennent s’assembler les centres Fe-S (Malkin & 

Rabinowitz, 1966 ; Herskovitz & al, 1972 ; Hagen & al, 1981 ; Beinert & al, 1997). Cependant, la forte 

réactivité des atomes de fer et de soufre ainsi que leur toxicité a contraint les organismes vivants à 

développer des machineries spécialisées afin d’orchestrer cette réaction, contrôler la nature des centres 

Fe-S formés et insérer spécifiquement ces cofacteurs dans les protéines cibles. 
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3.1   Les différentes machineries de biosynthèse des centres Fe-S  

Plusieurs machineries de biosynthèse des centres Fe-S ont été identifiées dans les trois domaines 

du vivant avec de forts niveaux de conservation entre les espèces. Le processus de biosynthèse des 

centres Fe-S est reconnu comme l’un des plus conservés de l’évolution (Lill & al, 2009). Il existe deux 

grands types de machineries : SUF (SUlFur mobilization) et ISC (Iron-Sulfur Cluster). Un troisième 

type de machinerie a été découvert dans les organismes eucaryotes, la machinerie CIA (Cytosolic Iron-

sulfur cluster Assembly), mais elle ne fonctionne pas de manière autonome, elle est dépendante de la 

machinerie ISC. Une quatrième machinerie, la machinerie NIF (NItrogen Fixation), très homologue à 

ISC est présente dans certains organismes où elle est généralement dédiée à l’assemblage des centres 

[4Fe4S] d’une seule enzyme, la nitrogénase. Il existe un cinquième système, le système CSD (Cystéine 

Sulfinate Desulfinase) homologue au système SUF, mais qui est incomplet et semble devoir s’associer 

au système SUF pour fonctionner. 

Des études phylogénétiques ont montré que la machinerie SUF est apparue très tôt au cours de 

l’évolution car il est possible de tracer son apparition jusqu’au dernier ancêtre commun aux trois règnes 

du vivant (LUCA, Last Universal Common Ancestor) (Boyd & al, 2014). Les archées et la majorité des 

bactéries ne possèdent que cette machinerie. Inversement, la majorité des eucaryotes ne possède que la 

machinerie ISC, à l’exception des plantes qui ont conservé les deux machineries, ISC et SUF. La 

machinerie ISC est également présente dans certains groupes de bactéries ainsi que la machinerie NIF. 

La machinerie CIA quant à elle, n’est présente que chez les eucaryotes.  

Mon travail de thèse s’est concentré sur la machinerie ISC, mais il est intéressant de regarder 

comment la machinerie SUF a évolué pour comprendre le rôle de chacun de ses composants. À l’origine, 

elle n’était composée que de deux protéines, SufB et SufC, qui formaient une plateforme d’assemblage 

sous forme d’un hétérotétramère SufB2C2 (Layer & al, 2007 ; Chahal & al, 2012). Il semble que la source 

de soufre était H2S qui était très abondant à l’origine de la vie sur Terre. Puis, lorsque la concentration 

en oxygène a augmenté, il y a environ 2.5 milliards d’années, lors de l’apparition des premiers 

microorganismes photosynthétiques, deux évènements évolutifs majeurs sont survenus. Le premier est 

l’apparition d’une nouvelle enzyme, une cystéine désulfurase (SufS), qui utilise le soufre de l’acide 

aminé L-cystéine pour fournir du soufre à SufBC sous forme d’un persulfure lié à une cystéine, de 

formule Cys-SSH (Pérard & Ollagnier-de-Choudens, 2018). Cette évolution semble liée d’une part à la 

raréfaction du sulfure d’hydrogène qui s’est retrouvé sous forme de sulfate dans les océans primaires et 

d’autre part à la nécessité de protéger le processus d’insertion de soufre contre l’oxygène. En parallèle, 

des systèmes d’assimilation du sulfate comme source principale de soufre ont été mis en place. Le 

deuxième évènement est la duplication de SufB en SufD conduisant à la formation d’un complexe 

SufBC2D comme plateforme d’assemblage (Outten & al, 2003 ; Wollers & al, 2010). Ce complexe 

semble plus résistant à l’oxygène que SufB2C2. À la suite de ces évènements, d’autres protéines sont 
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apparues. La protéine SufE, une protéine relais entre SufS et la plateforme d’assemblage permettant de 

sécuriser encore plus le processus d’insertion de soufre (Ollagnier-de-Choudens & al, 2003). Une 

multitude de protéines fonctionnant en aval de ce noyau central (SufB, SufC, SufD, SufS, SufE) sont 

ensuite apparues, notamment la protéine SufA qui assure la synthèse de centres [4Fe4S] et/ou le 

transport de centres [4Fe4S] (Chahal & al, 2009 ; Chahal & al, 2012), ainsi que des protéines de transport 

et une multitude de protéines spécialisées dans l’insertion de centres Fe-S dans certaines protéines cibles. 

La machinerie SUF de E. coli est actuellement composée de 6 gènes : sufA, sufB, sufC, sufD, sufE et 

sufS sous forme d’un opéron. Le système CSD très homologue à SUF a été découvert chez les bactéries 

et les plantes. Ce système est uniquement composé d’une cystéine désulfurase CsdA et d’un accepteur 

de soufre CsdE qui présente une très forte homologie de séquence avec les protéines SufS et SufE (Roche 

& al, 2013). Cette machinerie serait impliquée dans la biosynthèse des centres Fe-S en apportant le 

soufre à la machinerie SUF (Trotter & al, 2009).  

La machinerie ISC a été initialement découverte chez Azotobacter vinelandii et est composée 

de 8 gènes dans cet organisme : iscR, iscS, iscU, iscA, hscB, hscA, fdx et iscX arrangés en opéron (Zheng 

& al, 1998). Cette machinerie est retrouvée chez les procaryotes et les eucaryotes avec un certain nombre 

de spécificités selon les organismes. Dans cet opéron, IscR est un répresseur transcriptionnel qui régule 

l’expression de l’opéron isc. IscR acquiert sa capacité de répresseur transcriptionnel en liant un centre 

[2Fe2S], ce qui constitue une boucle de rétrocontrôle négative de la quantité de centres Fe-S synthétisés 

par l’opéron isc. IscR n’est pas présente chez les eucaryotes. IscS est la cystéine désulfurase et IscU est 

la protéine d’échafaudage des centres Fe-S. IscA semble être impliquée dans la biosynthèse des centres 

[4Fe4S] et aussi le transport de centres [4Fe4S] vers les protéines spécialisées pour l’insertion des 

centres Fe-S dans les protéines cibles. Fdx est une ferrédoxine à centre [2Fe2S] dont le rôle n’était pas 

clairement établi lorsque j’ai commencé ma thèse. Les protéines HscA et HscB forment un couple 

chaperonne/co-chaperonne qui facilite le transfert de centres Fe-S depuis IscU vers les protéines cibles. 

Enfin, le rôle d’IscX, qui est uniquement présente chez les procaryotes, est également très mal connu.  

Les plantes et un certain nombre de bactéries possèdent à la fois les machineries SUF et ISC. 

Dans les bactéries comme chez E. coli, la machinerie SUF n’est exprimée qu’en conditions de carence 

de fer ou de stress oxydatif (Takahashi & Tokumoto, 2002). Chez les plantes, elle est présente dans le 

chloroplaste qui est un milieu plus oxydant que la mitochondrie. La machinerie SUF semble donc plus 

résistante au stress oxydant et possède de meilleures capacités que la machinerie ISC pour mobiliser le 

fer. Cette efficacité accrue est semble-t-il le résultat de son apparition très précoce qui lui a permis de 

s’adapter à la pression grandissante en oxygène et la raréfaction du fer biodisponible dû à son oxydation 

en Fe3+. 

La machinerie NIF est très homologue à la machinerie ISC. Il s’agit historiquement de la 

première machinerie de biosynthèse des centres Fe-S découverte (Jacobson & al, 1989). Cette 
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machinerie est principalement présente dans la bactérie à Gram négatif diazotrophe A. vinelandii, où 

elle synthétise les centres [4Fe4S] de la nitrogénase, une enzyme catalysant la réduction de l’azote 

gazeux N2 en ammonium NH4
+. Le système NIF est également présent dans certaines bactéries 

incapables de réduire le diazote, comme Helicobacter pylori ou Entamoeba histolytica dans lesquelles 

NIF remplace les machineries ISC et SUF comme système de biosynthèse global pour toutes les 

protéines à centres Fe-S de la cellule (Olson & al, 2000 ; Ali & al, 2004). La machinerie NIF est 

composée uniquement de deux protéines NifS et NifU (Zheng & al, 1993 ; Fu & al, 1994). NifS est une 

cystéine désulfurase homologue à IscS (Zheng & al, 1994). NifU est la protéine d’échafaudage des 

centres Fe-S. C’est une protéine multi-domaines, comprenant un domaine N-terminal homologue à IscU, 

un domaine central qui lie un centre [2Fe2S] permanent qui pourrait être homologue à celui de la 

protéine Fdx de la machinerie ISC et enfin un domaine C-terminal homologue aux protéines Nfu qui 

sont impliquées dans la synthèse et/ou transport des centres [4Fe4S] (Fu & al, 1994). NifU semble donc 

concentrer plusieurs fonctions en une seule protéine, potentiellement pour permettre la synthèse de 

centres [4Fe4S] directement sans intermédiaire [2Fe2S]. 

Chez les eucaryotes, la machinerie CIA assure la synthèse de centres Fe-S pour les protéines 

présentes dans le cytoplasme et le noyau (Figure 15) (Paul & Lill, 2015). Son apparition semble liée à 

la compartimentation subcellulaire dans ces organismes : les machineries ISC et SUF étant localisées 

dans la mitochondrie et le chloroplaste, la machinerie CIA permet d’établir un lien entre ces 

compartiments et le cytoplasme et le noyau. Elle est composée d’au moins 5 protéines qui assurent la 

biosynthèse des centres Fe-S (NBP35, CFD1, CIAPIN, NDOR1, GLRX3). Cette machinerie est 

intimement liée à la machinerie ISC mitochondriale. En effet, un défaut de formation de centres Fe-S 

dans la mitochondrie impacte directement la formation de centres Fe-S dans le cytoplasme. Il a donc été 

proposé que la machinerie ISC synthétise un composé de nature encore inconnue, appelé composé X, 

qui est exporté vers le cytoplasme pour permettre la synthèse de centres Fe-S par CIA (Figure 15). Le 

composé X pourrait être soit un centre [2Fe2S], soit un composé soufré. 

En résumé, la biosynthèse des centres Fe-S suit un processus similaire pour chaque type de 

machinerie qui se divise en deux parties : (1) la formation d’un centre Fe-S sur une protéine 

d’échafaudage et (2) le transfert et le transport du centre Fe-S depuis la protéine d’échafaudage vers les 

protéines cibles via des protéines spécialisées (Lill, 2009) (Figure 16). Au cours de ma thèse, je me suis 

principalement intéressé à la première étape de ce processus et uniquement par la machinerie ISC, c’est-

à-dire la biosynthèse des centres Fe-S sur la protéine d’échafaudage IscU, que je vais maintenant vous 

présenter plus en détails. 
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Figure 15 Biosynthèse des centres Fe-S chez les eucaryotes. La machinerie ISC au sein de la 
mitochondrie permet la biosynthèse des centres Fe-S pour les protéines mitochondriales et permet 
l’export d’un composé X nécessaire à la machinerie cytosolique CIA qui fournit les centres Fe-S pour 
le cytosol et le noyau. (Issue de l’HDR de Benoît D’AUTRÉAUX intitulée mécanisme de biosynthèse 

des clusters Fer-Soufre et maladies associées) 
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Figure 16 Modèle du principe d’assemblage des centres Fe-S. La biogenèse des centres Fe-S se 
déroule en deux grandes étapes : (1) la formation du centre Fe-S sur une protéine échafaudage à partir 
de fer et de soufre fourni par la cystéine désulfurase sous la forme d’un persulfure ; (2) le transport du 
centre Fe-S via des protéines dédiées vers les protéines cibles. (Inspiré de Lill, 2009) 

 

3.2 Description de la machinerie ISC 

La machinerie ISC est localisée dans le cytoplasme chez les procaryotes et dans la mitochondrie 

chez les eucaryotes. Chez ces derniers, elle est héritée d’un ancêtre procaryote absorbé par un organisme 

eucaryote primitif et qui est à l’origine des mitochondries. Il existe donc une homologie très forte entre 

les machineries ISC procaryotes et eucaryotes (voir Tableau 1). La plupart des gènes composant la 

machinerie ISC ont été conservés, mais certains ont disparu ou n’ont jamais été acquis, comme IscR et 

IscX. D’autres protéines ne faisant pas partie de l’opéron isc mais impliquées dans la biogenèse des 

centres Fe-S ont été conservées, notamment la frataxine (CyaY/FXN) et la ferrédoxine réductase 

(FdxR/FDXR). D’autres protéines sont apparus chez les eucaryotes comme ISD11. 

La machinerie ISC étant la seule voie de synthèse des centres Fe-S dans la plupart des 

organismes eucaryotes et des bactéries où elle est présente, les protéines qui la compose sont 

généralement essentielles à la viabilité ce qui a compliqué l’étude de leurs fonctions respectives dans 

l’assemblage. Dans ce contexte, le modèle levure S. cerevisiae a été un outil très puissant pour 

appréhender leurs fonctions en contournant la létalité à l’aide de promoteur régulables permettant de 

diminuer la quantité de protéine tout en préservant la viabilité. L’étude des maladies associées à un 

défaut d’assemblage des centres Fe-S a également fortement contribué à la compréhension du processus 

de biogénèse. En raison du rôle essentiel des centres Fe-S, les maladies touchants les protéines de la 

machinerie ISC sont rares et sont généralement dues à des mutations dans des introns diminuant 

l’expression de la protéine et plus rarement des mutations ponctuelles affectant la fonction de la protéine. 

Elles sont représentées par un nombre extrêmement limité de personnes atteintes, parfois moins d’une 

dizaine, le plus souvent au sein de fratries, à l’exception de l’ataxie de Friedreich qui est beaucoup plus 
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fréquente, nous y reviendrons, mais constituent des objets d’études pour mieux comprendre le rôle de 

chacun des protagonistes de l’assemblage des centres Fe-S. Je vais maintenant m’attacher à décrire 

individuellement chaque protéine des machineries ISC avant de décrire l’état des connaissances sur le 

mécanisme d’assemblage des centres Fe-S par ce type de machinerie. 

 

Nom Procaryote Levure Mammifère 

Protéine échafaudage IscU Isu1/2 ISCU 

Cystéine désulfurase IscS Nfs1 NFS1 

Protéine stabilisatrice de la 

cystéine désulfurase 

- Isd11, Lyrm4 ISD11, LYRM4 

Protéine de transport d’acyle ACP ACP ACP 

Frataxine CyaY Yfh1 FXN 

Ferrédoxine Fdx Yah1 FDX2 

Ferrédoxine réductase Fenr Arh1 FDXR 

Chaperonne HSP70 HscA Ssq1 HSPA9 

Co-chaperonne HscB Jac1 HSC20 

Glutaredoxine Grx4 Grx5 GLRX5 

Protéine échafaudage de type A IscA Isa1/2 ISCA1/2 

Protéine interagissant avec les 

protéines de type A  

- Iba57 IBA57 

Protéine de transfert des centres 

[4Fe4S] 

Bola 

- 

NfuA 

Mrp 

Bola1 

Bola3 

Nfu1 

Ind1 

BOLA1 

BOLA3 

NFU1 

IND1 

Tableau 1 Nom des différentes protéines de la machinerie ISC et facteurs additionnels pouvant 

s’y associer chez les procaryotes, levures et mammifères. 

 



Introduction bibliographique  

 
 

46 

3.2.1 La protéine d’échafaudage IscU/ISCU 

3.2.1.1   Phénotypes cellulaires 

La protéine IscU (ISCU chez les mammifères) est la protéine d’échafaudage des centres Fe-S. 

Le rôle essentiel d’IscU/ISCU dans l’assemblage des centres Fe-S a été mis en évidence tout d’abord 

dans la bactérie par le groupe de Denis Dean (Johnson & al, 2006) puis dans la levure par le groupe de 

Roland Lill. La levure S. cerevisiae code pour deux Isu nommées Isu1 et Isu2 homologues de l’IscU des 

bactéries. La double délétion des gènes isu1 et isu2 est létale dans la levure. Cependant, la délétion de 

l’une ou l’autre Isu restaure la viabilité des levures mais entraine de nombreux phénotypes tels qu’une 

forte accumulation de fer au sein de la mitochondrie, une forte diminution de l’activité de l’aconitase 

qui possède un centre [4Fe4S] et une suppression des dommages oxydatifs sur des levures dépourvues 

de superoxyde dismutase cytosolique à zinc ou cuivre (Garland & al, 1999 ; Schilke & al, 1999). Ces 

phénotypes ont mis en évidence qu’Isu1 et Isu2 étaient impliquées dans la biosynthèse des centres Fe-S 

et que leur rôle n’est pas totalement redondant. Il existe également des homologues d’Isu1 et Isu2 chez 

les eucaryotes supérieurs, ISCU1 et ISCU2, mais il semble que ISCU1 soit la forme prépondérante pour 

l’assemblage des centres Fe-S. Un certain nombre de cas de mutations dans le gène codant pour ISCU 

ont été recensé chez l’homme. La majorité des patients sont homozygotes pour une mutation d’épissage 

dans l’intron 4 du gène iscu entrainant une forte diminution de l’expression de cette protéine (Mochel 

& al, 2008). Ces mutations conduisent à des myopathies associées à une intolérance sévère à l'effort tout 

au long de la vie, dans laquelle un effort mineur provoque une fatigue des muscles actifs, un 

essoufflement et des palpitations cardiaques en association avec une acidose lactique (Larsson & al, 

1964 ; Mochel & al, 2008).  

 

3.2.1.2   Structure et fonction 

ISCU est hautement conservée chez tous les organismes vivants qui possède cette protéine. Il 

s’agit d’une protéine monomérique de 15 kDa comportant 4 hélices α et 3 feuillets β antiparallèles 

(Figure 17). Des études structurales et spectroscopiques ont mis en évidence qu’ISCU coordonne un 

centre [2Fe2S] par 3 résidus cystéines strictement conservés Cys35, Cys61, Cys104 (numérotation 

d’ISCU M. musculus) et un quatrième ligand pouvant être soit l’aspartate Asp37 soit l’histidine His103, 

tous deux également strictement conservés dans les protéines ISCU (Agar & al, 2000 ; Shimomura & 

al, 2008). Ces résidus cystéines sont également retrouvés dans la partie N-terminale de NifU homologue 

d’IscU.  

La structure cristallographique d’un variant d’ISCU d’A. aeolicus dans lequel l’aspartate Asp37 

a été substitué par une alanine et qui stabilise la fixation du centre Fe-S, montre un trimère d’ISCU 

comportant un centre [2Fe2S] coordonné par les trois résidus cystéines et par l’histidine His103 (Figure 
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17a) (Shimomura & al, 2008). Une structure cristallographique du complexe IscS-IscU d’A. fulgidus 

avec le même type de mutant d’IscU (D37A) montre un centre [2Fe2S] coordonné par 4 résidus 

cystéines, les 3 résidus cystéines conservés d’IscU et la cystéine catalytique d’IscS (Figure 17b) 

(Marinoni & al, 2012). Les auteurs ont réalisé une étude par mécanique quantique suggérant que la 

cystéine catalytique d’IscS était un ligand transitoire échangé par la suite par le résidu aspartate Asp37 

d’IscU. Dans la protéine sauvage, des études spectroscopiques et par mutagénèse dirigée ont suggéré 

que le ligand « naturel » est l’aspartate Asp37 (Bonomi & al, 2011). Très récemment la structure d’une 

protéine IscU sauvage de Methanothrix thermoacetophila (archée thermophile) a permis de confirmer 

l’identité du quatrième ligand du centre [2Fe2S] comme étant Asp37 (Kunichika & al, 2021). 

Cependant, les études des mutants de l’aspartate suggèrent que ce ligand pourrait être échangeable par 

His103, ce qui stabiliserait le centre Fe-S au sein d’IscU/ISCU. 

 

Figure 17 Structure des différentes ISCU complexées par un centre [2Fe2S]. (a) Structure 
cristallographique du trimère d’IscU de A. aeolicus avec un centre [2Fe2S] (code PDB : 2z7e). Le centre 
[2Fe2S] est coordonné par 3 résidus cystéines Cys36, Cys63 et Cys107 et par un résidu histidine His106. 
(b) Structure cristallographique du complexe IscS-IscU de A. fulgidus avec un centre [2Fe2S] (code 
PDB : 4eb5). Le centre [2Fe2S] est coordonné par 3 résidus cystéines d’IscU Cys33, Cys58 et Cys101 
et par un résidu cystéine appartenant à IscS Cys321. 

 

Plusieurs études des protéines IscU/ISCU de différents organismes avant reconstitution du 

centre Fe-S ont montré la présence de zinc. La structure de la protéine IscU de Haemophilus influenzae 

résolue par RMN a mis en évidence le site de fixation de l’atome de zinc qui prend la place du centre 

[2Fe2S] dans le site d’assemblage (Ramelot & al, 2004) (Figure 18a). Cet atome de zinc est coordonné 

par les 3 résidus cystéines liant le centre [2Fe2S], Cys35, Cys61 et Cys104 et par le résidu histidine 

His103. Cet atome de zinc a été retrouvé dans la structure cristallographique du complexe NFS1-ISD11-

ACP-ISCU humain (Boniecki & al, 2017). Dans la structure d’ISCU de M. musculus résolue par RMN, 
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le zinc est coordonné de manière différente, par Cys35 et Cys61, l’aspartate Asp37 et l’histidine His103 

(Figure 18b). Au final, les différentes coordinations pour le centre [2Fe2S] et pour l’atome de zinc 

suggèrent une forte plasticité du centre métallique d’ISCU, qui pourrait être une caractéristique 

importante de cette protéine pour permettre l’insertion séquentielle de soufre et de fer conduisant à la 

formation d’un centre Fe-S. La présence d’un atome de zinc dans IscU/ISCU a amené un certain nombre 

de questions sur son rôle potentiel et la possibilité d’insérer du fer, mais il a également été proposé que 

cela pourrait être dû à un artefact de purification car de grandes quantités de zinc sont libérées au cours 

de la lyse des cellules pour extraire les protéines purifiées. Lorsque j’ai débuté ma thèse aucune forme 

d’IscU liant du fer dans son état initial avant assemblage n’avait été caractérisée. 

 

Figure 18 Structure de la protéine échafaudage ISCU liant un atome de zinc de deux organismes 
différents. (a) Structure de IscU de H. influenzae (cyan) résolue par spectroscopie RMN (code PDB : 
1r9p). La protéine IscU lie un atome de zinc dans son site catalytique coordonné par trois résidus 
cystéines et par un résidu histidine. (b) Structure de ISCU de M. musculus (vert) résolue par 
spectroscopie RMN. La protéine ISCU lie un atome de zinc dans son site catalytique coordonné par 
deux résidus cystéines et un résidu histidine et aspartate. 

  

Des études par RMN ont montré qu’ISCU sous forme apo-protéine (c’est-à-dire sans métal) 

existe en solution sous deux formes en équilibre, une forme structurée (S) et une forme déstructurée (D) 

(Kim & al, 2009). En présence de zinc ou de fer la forme S est stabilisée (Figure 19c) (Kim & al, 2012 ; 

Kim & al, 2012, Iannuzzi & al, 2014). L’effet structurant du métal s’explique par la distribution spatiale 

des ligands qui forment le site de fixation du métal. Ces acides aminés sont portés par des éléments de 

structure secondaire très éloignés les uns des autres (Figure 19a). Cys35 et Asp37 sont situés au niveau 

d’une épingle de feuillet β (β hairpin), Cys61 est portée par un linker reliant un feuillet β et une hélice 

α et Cys104, His103 sont portés par une autre hélice α (Figure 19a). La fixation du métal permet le 

rapprochement de différentes structures secondaires et donc stabilise la forme S d’ISCU. L’équipe du 

Dr. John L. Markley (Madison, USA) a montré que certains mutants favorisent l’une des deux formes 

en absence de métal (Kim & al, 2012). Les mutants de l’aspartate Asp37 en résidus hydrophobes: D37V, 

D37L et D37A ainsi que les mutants N88A, S105A et E109A stabilisent la forme S (Figure 19b). Cette 
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stabilisation s’explique probablement par la création d’interactions hydrophobes « non naturelles » entre 

différentes régions de la protéine. Inversement, les mutants K87A et N88D, stabilisent la forme D 

d’ISCU. Cela suggère que K87 forme un pont salin important pour la structuration de la forme S. Par 

contre, l’effet inverse des mutations N88A et N88D demeure une énigme.  

 

Figure 19 Structure de la protéine échafaudage ISCU sous différents états de repliement.                           
(a) Structure de IscU d’E. coli résolue par spectroscopie RMN (code PDB : 2l4x). La protéine IscU se 
trouve principalement sous une forme D sans son métal. Les éléments liant le métal se trouvent sur des 
structures secondaires différentes notamment des boucles flexibles qui favorisent cette forme D.                     
(b) Structure de IscU D37A d’E. coli résolue par spectroscopie RMN (code PDB : 2kqk). Ce mutant 
IscU D37A favorise la forme S en diminuant la flexibilité des boucles contenant les résidus liant le 
métal. (c) Structure de IscU de H. influenzae résolue par spectroscopie RMN (code PDB : 1r9p). La 
protéine IscU lie un atome de zinc dans son site catalytique coordonné par les trois résidus cystéines et 
par un résidu histidine permettant le rapprochement des structures secondaires afin de stabiliser la forme 
S. 

 

3.2.2   Les cystéines désulfurase IscS et NFS1 

3.2.2.1   Phénotypes cellulaires 

La délétion des gènes iscS chez A. vinelandii et de son homologue nfs1 chez S. cerevisiae, codant 

pour la cystéine désulfurase (CD) de la machinerie ISC, sont létales (Zheng & al, 1998 ; Li & al, 1999). 

Chez E. coli, la délétion du gène iscS est viable en raison de la présence de la machinerie SUF qui prend 

le relais (Schwartz & al, 2000). Mais cette délétion engendre tout de même un phénotype de défaut de 

synthèse de centres Fe-S, ce qui montre que les machineries ISC et SUF ne sont pas totalement 

redondantes fonctionnellement. Des déficiences en NFS1 ont également été référencées chez l’homme, 

qui conduisent à des déficits en complexes II et III de la chaine respiratoire mitochondriale lié à la 

mutation ponctuelle Arg72Glu dans NFS1 (Farhan & al, 2013 ; Lim & al, 2013). Cependant, ces défauts 

ne sont peut-être pas uniquement liés à un déficit en centres Fe-S car les CD NFS1 et IscS sont source 

de soufre non seulement pour la biosynthèse des centres Fe-S mais également pour la thiolation des 
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ARN de transfert, la synthèse de thiamine, de NAD et du cofacteur à molybdène via les protéines ThiI 

et TusA chez les procaryotes et TUM1 et MOCS3 chez les eucaryotes (Black & Dos Santos, 2015).  

 

3.2.2.2   Structure et fonction 

Les CD sont des enzymes d’environ 45 kDa appartenant à la famille des enzymes à phosphate 

de pyridoxal (PLP), un cofacteur qui permet de réaliser des réactions de transamination et de 

décarboxylation des acides aminés. Dans le cas de IscS/NFS1, le PLP intervient dans la désulfurisation 

de la L-cystéine conduisant à la formation d’un persulfure sur une cystéine conservée, appelée cystéine 

catalytique (Figure 20).  

Ces enzymes sont capables de transférer le soufre sous forme persulfure grâce à une boucle 

flexible portant cette cystéine catalytique. Les CD sont classées en deux groupes selon la taille de cette 

boucle flexible (Black & Dos Santos, 2015). Les CD avec les plus grandes boucles sont regroupées dans 

le groupe I qui contient NFS1, IscS et NifS et les autres dans le groupe II qui contient notamment SufS. 

Cependant, le mécanisme par lequel ces enzymes forment leur persulfure est identique (Figure 20). Le 

cofacteur PLP est lié à l’enzyme par une lysine formant une liaison aldimine et il est stabilisé par de 

nombreuses liaisons hydrogène ainsi que de nombreux résidus polaires facilitant l’accès du substrat. La 

L-cystéine se lie au cofacteur PLP en prenant la place du résidu lysine en formant une liaison aldimine 

(réaction 1). Cet intermédiaire se réarrange en ketimine par la formation d’une double liaison entre le 

carbone α de la cystéine et l’azote de la lysine (réaction 2). La cystéine catalytique de la CD est ensuite 

déprotonée par une base, ce qui permet une attaque nucléophile du thiolate sur le soufre de 

l’intermédiaire ketimine avec la L-cystéine, générant ainsi un persulfure (réaction 3). L’autre produit 

de la réaction est la formation d’une double liaison entre les carbones α et β (intermédiaire alanine-

énamine) qui est ensuite protoné pour conduire au final à un intermédiaire alanine-aldimine après 

réarrangement (réactions 4 et 5). De la L-alanine est ensuite relarguée et la lysine de l’enzyme se relie 

à nouveau au cofacteur PLP (réaction 6). Le soufre terminal du persulfure est également appelé soufre 

« sulfane » et de manière récurrente il est considéré comme étant à l’état redox 0 tandis que le soufre 

adjacent resterait lui à l’état -II. En réalité lorsque deux atomes identiques sont liés par une liaison 

covalente et sont plus électronégatifs que leurs voisins, ils partagent leurs électrons, comme dans les 

peroxydes (ROOR’) et les ponts disulfures dans lesquels les deux atomes d’oxygène et de soufre sont 

au degré -I. Ainsi, au cours de la réaction de formation du persulfure, les degrés d’oxydation du soufre 

de la L-cystéine et de la cystéine catalytique de la CD sont tous deux modifiés ; ils passent de l’état –II 

dans leur forme thiol de départ à l’état –I dans le persulfure. Le persulfure porté par la cystéine 

catalytique peut ensuite être transféré à un autre thiol par une réaction de transpersulfuration qui est 

formellement une attaque nucléophile du thiolate accepteur sur le soufre sulfane (réaction 6). Le bilan 

redox de cette réaction est nul car le sulfane conserve son degré d’oxydation et les soufres porteurs sont 
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symétriquement oxydés et réduits, il n’y a donc pas besoin d’apport externe en électron pour cette 

réaction. 

 

 

Figure 20 Mécanisme de formation du persulfure sur les CD. Le cofacteur PLP est lié à une lysine 
de la CD sous la forme d’une Lys-aldimine. La L-cystéine (en rouge) va se lier au cofacteur PLP en 
prenant la place de la lysine sous la forme d’une Cys-aldimine (1), qui est réarrangée en Cys-ketimine 
(2). La cystéine catalytique de la CD (en orange) est déprotonée permettant son attaque nucléophile sur 
la Cys-ketimine pour générer un persulfure (en bleu) (3). La formation d’une double liaison entre le 
carbone α et β de l’intermédiaire Cys-ketimine permet de générer un intermédiaire Ala-énamine (3) puis 
une protonation permet de générer une Ala-ketimine (4) puis une Ala-aldimine (5). À la fin de la 
réaction, le persulfure est formé sur la cystéine catalytique et une molécule de L-alanine est relarguée 
(6). (Issue de Srour & al, 2020)    

 

Chez les eucaryotes, NFS1 est en complexe avec deux petites protéines : ISD11 et ACP (Acyl 

Carrier Protein) qui forment elles-mêmes un complexe ISD11-ACP entre elles via un acide gras porté 

par ACP (Boniecky & al, 2017 ; Cory & al, 2017). Des cas de mutations affectant ISD11 ont été 

recensées chez l’homme qui conduisent à des déficiences infantiles des complexes II et III de la chaine 

respiratoire mitochondriale. Il s’agit de la mutation Arg72Glu dans NFS1 empêchant la liaison avec 

ISD11 et la mutation Arg68Leu dans ISD11 empêchant la formation du complexe NFS1-ISD11 (Farhan 

& al, 2013 ; Lim & al, 2013). Ces données indiquent donc qu’ISD11 joue un rôle essentiel pour la 

fonction de NFS1. Des études dans la levure S. cerevisiae ont également montré qu’Acp et Isd11 étaient 

requises pour une activité optimale de Nfs1 (Wiedemann & al, 2006). ISD11 fait partie de la famille des 

protéines LYR uniquement présentes chez les eucaryotes qui tirent leur nom d’un motif canonique Leu-
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Tyr-Arg (LYR) caractéristique. La levure S. cerevisiae possède 4 autres protéines LYR : Sdh6, Sdh7, 

Mzm1 et Fmc1 qui sont impliquées dans l’assemblage des complexes respiratoires II, III et V (Adam & 

al, 2006 ; Atkinson & al, 2011 ; Lefebvre-Legendre & al, 2001 ; Na & al, 2014). Chez les mammifères, 

la famille des protéines LYR est plus vaste. On retrouve 4 orthologues de Sdh6, Sdh7, Mzm1 et Isd11, 

les sous-unités NB4M et NDUFA6 qui interagissent avec le complexe I (Angerer & al, 2014), L0R8F8 

régulateur de la biogenèse des ribosomes mitochondriaux (Brown & al, 2017) et plusieurs autres 

protéines LYR aux fonctions encore inconnues. Les protéines LYR interagissent directement avec ACP, 

une protéine mitochondriale de transport d’acyle qui est un composant essentiel de la voie de synthèse 

des acides gras (mtFAS) dans la mitochondrie (Angerer, 2015 ; Hiltunen & al, 2010). L’initiation et 

l’élongation des chaines acyles par mtFAS emploient différentes enzymes qui interagissent toutes de 

manière transitoire avec ACP, qui elle fonctionne comme une protéine d’échafaudage pour la synthèse 

des acides gras. ACP possède un groupement prosthétique appelé 4’-phosphopantéthéine (4’-PP) lié de 

façon covalente à un résidu sérine fournissant le thiol sur lequel les acides gras sont synthétisés (Stuible 

& al, 1998). L’acide gras intermédiaire acyl-ACP comportant 8 atomes de carbone préalablement 

synthétisés par la mtFAS permet la biosynthèse de l’acide lipoïque qui est un cofacteur important pour 

de nombreuses protéines mitochondriales (Brody & al, 1997). Des études biochimiques in vitro ont mis 

en évidence que mtFAS permettait la formation d’acide gras comportant plus de 8 atomes de carbone 

sur ACP qui sont impliqués dans un processus de régulation (Zhang & al, 2005). Une étude récente a 

montré que la régulation de la biosynthèse des acides gras est directement liée à la régulation de la chaine 

respiratoire (Van Vranken & al, 2018).  En effet, lorsque la concentration en acétyl-CoA diminue, la 

production d’acides gras sur ACP est également diminuée, conduisant à une diminution de l’assemblage 

des différents complexes de la chaine respiratoire comportant des protéines LYR, s’accompagnant d’une 

diminution de la synthèse de centres Fe-S et une respiration mitochondriale fortement réduite. 

L’interaction entre ISD11 et ACP semble donc essentielle pour la synthèse de centres Fe-S. 

L’interaction entre ACP et ISD11 se fait notamment via la chaine d’acides gras d’ACP 

comportant entre 12 et 16 carbones (Boniecky & al, 2017 ; Cory & al, 2017). Il semble que la fixation 

d’ACP à ISD11 via cette chaine d’acide gras soit essentielle pour stabiliser ISD11, qui est insoluble 

seule ; de même la fixation du complexe ISD11-ACP à NFS1 sert à stabiliser cette dernière qui est très 

peu soluble seule (Van Vranken & al, 2016 ; Yan & al, 2016 ; Herrera & al, 2019). En effet, le complexe 

Nfs1-Isd11 est déstabilisé lorsque le résidu sérine d’ACP portant le 4’-PP est muté ou lorsque le gène 

ppt2 codant pour la 4’-PP transférase est invalidé (Van Vranken & al, 2016). De plus, l’inactivation de 

l’ACP mitochondriale dans des cultures de myoblastes déstabilise la machinerie d’assemblage des 

centres Fe-S (Van Vranken & al, 2016). Cette étude montre également qu’un défaut de biosynthèse de 

l’acide lipoïque n’a aucun effet sur la formation des centres Fe-S alors qu’un défaut d’acylation d’ACP 

affecte la biosynthèse des centres Fe-S (Van Vranken & al, 2016).  



Introduction bibliographique  

 
 

53 

Les structures des CD ont montré que ces protéines sont des homodimères. Étonnamment, deux 

structures cristallographiques du complexe NFS1-ISD11-ACP ont été déterminées avec deux 

conformations différentes (Boniecky & al, 2017 ; Cory & al, 2017). Une structure avec une 

conformation dite « fermée » où les deux sous-unités NFS1 complètent le site de fixation du PLP 

(Figure 21a) (Boniecki & al, 2017 ; Nakamura & al, 2020). Cette conformation « fermée » est similaire 

à celle obtenue avec IscS (Figure 21b) (Cupp-Vickery & al, 2003). La seconde structure montre une 

conformation dite « ouverte » dans laquelle l’arrangement des deux sous-unités NFS1 ne permet plus 

de compléter le site de fixation du PLP et est donc considérée comme inactive, mais cela n’a pas encore 

pu être démontré car il n’est pas possible aujourd’hui d’isoler l’une ou l’autre des conformations en 

solution (Figure 21c) (Cory & al, 2017). Dans la conformation « fermée », l’interface de dimérisation 

est principalement constituée par les deux sous-unités NFS1. Dans la conformation « ouverte » cette 

surface de dimérisation NFS1-NFS1 est beaucoup plus réduite car la dimérisation est également assurée 

des interactions entre ISD11 et NFS1. ISD11 semble donc jouer un rôle essentiel dans la stabilité de 

cette conformation « ouverte ». 

 

 

Figure 21 Structure des différentes conformations de la CD humaine NFS1-ISD11-ACP. (a) 
Structure cristallographique du complexe NFS1-ISD11-ACP dans sa conformation « fermée » (code 
PDB : 5wgb). L’interface de dimérisation est principalement due aux NFS1 sans contact entre les 
ISD11-ACP. Les poches contenant les PLP sont dites complètes suggérant une forme active. (b) 
Structure cristallographique du dimère d’IscS (code PDB : 1p3w). La conformation d’IscS et similaire 
à la conformation « fermée » du complexe NFS1-ISD11-ACP. (c) Structure cristallographique du 
complexe NFS1-ISD11-ACP dans sa conformation « ouverte » (code PDB : 5usr). L’interface de 
dimérisation semble faire intervenir les deux ISD11. Les poches contenant les PLP sont incomplètes 
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suggérant une forme inactive de NFS1. Les NFS1 sont en rose clair et foncé, ISD11 en jaune clair et 
foncé et ACP en vert clair ou foncé. 

 

3.2.3 La ferrédoxine Fdx/FDX2 

3.2.3.1   Phénotypes cellulaires 

L’opéron isc code pour une ferrédoxine (Fdx) qui a été conservée chez les eucaryotes (Johnson 

& al, 2005 ; Tagawa & al, 1962). Cette ferrédoxine possède un centre [2Fe2S] et reçoit ses électrons 

d’une flavine-réductase, FdxR, qui elle ne fait pas partie de l’opéron isc. FdxR utilise le NADPH comme 

source d’électrons pour réduire le centre [2Fe2S] de la Fdx (Kurisu & al, 2001). Les délétions du gène 

de la ferrédoxine fdx chez A. vinelandii ou de son homologue Yah1 chez S. cerevisiae sont létales, 

indiquant ainsi que ces protéines sont essentielles à la synthèse des centres Fe-S. La déplétion de Fdx 

dans des cellules de levures à l’aide d’un promoteur réglable, entraine une forte diminution de la 

formation des centres Fe-S, ce qui confirme leur rôle prépondérant dans la biosynthèse des centres Fe-

S (Lange & al, 2000 ; Johnson & al, 2006). Chez E. coli, la délétion du gène fdx est viable probablement 

en raison de la présence de la machinerie SUF qui prend le relais (Tokumoto & Takahashi, 2001). Mais 

cette délétion engendre tout de même un phénotype de défaut de synthèse de centres Fe-S ce qui 

confirme que cette protéine est directement impliquée dans la biosynthèse des centres Fe-S par la 

machinerie ISC. Chez l’homme, il y a deux ferrédoxines, FDX1 principalement localisée dans les 

glandes surrénales et FDX2 présente dans tous les tissus. FDX1 est principalement impliquée dans la 

synthèse de stéroïdes alors que FDX2 est impliquée dans la formation des centres Fe-S dans la 

mitochondrie (Sheftel & al, 2010). Des cas de patients présentant une déficience en FDX2 ont été 

recensés. Il s’agit de mutations dans le codon d’initiation ATG provoquant l’interruption de l’expression 

de FDX2 (Spiegel & al, 2014). Ces mutations conduisent à des myopathies associées à une intolérance 

sévère à l’exercice, de la fatigue, de la tachycardie ainsi que de fortes douleurs dans les muscles (Larsson 

& al, 1964 ; Mochel & al, 2008). 

Il est important de noter que la délétion du gène arh1, le partenaire de Fdx, est également létal 

chez S. cerevisiae soulignant toute l’importance de ce couple pour la synthèse de centres Fe-S et 

l’absence de redondance (Manzella & al, 1998). Des mutations au sein de FDXR (Arg242Trp ; 

Arg306Cys ; Leu215Val) ont été récemment observées chez de jeunes patients développant des 

neuropathies sensorielles accompagnées de surdité et/ou d’atrophie optique (Paul & al, 2017). Dans la 

levure S. cerevisiae, la surexpression de FDXR humaine dans des souches où le gène de la ferrédoxine 

réductase arh1 a été supprimé, permet de restaurer la viabilité. Les auteurs ont ainsi pu tester les 

mutations cliniques dans la FDXR humaine, chez S. cerevisiae. La mutation Arg242Trp n’est pas 

capable de restaurer une croissance cellulaire normale suggérant une perte de fonctionnalité de la FDXR. 
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Les mutations Arg306Cys et Leu215Val ne modifient pas la croissance cellulaire mais diminuent 

drastiquement l’activité de l’aconitase suggérant une déficience en centres Fe-S (Paul & al, 2017).  

 

3.2.3.2   Structure et fonction 

Fdx est une petite protéine d’environ 15 kDa capable de transférer un électron grâce à son centre 

[2Fe2S] qui existe dans les états 2+ et 3+. La structure cristallographique de Fdx d’E. coli montre que 

cette protéine possède une structure tertiaire composée de 5 feuillets β et de 3 hélices α reliées entre eux 

par des boucles flexibles (Figure 22a) (Kakuta & al, 2001). Le centre [2Fe2S] est partiellement exposé 

au solvant. Il est coordonné par les 4 résidus cystéines conservés : Cys42, Cys48, Cys51 et Cys87. De 

plus, Fdx possède deux domaines acides composés de nombreux résidus glutamate et aspartate 

correspondant aux domaines d’interactions avec la réductase FdxR et potentiellement d’autres 

partenaires. La structure cristallographique de FDX2 humaine présente une architecture similaire avec 

néanmoins 2 hélices α supplémentaires (Figure 22b). Le rôle exact de cette protéine dans l’assemblage 

des centres Fe-S était inconnu lorsque j’ai débuté ma thèse mais plusieurs travaux ont mis en évidence 

son interaction avec différentes protéines de l’opéron isc dont IscS, IscA et HscA (Ollagnier-de-

Choudens & al, 2001 ; Tokumoto & al, 2002 ; Kim & al, 2013). L’équipe d’Annalisa Pastore a montré 

par spectroscopie RMN, SAXS et BLI (BioLayer Interferometry) qu’IscS interagit spécifiquement avec 

la forme holo-Fdx par le biais d’interactions électrostatiques (Yan & al, 2013). Le site de fixation de 

Fdx étant très proche de la boucle flexible d’IscS, les auteurs ont également proposé que Fdx soit capable 

de réduire le persulfure d’IscS. Le transport d’électron serait médié par le résidu Tyr103 ou His107 de 

Fdx. Les auteurs ont également montré que le site de fixation de Fdx sur IscS est en compétition avec 

les sites de fixation de la frataxine bactérienne CyaY et de IscX mais pas celui d’IscU. Cependant, 

l’équipe de John L. Markley a montré par spectroscopie RMN que la fixation de Fdx sur IscS induit la 

dissociation de IscU (Kim & al, 2013). Sur la base de ces résultats, les auteurs ont proposé un modèle 

dans lequel Fdx fournit un électron au persulfure d’IscS sous la forme d’un anion radicalaire persulfure 

qui est par la suite transféré à IscU (Kim & al, 2013). Une étude SAXS plus récente sur le complexe 

ISC de C. thermophilum a montré que Fdx interagit avec le complexe NFS1-ISD11-ACP-ISCU-FXN 

(NIAUF) au niveau d’un site de fixation différent de celui de FXN (Boniecki & al, 2017). Dans ce 

modèle, le centre [2Fe2S] de Fdx est très proche du site d’assemblage des centres Fe-S d’ISCU, 

suggérant plutôt un transfert d’électrons à IscU. Au début de ma thèse, la cible primaire de Fdx/FDX2, 

IscS/NFS1 ou IscU/ISCU, étant donc une question ouverte. 
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Figure 22 Structure de Fdx d’E. coli et de FDX2 humaine. (a) Structure cristallographique de Fdx 
provenant d’E. coli (code PDB : 1i7h). Les résidus en rouge représentent les résidus des deux régions 
acides impliquées dans l’interaction avec la réductase et ces autres partenaires (b) Structure 
cristallographique de FDX2 humaine (code PDB : 2y5c). 

 

3.2.4 La frataxine 

3.2.4.1   Phénotypes cellulaires 

L’implication de la frataxine dans la biosynthèse des centres Fe-S a été découverte par le biais 

d’une maladie humaine, l’ataxie de Friedreich, qui est causée par des mutations dans le gène codant 

pour cette protéine (voir paragraphe suivant). Un homologue bactérien, CyaY, a ensuite été identifié. La 

raison pour laquelle CyaY n’avait pas été découverte en premier est qu’elle ne fait pas partie de l’opéron 

isc. Les études phylogéniques ont ensuite montré que la frataxine est présente chez les eucaryotes et 

certaines bactéries à Gram-négatif, mais elle est absente des archées et des bactéries à Gram-positif 

(Gibson & al, 1996). Il semble donc que la frataxine ne soit pas une protéine essentielle à l’assemblage 

des centres Fe-S, car elle n’est pas conservée dans tous les organismes. 

Lorsque le gène muté dans l’ataxie de Friedreich a été identifié en 1996, la fonction de la 

frataxine était inconnue. Cependant, assez rapidement, les phénotypes cellulaires liés au déficit ou à 

l’absence de frataxine ont mis en évidence un rôle essentiel dans l’homéostasie du fer (Foury & 

Cazzalini, 1997 ; Puccio & al, 2001). Les principaux phénotypes sont un déficit en centres Fe-S et en 

hèmes, une accumulation de fer dans les mitochondries et une sensibilité accrue au stress oxydant. Les 

modèles levures ont confirmé l’importance de la frataxine (Yfh1 dans la levure) dans le métabolisme du 

fer. Chez les procaryotes, cependant, les phénotypes sont moins prononcés. Dans des souches E. coli et 

S. enterica cultivées dans des conditions standards, aucun phénotype de croissance n’avait été observé 

en absence de CyaY (Li & al, 1999 ; Vivas & al, 2006 ; Roche & al, 2005). Cependant, dans certaines 

conditions plus spécifiques, des phénotypes de croissance et de défaut de synthèse de centres Fe-S sont 

présents. Chez S. enterica, ces phénotypes sont révélés lorsque la protéine YggX est également absente 

(Vivas & al, 2006). La fonction de YggX n’est pas connue mais semble liée au métabolisme du fer. 

Chez E. coli, un phénotype est observé dans des expériences de co-culture avec une souche sauvage 
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(Roche & al, 2015). Les mesures d’activité de différentes enzymes à centres Fe-S effectuées chez E. coli 

montrent une réduction significative, d’environ 50 %, de la quantité de centres Fe-S qui permet 

d’expliquer ces phénotypes (Roche & al, 2015). De plus, les expériences menées avec des souches 

invalidées pour l’opéron suf ont montré que CyaY interagit spécifiquement avec la machinerie ISC pour 

la synthèse de centres Fe-S mais pas avec la machinerie SUF. Enfin, dans cette étude il a été montré que 

le défaut de biosynthèse des centres Fe-S est dépendant du fer. En milieu pauvre M9, le défaut de 

biosynthèse des centres Fe-S est beaucoup moins marqué voire totalement absent, tandis qu’il est 

clairement visible en milieu riche (LB) et en milieu M9 supplémenté en fer (Roche & al, 2015). 

Globalement, l’ensemble de ces études montre un rôle important, mais non-essentiel, de la frataxine 

aussi bien eucaryote que procaryote dans la biosynthèse des centres Fe-S. 

 

3.2.4.2   L’ataxie de Friedreich 

Alors que les maladies humaines causées par des mutations dans les gènes codant pour les 

protéines de la machinerie ISC sont très rares, voir extrêmement rares, l’ataxie de Friedreich est 

beaucoup plus fréquente (prévalence de l’ordre de 1 naissance sur 25 000 à 50 000 dans les populations 

caucasiennes), ce qui a fortement stimulé la recherche de traitement contre cette maladie (Campuzano 

& al 1996). L’ataxie de Friedreich tire son nom du neurologue Nicolas Friedreich qui a été le premier à 

décrire cette maladie en 1863 (Friedreich, 1863). L’ataxie de Friedreich est une maladie génétique 

s’attaquant principalement au cervelet d’où le nom de maladie neurodégénérative, mais aussi au cœur 

et au foie. Cette atteinte tissu-spécifique semble corrélée au niveau d’expression plus élevé de la 

frataxine dans ces tissus ainsi qu’à une demande énergétique plus importante qui rend ces organes plus 

dépendants des enzymes Fe-S et héminiques et donc de la frataxine (Koutnikova & al, 1997). Cette 

maladie engendre dans un premier temps des troubles de l’équilibre et de la coordination (ataxie) dus à 

une neurodégénérescence du cervelet et de la voie spinocérébelleuse, puis une atteinte cardiaque 

conduisant à une hypertrophie du cœur. Les patients atteints peuvent parfois présenter des troubles 

ostéo-articulaires et un diabète de type I. Les premiers symptômes de la maladie apparaissent 

généralement entre 7 et 14 ans. Il est très rare que cette maladie apparaisse après 20 ans (Filla & al, 

1990). C’est une maladie caucasienne touchant autant les femmes que les hommes et que l’on retrouve 

peu ou pas en Afrique et en Asie (Labuda & al, 2000). 

La découverte en 1996 des anormalités génétiques responsable de l’ataxie de Friedreich a permis 

de faire des corrélations entre génotypes et phénotypes (Campuzano & al, 1996). Cette maladie est due 

à une expansion anormale de triplet GAA situé dans l’intron 1 du gène de la frataxine porté par le 

chromosome 9 (Puccio & Koenig, 2000). Cette expansion anormale peut s’étendre de 70 à 2000 

répétitions de triplet GAA alors que chez un patient sain cette expansion n’excède pas 40 répétitions. 

Dans la plupart des cas (97 %) les patients sont homozygotes, avec les deux allèles touchés par cette 
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expansion anormale. Dans de rares cas (3 %) les patients sont hétérozygotes, un allèle possède 

l’expansion anormale alors que l’autre allèle possède des mutations ponctuelles ou des délétions. Dans 

les deux cas, on observe une inhibition de la transcription du gène de la frataxine se traduisant par une 

forte diminution de l’expression de cette protéine de l’ordre de 75 à 95 %. 

Il est important de noter qu’une quarantaine de mutations sur des résidus conservés ont été 

recensées dans la FXN chez les patients atteints de l’ataxie de Friedreich. Ces mutations peuvent être 

des insertions, des substitutions ou bien des délétions d’un à plusieurs nucléotides. Ces mutations 

engendrent d’une part des non-sens, des délétions d’exons, des décalages du cadre de lecture ou bien 

des erreurs dans l’épissage ayant pour conséquence une troncation importante de la FXN ou bien 

l’absence totale de FXN (Lynch & al, 2012). D’autre part, ces mutations provoquent des faux-sens 

affectant la stabilité et la fonctionnalité de la FXN (Schmucker & al, 2011). Les mutations L106S, 

D122Y, G130V, N146K, R165C, L182F sont liées à des formes moins sévères de la maladie (Zühlke & 

al, 2004). Les mutations I154F, W155F/A/R présentent des formes extrêmement sévères de la maladie. 

La diminution de l’expression de la frataxine se traduit par une déficience de l’activité des 

protéines héminiques et des enzymes à centre Fe-S aussi bien dans la mitochondrie que dans le 

cytoplasme, ce qui indique que la frataxine contrôle la production des centres Fe-S de la mitochondrie 

et du composé X (Rötig & al, 1997 ; Puccio & al, 2001). S’ajoute à ce phénotype, une accumulation de 

fer dans la mitochondrie ainsi qu’une sensitivité accrue au stress oxydatif (Puccio & al, 2001 ; Bradley 

& al, 2004). Ce faisceau de phénotypes a rendu l’élucidation de sa fonction biochimique très complexe 

et à conduit à de nombreuses controverses que nous allons détailler par la suite. 

 

3.2.4.3   Localisation, maturation et structure 

La frataxine possède deux domaines, un domaine N-terminal de 70 à 90 résidus, présent 

uniquement chez les eucaryotes qui contient la séquence d’adressage à la mitochondrie et un domaine 

C-terminal composé de 100 à 120 résidus conservés qui constitue la protéine mature (Huynen & al, 

2001). 

La production de la frataxine mature est réalisée par un processus très particulier en deux étapes. 

La frataxine est synthétisée sous la forme d’un précurseur de 210 acides aminés importé dans la 

mitochondrie via une séquence d’adressage en N-terminal qui est ensuite clivée par la MPP 

(Mitochondrial Processing Peptidase) au sein de la matrice mitochondriale entre la glycine 41 et la 

leucine 42 pour conduire à un intermédiaire de 19 kDa noté FXN42-210. Cette forme intermédiaire subit 

par la suite un second clivage par la MPP entre la lysine 80 et la sérine 81 pour donner naissance à une 

forme mature et fonctionnelle de 14 kDa notée FXN81-210 (Koutnikova & al, 1998 ; Condò & al, 2007). 

D’autres états intermédiaires ont également été caractérisés comme l’intermédiaire FXN52-210 ou FXN78-



Introduction bibliographique  

 
 

59 

210 mais tendent à s’oligomériser en présence de fer, alors que la forme mature FXN81-210 est uniquement 

retrouvée sous forme monomérique (O’Neill & al, 2005 ; Prischi & al, 2009). La présence des formes 

intermédiaires in vivo suggère qu’elles pourraient avoir un rôle, mais cela reste encore à déterminer. 

Les alignements de séquences de la forme mature montrent des identités de séquence de l’ordre de 25 

% et des similitudes comprises entre 40 et 70 %, ce qui suggère que la fonction de la frataxine a été 

conservée au cours de l’évolution. La structure de la frataxine de levure S. cerevisiae résolue par RMN 

(Figure 23b) et les structures cristallographiques des frataxines humaine et bactérienne d’E. coli (Figure 

23a,c) montrent des structures très similaires caractérisées par un motif « sandwich αβ » (Cho & al, 

2000 ; He & al, 2004 ; Dhe-Paganon & al, 2000). Ce motif est constitué de 2 hélices α espacées par un 

assemblage entre 5 et 7 feuillets antiparallèles β et reliés par des boucles flexibles. Le domaine N-

terminal se situe proche de la grande hélice α alors que le C-terminal se situe au niveau de la petite hélice 

α. En l’absence d’une fonction biochimique claire, des comparaisons de structures 3D avaient été 

réalisées. Le motif en « sandwich αβ » est retrouvé dans différentes protéines notamment des métallo-

chaperonnes à cuivre comme la protéine humaine HAH1, la protéine levure Atx1 et la protéine CopZ 

de B. subtilis (Figure 23e,f,g) (Anastassopoulou & al, 2004 ; Arnesano & al, 2001 ; Banci & al, 2003). 

Ce motif est également retrouvé dans la protéine NSP3 du coronavirus SARS au niveau de son domaine 

SUD-C (SARS-Unique Domain C-terminal) (Figure 23h) (Johnson & al, 2010) et dans une sous-unité 

du complexe I de la chaine respiratoire nommée Nqo15 qui a été proposée dans la régénération des 

centres Fe-S pour ce complexe (Figure 23d) (Sazanov & Hinchliffe, 2006). Cependant, ces 

comparaisons n’ont pas permis de déterminer la fonction de FXN dans l’assemblage des centres Fe-S.  

 

 

Figure 23 Structure de la frataxine et des protéines similaires structuralement de la frataxine.          
(a) Structure cristallographique de la frataxine de H. sapiens FXN (code PDB : 1ekg). (b) Structure 
résolue par RMN de la frataxine levure S. cerevisiae Yah1 (code PDB : 2ga5). (c) Structure 
cristallographique de la frataxine bactérienne E. coli CyaY (code PDB : 1ew4). (d) Structure 
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cristallographique de la sous-unité Nqo15 du complexe respiratoire I de T. thermophilus (code PDB : 
3i9v). (e-f-g) Structures résolues par RMN des métallo-chaperonnes à cuivre HAH1 d’H. sapiens (e) 
(code PDB : 1TL5), Atx1 de S. cerevisiae (f) (code PDB : 1FES) et CopZ de B. subtilis (g) (code PDB : 
1P8G). (h) Structure résolue par RMN du domaine SUD-C de la protéine NSP3 du coronavirus SARS 
(code PDB : 2KQW). Les différentes structures sont similaires et sont composées de 2 hélices α (en 
rouge) et de 5 à 7 feuillets antiparallèles β (en jaune) reliés par des boucles flexibles (en vert). 

 

Parmi les domaines les plus conservés de la frataxine, se trouve une région exposée au solvant 

constituée d’une dizaine de résidus acides, chargés négativement à pH physiologique (glutamates, 

aspartates) et de résidus hydrophiles portés par la première hélice α et le premier brin β (Figure 24a, 

zone en rouge) (Cho & al, 2000). Le second domaine conservé correspond à une zone spécifique du 

feuillet β (Figure 24b, zone en rouge). Les résidus orientés vers l’intérieur de la protéine ont un rôle de 

structuration et plusieurs d’entre eux sont conservés dont les résidus Ile145, Ile154, Tyr168 et Trp173. 

Les résidus exposés à la surface, essentiels à l’interaction avec les différents partenaires, sont aussi bien 

conservés dont les résidus Asn146, Gln148, Gln153 et Trp155.  

 

Figure 24 Représentation des résidus conservés de la frataxine. (a-b) Structure cristallographique 
de la frataxine de H. sapiens (code PDB : 1ekg) montrant les résidus conservés avec E. coli, M. musculus 

et S. cerevisiae. (a) Région des résidus acides et hydrophiles conservés au niveau de la première hélice 
α et 1 feuillet β, impliqués dans la liaison du fer. Les résidus de couleur saumon représentent ceux pour 
qui la liaison du fer a été établie. (b) Région des résidus conservés du feuillet β impliqué dans la 
structuration de la protéine et dans l’interaction avec ses partenaires. Les résidus de couleur saumon 
représentent les résidus partiellement conservés entre les espèces et les résidus de couleur rouge foncé 
représentent les résidus strictement conservés entre les espèces. 

 

3.2.5   Les protéines de transfert 

Une fois le centre Fe-S formé sur la protéine échafaudage, un système chaperon/co-chaperon va 

permettre le transfert du centre Fe-S vers des protéines de transport.  Chez les procaryotes, ces deux 

protéines HscA (chaperonne) et HscB (co-chaperonne) sont encodées par l’opéron isc. Des homologues 

sont présents chez les eucaryotes, HSPA9 et HSC20 (Ssq1/Jac1 dans la levure) (Dutkiewicz & Nowak, 
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2018). La chaperonne HSPA9 possède deux domaines, un domaine ATPase localisé au niveau du N-

terminal et un domaine SBD (Substrate Binding Domain) au niveau du C-terminal ayant la capacité de 

se lier spécifiquement sur la protéine échafaudage ISCU via un motif LPPVK hautement conversé dans 

toutes les ISCU (Figure 25a) (Silberg & al, 2001 ; Dutkiewicz & al, 2004 ; Cupp-Vickery & al, 2004). 

La co-chaperonne HSC20 possède aussi deux domaines, un domaine stimulant l’activité ATPase de 

HSPA9 et un domaine d’interaction avec ISCU (Figure 25b) (Hoff & al, 2000 ; Füzéry & al, 2008). Le 

C-terminal de la co-chaperonne HSC20 interagit avec des résidus hydrophobes et acides d’ISCU 

(Figure 25b) (Andrew & al, 2006 ; Füzéry & al, 2008 ; Ciesielski & al, 2012). Cette interaction permet 

le recrutement de la chaperonne HSPA9 qui se lie également au motif LPPVK d’ISCU (Dutkiewicz & 

al, 2004). L’hydrolyse d’ATP stimulé par la co-chaperonne HSC20 permet un changement 

conformationnel au niveau du domaine SBD de HSPA9 qui ensuite stimule le transfert du centre Fe-S 

d’IscU vers des protéines acceptrices. 

 

 

Figure 25 Zone d’interaction des chaperonnes HSPA9 et HSC20 avec ISCU. (a) Structure 
cristallographique de la chaperonne HscA d’E. coli en complexe avec le peptide LPPVK d’IscU (sphères 
bleues) (code PDB : 1u00). (b) Représentation de la surface de HscB d’E. coli avec les résidus impliqués 
dans l’interaction avec IscU (en rouge) déterminé par spectroscopie RMN. Cette interaction est médiée 
par une zone hydrophobe et acidique. (Figure (b) issue de Füzéry & al, 2008)  

 

3.2.6   Les protéines relais 

La glutaredoxine 5 (GLRX5) mitochondriale a été caractérisée dans différents organismes 

eucaryotes (zebrafish, humain, levure, GrxS15 chez les plantes) comme l’une des principales protéines 

relais entre IscU et les protéines d’échafaudage IscA, ainsi que des protéines spécialisées 

(Bandyopadhyay & al, 2008 ; Couturier & al, 2015) (Figure 26). GLRX5 appartient à la famille des 

glutaredoxines monothiol qui sont extrêmement bien conservés entre organismes et forment un 

homodimère liant un centre [2Fe2S] inter-domaine pontant, coordonné par la cystéine conservée de 

GLRX5 et par le thiol d’une molécule de glutathion GSH (Rouhier & al, 2007 ; Picciocchi & al, 2007 ; 
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Banci & al, 2014). Quelques cas d’anémie sidéroblastique congénitale autosomale récessive liés à des 

mutations homozygotes du gène de la protéine GLRX5 ont été recensés (Camaschella & al, 2007 ; Liu 

& al, 2014 ; Daher & al, 2019). Chez le poisson zèbre et dans la levure, la délétion du gène glrx5 n’est 

pas létale, il semble donc que soit la fonction de GLRX5 ne soit pas essentielle, soit que d’autres 

protéines soient capables de remplacer GLRX5, notamment GRX2 chez les eucaryotes supérieurs 

(Rodriguez Manzaneque & al, 1999 ; Rodriguez-Manzaneque & al, 2002 ; Wingert & al, 2005).  

 

 

Figure 26 Modèle chaperonnes dépendant du transfert du centre Fe-S vers les protéines cibles. Le 
centre Fe-S nouvellement formé sur la protéine échafaudage ISCU est transféré vers la GLRX5 qui peut 
distribuer ce centre Fe-S aux protéines cibles. La co-chaperonne HSC20 se fixe sur ISCU permettant le 
recrutement de la chaperonne HSPA9 qui se lie spécifiquement sur le motif LPPVK de ISCU. 
L’hydrolyse d’ATP par HSP9A permet un changement conformationnel favorable au transfert du centre 
Fe-S vers la GLRX5. 

 

3.2.7 Protéines ISCA et protéines intervenant plus tardivement  

La fonction des protéines IscA a longtemps été controversée. L’opéron isc code pour une seule 

protéine IscA qui a été dupliquée chez les eucaryotes sous forme ISCA1 et ISCA2. Les gènes isca1 et 

isca2, simple et double mutant, sont non essentiels dans la levure ce qui suggère que les fonctions 

d’ISCA1 et ISCA2 sont redondantes avec d’autres protéines. La capacité d’IscA à lier fortement du fer 

avait initialement conduit à l’hypothèse d’une fonction de donneur de fer (Ding & al, 2004 ; Ding & al 

2005 ; Wang & al, 2010). Mais la capacité d’IscA à lier des centres [2Fe2S] a permis d’émettre d’autres 

hypothèses concernant son rôle, principalement comme transporteur de centre Fe-S et comme protéine 

d’échafaudage en parallèle d’ISCU (Ollagnier-de-Choudens & al, 2001 ; Krebs & al, 2001 ; Morimoto 

& al, 2006 ; Mapolelo & al, 2013). Dans des cellules mammifères, souris et levures, l’absence des 

protéines ISCA1 et ISCA2 provoque un défaut d’assemblage spécifique des centres [4Fe4S] mais 

n’affecte pas la synthèse des centres [2Fe2S] (Mühlenhoff & al, 2011 ; Beilschmidt & al, 2017). Il 

semblerait donc que les protéines IscA soient spécialisées dans la biosynthèse des centres [4Fe4S]. 
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IscA1 et IscA2 possèdent 3 résidus cystéines conservés et forment un hétérodimère capable de lier 

effectivement un centre [4Fe4S] in vitro (Brancaccio & al, 2014). 

D’autres protéines s’associent à IscA, telles que Iba57 et Nfu, soit pour permettre l’assemblage 

des centres [4Fe4S], soit leur transfert et leur insertion. IBA57 forme un complexe avec ISCA2 

partageant un centre [2Fe2S] coordonné par les 3 résidus cystéines de ISCA2 et par un résidu cystéine 

exposé au solvant de IBA57 (Gourdoupis & al, 2018 ; Nasta & al, 2019). NFU1 est une protéine 

homodimérique capable de transférer un centre [4Fe4S] in vitro vers l’aconitase mitochondriale (Cai & 

al, 2016). NFU1 montre une préférence pour transférer des centres [4Fe4S] vers les complexes I et II de 

la chaine respiratoire ainsi que pour la lipoyle synthase (McCarthy & Booker, 2017 ; Uzarska & al, 

2018). D’autres protéines telles que IND1 et BOLA3 sont impliquées respectivement dans la maturation 

du complexe I de la chaine respiratoire et de la lipoyle synthase (Sheftel & al, 2009 ; Cameron & al, 

2011 ; Couturier & al, 2014). 

Les mutations dans les protéines impliquées dans la biosynthèse des centres [4Fe4S] (NFSU1, 

BOLA3, IBA57, ISAC2) conduisent à des syndromes multiples de dysfonctionnement mitochondriaux 

MMDS (Multiple Mitochondrial Dysfunction Syndrome) associés à une acidose métabolique, une 

hyperglycémie et une déficience dans les complexes de la chaine respiratoire mitochondriale et de la 

biosynthèse de l’acide lipoïque. La similitude des phénotypes associée aux défauts de NFSU1, BOLA3, 

IBA57 et ISAC2 renforce l’idée que les protéines ISCA participent aux étapes de biosynthèse et/ou 

transport des centres [4Fe4S], plutôt que comme chaperonne à fer pour ISCU (Ahting & al, 2015 ; Haack 

& al, 2013 ; Ajit-Bolar & al, 2013 ; Al-Hassnan & al, 2015). 

 

3.3   Lien entre les machineries mitochondriale ISC et cytosolique CIA  

La machinerie CIA assure la biosynthèse des centres Fe-S pour les protéines cytosoliques et 

nucléaires. Elle est composée de NBP35 (Nucleotide Binding Protein 35 kDa) et CFD1 (Cytosolic Fe-

S cluster Deficient) qui forment la plateforme d’échafaudage des centres Fe-S et du couple 

CIAPIN/NDOR1 qui forment un système réductase apportant des électrons à NPB35-CFD1 mais dont 

la fonction n’a pas encore été établie (Stehling & al, 2008). NBP35 et CFD1 forment un complexe 

hétérotétramérique coordonnant deux types de centres [4Fe4S] après reconstitution in vitro (Netz & al, 

2012). Un premier centre [4Fe4S] est partagé entre NBP35 et CFD1 et est coordonné au niveau de leurs 

C-terminal par des motifs CX2C, un second centre [4Fe4S] est présent uniquement dans NBP35 et 

coordonné au niveau du N-terminal par un motif CX18CX2CX2C absent chez CFD1. La glutarédoxine 

3, GLRX3, est également impliquée dans le fonctionnement de la machinerie CIA ; son rôle serait le 

transport de centres Fe-S. 
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La synthèse des centres Fe-S des protéines cytosoliques et nucléaires étant dépendante de la 

présence des protéines de la machinerie ISC (NFS1, ISCU, FDX2, FXN, GLRX5) et du transporteur 

membranaire de type ABC, ABCB7 (Atm1 dans la levure), il a été proposé que la machinerie ISC 

synthétise un composé nécessaire à l’assemblage des centres Fe-S par la machinerie CIA (Kispal & al, 

1999 ; Cavadini & al, 2007). La nature de ce composé est inconnue, il est donc appelé composé X. Il 

pourrait s’agir soit d’un composé soufré, soit d’un centre Fe-S (Paul & Lill, 2015 ; Riedel & al, 2019). 

Ces hypothèses reposent sur des études menées dans la levure et dans des cellules humaines montrant 

que NFS1 n’est pas présente dans le cytoplasme et donc qu’il n’y a pas de source de soufre dans ce 

compartiment. L’hypothèse d’un composé soufré est soutenu par plusieurs éléments. La structure 

d’Atm1 et de son homologue bactérien montre la fixation de molécules de GSH au sein de sa cavité 

(Lee & al, 2012 ; Srinivasan & al, 2014). De plus, du glutathion oxydé (GSSG) et du glutathion trisulfure 

(GS-S-SG) sont capables de stimuler l’activité ATPase d’ATM3 d’A. thaliana (Schaedler & al, 2014). 

Enfin une étude menée dans la levure indique que la déplétion en GSH conduit à un défaut de synthèse 

des centres Fe-S (Kumar & al, 2011). Cependant, d’autres groupes seraient parvenus à détecter des 

formes cytosoliques de NFS1 et ISCU dans des cellules mammifères (Rouault, 2015). Mais ces protéines 

se trouvent en très faible quantité dans le cytoplasme et ces données ne sont pas cohérentes avec la 

dépendance mitochondriale de la machinerie ISC (Kispal & al, 1999 ; Cavadini & al, 2007 ; Marelja & 

al, 2008 ; Mühlenhoff & al, 2004). De plus, dans la levure, Nbp35 et les homologues de CIAPIN et 

NDOR1, Dre2 et Tah18, sont des protéines essentielles, ce qui indique clairement que la machinerie 

CIA est la seule voie de synthèse des centres Fe-S dans le cytoplasme (Zhang & al, 2008 ; Vitale & al, 

1996 ; Hausmann & al, 2005 ; Vernis & al, 2009). L’hypothèse de l’export d’un centre Fe-S a 

récemment trouvé un début de preuve expérimentale avec le travail de l’équipe de Dr. James Cowan 

montrant qu’Atm1 est capable d’exporter un centre [2Fe2S]2+ complexé par 4 molécules de GSH ([2Fe-

2S](GS)4
2) (Li & Cowan, 2015).  

De manière remarquable, toutes les cibles la machinerie CIA identifiées à ce jour, sont des 

protéines [4Fe4S] et cette machinerie n’est pas impliquée dans la biosynthèse des centres [2Fe2S] des 

protéines cytoplasmiques mitoNEET, CIAPIN et GLRX3. Il semblerait donc qu’il existe une autre 

machinerie cytoplasmique en amont de la CIA (appelée machinerie X) assurant la biosynthèse de centres 

[2Fe2S] via le composé X, où simplement le transport de centres [2Fe2S] s’il s’avère que le composé X 

est un centre [2Fe2S] (Figure 15). Dans le cas où le composé X serait un composé soufré la machinerie 

X serait donc capable de synthèse de novo de centre Fe-S et la machinerie CIA serait exclusivement 

impliquée dans la synthèse des centres [4Fe4S]. Nbp35 et les homologues de CIAPIN et NDOR1, Dre2 

et Tah18, étant des protéines essentielles dans la levure, la machinerie CIA serait donc la seule voie 

assurant l’assemblage des centres [4Fe4S] dans ce compartiment.  

Dans l’hypothèse, où le composé X serait un composé soufré, le système réductase 

CIAPIN/NDOR1 pourrait être impliqué dans une étape de réduction en ions sulfure pour l’assemblage 
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par la machinerie X. Cependant, la délétion de CIAPIN1 n’affecte pas la maturation du centre [2Fe2S] 

de mitoNEET, mais engendre une diminution drastique des centres [4Fe4S] cytosoliques (Ferecatu & 

al, 2014). Il semblerait donc que son rôle se limite à la biosynthèse des centres [4Fe4S] par la machinerie 

CIA. 

Dans les étapes plus tardives, les centres Fe-S sont pris en charge par la protéine IOP1 (Nar1 

dans la levure) avec les protéines de transfert CIA1 (Cia1 chez la levure), CIA2A (Cia2A chez la levure), 

CIA2B (Cia2B chez la levure) et MMS19 (Met18 chez la levure). IOP1 est une protéine capable de lier 

deux centres [4Fe4S] permettant le transfert de ces centres via le complexe tertiaire CIA1-CIA2B-

MMS19 qui permet l’insertion des centres Fe-S (Seki & al, 2012 ; Stehling & al, 2012 ; Srinivasan & 

al, 2007 ; Stehling & al, 2013).  

 

3.4   Mécanisme de biosynthèse par la machinerie ISC 

Le mécanisme de biosynthèse des centres Fe-S sur la plateforme d’assemblage IscU était l’une 

des questions majeures lorsque j’ai commencé ma thèse. Notamment comment le fer est apporté à IscU 

et sous quelle forme, comment le persulfure généré par NFS1/IscS est converti en ions sulfures, quel 

type de centres Fe-S est synthétisé par IscU/ISCU : [2Fe2S] et/ou [4Fe4S] et par quels mécanismes, 

comment les insertions du fer et du soufre sont-elles coordonnées pour permettre l’assemblage ordonné 

des ions sulfure et fer en centres Fe-S, quels rôles jouent Fdx/FDX2 et CyaY/FXN dans ce processus et 

dans quel ordre interviennent-elles ? 

 

3.4.1   La source de fer 

Alors que des formes d’ISCU liant soit un atome de zinc soit un centre [2Fe2S] ont été 

structuralement caractérisées (Agar & al, 2000 ; Ramelot & al, 2004), aucune forme liant un atome de 

fer n’avait été clairement caractérisée au début de ma thèse. Des expériences d’ITC (Isothermal Titration 

Calorimetry) réalisées par l’équipe du Dr. James Cowan dans les années 2000 avaient mis en évidence 

qu’ISCU pouvait lier deux atomes de fer ferreux mais aussi ferrique (Nuth & al, 2002). La source de fer 

serait potentiellement le LIP mitochondrial. Cette hypothèse s’appuie sur des données suggérant que 

selon la nature des métaux et leur affinité pour les sites protéiques, leur concentration est maintenue à 

des niveaux différents. Les métaux à forte affinité pour les sites métalliques protéiques dont Zn2+, Ni2+ 

et Cu2+ sont maintenus à des concentrations très faibles alors que les métaux à faible affinité comme le 

Fe2+ sont présents dans des LIP à plus forte concentration de l’ordre de 10-6 à 10-7 M ce qui est supérieur 

aux constantes d’affinité pour les protéines à fer qui sont de l’ordre de 10-7 à 10-8 suggérant un transport 

passif (Foster & al, 2014 ; Dudev & Lim, 2013 ; Ba & al, 2009). Des petites molécules organiques telles 
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que le sidérophore 2,5-DHBA (Mühlenhoff & al, 2010 ; Devireddy & al, 2010) ou bien le phosphate, le 

citrate, la cystéine ou le GSH mais avec une spécificité plus faible, pourraient également faciliter 

l’insertion du fer en le rendant biodisponible.  

Cependant, la présence d’un atome de zinc dans IscU pose question étant donné que ce métal a 

une affinité beaucoup plus forte que le fer pour les sites métalliques des protéines. De plus, des études 

par spectroscopie RMN ont remis en cause la fixation directe du fer sur ISCU (Adinolfi & al, 2004). En 

effet, en présence de 5 équivalents molaires de Fe2+, aucune perturbation du déplacement chimique 

d’ISCU (normalement induite par la fixation d’une molécule diamagnétique) n’est observée sur les 

spectres RMN suggérant qu’ISCU est incapable d’interagir avec du fer ferreux ou ferrique (Adinolfi & 

al, 2004). Ces résultats ont conduit à l’hypothèse qu’une protéine chaperonne serait nécessaire pour 

apporter le fer à ISCU lors de l’assemblage des centres Fe-S. 

En raison de sa capacité à lier du fer ferreux et ferrique in vitro, la frataxine a très vite été 

proposée comme la chaperonne à fer pour la machinerie d’assemblage. Mais, suite aux découvertes 

récentes suggérant un rôle dans l’insertion du soufre, cette hypothèse a été remise en cause. 

La ferrochélatase, la métallo-chaperonne mitochondriale qui permet l’insertion du fer dans la 

porphyrine IX pour produire les hèmes a également été proposée pour l’insertion du fer dans ISCU mais 

cela n’a jamais été démontré (Al-Karadaghi & al, 2006). Les protéines IscA ont également été proposées 

comme chaperonnes à fer mais comme nous l’avons vu précédemment ces protéines sont impliquées 

dans la biosynthèse des centres [4Fe4S] (Ding & al, 2004 ; Ding & al, 2005 ; Wang & al, 2010). 

Au final, le processus d’insertion du fer dans IscU/ISCU était totalement énigmatique. De plus, 

si le zinc est présent en conditions physiologiques comment est-il échangé avec le fer ? Existe-t-il une 

métallo-chaperonne pour effectuer cet échange ?  

 

3.4.2   Insertion du soufre 

Le processus d’insertion du soufre est probablement celui qui avait été le mieux étudié. Les 

premières études avec les protéines de A. vinelandii et E. coli ont montrées qu’IscS est capable de fournir 

du soufre à IscU sous forme persulfure par réaction de transpersulfuration via des résidus cystéines 

(réaction 11) (Smith & al, 2001 ; Urbina & al, 2001 ; Smith & al, 2005). 

(11)  IscS-Cys-SSH + IscU-Cys-SH     =>     IscS-Cys-SH + IscU-Cys-SSH 

Étonnamment, jusqu’à 6 persulfures ont été retrouvés dans IscU par spectrométrie de masse. 

Ces persulfures semblent être transférés sur plusieurs résidus cystéines d’IscU incluant Cys37, Cys63 et 

Cys106 et également sous forme de polysulfures (Smith & al, 2005). Étant donné que la protéine IscU 
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utilisée ne contenait pas de fer (bien que cela n’ait pas été recherché), ces résultats ont conduit à un 

premier modèle dans lequel le transfert de persulfure précède l’insertion du fer dans IscU.  

Cependant, une étude d’IscU de T. maritima a mis évidence la fixation de deux atomes de fer à 

IscU sans que la protéine n’ait besoin d’être préalablement persulfurée et une perte d’affinité pour le fer 

une fois persulfurée (Nuth & al, 2002). De plus, les auteurs ont rapporté que la forme persulfurée ne 

pouvait pas être réduite par le fer mais que l’ajout de fer avant IscS et la cystéine conduisait à la 

formation de centres Fe-S. Les auteurs ont donc proposé un modèle alternatif dans lequel l’insertion du 

fer précède le transfert de persulfure et où le fer est le réducteur du persulfure en ions sulfures.  

Une autre hypothèse avait été émise dans laquelle un atome de fer pourrait se lier directement 

sur le persulfure de la cystéine désulfurase formant une espèce Cys-S-S-Fe2+ qui serait directement 

transférée à la protéine ISCU (Layer & al, 2006). 

Le transfert de persulfure a également été étudié avec les protéines eucaryotes de M. musculus 

et H. sapiens. Notre laboratoire a montré en 2015 que le complexe NFS1-ISD11-ACP transfère un seul 

persulfure à ISCU sur sa cystéine Cys104 et en absence de fer (Parent & al, 2015). Il faut noter que la 

présence du zinc et son effet n’avaient pas été évalués dans ces études. 

Plusieurs structures de complexes entre IscU/ISCU et IscS/NFS1 ont été résolues qui permettent 

de mieux comprendre le processus d’insertion de soufre. Les structures cristallographiques des 

complexes entre IscS et IscU d’E. coli et NFS1-ISD11-ACP et ISCU humains montrent des structures 

très similaires où les protéines IscS/NFS1 forment des dimères en conformation « fermée » liant chacune 

deux IscU/ISCU sous forme d’un monomère par sous-unité (Figure 27) (Shi & al, 2010 ; Boniecki & 

al, 2017). La structuration en dimère semble donc être un élément clé du processus d’insertion de soufre. 

L’inspection du site d’assemblage d’ISCU dans le complexe (NFS1-ISD11-ACP-ISCU)2 où du zinc est 

présent dans le site d’assemblage montre que la fixation de NFS1 engendre une réorganisation des 

ligands du site métallique d’ISCU. La cystéine catalytique de NFS1, Cys381, portée par la boucle 

flexible se fixe au métal par échange avec la cystéine Cys35 d’ISCU. Cette configuration pourrait 

faciliter l’insertion de persulfure dans le site d’assemblage d’ISCU, mais aucune structure avec du fer 

n’a été résolue pour montrer que ce changement se produit également dans les conditions d’assemblage 

Fe-S. 
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Figure 27 Structure du complexe de la machinerie ISC. (a) Structure cristallographique du complexe 
IscS-IscU d’E. coli (code PDB : 3LVL). Un monomère d’IscU se lie sur chaque monomère d’IscS. (b) 
Structure cristallographique du complexe NFS1-ISD11-ACP-ZnISCU de H. sapiens (code PDB : 
5wlw). L’architecture du complexe est similaire au complexe de IscS-IscU. NFS1 et IscS sont en rose 
clair et foncé, ISD11 en jaune clair et foncé, ACP en vert clair et foncé, ISCU en cyan et vert turquoise. 

 

L’ensemble de ces données suggère donc que le soufre est fourni à IscU/ISCU sous forme de 

persulfure dans le site d’assemblage. Cependant, la séquence, fer ou soufre en premier, restait à 

déterminer ainsi que le nombre de persulfures en présence de fer dans IscU/ISCU et le mécanisme 

permettant de coordonner les apports en fer et en soufre. 

 

3.4.3   Processus de réduction des persulfures en ions sulfure 

Afin de former un centre Fe-S le persulfure doit être réduit pour générer un ion sulfure S2- 

(réaction 12). Au cours de cette réaction les deux atomes de soufre du persulfure sont initialement au 

degré d’oxydation –I et sont réduits à l’état –II pour donner un ion sulfure et un thiol. Deux électrons 

sont donc nécessaires pour réduire un persulfure.  

(12)  R-Cys-S-IS-IH + 2 e-      =>   RCys-S-IIH + S2-(-II) 

 

Plusieurs réducteurs potentiels ont été proposés pour cette réaction: 

- Les thiols 

Les reconstitutions de centres Fe-S in vitro réalisées avec des réducteurs tels que le DTT, GSH ou 

encore la L-cystéine, ont montré la capacité des thiols à réduire les persulfures pour produire des ions 
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sulfure selon la réaction 13. Cependant, les études menées au laboratoire ont montré que les thiols 

réduisent le persulfure de NFS1, celui transféré à ISCU étant particulièrement difficile à réduire par ce 

type de molécules. De plus cette réaction est indépendante du fer. Il est donc difficile d’imaginer 

comment des centres Fe-S peuvent être formés par ce processus. 

(13)  R-Cys-S-IS-IH + 2 R’-S-IIH      =>   RCys-S-IIH + S2-(-II) + R’-S-I-S-I-R’ 

 

- Le fer 

Dans le modèle où l’insertion de persulfure précède l’atome de fer, il a été proposé que l’atome de 

Fe2+ joue le rôle de réducteur (Smith & al, 2001 ; Urbina & al, 2001). Cependant, cette réduction ne 

libère qu’un seul électron par l’oxydation du Fe2+ en Fe3+ alors que la réduction d’un persulfure en 

nécessite deux. Ce processus nécessiterait donc l’intervention de plusieurs atomes fer dont certains 

sacrificiels qui serait libéré sous forme d’ions Fe3+ particulièrement insoluble. Ce processus semble donc 

peu probable. 

 

- La ferrédoxine 

Des reconstitutions des systèmes levure et bactérien ont montré la capacité du couple Fdx/FdxR 

avec du NADPH à remplacer le DTT pour la production de centres Fe-S (Webert & al, 2014 ; Yan & al, 

2015). De plus, les résultats SAXS obtenus par l’équipe de Miroslaw Cygler ont montré que le centre 

[2Fe2S] de FDX2 est très proche du site d’assemblage d’ISCU ce qui semble compatible avec un rôle 

de donneur d’électrons (Boniecki & al, 2017). Cependant, les vitesses des réactions d’assemblage 

réalisées avec Fdx sont plus lentes que celles réalisées avec le DTT, suggérant que Fdx serait moins 

efficace que les thiols. De plus, le rôle exact de Fdx dans ces reconstitutions n’a pas été démontré. Fdx 

réduit-elle le persulfure d’IscU ou IscS ? Ou aurait-elle un autre rôle ? Il avait notamment été montré 

que Fdx fournit les électrons pour le couplage réducteur de centres [2Fe2S] en centre [4Fe4S] dans IscU. 

Il n’était donc pas établi lorsque j’ai commencé ma thèse, si Fdx était capable de réduire un persulfure.  

 

3.4.4   Rôle de la frataxine dans la biosynthèse de centres Fe-S 

Plusieurs hypothèses ont été émises sur le rôle de la frataxine dans la biosynthèse des centres Fe-S. 

Sur la base des phénotypes cellulaires : accumulation de fer dans la mitochondrie et défaut de 

biosynthèse des centres Fe-S et des hèmes, l’hypothèse d’un rôle dans le stockage du fer a rapidement 

émergé.  
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- Rôle de protéine de stockage du fer 

Les premières études menées in vitro ont montré que des frataxines issues de différents organismes, 

aussi bien eucaryotes que procaryotes, étaient capable de lier du fer. Des affinités de l’ordre de 10-6 pour 

le Fe2+ ont été mesurées par ITC pour les frataxines bactérienne et levure, CyaY et Yfh1 (Bou-Abdallah 

& al, 2004 ; Cook & al, 2006). Les analyses par ITC ont de plus montré que ces frataxines étaient 

capables de lier jusqu’à 7 atomes de Fe2+ ou Fe3+ (Yoon & Cowan, 2003 ; Yoon & Cowan, 2004 ; Huang 

& al, 2008).  Il a ensuite été observé que CyaY et Yfh1 étaient capables de stocker du fer ferrique 

(jusqu’à 3000 atomes de fer) par auto-assemblage en oligomère de taille > 1 MDa (Adamec & al, 2000 ; 

Gakh & al, 2002). Un processus d’auto-assemblage et de stockage du fer similaire aux ferritines a été 

proposé. Dans le système humain, une structure à basse résolution utilisant la coloration négative par 

microscopie électronique a montré la formation d’un oligomère regroupant 24 complexes NIUF (Figure 

28c) (Gakh & al, 2016). Ce complexe est constitué d’un sous-complexe composé des 24 unités d’ISCU 

et de FXN, avec un trimère symétrique d’ISCU liant un trimère symétrique de FXN à chacun de ces huit 

sommets. La fixation de douze dimères de NFS1-ISD11 à la surface permet la formation d’une 

macromolécule globulaire avec un diamètre d’environ 15 nm avec 24 sites de formation de centres Fe-

S.  

Cependant cette fonction de stockage du fer a été remise en question car une surexpression de Yfh1 

dans des souches Δggc1 accumulant du fer ne permet pas de diminuer l’excès de fer présent dans les 

mitochondries (Seguin & al, 2010). De plus, il a été montré que des mutants de Yfh1 incapables 

d’oligomériser, ne présentent aucun phénotype même lorsque la protéine est faiblement exprimée ou 

lorsque le niveau en fer mitochondrial est élevé (Aloria & al, 2004, Schmucker & al, 2008). Dans les 

études de la structure du super-complexe NIUF, les auteurs avaient utilisé une forme non mature de la 

frataxine FXN42-210 humaine qui tend à oligomériser, posant ainsi la pertinence physiologique de cette 

structure. De plus, aucun oligomère n’a été observé in vitro avec la forme complétement mature de 

FXN81-210 humaine qui est la forme prédominante in vivo (Prischi & al, 2009 ; Gakh & al, 2010). Enfin, 

une étude réalisée avec un modèle souris reproduisant les phénotypes de l’ataxie de Friedreich, a montré 

que le défaut de biosynthèse des centres Fe-S précède l’accumulation de fer, ce qui suggère que 

l’accumulation de fer est une conséquence et non pas la cause du défaut de biosynthèse des centres Fe-

S (Martelli & Puccio, 2014).  

 

- Rôle comme chaperonne à fer 

Bien que la fonction de stockage par oligomérisation soit clairement remise en cause, la frataxine 

reste capable de lier du fer in vitro sous sa forme monomérique (Layer & al, 2006 ; Yoon & Cowan, 

2003). Plusieurs acides aminés conservés ont été identifiés pour la liaison du fer notamment des 
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glutamates et des aspartates dans son domaine acide (Layer & al, 2006 ; Yoon & Cowan, 2003). Il a 

donc été proposé que la frataxine vienne apporter le fer à la machinerie de biosynthèse des centres Fe-S 

et de l’hème. En effet, il a été montré assez tôt que les frataxines de levure et humaine étaient capables 

d’interagir avec le complexe NFS1-ISCU (Gerber & al, 2003 ; Ramazzotti & al, 2004). Ces données ont 

ensuite été confirmées par de nombreuses études biophysiques et structurales avec les complexes 

eucaryotes et procaryotes, montrant une interaction directe entre le complexe IscS-IscU et CyaY et entre 

les complexes eucaryotes NIAU et FXN (Adinolfi & al, 2009 ; Prischi & al, 2010 ; Fox & al, 2019, 

Colin & al, 2013) (Figure 28a,b).  

 

 

Figure 28 Modèle et structure des complexes de la machinerie ISC en présence de la frataxine.   
(a) Modèle obtenu pour le complexe IscS-IscU-CyaY par des expériences de SAXS et de RMN (issue 

de Prischi & al, 2010). (b) Structure du complexe humain NIAUF résolue par microscopie électronique 
(code PDB : 6nzu). (c) Structure oligomérique du complexe humain NFS1-ISD11-ISCU-FXN avec une 
forme non mature de la FXN obtenue par coloration négative (code PDB : 5kz5). 

 

Une interaction entre FXN et la ferrochélatase, l’enzyme qui assure l’insertion du fer dans la 

porphyrine à la dernière étape de biosynthèse de l’hème, a également été détectée in vivo et confirmée 

in vitro avec un Kd de l’ordre de 40 x 10-9 (Lesuisse & al, 2003 ; Yoon & Cowan, 2004). Cependant, 

d’autres études in vivo dans des lymphoblastes n’ont pas permis de confirmer cette interaction 

(Schmucker & al, 2011). De plus, il a été montré que la déplétion de Yfh1p dans la levure S. cerevisiae, 

ne diminuait pas la quantité d’hème in vivo suggérant ainsi que la frataxine n’agit pas sur la biosynthèse 

des hèmes (Mühlenhoff & al, 2002). D’autres études ont enfin montré que la déficience en hème était 



Introduction bibliographique  

 
 

72 

induite par un effet à long terme de la non-disponibilité du fer qui malgré son accumulation dans les 

mitochondries reste sous une forme de nanoparticules amorphes de phosphate ferrique insolubles, et non 

pas par un effet direct de la frataxine (Lesuisse & al, 2003 ; Schoenfeld & al, 2005). Par contre, des 

interactions fortes ont été clairement mises en évidence entre FXN, Yfh1 et CyaY et les protéines 

NFS1/IscS et ISCU/IscU, dans différents organismes. De plus, les études dans les modèles souris et 

levure, ont montré que le défaut de biosynthèse des centres Fe-S est très précoce (Martelli & Puccio, 

2014) (Mühlenhoff & al, 2002). Sur la base de ces données, il est largement accepté, aujourd’hui, que 

la frataxine intervient uniquement dans la biosynthèse des centres Fe-S et pas dans celle de l’hème. La 

présence d’un centre Fe-S au sein de la ferrochélatase des mammifères (non présent dans la levure) 

pourrait directement lier la déficience en hème à la déficience en centres Fe-S au moins chez les 

mammifères.  

Bien que des interactions fortes ont été mises en évidence entre FXN, Yfh1 et CyaY et les 

composants de la machinerie ISC, il n’avait pas été clairement établi que la frataxine était capable 

d’assurer l’insertion du fer dans IscU car aucune forme d’IscU liant le fer à l’étape initiale de synthèse 

des centres Fe-S n’avait été caractérisée. De plus, aucun site métallique défini n’est visible dans les 

différentes structures de frataxines. La frataxine possède une large interface acide lui permettant de lier 

plusieurs atomes de fer, aussi bien ferreux que ferrique (Huang & al, 2008). Il semble donc que la 

frataxine lie du fer de manière non spécifique, plutôt que spécifique. 

 

- Rôle de la frataxine dans la production d’ions sulfure fer-dépendante 

Alors que les données chez les eucaryotes (modèles levure, patient FA) montraient un déficit en 

centres Fe-S suggérant un rôle d’activateur, l’équipe du Dr. Annalisa Pastore a montré qu’in vitro, CyaY 

jouait le rôle de régulateur négatif sur la formation des centres Fe-S (Adinolfi & al, 2009). En effet, les 

reconstitutions de la machinerie ISC utilisant du DTT à la place de Fdx, montrent une inhibition en 

présence de CyaY, corrélée à une diminution de la vitesse de formation de L-alanine, produit de la 

désulfurisation de la L-cystéine par IscS. De plus, cet effet inhibiteur est accru en présence de fer. Les 

auteurs en ont conclu à un rôle préventif de CyaY sur la formation d’ions sulfures par IscS en condition 

d’excès de fer qui permettrait d’éviter une « surproduction » de centres Fe-S pouvant conduire à une 

accumulation de fer et à un stress oxydant (fonction « gate-keeper »). L’effet de CyaY comme protecteur 

contre la surproduction d’ions sulfures en conditions riches en fer pourrait alors expliquer l’effet fer-

dépendant de CyaY sur la biosynthèse de centres Fe-S observé in vivo (Roche & al, 2015). 

Cependant, un effet opposé a ensuite été observé avec des systèmes eucaryotes reconstitués (souris 

et humain). Dans ces reconstitutions, qui utilisaient également le DTT comme réducteur, un effet 

stimulateur de la frataxine FXN sur l’activité CD de NFS1 en complexe avec ISCU a été rapportée 

(Parent & al, 2015 ; Colin & al, 2012 ; Tsai & al, 2011). Cette stimulation conduit à une augmentation 
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de la production d’ions sulfures. Afin de mieux comprendre à quelle étape la frataxine agit dans le cycle 

catalytique de l’enzyme, des études enzymatiques ont été conduites au laboratoire. L’activité CD en 

présence de DTT où d’un autre thiol (cystéine, GSH) comme réducteur, se décompose en deux 

étapes principales: (1) formation du persulfure à partir de L-cystéine ; (2) réduction du persulfure par le 

réducteur à thiol (RSH) conduisant à la formation de thiol persulfuré (RSSH) ; (3) réduction de RSSH 

par une autre molécule de RSH menant à la formation de H2S et de thiol oxydé (RSSR) (Figure 29).  

 

Figure 29 Schéma explicatif de l’activité CD de NFS1. Cette activité CD se décompose en deux 
étapes : (1) formation du persulfure par désulfurisation de la L-cystéine ; (2) réduction du persulfure de 
NFS1 par un réducteur RSH (= DTT, L-cystéine, GSH) ; (3) réduction du persulfure du réducteur par 
une autre molécule RSH menant à la formation de H2S. (Inspiré de Srour & al, 2020) 

 

L’activité CD est mesurée en quantifiant la L-alanine ou le H2S formé après plusieurs cycles 

catalytiques de l’enzyme. Dans ce type de réaction multi-étape, la vitesse globale de la réaction est 

limitée par la réaction la plus lente d’entre elles (appelée étape cinétiquement limitante ou déterminante). 

La vitesse globale est alors égale à la vitesse de cette réaction. Donc, si la frataxine joue un rôle sur 

l’activité CD, c’est nécessairement qu’elle agit sur l’étape cinétiquement limitante de ce processus. Les 

premières études avaient proposé que la frataxine stimule la formation du persulfure de NFS1, mais la 

démonstration que cette étape était limitante n’avait pas été apportée (Bridwell-Rabb & al, 2014 ; Tsai 

& Barondeau, 2010 ; Colin & al, 2013 ; Tsai & al, 2011). Des expériences menées au laboratoire ont 

ensuite montré que la vitesse de production d’alanine est dépendante de la concentration en DTT. Or, 

dans le cycle catalytique menant à la production d’alanine, le DTT n’intervient qu’à l’étape de réduction 

ce qui suggérait que la réduction était l’étape limitante (Parent & al, 2015). Des études menées en 

mesurant indépendamment les cinétiques de formation et de réduction de persulfure ont confirmé que 

la réduction (étape 2) était beaucoup plus lente que la formation de persulfure (étape 1) (Parent & al, 
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2015). En conclusion, ces résultats indiquent que la frataxine accélère l’étape de réduction du persulfure 

de NFS1 par le DTT et non pas sa formation. Cependant, la question de la pertinence physiologique de 

cette réaction s’est posée, car d’une part le DTT n’est pas un réducteur physiologique et d’autre part, 

même si la cystéine et le GSH peuvent agir comme réducteur physiologique la production d’ions sulfure 

libres peut-elle être contrôlée pour former des centres Fe-S ? De plus, ces ions sulfures peuvent aisément 

diffuser in vivo et donc la probabilité de rencontrer un atome de fer à l’extérieur du complexe est très 

faible, limitant ainsi la formation de centres Fe-S. 

- Rôle de la frataxine dans la stimulation du transfert de persulfure  

Des études menées au laboratoire et par l’équipe de David Barondeau ont montré que les frataxines 

humaines et de souris favorisent le transfert de persulfure entre NFS1 et ISCU (Bridwell-Rabb & al, 

2014 ; Parent & al, 2015). Les études cinétiques réalisées au laboratoire ont montré que le transfert de 

persulfure vers ISCU était accéléré par un facteur 25 en présence de frataxine. Cependant, les tentatives 

de réduire le persulfure transféré à ISCU par du DTT ou par FDX2 se sont avérées infructueuses, ce qui 

n’a pas permis d’établir si l’effet accélérateur de la frataxine était lié à la biosynthèse des centres Fe-S.  

 

3.4.5   Nature du centre Fe-S formé par ISCU, [2Fe2S] ou [4Fe4S] ? 

Les premières reconstitutions de centres Fe-S utilisant IscS, de la L-cystéine en excès comme 

source de soufre et du DTT comme réducteur ont montré qu’IscU d’A. vinelandii était capable 

d’assembler séquentiellement un centre [2Fe2S] puis un centre [4Fe4S] (Yoon & Cowan, 2003 ; Agar 

& al, 2000). Ces études avaient montré la formation en premier lieu d’une espèce dimérique contenant 

un centre [2Fe2S] puis deux, pour enfin conduire à la formation d’un centre [4Fe4S] (Agar & al, 2000). 

La formation d’un mélange de centres [2Fe2S] et [4Fe4S] a également été observée dans des conditions 

de reconstitutions similaires avec ISCU de H. sapiens en présence du complexe NFS1-ISD11-ACP et 

de DTT (Tsai & al, 2010 ; Colin & al, 2013). Il semble donc, d’après ces reconstitutions, qu’ISCU soit 

capable d’assembler des centres [4Fe4S]. Cependant, la cinétique du processus de formation des centres 

[2Fe2S] et [4Fe4S] est particulièrement lente, plus de 10 heures pour former un centre [4Fe4S]. Il avait 

été montré que le couplage réducteur de centres [2Fe2S] en [4Fe4S] pouvait être catalysé, donc accéléré, 

par Fdx mais la formation des centres [2Fe2S] elle-même restait une étape lente. De plus, la famille des 

protéines d’échafaudage de type A, IscA, a été proposée pour l’assemblage des centres [4Fe4S]. Dans 

des cellules mammifères et souris et dans la levure, l’absence des protéines ISCA1 et ISCA2 provoque 

un défaut spécifique d’assemblage des centres [4Fe4S] mais n’affecte pas la synthèse des centres 

[2Fe2S] (Mühlenhoff & al, 2011 ; Beilschmidt & al, 2017).  

Toutes ces reconstitutions ayant été réalisées avec du DTT comme réducteur, la question de la 

pertinence physiologique s’est posée. Plus récemment, deux études ont été réalisées avec Fdx à la place 
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du DTT, mais il n’a pas été clairement montré que seuls des centres [2Fe2S] sont formés dans ces 

conditions. De nombreuses questions restaient donc en suspens lorsque j’ai débuté ma thèse.  

 

4. Objectifs de la thèse 

Mon projet de thèse a été de déterminer le mécanisme de biosynthèse des centres Fe-S par les 

deux machineries ISC, eucaryote et bactérienne, afin de répondre à plusieurs questions : quelle est la 

nature de la forme d’IscU/ISCU liant le fer, comment le fer est inséré dans IscU/ISCU et dans quel site, 

comment le soufre est inséré et dans quel ordre, fer ou soufre d’abord, comment ces insertions de soufre 

et de fer sont-elles coordonnées pour former un centre polynucléaire Fe-S, quel sont les rôles spécifiques 

de la ferrédoxine et de la frataxine, quelle est la nature des centres Fe-S formés par IscU/ISCU, [2Fe2S] 

ou [4Fe4S] ?  

Pour cela, nous avons reconstitué in vitro les machineries ISC de souris (M. musculus) et d’E. 

coli avec l’ensemble des partenaires, c’est-à-dire en incluant FDX2/Fdx et sa réductase FDXR/FdxR à 

la place du DTT. Nous avons donc purifié les protéines ISCU/IscU, NFS1-ISD11-ACP/IscS, FDX2/Fdx, 

FDXR/FdxR et FXN/CyaY pour réaliser des reconstitutions des machineries ISC et étudier le processus 

d’assemblage des centres Fe-S. Nous avons utilisé une très large gamme d’approches biochimiques, 

cinétiques, spectroscopiques et structurales afin d’étudier le mécanisme étape par étape et caractériser 

les différents états intermédiaires du processus d’assemblage des centres Fe-S. Nous avons enfin cherché 

à comprendre les particularités des machineries eucaryotes et procaryotes pouvant expliquer leur 

dépendance plus ou moins importante vis-à-vis de la frataxine. 
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Chapitre 2 Matériels et méthodes 

1. Matériels biologiques 

1.1   Plasmides utilisés pour la surexpression des protéines recombinantes 

Plusieurs plasmides ont été utilisés afin de réaliser la surexpression des protéines recombinantes 

provenant de M. musculus. Le plasmide pETDuet a permis de surexprimer ISCU36-168 et ces mutants 

(fourni par le Dr Hélène PUCCIO, IGBMC, Strasbourg), le plasmide pCDFDuet a permis de 

surexprimer le complexe NFS159-459-ISD11 (fourni par le Dr Hélène PUCCIO, IGBMC, Strasbourg), le 

plasmide pET-16 a permis de surexprimer la FXN79-207
 (fourni par le Dr Hélène PUCCIO, IGBMC, 

Strasbourg) et le plasmide pET-28b de surexprimer la FDX253-183
 (commandé chez GenScript, 

Piscataway, USA) (Figure 30).  

 

Figure 30 Carte des plasmides utilisés pour la surexpression des protéines de la machinerie ISC 
de M. musculus. (a) Carte du plasmide pETDuet de ISCU et ces mutants. (b) Carte du plasmide 
pCDFDuet du complexe NFS1-ISD11. (c) Carte du plasmide pET-28b de FDX2 (H. sapiens). (d) Carte 
du plasmide pET-16 pour la FXN. Les plasmides possèdent tous un promoteur et un terminateur pour 
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la polymérase ARN T7 (en blanc), un site de liaison du ribosome RBS (en gris), un ou deux sites 
multiples de clonage MCS aussi appelé polylinker (en bleu) où se situe notre protéine d’intérêt, une 
origine indépendante de réplication (en jaune), un gène de résistance à un antibiotique (en vert turquoise) 
(AmpR : Ampicilline ; SmR : Spectinomycine ; KanR : Kanamycine), un gène répresseur lac pour 
inhiber la transcription chez E. coli en absence d'isopropyl β-D-1-thiogalactopyranoside (IPTG) (en 
violet). Les cartes des plasmides ont été réalisées avec le logiciel SnapGene. 

 

Toutes les informations concernant les plasmides des gènes codant les protéines d’intérêt utilisées 

durant ma thèse sont détaillées dans le tableau ci-dessous : 

Protéine 

d’intérêt 
Organisme Vecteur Résistance 

antibiotique 

Etiquette Site de 

clivage 

Provenance 

ISCU  

 

 

 

 

 

 

 

M. musculus 

 

 

 

 

 

 

pETDuet 

 

 

 

 

 

Ampicilline 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

6 x His 
(N-ter) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Thrombine 

 

 

 

 

 

Plateforme 
IMAGIF 
(Gif-Sur-
Yvette, 
France) 

ISCU 
C104S 

ISCU 
C35S 

ISCU 
D37A 

ISCU 
C61A 

ISCU 
H103A 

ISCU 
M106I 

NFS1-
ISD11 

pCDFDuet Spectinomycine LEBS (Gif-
Sur-Yvette, 

France) 
FXN pET-16 Ampicilline 

 

FDX2 

 

H. sapiens 

 

pET-28b 

 

 

Kanamycine 

GenScript 
(Piscataway, 

USA) 

IscU  

 

 

 

E. coli 

 

pVP67K 

 

 

 

8 x His 
(C-ter) 

 

 

 

TEV 

 

 

 

 

Rafal 
Dutkiewicz 
(Gdansk, 
Pologne) 

IscU 
I106M 

IscS pET-11a Ampicilline 

CyaY   

Fdx pDEST24 Ampicilline + 
Chloramphénicol 
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FdxR pET-11a  

Ampicilline Isu1  C. 

thermophilum 

pET-21d 6 x His 
(C-ter) 

 

ISCU H. sapiens pET-29a Kanamycine 6x His 
(N-ter) 

Thrombine Gene 
Universal 

(Delaware, 
USA) 

Tableau 2 Tableau récapitulatif des protéines et de leurs vecteurs utilisés durant ma thèse. 

 

1.2   Souches bactériennes 

Afin de réaliser des stocks de plasmides, nous utilisons au laboratoire la bactérie E. coli, 

notamment deux souches DH5α et TOP10. Ces deux souches permettent d’obtenir une quantité de 

plasmide satisfaisante de l’ordre de 100 à 300 ng/µL en partant d’une pré-culture de 5 mL de milieu LB 

(Lysogeny Broth).  

Afin de surexprimer nos protéines d’intérêt de M. musculus, nous utilisons au laboratoire la 

souche de la bactérie E. coli Rosetta2 DE3 (Novagen®). Cette souche est particulièrement efficace pour 

surexprimer des protéines eucaryotes qui possèdent des codons « rares » que l’on ne retrouve pas chez 

les procaryotes (codons rares : AGA, AGG, AUA, CUA, GGA, CCC, CGG).  

 

1.3   Transformation bactérienne 

20 µL de bactéries compétentes DH5α, TOP10 ou Rosetta2 DE3 sont décongelées dans la glace 

10 minutes. 5 µL d’ADN plasmidique à 2 ng/L sont ajoutés aux bactéries compétentes et le mélange 

est incubé dans la glace 15 minutes. Un choc thermique à 42°C durant 45 secondes est réalisé afin de 

déstabiliser la bicouche lipidique pour faire entrer l’ADN plasmidique. Le mélange est par la suite ré-

incubé dans la glace durant 5 minutes. 200 µL milieu de croissance bactérien SOC sont ajoutés et le 

mélange est incubé à 37°C durant 1 heure sous agitation à 250 rpm. Durant cette incubation, les boîtes 

de Petri préalablement coulées avec du LB-Agar supplémenté des antibiotiques adéquats sont 

préchauffées à 37°C. Le mélange est étalé sur les boîtes de Petri à l’aide d’un râteau avant d’être incubé 

à 37°C pendant la nuit.  
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2. Production et purification des protéines recombinantes 

2.1   Production des protéines recombinantes 

Lors de ma thèse, uniquement les protéines de la machinerie ISC de M. musculus ont été 

purifiées ainsi que ISCU de H. sapiens. La protéine FDXR humaine a été fournie par le Dr Roland Lill 

(Marbourg, Allemagne) et les protéines bactériennes par le Dr Dutkiewicz (Gdansk, Pologne). 

 

2.1.1   Milieu de culture 

Le milieu utilisé pour la production des protéines est le milieu LB (Lysogeny Broth). Ce milieu 

est composé de 10 g/L tryptone, 5 g/L d’extrait de levure et 10 g/L de chlorure de sodium. 

 

2.1.2   Surexpression des protéines d’intérêts 

Une colonie de la boite de Petri contenant la souche E. coli Rosetta2 DE3 avec le plasmide 

d’intérêt est prélevée et mise en suspension dans une pré-culture de 300 mL de milieu LB supplémenté 

des antibiotiques adéquats. Cette pré-culture est incubée à 37°C pendant la nuit sous agitation à 250 rpm. 

Cette pré-culture en phase stationnaire va permettre d’inoculer 6 L de milieu LB fraichement préparé à 

une DO600nm = 0,1. Les cultures sont ensuite incubées à 37°C jusqu’à atteindre une DO600nm comprise 

entre 0,6 et 0,7 correspondant à une phase exponentielle de croissance. A cette densité optique, les 

bactéries sont dans des conditions favorables pour surexprimer les protéines d’intérêts. La surexpression 

est induite par l’ajout d'isopropyl β-D-thiogalactopyranoside (IPTG) à une concentration finale de 1 

mM. L’IPTG va permettre de lever la répression exercée par le répresseur de l’opéron lactose LacI pour 

induire la surexpression des protéines d’intérêts. Les cultures sont alors incubées à 37°C durant 3 heures 

pour ISCU, FDX2 et FXN, et à 18°C pendant la nuit pour le complexe NFS1-ISD11-ACP, sous agitation 

à 250 rpm. Les cultures sont récupérées par centrifugation à 5500 rpm durant 10 minutes. Les culots 

sont conservés à -80°C avant la purification. 

 

2.2   Purification des protéines recombinantes 

2.2.1   Extraction protéique 

Les culots de bactéries sont resuspendus dans du tampon A (20 mM Tris, 250 mM NaCl, 5 mM 

imidazole, pH : 8,0) supplémenté d’une pastille d’inhibiteur de protéase (1 pastille pour 100 mL). Les 

culots de bactéries surexprimant ISCU sont supplémentés par 100 mM de sulfate de zinc ZnSO4. Les 

bactéries sont lysées en utilisant une French Press. Le lysat cellulaire est centrifugé durant 45 minutes à 
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45000 rpm et 4°C. Le surnageant contenant les protéines solubles est récupéré et le culot contenant les 

débris cellulaires et les protéines insolubles est jeté.  

 

2.2.2   Chromatographie d’affinité métallique immobilisé 

Toutes les protéines de la machinerie ISC de M. musculus possèdent une étiquette 6xHis au 

niveau de leur N-terminal. Cette étiquette est nécessaire afin de réaliser une première étape de 

purification sur colonne de nickel (HiTrap Chelating HP 5mL, GE Healthcare). La colonne de nickel est 

préalablement équilibrée avec le tampon A et le surnageant contenant les protéines solubles est chargé 

sur la colonne à l’aide d’une pompe péristaltique. La colonne est par la suite extensivement lavée avec 

plusieurs volumes de colonne de tampon A et les protéines liées à la colonne sont éluées par un gradient 

linéaire de tampon B (20 mM Tris, 250 mM NaCl, 500 mM imidazole, pH : 8,0) à l’aide d’une AKTA 

purifier (GE Healthcare). Les fractions récupérées sont analysées par gel d’électrophorèse SDS-PAGE 

(Sodium DodécylSulfate PolyAcrylamide Gel Electrophoresis). Les fractions les plus pures sont 

mélangées et concentrées par ultrafiltration à l’aide d’Amicon® Ultra 15 mL (MILLIPORE) avec un 

« cut-off » adapté à la protéine purifiée. 

 

2.2.3   Clivage de l’étiquette 6xHis 

Avant de cliver l’étiquette 6xHis des protéines, l’extrait protéique fraichement purifié est 

concentré et dessalé dans du tampon C (20 mM Tris, 250 mM NaCl, pH : 8,0) par gel filtration avec des 

colonnes SephadexTM G-25 M ou PD-10 (GE Healthcare) afin d’éliminer l’excès d’imidazole. La 

concentration de l’extrait protéique est déterminée par un dosage Bradford afin de calculer la quantité 

de thrombine nécessaire pour le clivage de l’étiquette 6xHis. Après ajout de la thrombine, l’extrait 

protéique est incubé pendant la nuit à température ambiante. Le complexe NFS1-ISD11-ACP n’est pas 

clivé par la thrombine car nous avons observé des coupures non-spécifiques par la thrombine. 

 

2.2.4   Chromatographie d’exclusion de taille 

Avant de réaliser une dernière étape de purification par chromatographie d’exclusion de taille, 

les protéines ISCU et NFS1 sont incubées avec du DTT pour éliminer toutes traces de persulfure et 

réduire tous les résidus cystéines. Le complexe NFS1-ISD11-ACP est incubé 1 heure à température 

ambiante avec 50 équivalents de DTT et 2 équivalents de PLP et ISCU est incubée 1 heure à température 

ambiante avec 50 équivalents de DTT. Pour la préparation de la forme apo protéine d’ISCU, la protéine 

ISCU est incubée pendant 2 heures avec 150 équivalents de DTPA (acide Diéthylène Triamine Penta 

Acétique) afin d’éliminer tous le zinc présent dans la protéine. Le complexe NFS1-ISD11-ACP est 
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injecté à l’aide de l’AKTA purifier sur une colonne de chromatographie d’exclusion de taille HiLoad 

16/60 SuperdexTM 200 prep grade (GE Healthcare) et les protéines ISCU, FXN et FDX2 sur une colonne 

HiLoad 16/60 SuperdexTM 75 prep grade (GE Healthcare). Les colonnes sont préalablement équilibrées 

avec du tampon C et dans le cas d’apo-ISCU le tampon C est supplémenté par 10 mM DTT afin de 

maintenir les cystéines sous forme réduite. Les fractions récoltées sont analysées par SDS-PAGE. Les 

fractions contenant les protéines d’intérêt sont rassemblées et concentrées par ultrafiltration avec des 

Amicon® Ultra 15 mL jusqu’à volume de 500 µL. 

 

2.2.5   Préparation des échantillons en conditions anaérobie 

Après concentration les échantillons sont introduits dans une boite à gants Jacomex (O2 < 2 

ppm) et laissés à dégazer sur la nuit à 10°C. Dans le cas d’apo-ISCU, la protéine est d’abord dessalée 

dans du tampon D (20 mM Tris, 100 mM NaCl, pH : 8,0) sur une colonne SephadexTM G-25 Medium 

ou Nap-5 (GE Healthcare) afin d’enlever le DTT. Puis la protéine est reconcentrée par ultrafiltration à 

l’aide d’Amicon® Ultra 500 µL (MILLIPORE). Pour le stockage, les échantillons protéiques sont 

supplémentés par 10 % glycérol, aliquotés dans des tubes à vis avec joint torique et rapidement congelé 

dans l’azote liquide. Les aliquots sont conservés dans un tank d’azote liquide ( ̴ -180°C). 

 

2.2.6   Détermination de la concentration des protéines 

Les concentrations finales des échantillons sont déterminées par UV-visible à 278 nm à l’aide 

d’un spectrophotomètre Secomam UVIKONXL dans du tampon E (100 mM Tris, 8 M urée, pH : 7,5) en 

utilisant les coefficients d’extinction molaires 52260, 9970, 26930, 13980 M-1.cm-1 pour le complexe 

NFS1-ISD11-ACP, ISCU, FXN et FDX2 respectivement, déterminés sur la base du nombre de 

tryptophanes, de tyrosines et de phénylalanines. La concentration du complexe NFS1-ISD11-ACP est 

doublement vérifiée avec la concentration en PLP possédant un coefficient d’extinction molaire à 420 

nm de 5000 M-1.cm-1.  

Les purifications des différents mutants des protéines ISCU/IscU ont été réalisées de manière 

similaire à la protéine sauvage.  
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3. Méthodes Biochimiques  

3.1   Cinétique d’assemblage des centres Fe-S 

Les cinétiques d’assemblage des centres Fe-S sont réalisées en anaérobie dans des conditions 

catalytiques ou stœchiométriques.  

Conditions catalytiques : 100 µM de Fe2+ (sel de Mohr) est incubé avec 100 µM apo-ISCU/apo-IscU 

mélangé avec 10 µM de complexe NFS1-ISD11-ACP/IscS, 10 µM de FDX2/Fdx, 5 µM de FDXR/FdxR 

et 200 µM de NADPH dans le tampon D. 

Conditions stœchiométriques : 100 µM de Fe2+ (sel de Mohr) est incubé avec 100 µM apo-ISCU/apo-

IscU mélangé avec 100 µM de complexe NFS1-ISD11-ACP/IscS, 100 µM de FDX2/Fdx, 50 µM de 

FDXR/FdxR et 200 µM de NADPH dans le tampon D. 

Les mélanges sont transférés dans une cuvette en quartz scellée par un bouchon. Les réactions 

sont initiées par l’ajout de 100 µM de L-cystéine préalablement prélevé en boite à gant à l’aide d’une 

seringue Hamilton étanche. Les cinétiques d’assemblage sont suivies par UV-visible à 456 nm à l’aide 

d’un spectrophotomètre Secomam UVIKONXL.  

 

3.2   Méthode d’alkylation des persulfures 

Afin de visualiser la formation du persulfure de NFS1-ISD11-ACP, le transfert de persulfure 

sur ISCU ou la réduction de son persulfure par la ferrédoxine au cours du temps nous utilisons une 

méthode d’alkylation appelé ARBS (le principe de la technique sera extensivement décrit dans le 

chapitre 3). Les protocoles pour les protéines de M. musculus sont présentés ici mais sont totalement 

identiques pour les protéines d’E. coli. 

Pour ce test, nous utilisons des agents alkylant de la famille des maléimides. Ces agents 

réagissent préférentiellement avec les soufres nucléophiles des cystéines et des persulfures, mais 

également avec les amines. Bien que cette dernière réaction soit lente, le tampon Tris doit être échangé 

par un autre tampon car il est présent à forte concentration (20 mM) et dans ces conditions la réaction 

avec les maléimides n’est plus négligeable en comparaison de celle avec les thiols et les persulfures des 

protéines qui sont eux présents à des concentrations totales de l’ordre de 100 – 200 M dans nos 

réactions. Le tampon Tris a été échangé par du tampon phosphate par dessalage sur colonne BioSpin 

dans du tampon F (50 mM Na2HPO4, 100 mM NaCl, pH : 8,0). Nous avons par ailleurs vérifié que la 

réaction d’assemblage fonctionne dans ce tampon. 

Les protéines (ISCU/IscU, NFS1-ISD11-ACP/IscS, FDX2/Fdx, FXN/CyaY) sont utilisées à une 

concentration finale de 20 µM dans le tampon F puis incubées avec de la L-cystéine pour suivre la 
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formation ou le transfert de persulfure. Nous avons également réalisé des expériences dans lesquelles la 

forme persulfurée de IscS ou NFS1-ISD11-ACP est préalablement préparée puis dessalée et ajoutée à 

ISCU/IscU, afin de dissocier la formation du transfert de persulfure. Dans le cas du suivi de réduction 

de persulfure, le complexe persulfuré est préalablement préparé par incubation avec de la L-cystéine 

puis FDX2/Fdx est ajoutée ainsi que 10 µM de FDXR et 40 µM de NADPH.  

Pour chaque type d’expérience, 15 µL de complexe sont prélevés à différents temps et incubés 

avec 2 équivalents molaires de maléimide par rapport au nombre total de thiols présents dans la réaction 

(incluant tous les résidus cystéines des protéines et la L-cystéine libre). Nous avons utilisé deux types 

de maléimide : un maléimide auquel a été greffé un peptide de 16 acides aminés conduisant au composé 

MalP16 de poids moléculaire de 1,95 kDa (voir structure dans article #1), qui nous a été fourni via une 

collaboration (Anna Grandas, Université de Barcelone) et un maléimide commercial greffé à une chaine 

polyéthylène glycol, appelé maléimide-dPEG de poids moléculaire 2,36 kDa (voir structure dans article 

#1). La réaction avec les maléimides est réalisée en présence de 2,7 % SDS et 360 µM de EDTA durant 

30 minutes à température ambiante. Le mélange est ensuite incubé avec 10 µL de bleu de bromophénol 

contenant du β-mercaptoéthanol durant 30 minutes à température ambiante. Pour les expériences 

réalisées en conditions non-réductrices, le β-mercaptoéthanol est omis. Pour visualiser la formation du 

persulfure sur le complexe NFS1-ISD11-ACP et sur IscS, 50 pmoles de complexe ou de protéine sont 

déposés sur gel d’électrophorèse 10 %. Pour visualiser le transfert et la réduction du persulfure sur 

ISCU/IscU, 200 pmoles d’IscU ou ISCU sont déposés sur gel d’électrophorèse 14 %. La migration du 

gel se fait à 90 V durant 2 ou 5 heures pour un gel 14 ou 10 % respectivement. Les protéines sont 

révélées par une coloration du gel au bleu de Coomasie suivi par une décoloration par une solution 

contenant 10 % acide acétique, 10 % éthanol et 80 % eau. Le gel est scanné à l’aide d’un imageur 

Odyssey. 

 

3.3   Quantification du zinc dans ISCU 

Pour mesurer le zinc dans ISCU/IscU nous avons utilisé deux techniques différentes. Dans un 

premier temps, ISCU M. musculus fraichement purifié a été analysé par spectrométrie de masse couplé 

à un plasma inductif (ICP-MS) en partenariat avec IRAMIS (CEA Saclay). Pour les mesures de routine, 

nous avons utilisé une méthode colorimétrique avec du 2-(4-pyridylazo) résorcinol (PAR), en mesurant 

l’absorbance du complexe Zn-PAR à 500 nm. Dans un premier temps, une courbe d’étalonnage est 

réalisée à 500 nm en incubant une solution de sulfate de zinc à des concentrations comprises entre 0 – 

10 µM, avec 100 µM de PAR dans un tampon 150 mM Tris, 8 M urée à pH : 7,5. Le zinc dans les 

protéines ISCU/IscU est mesuré dans le même tampon avec cinq concentrations différentes en protéines. 
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4. Méthodes biophysiques 

4.1   Dichroïsme circulaire 

Le principe de la technique est présenté en Annexe#1. 

Contrôle qualité des ISCU M. musculus et IscU E. coli:  Nous avons utilisé cette 

technique afin de contrôler la qualité des protéines ISCU/IscU après purification. En effet l’entrée de 

métal permet le repliement de la protéine, si la protéine est endommagée, agrégée ou irréversiblement 

dépliée le métal ne peut pas rentrer et il n’y a pas de signal CD. La détection des absorptions LMCT 

(Ligand to Metal Charge Transfer) par CD permet de quantifier la concentration de métal insérée 

dans la protéine et par conséquent quantifier la concentration de protéine correctement repliée. Après 

chaque purification 100 µM de Fe2+ (sel de mohr) sont incubés avec 100 µM d’ISCU M. musculus ou 

IscU E. coli dans du tampon D. Les mélanges sont préparés en aérobie au sein de la boîte à gants et sont 

transférés dans une cuvette en quartz scellée par un bouchon puis les spectres sont acquis à l’aide d’un 

spectrophotomètre de CD JASCO J-815. 

Titration en fer dans ISCU M. musculus et IscU E. coli: Une solution de sel de mohr 

Fe2+ est préalablement préparée à une concentration de 5 mM dans de l’eau mili-Q. Par la suite différents 

équivalents (de 0 équivalent à 3 équivalents par paliers de 0,25 équivalents) de Fe2+ sont incubés à 100 

µM d’ISCU M. musculus ou IscU E. coli dans du tampon D. Les mélanges sont préparés en anaérobie 

au sein de la boîte à gants et sont transférés dans une cuvette en quartz scellée par un bouchon. Les 

spectres de CD sont réalisés à l’aide du spectrophotomètre. 

 

4.2   La spectroscopie Mössbauer  

Le principe de la technique est présenté en Annexe#2. 

Les échantillons Fe-ISCU ont été préparés en incubant 1 mM ou 2 mM d’ISCU M. musculus 

(WT, C104S, H103A, M106I) et IscU E. coli (WT) avec entre 0,5 et 1 équivalent de sel de mohr 57Fe2+ 

dans un volume final de 350 µL contenant du tampon D. L’échantillon d’ISCU après reconstitution de 

centres Fe-S a été préparé en incubant dans un volume final de 350 µL : 2 mM 57Fe2+, 1 mM d’ISCU M. 

musculus, 5 µM de complexe NFS1-ISD11-ACP, 5 µM de FXN, 5 µM de FDX2, 1 µM de FDXR, 2 

mM NADPH et 2 mM de L-cystéine dans du tampon D durant 1 heure. Les échantillons sont préparés 

en aérobie en boite à gant et sont transférés dans une cuvette spécifique pour la spectroscopie Mössbauer 

et rapidement congelés dans un bloc préalablement refroidi avec de l’azote liquide. Les échantillons sont 

stockés à -80°C avant leurs envois chez notre collaborateur en Allemagne.  
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4.3   La spectroscopie RMN 

Le principe de la technique est présenté en Annexe#3. 

Pour les échantillons RMN 2D SOFAST-HMQC 1H-15N de ISCU sous formes apo ou avec Fe2+ 

un marquage 15N a été préalablement réalisé par Djabir Larkem étudiant en master 2 dans le laboratoire. 

100 µM d’apo-ISCU M. musculus ont été incubées en absence ou en présence de 100 µM de Fe2+ (sel 

de mohr) dans un volume final de 200 µL contenant du tampon D supplémenté par 7 % de 2H20 et 1 µL 

de DSS (standard d’étalonnage en RMN). Les échantillons préparés en absence de fer ont été transférés 

dans des tubes RMN de 3 mm et ceux contenant du fer dans des tubes RMN de 3 mm hermétiques grâce 

à un bouchon à vis avec joint torique. Les spectres sont obtenus à l’aide d’un spectromètre RMN de 800 

MHz. Des échantillons ont également été préparés en présence d’un équivalent de complexe NFS1-

ISD11-ACP (NIA) et les spectres ont été obtenus par la même procédure. 

Pour étudier la formation des complexes NIAU, NIUAF, IscS-IscU et IscS-IscU-Fdx des expériences 

de RMN 1D ont été réalisées qui ne nécessite aucun marquage spécifique. Pour le complexe NIAUF de 

M. musculus, des titrations de FXN par rapport au complexe NIAU ont été réalisées en présence ou 

absence de zinc. 50 µM de complexe NIAU a été incubé en présence ou non d’un équivalent de zinc en 

faisant varier la concentration en FXN dans un volume final de 200 µL contenant du tampon D 

supplémenté par 7 % 2H2O. Ces spectres ont permis de déterminer une constante de dissociation (KD) 

de la FXN pour le complexe NIAU. Pour l’étude des complexes IscS-IscU et IscS-IscU-Fdx et l’effet 

du fer, les spectres RMN de chaque protéine seule ainsi que celui du complexe Fe-IscU-IscS-Fdx-FdxR 

ont été obtenus en incubant 100 µM de protéine ou de complexe dans un volume final de 200 µL 

contenant du tampon D supplémenté par 7 % 2H2O et par 1,2 équivalents de NADPH lorsque Fdx-FdxR 

sont présentes. Les spectres RMN du complexe après reconstitution de centres Fe-S ont été obtenus en 

incubant 100 µM de complexe avec 1 équivalent de L-cystéine, 1,2 équivalents de NADPH en présence 

ou absence de 10 équivalents de Fe2+ dans un volume final de 200 µL contenant du tampon D et 

supplémenté par 7 % 2H2O. Ces spectres ont été obtenus à l’aide du spectromètre RMN 800 MHz.  

 

4.4   La spectrométrie de masse 

Le principe de la technique est présenté en Annexe#4 

Spectrométrie de masse dénaturante : Les analyses par spectrométrie de masse (MS) à 

ionisation par électronébulisation (nanoESI-MS) ont été effectuées sur un spectromètre de masse 

quadripolaire à temps de vol (Synapt G2 HDMS, Waters) équipé d'une technologie automatisée 

d'ionisation par électronébulisation sur puce (Triversa Nanomate, Advion) en mode ion positif. Avant 

l'analyse par spectrométrie de masse, les échantillons ont été soumis à un échange de tampon avec de 

l'acétate d'ammonium 10 mM (AcONH4) à pH 7,0 à l'aide de colonnes de gel filtration Biospin. Pour 
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l'analyse MS dénaturante, l'étalonnage externe a été effectué en utilisant une solution de myoglobine de 

cœur de cheval dénaturée à 2 μM comme standard pour l'analyse dénaturante dans les spectres de masse 

de la gamme 500-5000 m/z. Le temps d'acquisition des données et le temps de balayage ont été fixés à 

2 minutes et 4 secondes, respectivement. Les différents échantillons (Fe-ISCU incubée avec le complexe 

NIA en présence ou absence de 1 équivalent de L-cystéine, et un échantillon après un assemblage de 

centres Fe-S) échangés en tampon ont été dilués à 10 μM dans un mélange eau:acétonitrile (1:1) acidifié 

avec 1% d'acide formique. Les analyses MS dénaturantes ont été réalisées avec une tension 

d'accélération de 40 V et la contre-pression de l'instrument a été fixée à 1,7 mbar. Les spectres de masse 

ont été déconvolués avec MassLynx 4.1 (Waters, Manchester, Royaume-Uni) en utilisant le module 

MaxEnt 1 avec les paramètres suivants : gamme m/z : 600-3000 ; lissage gaussien : 2 ; plage de masse 

: 14 500-15 000 Da, nombre d'itérations : 30 ; soustraction : 20-40%. 

 

Spectrométrie de masse native : Pour l'analyse par spectrométrie de masse native, des ions 

de cluster d'iodure de césium provenant d'une solution d'isopropanol:eau (1:1) de 2 g/L ont été utilisés 

pour calibrer le spectromètre de masse jusqu'à 6000 m/z. Les échantillons (un échantillon après un 

assemblage de centres Fe-S avec la machinerie eucaryote ; plusieurs échantillons durant un assemblage 

de centres Fe-S avec la machinerie procaryote) ont été dilués à 10 μM dans de l'acétate d'ammonium 10 

mM (AcONH4) à pH 7,0. Le temps d'acquisition des données et le temps de balayage ont été fixés à 2 

minutes et 4 secondes, respectivement. Afin d'éviter la dissociation de l'interaction protéique du centre 

Fe-S, les analyses dans des conditions natives ont été réalisées avec une tension d'accélération de 40 V 

et la contre-pression de l'instrument a été fixée à 6 mbar. Les spectres de masse ont été acquis avec 

MassLynx 4.1 et traités avec les paramètres suivants : gamme m/z : 1500-4000 ; lissage gaussien : 10. 

 

4.5   La spectroscopie de résonance paramagnétique électronique (RPE) 

Le principe de la technique est présenté en Annexe#5 

Les échantillons RPE ont été préparés en mélangeant des apo-ISCU monomères de M. musculus 

WT, C104S et H103A (0,7 - 1 mM) avec différents équivalents (de 0,5 - 0,7) de Fe2+ dans des tampons 

Tris ou phosphate contenant 10% de glycérol jusqu'à un volume final de 180 µL. Les échantillons de 

Fe-IscU d’E.coli ont été préparés en mélangeant 0,5 mM d’IscU avec 0,5 mM de Fe2+ et de 

reconstitutions en conditions stœchiométriques en mélangeant 0,25 mM d’IscU, IscS, Fdx, FdxR, Fe2+, 

L-cystéine avec 0,12 ou 0,5 mM NADPH dans du tampon Tris supplémenté par 10% glycérol jusqu’à 

un volume de 180 µL.  Les échantillons ont été transférés dans des tubes RPE en quartz calibrés, puis 

scellés avec un septum avant d'être congelés dans l'azote liquide. Les expériences de spectroscopie RPE 

ont été réalisées sur un spectromètre Bruker Elexsys E500 équipé d'un flux d'hélium-gaz Oxford 
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Instruments ESR-900 pour les études à température cryogénique et monté avec un résonateur bimode 

Bruker (ER 4116DM). Les spectres ont été obtenus en mode parallèle enregistré en bandes X à une 

fréquence de micro-onde de 9,4 GHz, à 7K (sous hélium liquide), avec une puissance de micro-onde de 

10 mW avec une modulation de 10G. 
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Chapitre 3 Préparation des protéines et des complexes 

Pour pouvoir étudier les processus d’assemblage des centres Fe-S par la machinerie ISC 

mitochondriale de M. musculus et la machinerie ISC d’E. coli nous avons purifié toutes les protéines 

individuellement afin de reconstituer les complexes et réaliser des réactions d’assemblage. Nous verrons 

dans ce premier chapitre la purification des protéines de la machinerie ISC de M. musculus : NFS1-

ISD11-ACP, ISCU, FDX2 et FXN. Les protéines recombinantes issues de la bactérie E. coli nous ont 

été fournies via une collaboration avec Rafal Dutkiewicz (Université de Gdansk, Pologne). Dans une 

seconde partie, je décrirai la méthode d’alkylation ARBS, qui est une technique centrale utilisée durant 

toute ma thèse pour suivre les persulfures.  

 

1. Purification des protéines 

1.1   Purification de la cystéine désulfurase NFS1 

La cystéine désulfurase NFS1 est une protéine très peu soluble en absence de ces deux 

partenaires ISD11 et ACP. Nous avons dans un premier temps surexprimé le complexe murin NFS1-

ISD11 sans surexprimé ACP. En effet, la résolution des structures cristallographiques de NFS1-ISD11 

et du complexe NFS1-ISD11-ISCU ont montré que la surexpression de NFS1-ISD11 chez E. coli permet 

de récupérer un complexe NFS1-ISD11 avec la protéine ACP d’E. coli (Cory & al, 2017 ; Boniecki & 

al, 2017). Nous avons dans un premier temps testé la surexpression du complexe NFS1-ISD11 dans 

différents milieux riches (LB et TB) et pauvres (M9) (Figure 31). Quel que soit le milieu utilisé, la 

protéine est majoritairement retrouvée dans le culot notamment sous la forme de corps d’inclusion à un 

poids moléculaire compris entre 40 et 55 kDa correspondant bien à la taille attendue. Il est difficile de 

distinguer la présence de NFS1 ou de ISD11 dans le surnageant. Nous avons également testé différentes 

techniques de lyse, sonication et presse de French, mais cela n’a pas permis d’augmenter la quantité de 

protéines solubles. 

 

 

Figure 31 Test d’expression du complexe NIA. Le complexe NIA a été surexprimé dans différents 
milieux : un milieu LB avant et après induction (NI-LB), un milieu TB (TB) et un milieu M9 (M9). 
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Après centrifugation du lysat bactérien, les surnageants et les culots de chaque milieu sont analysés sur 
un gel SDS-PAGE 10 %. 

 

Nous avons finalement trouvé que les meilleures conditions permettant de limiter la formation 

de corps d’inclusion étaient de cultiver les cellules à basse température sur la nuit (18°C, 18 h) en milieu 

LB. Après la surexpression des protéines NFS1 et ISD11 dans 6 L de culture LB et la lyse bactérienne, 

une première étape de purification d’affinité sur une colonne de nickel est réalisée. Nous avons suivi 

l’élution des protéines à 280 nm et également à 420 nm pour détecter la présence du cofacteur PLP de 

NFS1. Le chromatogramme de purification montre la présence de deux pics d’absorption à 280 nm entre 

10 et 33 mL présentant également des pics d’absorption à 420 nm (Figure 32a). L’analyse par SDS-

PAGE des fractions (zone rose claire du chromatogramme) montre bien la présence de NFS1 (45 kDa) 

et ISD11 (11 kDa) aux tailles attendues (Figure 32b). Après cette première étape, la protéine n’est pas 

assez pure pour réaliser nos expériences et nécessite une étape supplémentaire de purification. 

 

Figure 32 Chromatographie d’affinité sur colonne de nickel du complexe NFS1-ISD11-ACPEc.                   
(a) Chromatogramme de purification suivie par l’absorbance à 280 (courbe bleue) et 420 (courbe rouge) 
nm. Le pourcentage de tampon d’élution B est représenté en vert. La zone rose claire correspond aux 
fractions contenant le complexe NIA. (b) Gel SDS-PAGE 12 % des fractions correspondant à la zone 
rose claire du chromatogramme. 

 

L’étiquette 6xHis de NFS1 n’est pas clivée car la thrombine génère des coupures non spécifiques 

de la protéine. Après un traitement par 50 équivalents de DTT durant 1 heure afin de réduire tous les 

résidus cystéines, une seconde étape de purification par chromatographie d’exclusion de taille est 

réalisée sur une colonne HiLoad 16/60 SuperdexTM 200 prep grade. Le chromatogramme montre la 

présence de deux pics à 45 mL et 68 mL présentant tous deux des absorbances à 280 et 420 nm (Figure 
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33). Le pic à 45 mL correspond à des formes oligomériques probablement agrégées car il contient à la 

fois NFS1 et ISD11 mais aussi d’autres protéines (non montré), cette fraction n’a donc pas été retenue. 

Les fractions du pic à 68 mL présentent une couleur jaune caractéristique du cofacteur PLP. L’analyse 

par SDS-PAGE de ces fractions montre la présence de NFS1 et ISD11 (Figure 33). La protéine ACPEc 

est extrêmement difficile à détecter sur un gel SDS-PAGE, elle apparait sous forme d’une bande de très 

faible intensité vers 10 kDa correspondant à sa taille attendue de 9.2 kDa avec son cofacteur 4′-

Phosphopantetheinyl (PPT) et sa chaine d’acyle de 12 carbones. Malgré la présence de contaminants 

entre 10 et 15 kDa, la protéine est pure à environ 90 % ce qui est suffisant pour nos études biochimiques. 

Le volume d’élution du complexe NFS1-ISD11-ACPEc est compatible avec un état dimérique (NFS1-

ISD11-ACPEc)2. Cependant, le rendement de purification est très faible, de l’ordre de 0,5 à 1 mg de 

protéines par litre de culture. 

 

Figure 33 Chromatographie d’exclusion de taille du complexe NFS1-ISD11-ACPEc. 
Chromatogramme de purification suivie à une absorbance de 280 (courbe bleue) et 420 (courbe rouge) 
nm. La zone rose claire correspond à la forme dimérique du complexe NFS1-ISD11-ACPEc. Le gel SDS-
PAGE 16 % correspond aux fractions réunies de la forme dimérique. 

 

Nous avons par la suite voulu améliorer le rendement de purification du complexe NIA. Pour 

cela, nous avons directement surexprimé les trois protéines NFS1, ISD11 et ACPMm. Cependant, la co-

expression des trois protéines de M. musculus n’a pas fonctionné car la croissance bactérienne était très 

limitée. Nous avons alors pensé que la surexpression d’ACP pouvait être toxique pour la bactérie E. 

coli. Cependant, la surexpression de la protéine ACP seule provenant de M. musculus ou H. sapiens 

n’est pas toxique pour la bactérie E. coli et nous avons obtenu des quantités raisonnables de protéines 

après purification (Figure 34 a,b). De plus, très récemment Beata Monfort, postdoc au laboratoire est 

parvenue à co-exprimer les trois protéines humaines et à obtenir un complexe NFS1-ISD11-ACP avec 

des rendements améliorés d’un facteur 3 environ par rapport à NFS1-ISD11-ACPEc. Il semble donc que 

le problème d’expression des trois protéines de souris soit spécifique au système souris pour une raison 
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inconnue. En l’absence de complexe murin NFS1-ISD11-ACP, nous avons travaillé avec le complexe 

NFS1-ISD11-ACPEc tout au long de ma thèse. 

Nous avons également cherché à déterminer la taille de la chaine acyle fixée à ACP. En effet, 

les structures du complexe NIAU montre une chaine acyle de 12 carbones mais les analyses par 

spectrométrie de masse ont montré la présence de différentes chaines jusqu’à 16 carbones (Cory & al, 

2017 ; Boniecki & al, 2017). Nous avons donc exprimé et analysé les protéines ACPHs et ACPMm par 

spectrométrie de masse (MS). L’analyse SDS-PAGE des protéines ACPMm et ACPHs montre des bandes 

correspondant à des poids moléculaires respectifs de 14 kDa et 13 kDa. L’analyse MS montre qu’ACPHs 

est présente sous forme monomérique et dimérique tandis qu’ACPMm est uniquement présente sous 

forme dimérique (Figure 34 c,d). Ces formes dimériques peuvent être réduites par du DTT ce qui 

indique la présence de ponts disulfures intermoléculaires. Pour les analyses des masses exactes, nous 

avons pris en compte de la présence du groupement 4’-phosphopantetheine (PPT) d’une masse de 358 

Da attaché à ACP via son résidu sérine 42, ainsi que la présence du thioacyl sur PPT qui s’accompagne 

par la perte d’un oxygène sous forme : ACP-PPT-S-C(O)-(CH2)n-CH3. L’analyse des spectres de masse 

des formes monomériques réduites d’ACPHs et ACPMm montre la présence de deux formes, chacune 

comportant leur cofacteur PPT, mais l’une sans chaine acyle et l’autre avec (Tableau#3-4). Les masses 

sont compatibles avec des chaînes C12 (n = 10) présentant des défauts de masse de 4 à 5 Da pouvant 

correspondre à deux insaturations en doubles liaisons C=C. Au final, ces résultats montrent que la 

surexpression de ces ACP produit une seule longueur de chaîne qui est compatible avec la taille 

permettant l’interaction avec ISD11. C’est donc peut-être la présence exclusive d’une forme oxydée 

pour ACPMm qui pourrait expliquer le défaut de croissance lorsque les trois protéines murines sont co-

exprimées. 

 

Figure 34 Caractérisation de ACPMm et ACPHs. (a-b) Gel SDS-PAGE 10 % après chromatographie 
d’affinité de ACPMm (a) ou ACPHs (b). (c-d) Spectre de spectroscopie de masse native de ACPMm (c) ou 
ACPHs (d). Les points rouges représentent la chaine acyle. 

 



Préparation des protéines et des complexes  

 
 

92 

Masses attendues 

protéine Masse 

(Da) 

 protéine Masse 

(Da) 

 protéine Masse 

(Da 

ACPEc 8 640  ACPMm 10 095  ACPHs 10169 

ACPEc + PPT 8 981  6His-ACPMm 12 258  6His-ACPHs 12 332 

ACPEc + PPT 8 981  6His- ACPMm + PPT 12 599  6His-ACPHs + PPT 12 673 

ACPEc + PPT + 

C12 

9 163  6His-ACPMm + PPT + 

C12 

12 781  6His-ACPHs + PPT + 

C12 

12 855 

Tableau 3 Tableau récapitulatif des masses attendues pour ACPEc, ACPMm et ACPHs. 

 

Masses expérimentales 

Masses (Da) 

attribution 

Masses (Da) 

attribution ACPMm ACPMm 

+ DTT 

ACPHs ACPHs 

+ DTT 

 12598 6His-ACP-PPT 12672 12672 6His-ACP-PPT 

 12776 6His-ACP-PPT-C12 12850 12850 6His-ACP-PPT-C12 

25194  (6His-ACP-PPT)2 25343  (6His-ACP-PPT)2 

25372  (6His-ACP-PPT)- 

(6His-ACP-PPT-C12) 

25522  (6His-ACP-PPT)- 

(6His-ACP-PPT-C12) 

25552  (6His-ACP-PPT-C12)2 25700  (6His-ACP-PPT-C12)2 

Tableau 4 Tableau récapitulatif des masses expérimentales obtenues par spectrométrie de masse 

native. 

 

Nous avons également tenté de purifier les protéines NFS1 souris et humaine sans leurs 

partenaires ISD11 et ACP. Après élution de la colonne d’affinité au nickel, la protéine de souris est 

particulièrement peu soluble mais nous avons réussi à obtenir la forme humaine qui s’est avérée être un 

peu plus soluble. Néanmoins, cette protéine ne peut pas être concentrée par ultrafiltration due à une forte 

précipitation. Nous avons alors concentré la protéine par précipitation au sulfate d’ammonium mais la 

protéine ne peut pas être concentrée à plus de 50 µM. Après la colonne de nickel la protéine étant déjà 
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pure à plus de 90 %, nous n’avons donc pas réalisé la seconde étape par chromatographie d’exclusion 

de taille. Le rendement de purification est faible en raison de sa très faible solubilité. 

 

1.2   Purification de la protéine échafaudage ISCU 

La purification de la protéine échafaudage ISCU se déroule de la même manière que la 

purification précédente. Après la surexpression de ISCU dans 6 L de cultures LB, les bactéries sont 

lysées puis centrifugées et le surnageant est chargé sur une colonne de nickel. Le chromatogramme 

d’élution montre la présence de deux pics à 280 nm, à 25 mL et 50 mL (Figure 35a). L’analyse par 

SDS-PAGE montre la présence d’une protéine de 15 kDa correspondant à ISCU uniquement dans le 

second pic (zone rose claire) (Figure 35b). L’étiquette 6xHis d’ISCU est clivée par la thrombine afin 

d’éviter toutes interactions non spécifiques avec les métaux dans nos expériences biochimiques. 

 

Figure 35 Chromatographie d’affinité sur colonne de nickel d’ISCU. (a) Chromatogramme de 
purification suivie par l’absorbance à 280 nm (courbe bleue). Le pourcentage de tampon d’élution B est 
représenté en vert. La zone rose claire correspond aux fractions contenant la protéine ISCU. (b) Gel 
SDS-PAGE 14 % des fractions correspondant à la zone rose claire du chromatogramme. 

 

Nous avons réalisé des mesures de zinc dans ISCU par dosage colorimétrique avec du PAR et 

par ICP-MS. Nous avons trouvé 0,8 à 0,9 atome de zinc par ISCU (#article2). Comme nous le verrons 

dans le chapitre suivant pour pouvoir insérer du fer dans ISCU, la protéine est démétallée par incubation 

avec 150 équivalents de DTPA durant 1 heure ainsi que 50 équivalents de DTT pour maintenir les 

résidus cystéines d’ISCU sous forme réduite. L’apoprotéine ISCU, apo-ISCU (c’est-à-dire sans métal), 
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est ensuite repurifiée par chromatographie d’exclusion de taille sur une colonne HiLoad 16/60 

SuperdexTM 75 prep grade afin d’éliminer le DTPA. Le chromatogramme montre la présence de deux 

pics d’absorption à 280 nm à 46 et 70 mL correspondant respectivement à des formes oligomérique et 

monomérique d’apo-ISCU (Figure 36). La forme oligomérique n’étant pas active comme nous le 

verrons dans la suite du manuscrit, c’est la forme monomérique qui est récupérée et conservée. L’analyse 

par SDS-PAGE après concentration montre que la forme monomérique est pure à plus de 95 % (Figure 

36). Le rendement de purification est de l’ordre de 5 à 10 mg de protéines par litre de culture. Les 

purifications des mutants d’ISCU Mm (C104S, H103A, M106I) ont été réalisées de manière similaire. 

De même les protéines IscU d’E. coli fournies par notre collaborateur (Rafal Dutkiewicz, Université de 

Gdansk, Pologne) sont préparées sous formes apo protéines selon ce protocole. 

 

Figure 36 Chromatographie d’exclusion de taille d’ISCU. Chromatogramme de purification suivie à 
une absorbance de 280 nm. La zone rose claire correspond à la forme monomérique d’ISCU. Le gel 
SDS-PAGE 14 % correspond aux fractions réunies de la forme monomérique. 

 

1.3   Purification de la frataxine 

La frataxine étant extrêmement bien exprimée et soluble, un seul litre de culture LB est 

nécessaire pour obtenir suffisamment de protéine. Comme précédemment, après la lyse bactérienne et 

une centrifugation, le surnageant est chargé sur une colonne de nickel. Le chromatogramme d’élution 

montre deux pics d’absorbance à 280 nm se chevauchant entre 22 et 45 mL (Figure 37a). L’analyse par 

SDS-PAGE montre que la frataxine est présente dans le second pic à une taille proche de 15 kDa 

cohérente avec la taille de la protéine (Figure 37b). À ce stade, la protéine est déjà très pure avec très 

peu de contaminants. 
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Figure 37 Chromatographie d’affinité sur colonne de nickel de la FXN. (a) Chromatogramme de 
purification suivie par l’absorbance à 280 nm (courbe bleue). Le pourcentage de tampon d’élution B est 
représenté en vert. La zone rose claire correspond aux fractions contenant la frataxine. (b) Gel SDS-
PAGE 14 % des fractions correspondant à la zone rose claire du chromatogramme. 

 

L’étiquette 6xHis est ensuite clivée par la thrombine, puis la protéine est chargée sur une colonne 

de chromatographie d’exclusion de taille HiLoad 16/60 SuperdexTM 75 prep grade. Le chromatogramme 

montre la présence de deux pics très intenses à 82 mL et 85 mL mais compatibles uniquement avec des 

formes monomériques (Figure 38). L’analyse par SDS-PAGE des fractions des deux pics regroupées 

montre une seule bande, à la taille attendue, avec une protéine pure à plus de 95 % (Figure 38). Les 

deux pics pourraient donc correspondre à deux conformations différentes de la protéine. Le rendement 

de purification après 1 L de culture LB est de l’ordre de 40 mg de protéines. Nous avons analysé la 

contenance en métaux de la protéine par spectrométrie de masse couplée à un plasma inductif (ICP-

MS). Les dosages de fer et de zinc ont montré que la protéine est dépourvue de ces deux métaux. 

 

Figure 38 Chromatographie d’exclusion de taille de la FXN. Chromatogramme de purification suivie 
à une absorbance de 280 nm. La zone rose claire correspond à la forme monomérique de la frataxine. 
Le gel SDS-PAGE 14 % correspond aux fractions réunies de la forme monomérique. 
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1.4   Purification de la ferrédoxine  

La ferrédoxine FDX2 a été purifiée de la même manière que les autres protéines, en deux étapes. 

FDX2 est une protéine contenant un centre [2Fe2S] stable lui procurant une couleur marron, ce qui 

facilite la purification. Après la surexpression de FDX2 dans 3 L de culture LB, les bactéries sont lysées 

et le lysat bactérien centrifugé. Le surnageant marron est par la suite chargé sur la colonne de nickel. Le 

chromatogramme montre la présence d’un pic d’absorbance à 280 nm et 420 nm très large centré vers 

15 mL (Figure 39a). L’absorbance à 420 nm superposé au pic d’absorbance à 280 nm confirme bien la 

présence d’un centre Fe-S. L’analyse par SDS-PAGE des fractions confirme la présence d’une protéine 

de taille comprise entre 15 et 25 kDa, cohérente avec la taille de FDX2 qui est d’environ 20 kDa (Figure 

39b).  

L’étiquette 6xHis est ensuite clivée par la thrombine et l’extrait protéique est chargé sur une 

colonne de chromatographie d’exclusion de taille HiLoad 16/60 SuperdexTM 75 prep grade. Le 

chromatogramme montre la présence de deux pics d’absorbance minoritaires à 280 nm à 45 et 58 mL 

correspondant à des contaminants, et un pic d’absorbance intense à 280 et 420 nm à 68 mL confirmant 

la présence de FDX2 monomérique (Figure 40a). Les fractions présentent une couleur marron et 

l’analyse de toutes les fractions réunies montre que FDX2 est pure à plus de 95 % (Figure 40a). Le 

rendement de purification est de l’ordre de 15 mg de protéines par litre de culture. Le spectre UV-visible 

de la ferrédoxine purifiée montre des pics d’absorbance à 340, 412, 458 et 550 nm caractéristique de 

son centre [2Fe2S] (Figure 40b). 

 

 

Figure 39 Chromatographie d’affinité sur colonne de nickel de FDX2. (a) Chromatogramme de 
purification suivie par l’absorbance à 280 nm (courbe bleue) et 420 nm (courbe rouge). Le pourcentage 
de tampon d’élution B est représenté en vert. La zone rose claire correspond aux fractions contenant la 
ferrédoxine. (b) Gel SDS-PAGE 14 % des fractions correspondant à la zone rose claire du 
chromatogramme. 
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Figure 40 Chromatographie d’exclusion de taille de FDX2. (a) Chromatogramme de purification 
suivie à une absorbance de 280 nm (courbe bleue) et 420 nm (courbe rouge). La zone rose claire 
correspond à la forme monomérique de la ferrédoxine. Le gel SDS-PAGE 14 % correspond aux fractions 
réunies de la ferrédoxine. (b) Spectre UV-visible de la ferrédoxine purifiée. 

 

2. Méthode d’alkylation ARBS 

Les persulfures RSSH sont des modifications des résidus cystéines correspondant à la présence 

d’un atome de soufre supplémentaire (+32 Da). La détection et la quantification des persulfures en 

biologie sont donc difficiles en raison de la trop faible différence de poids moléculaire entre une cystéine 

réduite et une cystéine persulfurée. Les persulfures absorbent à 340 nm mais uniquement sous forme 

déprotonée et avec un coefficient d’absorption d’environ 400 M-1.cm-1, donc relativement faible pour 

pouvoir les quantifier de manière précise dans des protéines. L’une des techniques les plus couramment 

utilisées pour détecter les persulfures est la spectrométrie de masse. Cette technique est très puissante 

pour détecter la présence de persulfures mais reste difficile à mettre en place en routine pour étudier des 

phénomènes cinétiques en raison de la quantité d’échantillons à analyser. Une autre technique qui a été 

très utilisée est le marquage avec du soufre 35S qui est possible dans le cas des cystéines désulfurases. 

Mais cette technique ne permet pas de quantifier les persulfures car la forme non persulfurée n’est pas 

détectée. Un très grand nombre de techniques ont donc été développés pour suivre la formation et 

quantifier les persulfures in vitro et in vivo (Filipovic & al, 2018). Cependant, la plupart de ces 

techniques reposent sur un grand nombre d’étapes pour dérivatiser les persulfures et à notre 

connaissance aucune d’entre elles n’est ratiométrique, ce qui est une condition essentielle pour pouvoir 

quantifier les persulfures de manière rigoureuse et réaliser des études cinétiques. 
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Le laboratoire a développé une méthode qui repose sur l’alkylation pour détecter et quantifier 

les persulfures par gel d’électrophorèse. Cette technique appelée ARBS (Alkylation-Reduction Band 

Shift) est basée sur le marquage de persulfures par des agents alkylants lourds afin de séparer les 

protéines persulfurées et non persulfurées par gel d’électrophorèse. 

Les protéines sont marquées par un maléimide greffé à un substituant lourd qui réagit 

spécifiquement avec les groupements thiols et qui est suffisamment lourd pour pouvoir altérer la 

migration de manière visible sur gel d’électrophorèse (Figure 41a). A la première étape, les cystéines 

persulfurées et non persulfurées réagissent avec le maléimide ce qui conduit à la formation de liaisons 

succinimide-soufre avec le soufre du résidu cystéine et avec celui du soufre terminal du persulfure. Ce 

traitement permet également de stopper la réaction en cours, nous permettant ainsi de réaliser des études 

cinétiques. Un traitement par du β-mercaptoéthanol ou DTT va ensuite réduire la liaison soufre-soufre 

du persulfure relarguant ainsi le succinimide-soufre portant l’alkylant lourd. La perte de ce substituant 

lourd conduit à une perte de poids moléculaire qui devient visible sur gel d’électrophorèse permettant 

de discriminer et quantifier les protéines persulfurées (Figure 41b). La technique est décrite dans un 

article de méthode (Article#1). 

 

Figure 41 Principe de la méthode d’alkylation pour visualiser et quantifier les persulfures. (a) Les 
protéines sont incubées avec un agent alkylant lourd appelé maléimide (rond bleu foncé) afin d’alkyler 
tous les thiols présents. Cette alkylation conduit à la formation d’une liaison succinimide-soufre portant 
la maléimide (rond bleu clair). Après l’ajout d’un agent réducteur, les protéines portant un persulfure 
perdent le succinimide portant le maléimide. (b) Sans alkylation une protéine persulfurée (en rouge) et 
une protéine non persulfurée (en noir) ne peuvent pas être distinguées par gel d’électrophorèse due au 
faible poids moléculaire de cette modification (+32 Da). Lorsque les protéines sont alkylées, elles 
gagnent en poids moléculaire correspondant au nombre de cystéines alkylées. Après la réduction du 
persulfure par un agent réducteur le maléimide est relâché conduisant à une perte de poids moléculaire 
permettant de discriminer par gel d’électrophorèse une protéine persulfurée ou non. (Issue de Gervason 

& al, 2021) 
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3. ARTICLE#1 : A Fast and Ratiometric Method for Quantification of Cysteine-Bound 

Persulfides Based on Alkylation and Gel-Shift Assays 

  



1Chapter 11

2A Fast and Ratiometric Method for Quantification of
3Cysteine-Bound Persulfides Based on Alkylation and
4Gel-Shift Assays

5Sylvain Gervason, Batoul Srour, and Benoit D’Autréaux

6Abstract

7Cysteine-bound persulfides (Cys-SSH) in proteins are sulfur carrier intermediates in the synthesis of
8essential cofactors such as iron-sulfur clusters, molybdenum cofactor, vitamin (thiamine), and thionucleo-
9sides (thiolated tRNA). Protein-bound persulfides are also used for signaling purposes as a carrier of the
10“H2S” signal. Several methods have been developed to detect and quantify cysteine-bound persulfides in
11protein and monitor their exchange. The main challenge in developing these techniques is to discriminate
12persulfidated cysteine from cysteine and other cysteine modifications. It is also critical to develop ratio-
13metric methods to quantify the level of persulfidation in the protein of interest. We describe here a
14ratiometric method to label and quantify protein-bound persulfides relying on alkylation and gel-shift
15assays. This method is based on the derivation of cysteine and persulfides with “heavy” alkylating agents,
16followed by specific cleavage of the sulfur-sulfur bond of the alkylated persulfide by a reducing agent and
17separation of the alkylated species by electrophoresis. A persulfide is thus revealed by the appearance of a
18species lacking one alkylation unit under reducing conditions. We call this alkylation-reduction band-shift
19(ARBS) assay. Moreover, the quantification of the bands corresponding to the persulfidated and
20non-persulfidated species in the same lane provides a ratiometric quantification allowing determination of
21the level of persulfidation of individual cysteine. Other cysteine modifications such as disulfides, sulfenic,
22sulfinic, sulfonic acids, nitrosothiols, and sulfenamides preclude alkylation. Thus, they may appear as false
23positives, but they are ruled out by the analysis under nonreducing conditions since these species do not
24behave as persulfides under these conditions.

25Keywords Persulfide, Sulfane, Sulfur, Alkylation, Maleimide, Ratiometric, Iron-sulfur cluster, Thio-
26nucleosides, Molybdenum cofactor, Persulfidation, Sulfhydration, H2S, Signaling, Band-shift,
27Cysteines modifications, Disulfides, Sulfenic, Sulfinic, Sulfonic acids, Nitrosothiols, Sulfenamide

281 Introduction

29A growing interest in persulfide biology AU1has emerged with the
30discovery that they function as sulfur carrier intermediates in the
31synthesis of iron-sulfur clusters, thionucleosides, molybdenum
32cofactor, and thiamine [1, 2]. In the last decades, a growing interest
33in the study of persulfides has emerged with the discovery that
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34protein-bound persulfides are also used for signaling purposes as a
35carrier of the “H2S” signal. [3–5] In proteins, persulfides are
36formed with the thiol moiety of cysteine residues (Cys-SSH).
37They belong to a particular type of disulfides in which one sulfur
38is not linked to a carbon but to a hydrogen as in thiols. The generic
39formula of persulfides is R(R0)(R00)CSSH, where R, R0, and R00 are
40any type of substituents, and the terminal sulfur (the sulfhydryl) is
41called sulfane sulfur. As for disulfides, the sulfur–sulfur bond of
42persulfides reacts with thiols, which allows the exchange of sulfur
43atoms between cysteine residues via trans-persulfidation
44reactions [3].
45Several methods have been developed to detect and quantify
46persulfidated cysteines in proteins, both in cell and in vitro [3–
475]. Mass spectrometry is one of the most powerful techniques to
48detect these species but is not suitable for routine and in vivo
49studies [6, 7]. Radioactive labeling by 35[S] has been successfully
50used, but is not a ratiometric method allowing quantitative detec-
51tion and presents hazard issues [8–11]. Since the modification
52induced by persulfidation is too small (+32 Da) to be detected by
53conventional electrophoresis techniques and its absorption coeffi-
54cient (~400M�1 cm�1 at 340 nm) is too low for sensitive detection
55by electronic absorption spectroscopy [12–14], most detection
56techniques rely on the derivation of persulfides. The major chal-
57lenge in developing these techniques is to discriminate a persulfide
58from a cysteine thiol since both are nucleophiles. It is also challeng-
59ing to discriminate this modification from other modified forms of
60cysteine, such as disulfide bonds, sulfenic, sulfinic, sulfonic acids,
61nitrosothiols, and sulfenamides. Another issue is to obtain ratio-
62metric quantification that is essential to measure the level of per-
63sulfidation of a particular cysteine residue. A ratiometric method
64entails that both the persulfidated and non-persulfidated forms are
65quantified simultaneously to afford the most accurate results. The
66last challenge is to determine the number of persulfidated cysteines,
67which requires either a determination of the total number of per-
68sulfides per protein or the separation and the identification of each
69persulfidated form. Finally, a protocol with a limited number of
70steps warrants better reproducibility and facilitates routine studies.
71Our laboratory has developed the alkylation-reduction band-shift
72(ARBS) assay, which is a specific, ratiometric, and rapid technique
73to quantify protein persulfides and perform kinetic studies
74routinely [7].

1.1 Principle of the

ARBS Assay

75This assay is based on redox-sensitive labeling of persulfides using
76“heavy” alkylating agents to allow separation of each persulfidated
77species by gel electrophoresis. The terminology “heavy” is used
78here to describe an alkylating agent carrying a substituent suffi-
79ciently heavy to increase the molecular weight of the protein and
80enables separation of poly-alkylated species of different sizes. The
81labeling part relies on two successive reactions (Fig. 1a). First, the
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82protein mixture is incubated under denaturing conditions with a
83maleimide compound, which is a thiol-specific alkylating agent (see
84Note 1). This reaction leads to the alkylation of both cysteine and
85cysteine-bound persulfides in the form of sulfur-bound succinimide
86group linked to the sulfur of cysteines and the sulfane sulfur of
87persulfides. To differentiate cysteine and persulfides, the sulfur–
88sulfur bond of the persulfide is cleaved by a reducing agent such
89as β-mercaptoethanol (seeNote 2), which leads to the release of the
90sulfur-succinimide moiety with its substituent. As reducing agents
91are not able to cleave the sulfur-carbon bond within the sulfur-
92succinimide attached to cysteine residues, the release of a sulfur-

Fig. 1 Alkylation assay principle. (a) Scheme of the ARBS assay. The proteins are first reacted with a heavy

alkylating agent, a maleimide bound to a heavy substituent (deep blue balls) under denaturing conditions

(SDS). The alkylating agent reacts with all sulfhydryl (cysteine residues, persulfide, and free L-cysteine)

leading to formation of a succinimide-sulfur link carrying the heavy substituent (light blue balls). In a second

step, the reaction mixture is reduced by β-mercaptoethanol. (b) Expected migration profiles on SDS-PAGE at

each step of the ARBS assay. An example is provided for a protein containing two cysteine residues, and that

is partially persulfidated on one of them. Before alkylation (unalkylated), the persulfidated (red bar) and

non-persulfidated (black bar) protein co-migrate at the expected size of the protein. Upon alkylation, both

cysteines and persulfidated cysteines are alkylated by the heavy maleimide, which increases the size of the

protein by two alkylation unit. Under these conditions (alkylated and nonreducing), the persulfidated and

non-persulfidated alkylated protein still co-migrate. Upon reduction of the S–S bond of the alkylated persulfide

by β-mercaptoethanol, a sulfur-succinimide-substituent moiety is lost, which decreases the size of the protein

by one alkylation unit (alkylated and reducing). Then, the bands corresponding to the persulfidated and

non-persulfidated alkylated proteins are quantified by light densitometry in the same well, which provides a

ratiometric measurement of the persulfidation level
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93succinimide-substituent moiety is specific to the presence of a
94persulfide. Then, the reaction mixture is analyzed by electrophore-
95sis on gel (SDS-PAGE) to separate the alkylated forms of the
96proteins (Fig. 1b). The substituent linked to the maleimide must
97be sufficiently heavy to allow visualization of its loss by SDS-PAGE.
98Moreover, the mass loss is directly related to the number of
99persulfides in the protein by counting the number of mass-unit lost
100using a ladder of partially alkylated species (see Subheading 3.1 for
101its generation). Then, the bands corresponding to the fully alky-
102lated protein (non-persulfidated) and partially alkylated species
103(persulfidated species) are quantified by light densitometry, which
104provides the level of persulfidation of a cysteine residue. We call this
105persulfide quantification assay ARBS assay.
106

1.2 Ruling out Other

Cysteine Modifications

107Several other cysteine modifications produce effects akin to persul-
108fidation in the persulfide detection assay (Fig. 2). Two kinds of
109modifications must be considered: those involving one cysteine
110residue (1-Cys) such as inter-protein disulfides, sulfenic, sulfinic,
111sulfonic acids, nitrosothiols, and sulfenamides and the modifica-
112tions involving two cysteine residues on the same protein (2-Cys),
113the only representative being intramolecular disulfide bonds (see
114Note 3). As both 1-Cys and 2-Cys modifications preclude full
115alkylation at the first step, they will appear as partially alkylated
116species, which could constitute false positives for persulfides. How-
117ever, the analysis of the reaction before reduction will discard false
118positives since all these modifications have very specific behaviors
119under nonreducing conditions.
120

1.2.1 Characterization of

1-Cys Modifications

121Among 1-Cys modifications, sulfenic, sulfinic, sulfonic acids, nitro-
122sothiols, and sulfenamides produce distinct features on gels com-
123pared to inter-protein disulfides (Fig. 2). Under nonreducing
124conditions, inter-protein disulfides appear as high molecular weight
125complexes between the protein of interest (Fig. 2, pink species)
126and another protein or the same protein in the case of a homodimer
127(Fig. 2, orange species), while protein carrying sulfenic, sulfinic,
128sulfonic acids, nitrosothiol, or sulfenamide remain monomeric
129under both reducing and nonreducing conditions (Fig. 2, green
130species). Upon reduction, the intermolecular disulfide bond will be
131cleaved to yield a species missing one alkylation mass-unit that
132could be confounded with a persulfide (Fig. 2, compare pink and
133red species). But the presence of a complex of high molecular
134weight under nonreducing conditions that disappears upon reduc-
135tion will provide a proof that this is a false positive. Similarly,
136proteins carrying 1-Cys modifications will appear as species missing
137one or more alkylation units under reducing conditions, which
138again could be confounded with persulfides (Fig. 2, compare
139green and red species). However, under nonreducing conditions,
140these species will already appear as partially alkylated while a
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141persulfidated protein is fully alkylated. Thereby, again, the analysis
142of nonreducing conditions will provide a means to discard these
143false positives.
144

1.2.2 Characterization of

2-Cys Modifications

145Proteins oxidized in the form of an intramolecular disulfide, which
146is the only representative of 2-Cys modifications, contains two
147unreactive cysteines toward alkylating agents. These species will
148be lacking two alkylation unit under reducing conditions and thus
149could be confounded with the presence of two persulfides (Fig. 2
150brown species). However, as for 1-Cys modification, the analysis
151under nonreducing conditions will reveal that this species is not
152fully alkylated, while a persulfide will be. In addition, the presence
153of a disulfide can alter protein migration, especially if the disulfide
154involves distant cysteines. Upon reduction of the disulfide, its
155migration will be further affected, which could provide another
156way to pinpoint the presence of intramolecular disulfides.
157

1.3 Choice of

Alkylating Agents

158Heavy maleimides are created by linking a substituent to the nitro-
159gen atom of the heterocycle ring of the maleimide moiety (Fig. 3).

Fig. 2 Expected migration profiles for other cysteine modifications in the ARBS assay. The migration profiles in

the ARBS assay for the most common cysteine modifications is presented with a protein containing 3 cysteine

residues either not modified (black species), modified on one of cysteine residue by persulfidation (red

species), or by the formation of a sulfenic, sulfinic, sulfonic acids, a nitrosothiol, or a sulfenamide (green

species with an asterisk on S to indicate the modification) or by the formation of an intermolecular disulfide

bond (pink species linked to orange species) and modified on two cysteines by the formation of an

intramolecular disulfide bond (brown species). The migration profiles are analyzed before alkylation (unalky-

lated) and after alkylation by a maleimide derivative (alkylated), under nonreducing (alkylated and nonre-

ducing) and reducing (alkylated and reducing) conditions. Under reducing conditions, 1-Cys modified

proteins (pink and green species) co-migrate with persulfidated proteins on 1 cysteine (red species), and

2-Cys modified proteins (brown species) co-migrate with proteins persulfidated on 2 cysteines (not repre-

sented), which constitute false positives. Under nonreducing conditions, 1-Cys and 2-Cys modified proteins do

not co-migrate with the persulfidated protein (red species), which identifies them as false positives
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160Three maleimide derivatives with different substituents are
161depicted here (Fig. 3). A maleimide fused to a homemade 16-mer
162peptide (Leu-Val-Pro-Arg-Gly-Ser-Tyr-Lys-Gly-Thr-Ser-Lys-Leu-
163Asn-Tyr-Leu), resulting in a 1.95 kDa compound named
164Mal-P16, and two commercially available compounds, one with a
165polyethylene glycol (PEG) polymer tail of mean size of 2 kDa
166(Mal-PEG2k) and another one with a branched chained poly-
167PEG substituent (Mal-dPEG4-(m-dPEG12)3), resulting in a
1682.36 kDa AU2derivative named Mal-dPEG. The main goal in using a
169peptide (Mal-P16) instead of PEG derivatives (Mal-PEG, Mal--
170dPEG) is to ensure that migration in SDS-PAGE is not aberrant
171and directly correlated to the size of the substituent. However, the
172dPEG substituent provides reliable results too (Fig. 4a). The choice
173of the most suitable alkylating agent relies on two main criteria:
174(1) its ability to produce the thinnest bands, which is linked to the
175nature of the substituent; and (2) the resolution of the alkylation
176pattern, that is, the separation between each alkylated species,
177which is linked to the size of the protein of study, the number of
178cysteine residues, and the size of the maleimide derivative. This
179must be evaluated on a case-by-case basis by generating an alkyl-
180ation profile prior to any assay.
181

Fig. 3 Structure AU3of selected “heavy” maleimide derivatives. Heavy maleimide derivatives are generated by

connecting a heavy substituent to the nitrogen atom of the heterocycle ring of the maleimide moiety. Here, the

structures of “heavy” maleimide derivatives are presented with three different substituents: a 16-mer peptide

(Mal-P16, MW¼ 1.95 kDa), a PEG polymer of mean size of 2 kDa (Mal-PEG2k, MW� 2 kDa), and a branched

chained poly-PEG substituent (Mal-dPEG, MW ¼ 2.36 kDa)
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1822 Materials

1831. Phosphate buffer: 50 mM sodium phosphate, 150 mM sodium
184chloride, pH 8.

1852. Protein sample: purified protein prepared in phosphate buffer
186(see Note 4).

1873. Mal-P16 (synthesized at the laboratory7), Mal-PEG2k
188(Sigma), Mal-dPEG (Sigma) stock solutions: 5 mM solution
189prepared in deionized water and stored at �20 �C.

1904. Maleimide reagent solution: alkylating agent at the desired
191concentration, 1% sodium dodecyl sulfate (SDS) freshly
192prepared in deionized water from stock solutions of the alkylat-
193ing agent.

Fig. 4 Alkylation profiles. (a) Alkylation profiles of mouse ISCU with Mal-P16, Mal-PEG2k, and Mal-dPEG. The

reactions were performed by adding 2 μL of the alkylating reagent solution at 4.0 mM to 50 μL of the ISCU

protein at 20 μM, which corresponds to 2 molar equivalents relative to the total number of cysteines since

ISCU contains four cysteine residues. The Mal-PEG2k shows very fussy bands due to its heterogeneity, while

Mal-P16 and Mal-dPEG display much thinner bands (see Note 8). The estimated molecular weight of the main

alkylated species with Mal-P16 and Mal-dPEG are 25 kDa and 28 kDa, respectively, thus very close to those

expected for the alkylation of all four cysteine residues of ISCU at 23.5 kDa and 25 kDa, which indicates that

the most intense bands correspond to fully alkylated ISCU. (b) Titration of the cysteines in the mouse NIAU

complex by Mal-P16. NFS1 contains seven cysteines, ISD11 no cysteine and the cysteine residue of ACP is not

available. Thus, a total of 11 reactive thiols are present in the NIAU complex. The reactions were performed by

adding 0, 1, 2, 4, and 8 μL of the 2.75 mM maleimide reagent solution (Mal-P16/SDS) to 50 μL of the 20 μM

NIAU complex, which corresponds to 0.25, 0.5, 1, and 2 molar equivalents of Mal-P16 versus total thiols. The

alkylated species are denoted ISCU + n and NFS1 + n, where n is the number of alkylated cysteines. The

reaction performed with sub-stoichiometric amounts of Mal-P16 (0.25 equivalents) shows five bands that

were attributed to unalkylated ISCU (ISCU+0) and ISCU alkylated on one (ISCU+1), two (ISCU+2), three (ISCU

+3), and four (ISCU+4) cysteine residues. The titrations show that 1 molar equivalent is sufficient to fully

alkylate both ISCU and NFS1, which corresponds to the minimum required, thus indicating that the reaction is

efficient
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1945. TCA: 20% trichloroacetic acid prepared in water and stored at
1954 �C.

1966. Resuspension buffer: 50 mM sodium phosphate, 8 M urea,
197150 mM NaCl, pH 8.

1987. 5� nonreducing gel-loading buffer: 0.1 M Tris–HCl pH 6.8,
19910% SDS, 0.05% bromophenol blue, 50% glycerol.

2008. 5� reducing gel loading buffer: 0.1 M Tris–HCl pH 6.8, 10%
201SDS, 0.05% bromophenol blue, 50% glycerol, 0.5 mM
202β-mercaptoethanol.

2039. SDS-PAGE: 14% and 10% polyacrylamide gels, 0.1% SDS. Gels
204are prepared following standard procedures with acrylamide:
205bis-acrylamide ratio of 19:1.

20610. Gel imager: Gel imager for band quantification such as Odys-
207sey scanner (Li-Cor) (see Note 5).

20811. Coomassie staining solution: 1 g/L Coomassie blue R
209250, 45% ethanol, 45% water, 10% glacial acetic acid.

21012. Coomassie destaining solution: 80% water, 10% ethanol, 10%
211glacial acetic acid.

21213. L-Cysteine solution: 10 mM L-cysteine prepared in deionized
213water.

2143 Methods

215All the assays presented here were developed with the mouse iron-
216sulfur cluster assembly machinery, which encompasses NFS1-
217ISD11-ACP (NIA), a cysteine desulfurase complex that generates
218persulfide on NFS1 by desulfurization of L-cysteine and transfers its
219persulfide to ISCU within the NFS1-ISD11-ACP-ISCU (NIAU)
220complex, in a reaction stimulated by frataxin (FXN) in the NFS1-
221ISD11-ACP-ISCU-FXN (NIAUF) complex [7, 15]. Nevertheless,
222these methodologies can be adapted to the study of any other
223proteins involved in persulfide formation and transfer.

3.1 Generation of

Alkylation Profiles

224The protocols described below are used to probe the alkylation
225profile of the protein of interest (Fig. 4). These experiments help to
226choose the most suitable alkylating agent, assess its efficiency, and
227provide a ladder of the alkylated species that will be used in the
228persulfidation assays to count the number of persulfidated
229cysteines. The protocol is presented here for the ISCU protein
230and the NIAU complex, but can be applied to any other proteins.
231

3.1.1 Selection of

Alkylating Agents

2321. Reduce the protein of interest with 10 molar equivalents of
233DTT for 30 min at room temperature, then desalt the protein
234on a Sephadex G25 column equilibrated with phosphate
235buffer.
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2362. Initiate the reaction by mixing 50 μL of the protein at a final
237concentration of 20 μMwith a twofold excess of the maleimide
238reagent regarding the total number of cysteines (see Note 6)
239and incubate the reaction for 30 min at room temperature.

2403. Add 5 μL of reducing loading buffer to 20 μL of the reaction
241mixture and incubate for 30 min at room temperature.

2424. Load a volume containing 200 pmoles of the protein solution
243onto 14% acrylamide gel (see Notes 4 and 7). Run the gel for
2442 h at 90 V, stain the gel with Coomassie blue solution, and
245destain. Scan the gel with an imager.

2465. Analyze the results (Fig. 4a). Compare the alkylation profiles
247obtained with the maleimide derivatives and select the alkylat-
248ing agent generating the thinnest bands (see Note 8). Check
249that the size of the alkylated species on the gel is consistent with
250the expected size according to the total number of cysteines;
251otherwise, it means that some of the cysteine residues of the
252protein are oxidized (see Subheading 1.2). In this case, repeat
253step 1 with higher DTT concentrations to try to get rid of
254reversible oxidations.
255

3.1.2 Generation of a

Ladder and Assessment of

the Efficiency of the

Alkylating Agent

2561. Reduce the protein of interest with 10 molar equivalents of
257DTT for 30 min at room temperature, then desalt the protein
258on a Sephadex G25 column equilibrated with phosphate
259buffer.

2602. Initiate the reaction by mixing 50 μL of the protein of interest
261at 20 μM with 0.25, 0.5, 1, and 2-molar equivalents of the
262maleimide reagent regarding the total number of thiols (see
263Note 6). Incubate the reaction for 30 min at room
264temperature.

2653. Add 5 μL of loading buffer to 20 μL of the reaction mixture
266and incubate for 30 min at room temperature.

2674. Load 200 pmoles of the protein solution onto 14% acrylamide
268gel (see Notes 4 and 7). Run the gel for 2 h at 90 V and stain/
269destain with Coomassie blue solution. Scan the gel with an
270imager.

2715. Analyze the results (Fig. 4b). First, count the number of bands
272corresponding to the alkylated species in the reactions per-
273formed with sub-stoichiometric amounts of the alkylating
274agent. The number of bands is expected to be equals to the
275total number of cysteines with an additional band
276corresponding to the unalkylated species. In any other cases, a
277cysteine is probably oxidized (see Subheading 1.2). In this case,
278repeat step 1 with higher DTT concentrations to try to get rid
279of reversible oxidations. Note the position of each alkylated
280species, which will be used to determine the number of persul-
281fidated cysteines (see Subheading 3.2). Check how many
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282equivalents of the alkylating agent are required to saturate all
283the thiols, which should be close to the stoichiometry regard-
284ing the total number of thiols in the solution (see Note 9).
285Assess the resolution of the alkylation procedure: the bands
286corresponding to partially alkylated species must not overlap.
287Otherwise, use an alkylating agent of higher molecular weight.
288

3.2 Detection and

Quantification of

Persulfides,

Monitoring the Kinetic

of Persulfide Transfer

289Two protocols are presented here, one for persulfide detection and
290quantification and another for the kinetics of trans-persulfidation
291reactions. The reactions are analyzed under reducing and nonre-
292ducing conditions to discriminate persulfides and false positives (see
293Subheading 1.2). The mouse NIA complex in which a persulfide is
294formed by NFS1 and the mouse NIAU and NIAUF complexes in
295which the persulfide is transferred to ISCU are used to illustrate the
296assays, but the protocols apply to any other proteins [7, 15].
297

3.2.1 Persulfide

Detection and

Quantification

2981. Reduce the proteins and the complexes with 10 molar equiva-
299lents of DTT prior to any reaction and desalt them on a
300Sephadex G-25 column equilibrated with phosphate buffer.

3012. Prepare 100 μL of the cysteine desulfurase complexes (NIA and
302NIAUF) at 20 μM and split the reaction into two parts of
30350 μL. Add 2 μL of L-cysteine at 1 mM to one part, which
304corresponds to 2 molar equivalents of L-cysteine, and incubate
305the reaction at 25 �C for 1 min (see Note 10). Leave the other
306part without L-cysteine.

3073. Add twofold excess of the maleimide derivative solution
308regarding the total number of thiols (see Note 6) to 20 μL of
309each reaction mixture and incubate the reaction for 30 min at
310room temperature.

3114. Split each reaction into two parts of 10 μL and add 3 μL of
312loading buffer with β-mercaptoethanol to one part and 3 μL of
313loading buffer without β-mercaptoethanol to the other part.
314Incubate 30 min at room temperature.

3155. Load 50 pmoles of the NIA complex and 200 pmoles of the
316NIAUF complex onto 10% and 14% SDS-PAGE, respectively
317(see Notes 4 and 7).

3186. Run gels at 90 V, 2 h for a 14% gel, and 5 h for a 10% gel. Reveal
319the proteins by Coomassie staining/destaining. Scan the gels
320with an imager.

3217. Quantify individual bands using an imager (see Note 5).

3228. Analyze the results (Fig. 5a, b). Mass loss must be observed
323under reducing conditions only in the reaction performed with
324L-cysteine. Compare the position of the bands with the ladder
325to determine how many cysteines are persulfidated. No mass
326loss must be observed under nonreducing conditions; other-
327wise, it means that it is a false positive (Subheading 1.2). No
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328mass loss must neither be observed in the absence of L-cysteine
329since it is the substrate of the NIA complex to generate a
330persulfide; otherwise, it is a false positive (Subheading 1.2).
331

3.2.2 Monitoring the

Kinetic of Persulfide

Transfer by SDS Quenching

332The same protocol as persulfide detection and quantification is used
333to assess the kinetics of persulfide formation or transfer, but in this
334case, a larger volume of the reaction mixture is prepared, and
335samples are withdrawn at desired times. The reaction is quenched

Fig. 5 ARBS assays for persulfide formation on NFS1 and transfer to ISCU. (a and b) ARBS assay on NFS1 in

the NIA complex (a) and ISCU in the NIAUF complex (b) in the absence and presence of L-cysteine analyzed

using Mal-dPEG (a) and Mal-P16 (b). (a) The reaction is analyzed under reducing conditions. In the absence of

L-cysteine, NFS1 is alkylated on all its cysteines (NFS1 + 7 species) and on 6 cysteines when L-cysteine is

added (NFS1 + 6 species), which indicates formation of a persulfide. Resolution (spacing between NFS1 + 6

and NFS1 + 7) is satisfactory with Mal-dPEG. (b) The reaction is analyzed under reducing and nonreducing

conditions. ISCU is alkylated on all its cysteine residues in the absence of L-cysteine (ISCU + 4 species) and

loses one alkylation unit in the presence of L-cysteine (ISCU + 3 species), which indicates that a persulfide is

transferred to ISCU (lane 3 and 4). ISCU keeps all its cysteine alkylated under nonreducing conditions both in

the presence and in the absence of L-cysteine (lanes 1 and 2), which confirms that the loss of one alkylation

unit is due to the reduction of a persulfide by β-mercaptoethanol. An ISCU + 2 species is present under

reducing conditions but not under nonreducing conditions that could be attributed to either an oxidized

cysteine or a second persulfidated cysteine. However, this band is also present in the absence of L-cysteine,

thus ruling out the possibility of a second persulfide. It may thus correspond to an intramolecular disulfide (see

Subheading 1.2). (c) ARBS assays for kinetics of persulfide transfer to ISCU in the NIAUF complex in the

presence (+FXN) and absence (�FXN) using Mal-P16 and analyzed under reducing and nonreducing condi-

tions. The gels show the progressive appearance of the ISCU + 3 species corresponding to persulfidated ISCU

on a single cysteine (top panels). This transfer is accelerated in the presence of FXN. The analysis under

nonreducing conditions (lower panels) shows mainly the ISCU + 4 species, which validates that the ISCU +

3 species corresponds to a persulfide. Under nonreducing conditions, an alkylated species with lower mobility

than the ISCU + 4 appears. This species is attributed to over alkylated ISCU on a non-cysteine residue,

probably nitrogen, since maleimides also react with nitrogen (see Note 4) and is denoted ISCUsuralk. The

formation of this species is most likely due to the presence of Mal-P16 that is not quenched under

nonreducing conditions
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336by mixing with the alkylating agent in SDS. The alkylating agent
337blocks all available thiols while SDS rapidly denatures the proteins.

3381. Reduce the proteins with 10 molar equivalents of DTT prior to
339any reaction and desalt them on a Sephadex G-25 column
340equilibrated with phosphate buffer.

3412. Prepare 150 μL of the protein solutions (NIAU, NIAUF) at a
342final concentration of 20 μM in phosphate buffer.

3433. Withdraw 20 μL of the protein mixture and mix it with a
344twofold excess of the maleimide derivative solution relative to
345the total number of thiols (see Note 6) and incubate the reac-
346tion for 30 min at room temperature. This will be used as the t0
347of the reaction.

3484. Add 5.2 μL of L-cysteine aqueous solution at 1 mM to the
349130 μL left of the protein solutions (NIAU, NIAUF) to initiate
350the reaction. Incubate at 25 �C.

3515. Withdraw 20 μL from the reaction mixture at desired times and
352rapidly drop the solution in a tube containing twofold excess of
353the maleimide derivative solution regarding the total number
354of thiols (see Note 6). Immediately mix by three cycles of
355aspiration/ejection using the same pipette. Incubate the reac-
356tion for 30 min at room temperature.

3576. Split each reaction into two parts of 10 μL each and add 3 μL of
358loading buffer with β-mercaptoethanol to one part and with-
359out β-mercaptoethanol to the other part. Incubate 30 min at
360room temperature.

3617. Load 200 pmoles of each protein reaction on SDS-PAGE (see
362Notes 4 and 7).

3638. Analyze the results (Fig. 5c). Check that mass loss is only
364observed under reducing conditions (Subheading 1.1). Other-
365wise, check for other cysteine modifications (Subheading 1.2).
366Quantify the bands corresponding to non-persulfidated and
367persulfidated proteins. Plot the ratio of the intensity of the
368bands corresponding to persulfidated and non-persulfidated
369species versus time. Simulate the curve with a relevant model
370to retrieve the rate constant.
371

3.2.3 Monitoring the

Kinetic of Persulfide

Transfer by TCA Quenching

372An alternative method used for kinetic analysis is TCA precipita-
373tion. It is based on the denaturation by acidification to quench the
374reaction, which leads to precipitation of the proteins. The steps are
375summarized as following:

3761. Reduce the proteins with 10 molar equivalents of DTT prior to
377any reaction and desalt them on a Sephadex G-25 column
378equilibrated with phosphate buffer.
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3792. Prepare 150 μL of the protein solutions (NIAU, NIAUF) at a
380final concentration of 20 μM in phosphate buffer.

3813. Withdraw 20 μL of the protein mixture and mix it with 20 μL
382of cold TCA at 20%. Incubate on ice for 20 min.

3834. In the meantime, add 5.2 μL of L-cysteine aqueous solution at
3841 mM to the 130 μL of the protein (NIAU, NIAUF) solutions
385left to initiate the reaction. Incubate at 25 �C.

3865. Withdraw 20 μL from the reaction mixture at desired times and
387mix it with 20 μL of cold TCA at 20%. Incubate on ice for
38820 min.

3896. After incubation of TCA-precipitated samples, centrifuge at
39015,000 rpm AU4for 5 min at 4 �C.

3917. Wash the pellets three times with cold acetone.

3928. Leave the tubes standing in a fume hood for 30 min to evapo-
393rate residual acetone.

3949. Resuspend the pellets in 20 μL alkylation buffer containing
3952 molar equivalents of the maleimide derivative relative to the
396total number of thiols (see Note 6) and incubate the mixture
397for 30 min at room temperature.

39810. Split each reaction into two parts of 10 μL each and add 3 μL of
399loading buffer with β-mercaptoethanol to one part and with-
400out β-mercaptoethanol to the other part. Incubate 30 min at
401room temperature.

40211. Load 200 pmoles of each protein reaction on SDS-PAGE (see
403Notes 4 and 7).

40412. Analyze the results. Similar kinetics must be observed when
405comparing the reaction quenched with SDS (Subheading
4063.2.2) and TCA. Otherwise, it means that the quenching
407with SDS is not efficient.
408

4094 Notes

4101. Other types of alkylating agents can be used, such as iodoace-
411tamide derivatives.

4122. Other reducing agents of disulfides can be used, such as DTT
413and TCEP.

4143. The main false positives expected are disulfides since persulfides
415react with reducing thiols to form disulfides. The other species
416(sulfenic, sulfinic, sulfonic acids, nitrosothiols, and sulfena-
417mides) result from reaction with reactive oxygen and nitrogen
418species and are thus expected to occur under more specific
419conditions in the presence of oxidants.
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4204. The maleimide group is prominently reactive with free sulfhy-
421dryls at pH 6.5–8.0, but also reacts with amines, albeit at a
422much slower rate. To prevent side reactions with amines from
423buffers and proteins, amine-based buffers are avoided, and the
424samples are not heated before loading on gels if the maleimide
425is not yet neutralized.

4265. The quantification is based on densitometry measurements of
427the Coomassie-stained bands on gel using a routine instrument
428of the laboratory, which enables quantitative determination of
429persulfidation within the precision limit of the detection tech-
430nique. Other methods based on fluorescent alkylating agents
431may enhance the sensitivity and accuracy of the assay.

4326. The thiols include all cysteine residues from all proteins and
433small thiol compounds such as L-cysteine that is used as a
434substrate for cysteine desulfurase to generate a persulfide. The
435total concentration of thiols is calculated by summing the
436concentration of small thiols and the concentrations of each
437protein multiplied by the number of their cysteine residues.

4387. The amount of protein to be loaded on gel varies in function of
439its size: about 200 pmoles for 10–30 kDa proteins and
44050 pmoles for 40–80 kDa proteins. ISCU is analyzed on 14%
441acrylamide gels and NFS1 on 10% gels.

4428. The alkylation profiles show more fussy bands with
443Mal-PEG2k than Mal-P16 and Mal-dPEG (Fig. 4a). The
444Mal-PEG2k is not a pure compound but a mixture of polymers
445with a mean size of 2 kDa; thereby the size of the bands is
446linked to this mass heterogeneity. Mal-P16 and Mal-dPEG are
447defined compounds.

4489. If the concentration of the alkylating agent needed to saturate
449all the cysteines residues is much higher than the stoichiometry
450regarding the total number of thiols, this may indicate either
451errors in the concentrations of the proteins or of the alkylating
452agent, presence of contaminating thiols, or a defective alkylat-
453ing agent.

45410. The formation of persulfide by NFS1 is completed in about
45510 s and transferred to ISCU in less than 1 min in the presence
456of FXN [7], so that 1 min of incubation with L-cysteine is
457sufficient.
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Chapitre 4 Mécanisme de biosynthèse des centres Fe-S par la 

machinerie ISC eucaryote 

Dans ce second chapitre, je vais présenter les résultats concernant le mécanisme d’assemblage 

des centres Fe-S par la machinerie ISC mitochondriale de souris. La première partie est consacrée à 

l’étude étape par étape du mécanisme d’assemblage qui nous a notamment permis de caractériser le 

centre à fer d’ISCU initiant la réaction d’assemblage et de mettre en évidence les rôles majeurs de la 

frataxine et de la ferrédoxine FDX2. La seconde partie est consacrée à une caractérisation détaillée du 

centre à fer d’ISCU, étude dans laquelle nous avons comparé les propriétés de fixation du fer de 

protéines ISCU de différents organismes, la bactérie E. coli, le champignon Chaetomium thermophilum, 

la souris M. musculus et l’homme H. sapiens, ainsi que les différents paramètres contrôlant l’insertion 

du fer dans ces ISCU (pH, état d’oligomérisation). Nous avons enfin déterminé la structure du site à fer 

d’ISCU de M. musculus par une combinaison de méthodes spectroscopiques (RMN, XAS, Mössbauer 

et RPE). 

 

1. Mécanisme d’assemblage des centres Fe-S par la machinerie ISC de M. musculus 

1.1   Contexte de l’étude  

Lorsque j’ai débuté ma thèse, toutes les reconstitutions de la machinerie ISC avaient été réalisées 

avec des protéines ISCU dont le contenu en zinc n’avait pas été déterminé et avec du DTT comme 

réducteur à la place de la ferrédoxine. La présence de zinc dans le site d’assemblage de différentes 

protéines ISCU purifiées avait été rapporté par plusieurs laboratoires sans que l’on sache si celui-ci 

pouvait avoir un rôle dans le processus d’assemblage ou s’il s’agissait d’un artéfact de purification, car 

de grandes quantités de zinc peuvent être libérées au moment de la lyse cellulaire et venir se fixer à 

ISCU. Bien qu’il soit possible de former des centres Fe-S avec du DTT comme réducteur, cela posait la 

question de la pertinence physiologique de ces conditions et donc du mécanisme de biosynthèse des 

centres Fe-S. En effet, il est connu depuis de nombreuses années qu’en mélangeant une source de fer et 

d’ions sulfures, il est possible de générer des centres [2Fe2S] et [4Fe4S]. Cette réaction est encore 

utilisée aujourd’hui pour reconstituer les centres Fe-S de protéines purifiées ayant perdu leur centre 

métallique au cours de la purification. Mais du point de vue du mécanisme de biosynthèse sur la protéine 

d’échafaudage ISCU, cette réaction ne semble pas physiologiquement pertinente. De plus, la formation 

de centre [4Fe4S] par la machinerie ISC ne semblait pas cohérente avec la présence in vivo des protéines 

ISCA qui sont dédiées à la formation des centres [4Fe4S].  

La seconde question que nous avons abordée au cours de cette étude est le rôle de la frataxine. 

La capacité de la frataxine à lier du fer sous forme oligomérique a conduit à l’hypothèse qu’elle serait 



Mécanisme de biosynthèse des centres Fe-S par la machinerie ISC eucaryote  

 
 

116 

une chaperonne à fer permettant l’insertion du fer dans la machinerie d’assemblage des centres Fe-S. 

Cependant, la forme initiale d’ISCU liée au fer n’ayant pas été caractérisée il était impossible de 

répondre à cette question. De plus, d’autres hypothèses sur son rôle fonctionnel avaient été avancées, 

notamment que FXN stimule la production d’ions sulfures et CyaY l’inhibe. Des travaux réalisés au 

laboratoire avaient montré qu’elle est aussi capable d’accélérer le transfert de persulfure entre NFS1 et 

ISCU.  

Dans cette première étude nous avons reconstitué la machinerie ISC de souris au complet, c’est-

à-dire avec ISCU, le complexe NFS1-ISD11-ACP, le couple FDX2/FDXR et la frataxine FXN. 

L’objectif était de décomposer le mécanisme d’assemblage étape par étape. Pour cela nous avons 

cherché à caractériser le site de fixation du fer par différentes techniques biophysiques (dichroïsme 

circulaire, spectroscopie Mössbauer et RMN), puis nous avons étudié comment les ions sulfures sont 

produits au cours de la réaction. Pour cela nous avons utilisé la méthode ARBS pour suivre les 

persulfures et réaliser des études cinétiques. 
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1.2   ARTICLE#2: Physiologically relevant reconstitution of iron-sulfur cluster 

biosynthesis uncovers persulfide processing functions of ferredoxin-2 and frataxin 
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Physiologically relevant reconstitution of iron-sulfur
cluster biosynthesis uncovers persulfide-
processing functions of ferredoxin-2 and frataxin
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Ludovic Pecqueur 4, Gwenaelle Le Pavec1, Agnès Delaunay-Moisan1, Omar Brun5, Jordi Agramunt 5,

Anna Grandas 5, Marc Fontecave 4, Volker Schünemann3, Sarah Cianférani2, Christina Sizun 6,

Michel B. Tolédano1 & Benoit D’Autréaux1

Iron-sulfur (Fe-S) clusters are essential protein cofactors whose biosynthetic defects lead to

severe diseases among which is Friedreich’s ataxia caused by impaired expression of frataxin

(FXN). Fe-S clusters are biosynthesized on the scaffold protein ISCU, with cysteine desul-

furase NFS1 providing sulfur as persulfide and ferredoxin FDX2 supplying electrons, in a

process stimulated by FXN but not clearly understood. Here, we report the breakdown of this

process, made possible by removing a zinc ion in ISCU that hinders iron insertion and

promotes non-physiological Fe-S cluster synthesis from free sulfide in vitro. By binding zinc-

free ISCU, iron drives persulfide uptake from NFS1 and allows persulfide reduction into sulfide

by FDX2, thereby coordinating sulfide production with its availability to generate Fe-S clus-

ters. FXN stimulates the whole process by accelerating persulfide transfer. We propose that

this reconstitution recapitulates physiological conditions which provides a model for Fe-S

cluster biosynthesis, clarifies the roles of FDX2 and FXN and may help develop Friedreich’s

ataxia therapies.
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I
ron-sulfur (Fe-S) clusters are highly conserved and ubiquitous
prosthetic groups of proteins, made of iron and sulfide (S2−)
ions, of which the [2Fe2S] and [4Fe4S] clusters are the most

common in biology1–4. Organisms from the three life kingdoms:
archea, bacteria, and eukaryota have exploited the versatile
properties of Fe-S clusters to perform essential biological func-
tions, including ATP production, Krebs cycle, protein synthesis,
and maintenance of genome integrity5,6. The defects in Fe-S
cluster biosynthesis lead to severe human pathologies, which
underscores the importance to unravel the mechanism of their
assembly2,7–12. Fe-S clusters are biosynthesized de novo by spe-
cialized multi-protein machineries via a process conserved from
bacteria to eukaryotes1,3,4,6,13. In mitochondria, Fe-S clusters are
assembled by the Iron Sulfur Cluster assembly machinery (ISC),
which encompasses the scaffold protein ISCU, the NFS1-ISD11-
ACP complex containing the cysteine desulfurase NFS1, a
pyridoxal-phosphate (PLP) enzyme that generates a precursor of
sulfide in the form of a cysteine-bound persulfide (Cys-SSH) by
desulfurization of L-cysteine, ferredoxin 2 (FDX2) and its cognate
reductase (FDXR) which together deliver electrons provided by
NADPH and frataxin (FXN) which is required for efficient Fe-S
cluster biogenesis1–4,9. However, how the ISC machinery operates
is not clearly understood and thereby, the biochemical roles of
FDX2 and FXN are not established1,3,9. Fe-S clusters biosynthesis
is thought to rely on confined production of sulfide in the
proximity of iron to promote formation of the iron-sulfide bond
while preventing toxic diffusion of iron and sulfide ions, but no
data have documented such a confined synthesis1,3.

Several reconstitutions of both, bacterial and eukaryotic ISC
machineries have attempted to address these questions14–21.
Bacterial ISC reconstitutions indicate that the homologue of
NFS1, IscS, transfers several persulfides to multiple cysteines on
the ISCU homologue, IscU, which suggests that sulfide produc-
tion takes place on the scaffold protein22,23. In mammals too,
persulfides are transferred to ISCU, but only one of its cysteines
becomes persulfidated14,24. These reconstitutions have, however,
not answered the question of the physiological reductant of the
persulfide and whether its reduction is coupled to the presence of
iron. The FDX2-FDXR reducing system is a good candidate for
this reaction, but most reconstitutions used the non-physiological
reductant dithiothreitol (DTT) instead, thereby occulting the
possible function of FDX2 in this process15,16,18–20. Moreover,
DTT-dependent Fe-S cluster reconstitution cannot be considered
as reproducing a physiological process since DTT reduces the
persulfide of the cysteine desulfurase, which leads to formation of
free sulfide that is not confined to ISCU14,21. DTT was also shown
to promote formation of [4Fe4S] clusters, the biosynthesis of
which is apparently supported by the ISCA type proteins25–27.
The first study of the role of FDX2 was performed with bacterial
Fdx2 and indicated that it promotes reductive coupling of [2Fe2S]
clusters into [4Fe4S], which may not be physiologically relevant
as formation of [4Fe4S] clusters on ISCU is possibly non-
natural17. A FDX2-dependent assembly of [2Fe2S] clusters on
ISCU was then reported with yeast proteins, thus suggesting that
FDX2 is an important component, but evidence that FDX2
reduces the persulfide was not provided21. Moreover, we found
that FDX2 is not able to reduce the persulfide transferred to
ISCU, which questioned its role in persulfide reduction14.

Similarly, the role of frataxin (FXN) remains very controversial
despite tremendous efforts to understand its biochemical func-
tion9. Since the discovery that Friedreich’s ataxia (FA), a severe
neurodegenerative and cardiac disease that is the most common
form of recessive ataxia is caused by defective expression of FXN,
this protein has been the focus of intense research2,9,10,28. FXN
was first proposed to operate as an iron chaperone or iron storage
protein providing iron to the ISC machinery, but this model was

challenged by several in vivo studies9,29–31. The reconstitutions of
the ISC machinery with FXN did not provide a clearer picture
either14,15,18,20,32. The first reconstitution was performed with the
bacterial system and unexpectedly showed that the bacterial
homolog of FXN, CyaY, inhibits the rate of Fe-S cluster assembly
under iron rich conditions, by slowing down sulfide release by
IscS, which was interpreted as a mechanism needed to prevent
uncontrolled Fe-S cluster formation15,32. The reconstitutions of
the mammalian system showed in contrast that FXN stimulates
sulfide production and concomitantly iron entry in the ISC
complex14,18,20. However, these studies were performed with
DTT instead of the FDX2-FDXR reducing system, which again
questions their physiological relevance. Another study reported
that yeast FXN stimulates persulfide formation on NFS133, but
this could not be reproduced with the murine proteins14. The
only reconstitution including both FDX2 and FXN concluded
that FXN is strictly required for Fe-S cluster assembly, which
may not be consistent with the dispensable role of FXN
in vivo21,31,34–36. FXN was also reported to stimulate persulfide
transfer to ISCU, therefore promoting confined production of
sulfide14,24. However, FDX2 was unable to reduce the persulfide
on ISCU, which prevented a direct correlation with Fe-S cluster
assembly14.

Several studies also attempted to assess the iron binding
properties of ISCU19,37–39. Bacterial IscU was shown to bind iron
in the μM range but another study could not detect interaction
with either Fe2+ or Fe3+ ions19,39. Yeast and drosophila ISCU
proteins were reported to bind iron but not in the assembly site
and it was not shown whether this iron containing form could
sustain Fe-S cluster assembly37,38.

We report here that a clue to these discrepancies is the pre-
sence of a zinc ion in the assembly site of ISCU, which has
been persistently reported in bacterial and eukaryotic ISCU
proteins40–45. We show that this zinc ion hinders iron binding
and precludes the reduction of the persulfide of ISCU by FDX2,
thereby fostering reduction of the persulfide of NFS1 by
L-cysteine, which leads to release of free sulfide and Fe-S cluster
formation that cannot be considered as physiologically relevant
since it is not confined to ISCU. By exchanging zinc with iron, we
generate an iron-loaded ISCU protein allowing Fe-S clusters
synthesis via FDX2-dependent reduction of the persulfide of
ISCU. In this process, FXN is not required for iron insertion but
stimulates persulfide transfer to ISCU. Moreover, both persulfide
transfer and reduction require iron, which most likely ensures the
coordination between sulfide production and iron availability in
ISCU. We propose that the reaction performed by iron-loaded
ISCU reproduces the physiological process of Fe-S cluster
assembly, thus allowing the elucidation of the sequence of Fe-S
cluster biosynthesis and the respective roles of FXN and FDX2.

Results
ISCU binds a Fe2+ ion upon removal of the Zn2+ ion. To
address these questions, we first attempted to isolate an iron
containing form of ISCU that would be competent for Fe-S
cluster assembly. Analysis of the metal content of purified mouse
ISCU revealed the presence of zinc as previously reported, but no
iron40–42,46. We measured 0.8 ± 0.1 zinc ion/ISCU and up to 1.0
± 0.1 by incubation with additional zinc (Fig. 1a). Site-directed
mutagenesis confirmed that the conserved amino acids of the Fe-
S cluster assembly site of ISCU, C35, D37, C61, and H103, but not
C104, are required for zinc binding, as also observed in the
structures of human ISCU (Fig. 1a)43. To probe binding of iron to
the assembly site of ISCU, we sought for typical ligand-to-metal
charge transfer (LMCT) bands of ferrous iron bound to cysteine,
expected in the near UV domain47,48. No such feature appeared
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upon addition of Fe2+ to the zinc containing form of ISCU (Zn-
ISCU), alone or in the presence of FXN (Fig. 1b). In contrast,
adding Fe2+ to ISCU devoid of metal (apo-ISCU) produced
absorptions at 270 nm, 310 nm, and 340 nm that are character-
istic of Cys-S→ Fe(II) LMCT bands in the circular dichroism
(CD) spectrum (Fig. 1b). Iron titrations by CD showed that ISCU
binds ~0.95 Fe2+ ions in this site (Fig. 1c, d). Altogether, these
data also show that FXN is not able to exchange zinc for iron and
is neither required for iron insertion in apo-ISCU (Fig. 1b).
Moreover, we did not detect any iron or zinc in purified FXN,
which strengthened the idea that FXN is not involved in iron
insertion.

We next evaluated the effect of iron on the structure of apo-
ISCU by NMR spectroscopy, since ISCU was reported to exist in
two different conformational states, structured (denoted S) and
disordered (denoted D), and zinc was shown to stabilize the S
state49. The NMR spectrum of apo-ISCU displayed broad central
signals that were assigned to the D state and more dispersed
resonances corresponding to the S state (Supplementary Fig. 1a).
Integration of the tryptophan W74 signals indicated that ~30% of
apo-ISCU was in the S form (inset of Supplementary Fig. 1a).
Upon addition of iron, the central part of the spectrum became
more resolved and additional dispersed signals appeared
(Supplementary Fig. 1b). Two signals were visible for W74: an
intense one slightly shifted relative to that of the S form of apo-
ISCU, and a weak one at the position of the D form of apo-ISCU.
By analogy, we assigned the weak signal to remaining apo-ISCU
in the D form and the shifted intense signal to an iron containing
S form. Integration of the W74 signals indicated that ~80% of
ISCU was in the S state.

To further assess the iron binding properties of ISCU, we used
Mössbauer spectroscopy. The Mössbauer spectrum of apo-ISCU
incubated with one equivalent of Fe2+ revealed the presence of
two species (Fig. 1e, Supplementary Table 1). The parameters of

the major component (component 1, 85%) were indicative of a
high spin Fe(II) center coordinated in a mixed environment by
one or two cysteines and two or three N/O ligands, consistent
with the CD spectrum (Supplementary Tables 1 and 2 and
Supplementary Note 1)50. The high value of the quadrupole
splitting (3.51 mm.s−1), that is growing with asymmetry, is in
agreement with this mixed coordination. Remarkably, the
amount of component 1 was similar to the proportion of ISCU
in the S state, which suggests that binding of iron to this site
promotes conversion of the D to S state. In contrast, the isomeric
shift of the minor species (component 2, 15%) was consistent
with a Fe(II) center coordinated by five or six N/O atoms but no
sulfur (Supplementary Tables 1 and 2). The parameters of this
species were not identical to those of free iron and this species
was absent when apo-ISCU was incubated with a sub-stoichio-
metric amount of iron, which suggests that component 2 is iron
bound to ISCU in a lower affinity site compared to component 1
(Supplementary Fig. 1c, d and Supplementary Table 1).

To identify the ligands of the iron ion in these sites, we used
site-directed mutagenesis. The C35S, D37A, and C61A substitu-
tion mutants lacked the typical LMCT bands when incubated
with ferrous iron (Fig. 1f). Very weak absorptions were detected
for the H103A mutant but its Mössbauer spectrum lacks the
typical signal of the iron-cysteinyl site (Fig. 1f, Supplementary
Fig. 1e and Supplementary Note 1). In contrast, the C104S
mutant exhibited intense Cys-S→ Fe(II) LMCT absorption bands
and the major species detected by Mössbauer spectroscopy (65%)
displayed parameters nearly identical to those of the WT protein
(Fig. 1f, Supplementary Fig. 1f and Supplementary Note 1). The
lack of the minor species (component 2) in the H103A and C104S
mutants further suggested that H103 is a ligand of this iron ion
and that the C104S mutation impairs iron binding to this site
(Supplementary Note 1). We conclude that the zinc ion prevents
iron binding in the assembly site of ISCU, which may explain the
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(brown), D37A (purple), H103A (pink), and C104S (green) incubated with one molar equivalent of Fe2+ ions. Errors bars represent standard deviation

from n= 3 independent experiments and source data for panels a, d are provided as a Source Data file
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lack of interaction with iron previously observed38,39. Removing
zinc allows binding of a Fe2+ ion in the assembly site via the C35,
D37, C61, and H103 amino acid residues, which stabilizes the S
state of ISCU. The minor component may correspond to iron
bound in a distorted assembly site via H103 in the D state.

Physiologically relevant assembly of Fe-S cluster by Fe-ISCU.
We then tested the ability of both, Fe-ISCU (apo-ISCU incubated
with one equivalent of Fe2 + ions) and Zn-ISCU in the presence
of one equivalent of iron, to assemble a Fe-S cluster, under
catalytic conditions with all the components of the ISC
machinery (the NFS1-ISD11-ACP (NIA) complex, FXN, FDX2
and FDXR) at a 1:10 molar ratio relative to ISCU, NADPH as a
source of electrons and L-cysteine in stoichiometric amounts
relative to ISCU. Fe-S cluster assembly was monitored by CD
and UV-visible spectroscopies. The reaction with Fe-ISCU led to
appearance of a species within 3 min, with spectroscopic features
identical to those reported for the oxidized form of the [2Fe2S]
cluster in ISCU (Fig. 2a, b)16,21. In contrast, the reaction with
Zn-ISCU generated virtually no Fe-S cluster (Fig. 2a), in agree-
ment with the hindrance of iron binding in the assembly site
when zinc is bound (Fig. 1b). Mössbauer spectroscopy and native
mass spectrometry showed that exclusively [2Fe2S]2+ clusters
were generated, in contrast to previous reconstitutions which
reported formation of both [2Fe2S] and [4Fe4S] clusters (Fig. 2c,
d, Supplementary Fig. 1h, i and Supplementary Note 2)16,18.

Moreover, native mass spectrometry showed that the [2Fe2S]
cluster was hosted in a monomer of ISCU (Fig. 2d). The iden-
tification of two different iron binding sites by Mössbauer
spectroscopy further indicated that the [2Fe2S] cluster was in an
asymmetrical arrangement, in agreement with crystal structures
and spectroscopic studies suggesting a three Cys, one Asp mixed
coordination in a monomer of ISCU (Fig. 2c, Supplementary
Note 2)17,45,51,52.

Iron and cysteine titrations showed that approximately two
irons and two cysteines per ISCU were required to form the
[2Fe2S] cluster when starting from apo-ISCU, with yields in the
range of 90% of reconstituted ISCU, which confirms the
stoichiometry of one [2Fe2S] cluster per ISCU (Fig. 2e, f).
Importantly, these data also indicate that the reaction is highly
efficient, with processing of nearly all L-cysteine and iron added
into [2Fe2S] clusters. Similar spectra were collected when the
reaction was performed with stoichiometric amounts of the NIA
complex, ISCU and FXN, which attested that the Fe-S cluster is
generated within the NFS1-ISD11-ACP-ISCU-FXN (NIAUF)
complex (Supplementary Fig. 2a).

We then evaluated the dependence of this reaction on FXN and
FDX2. In reactions missing FDX2, the assembly was compro-
mised, consistent with the absolute cellular requirement of FDX2
for Fe-S cluster biogenesis (Fig. 2g)53,54. When FXN was omitted,
the assembly was slowed down, consistent with the significant
decrease of Fe-S cluster biogenesis activity in cells lacking FXN
(Fig. 2g)31,34,35. In conclusion, the reconstituted system with
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Fe-ISCU appears to recapitulate biological conditions of Fe-S
cluster assembly. Furthermore, the reaction performed without
FXN led to formation of a [2Fe2S] cluster with identical features
as those observed in the presence of FXN and in similar yields as
the complete reaction, thus suggesting that FXN does not change
the outcome of the reaction, but only modulates its rate (Fig. 2g,
Supplementary Fig. 2d).

Mechanism of FDX2-based Fe-S cluster assembly by Fe-ISCU.
We next examined how the persulfide of NFS1 was reduced and
sulfide incorporated as a Fe-S cluster. We previously showed
using a protein persulfidation assay that NFS1 transfers its per-
sulfide to the cysteine C104 of ISCU14. Using this assay, we
monitored persulfide transfer to Fe-ISCU and Zn-ISCU and
found that both acquire a persulfide from NFS1, on a single
cysteine (Fig. 3a). Lack of transfer with the C104S mutant pro-
vided evidence that this residue serves as the persulfide receptor,
and mass spectrometry indicated that a single sulfur atom is
incorporated in ISCU (Fig. 3b–d)14. In the absence of metal,
persulfide transfer was abolished (Fig. 3b), despite formation of a
complex between apo-ISCU, FXN, and the NIA complex (Sup-
plementary Fig. 3a and Supplementary Note 3), which indicates
that the metal ion is required for persulfide transfer. Adding
FDX2 to the persulfidated form of Fe-ISCU led to disappearance
of the persulfide and concomitant formation of a Fe-S cluster,
thus indicating that FDX2 reduces the persulfide into sulfide
(Fig. 3a left panel, 3e, 3f). In contrast, FDX2 was unable to
reduce the persulfide of Zn-ISCU, which explains the inability of
this form to assemble a Fe-S cluster (Fig. 3a right panel). Per-
sulfide reduction was also precluded in the absence of metal,
which rules out the idea that zinc could be inhibitory and instead
points to a specific requirement of iron for persulfide reduction
(Fig. 3g).

Since formation of a [2Fe2S] cluster requires two sulfides, we
asked whether a second sulfide was provided by NFS1 either
directly, by FDX2-mediated reduction of the persulfide of NFS1,
or indirectly, via a second transfer-reduction process following
reduction of the first one. In both cases, a concomitant
disappearance of the persulfides of NFS1 and ISCU was expected
upon addition of FDX2. To prevent reloading of NFS1 with a
persulfide, which would otherwise mask both direct reduction
and second transfer, we used sub-stoichiometric amounts of L-
cysteine. These experiments were performed by incubating
reaction mixtures containing the NFS1-Fe-ISCU complex with
various amounts of L-cysteine from sub-stoichiometric to
excess, prior to adding FDX2. The persulfidation states of
NFS1 and ISCU were analyzed before and after addition of
FDX2. Upon addition of FDX2, the persulfide of ISCU was
reduced as described in the previous section, but the persulfide
of NFS1 did not disappear, thus establishing that only
one sulfide is provided to ISCU (Fig. 3h, i). As ISCU binds
only one iron ion, formation of a [2Fe2S] cluster likely requires
dimerization of ISCU followed by segregation of the Fe-S cluster
on one of the two subunits.

FXN stimulates persulfide transfer to Fe-ISCU. We next
inspected the effect of FXN on each step of the assembly process.
The yeast FXN homologue was proposed to stimulate persulfide
formation on NFS133. However, this effect could not be observed
with the murine system, therefore indicating that FXN operates at a
later step14. We first tested the effect of FXN on persulfide transfer.
We previously reported that persulfide formation on NFS1 is much
faster than persulfide transfer, i.e., that persulfide transfer is the
rate-limiting step of this process14. Thereby, the global rate of
persulfidation of ISCU upon addition of L-cysteine to the NIAU

complex, which encompasses both, persulfide formation on NFS1
and its transfer to ISCU, only reflects persulfide transfer, thus
allowing direct determination of the rate of persulfide transfer by
measuring the rate of the two-step reaction. In the absence of FXN,
persulfide transfer still occured and was completed in about 30min
(Fig. 4a, upper panel). In the presence of FXN, the rate of the
reaction was markedly increased, with a transfer nearly complete in
5min (Fig. 4a, lower panel). The same effect was observed with Zn-
ISCU, consistent with our previous observation with as-purified
ISCU (Fig. 4b)14. Since the rates of persulfidation of Fe-ISCU and
Zn-ISCU are both much lower than the previously reported rate of
persulfide formation on NFS1, persulfide transfer appears rate-
limiting here too. Therefore, the effects of FXN on the rates of
persulfidation of Fe-ISCU and Zn-ISCU indicate that FXN stimu-
lates persulfide transfer in both cases. In contrast, FXN did not
affect the rate of persulfide reduction (Fig. 4c).

Overall, these data suggest that FXN modulates the rate of Fe-S
cluster assembly by acting solely on the persulfide transfer step,
which is mechanistically feasible only if persulfide transfer is the
rate-limiting step of the whole process. We thus compared the rate
constants of persulfide transfer determined by the alkylation assays
(Fig. 4a, d) with those of (i) persulfide reduction by FDX2 that is
combined with formation of the [2Fe2S] cluster and determined by
monitoring Fe-S cluster formation upon addition of FDX2 to a
persulfidated form of the NIAU complex (Fig. 4c), and (ii) the
global reaction of Fe-S cluster assembly monitored by UV-visible
spectroscopy upon addition of L-cysteine (Fig. 4e), using stoichio-
metric amounts of the NFS1-ISD11-ACP complex and Fe-ISCU.
The values of the rate constants of persulfide transfer and Fe-S
cluster assembly were comparable, both in the presence and absence
of FXN, and much lower than the rate constant of persulfide
reduction by FDX2, thus indicating that persulfide transfer is the
rate-limiting step of the whole process (Fig. 4d–f). This provides
evidence that FXN stimulates Fe-S cluster biosynthesis by
accelerating persulfide transfer to Fe-ISCU.

Zn-ISCU promotes Fe-S cluster synthesis from free sulfide. We
showed above that Zn-ISCU cannot assemble a Fe-S cluster when
incubated with one equivalent of iron and L-cysteine. However,
Fe-S cluster reconstitutions with as-purified ISCU which pre-
sumably contained zinc, were previously reported14–16,18,20,21.
We indeed observed reconstitution of a Fe-S cluster by Zn-ISCU
in the presence of iron, but only when the concentration of L-
cysteine was raised above stoichiometry (Fig. 5a). The spectro-
scopic features of the Fe-S cluster generated by Zn-ISCU were
identical to those of the [2Fe2S] cluster reconstituted by Fe-ISCU
(Fig. 5b). Moreover, the rate of the reaction was slowed down in
the absence of FXN, as reported for the reconstitutions performed
with as-purified ISCU (Fig. 5c)14,18,20. This suggests that this
reaction reproduces the phenotype of cells lacking FXN. How-
ever, this reaction was about 50 times slower relative to the
reaction with Fe-ISCU and required about 30 times more L-
cysteine to reach the same yield in Fe-S clusters, which accounted
for only 5% of L-cysteine incorporated (Fig. 5a). Furthermore, in
the absence of FDX2, the reaction was only slowed down, not
abolished, which suggests that this reaction does not reproduce
the physiology since FDX2 is essential for Fe-S cluster biogenesis
in vivo (Fig. 5c)53,54.

We thus examined the mechanism of the reaction performed by
Zn-ISCU. Since the persulfide of ISCU is not reducible in the
presence of zinc (Fig. 3a), the origin of sulfide was likely NFS1. In
the absence of FDX2, Fe-S clusters were still formed, which
indicated that FDX2 is not the main reductant in this reaction
(Fig. 5c). Instead, the dependency of the rate of the reaction on the
concentration of L-cysteine suggests that L-cysteine is the
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reductant (Fig. 5a). This assumption is corroborated, on one hand,
by our previous data demonstrating that L-cysteine is able to
reduce the persulfide of NFS1, a reaction which generates free
sulfide through intermediate formation of persulfidated L-cysteine,
and is stimulated by FXN, and, on the other hand, by the sigmoidal
behavior observed in the absence of FDX2 that is a hallmark of the
accumulation of an intermediate species (Fig. 5c)14. We thus
propose that the poorly efficient Fe-S cluster assembly reaction

performed by Zn-ISCU proceeds via formation of free sulfide and
is stimulated by FXN at the stage of sulfur transfer to L-cysteine, as
previously reported with as-purified ISCU14.

Discussion
We show here that upon removal of its zinc ion, ISCU can bind a
Fe2+ ion in the assembly site and carry out Fe-S cluster assembly

a
Fe-ISCU Zn-ISCU

ISCU-SH

FXN

FDX2

ISCU-SSH

b

Fe-ISCU apo-ISCU

ISCU-SSH

c d e

f

L-Cys       –       +       +        +

FDX2       –       –       +        +

DTPA       –       –       –        +

ISCU-SH

FXN

FDX2

ISCU-SSH

kDa

25

15

g

 0      0.5   1.0    1.5    2.0    3.0

– FDX2 + FDX2

NFS1

ISCU
ISCU-SSH

NFS1-SSH

25

55

25

55

Eq. Cys       0      0.5   1.0    1.5     2.0   3.0 kDa kDa

h

– FDX2 + FDX2

NFS1

ISCU

i

100

80

60

40

20

0

14,500

0.15

0.10

0.05

0.00

0 2 4 6

Time (min)

R
a
ti
o
 S

S
H

/S
H

A
4
5
6
 n

m

Molar equivalents L-cysteine Molar equivalents L-cysteine

Molar equivalents L-cysteineMolar equivalents L-cysteine

R
a
ti
o
 S

S
H

/S
H

R
a
ti
o
 S

S
H

/S
H

R
a
ti
o
 S

S
H

/S
H

100

80

60

40

20

0
0.5 1.0 1.5 2.0 3.0

100

80

60

40

20

0

100

80

60

40

20

0

100

80

60

40

20

0

0

0.5 1.0 1.5 2.0 3.00

0.5 1.0 1.5 2.0 3.00

0.5 1.0 1.5 2.0 3.00

14,600 14,700

ISCU-SH ISCU-SSH

14,650 ± 1
ISCU-SH

14,617 ± 1

ISCU-SSH

14,649 ± 1

ISCU-S(S)2H

14,681 ± 1

14,617 ± 1

IS
C

U
-S

H

1
4

,6
1

7
 ±

 1
14,800 14,900 15,000

100

80

60

40

20

0 0

14,500 14,600 14,700 14,800 14,900 15,000

Mass (Da)

R
le

a
ti
ve

 i
n

te
n

s
it
y
 (

%
)

R
le

a
ti
ve

 i
n

te
n

s
it
y
 (

%
)

Mass (Da)

100

80

60

40

20

14,500 14,600 14,700 14,800 14,900 15,000

R
le

a
ti
ve

 i
n

te
n

s
it
y
 (

%
)

Mass (Da)

L-Cys

L-Cys

WT C104S WT

–

–

– –
25

15

25
+ + – +

– ––

–+ + + +

++FDX2
kDa

25

15

Fig. 3 Sequence of Fe-S cluster assembly and functional role of FDX2. a Persulfidation of ISCU monitored by the alkylation assay in the NIAUF complex

containing either Fe-ISCU or Zn-ISCU without L-cysteine, with L-cysteine and after addition of FDX2. b Persulfidation of the C104S mutant of Fe-ISCU and
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with high efficiency, as virtually all iron and L-cysteine are
incorporated in the form of [2Fe2S] clusters. Our step-by-step
analysis indicates that the mechanism of assembly relies on the
transfer of the persulfide of NFS1 to ISCU that is subsequently
reduced into sulfide by FDX2, leading to formation of a [2Fe2S]
cluster in a monomer of ISCU (Fig. 6). These data thus provide
evidence that FDX2 operates in persulfide reduction and is
essential since Fe-S cluster assembly was compromised in its
absence. Our data also provide information on the nucleation
process leading to a dinuclear [2Fe2S] cluster. As only one iron is
initially present in ISCU and only one sulfide ion is generated per
ISCU by FDX2, we postulate that formation of the Fe-S cluster
requires dimerization of ISCU to generate a bridged [2Fe2S]
cluster at the interface of the two subunits, which then segregates
on one of the two monomers. Two structures of the NFS1-ISD11-
ACP complex were reported which both displayed a dimeric
complex but with distinct topologies43,44. In the structure
reported by Boniecki et al., the two ISCU proteins are bound at
the opposite ends of the complex thus precluding dimerization43.
Whereas in the structure reported by Cory et al., although it does

not contain ISCU, modelling predicts that the two ISCU proteins
are very close to each other, thus consistent with formation of a
dimer within the complex44.

Our data also indicate that a key feature of the Fe-ISCU based
reaction is the iron-dependency of both persulfide transfer and
reduction, which most likely ensure that sulfur transfer and sul-
fide production are coordinated with iron availability in ISCU,
thereby preventing futile persulfide transfer cycles and allowing
instantaneous binding of the nascent sulfide to the nearby iron.
Strikingly, zinc and iron appear interchangeable for persulfide
transfer. The metal ion might function as a Lewis acid creating an
electrophilic character on the sulfane sulfur of the persulfide of
NFS1 to facilitate the nucleophilic attack by the receptor cysteine
of ISCU. In contrast, persulfide reduction by FDX2 is operative
with iron, but precluded with zinc. During assembly, the iron ion
switches from the+2 state in Fe-ISCU to the+3 state in the
[2Fe2S]. This suggests that the iron ion is the source of one of the
two electrons needed for persulfide reduction, with the other one
being donated by the [2Fe2S] cluster of FDX2. This could explain
why reduction does not occur on Zn-ISCU.
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This model contrasts with the one drawn from the data
obtained with Zn-ISCU (Fig. 6). When zinc is in the assembly
site, the impeded reduction of the persulfide of ISCU by FDX2
fosters the reduction of the persulfide of NFS1 by L-cysteine,
which leads to formation of persulfidated L-cysteine (Cys-SSH)
that is decomposed into sulfide by another molecule of L-cysteine,
as previously described with as-purified ISCU14. FDX2 also

promotes this reaction most likely by reducing Cys-SSH. The
sulfide ions then combine with iron to form a Fe-S cluster that is
inserted in ISCU in a poorly efficient way akin to chemical
reconstitution1,14. This reaction might only occur in vitro, as
in vivo, the persulfidated cysteine and the sulfide ions will not
remain in ISCU but will diffuse throughout the cell. Moreover,
the zinc ion was shown to decrease the rate of sulfide production
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Fig. 6 Proposed model of Fe-S cluster biosynthesis. The upper part describes physiologically relevant Fe-S cluster assembly by Fe-ISCU. Upon reaction with

L-cysteine, a persulfide is generated on the catalytic cysteine of NFS1 that is transferred to the cysteine C104 of Fe-ISCU and FXN accelerates this reaction.

The persulfide of Fe-ISCU is then reduced into sulfide by FDX2, which leads to formation of a [2Fe2S] cluster. The [2Fe2S] cluster is putatively formed by

dimerization of ISCU that is assisted by the dimeric structure of the NIA complex. The bridged [2Fe2S] cluster subsequently segregates on one subunit and

is transferred to recipient apo-proteins by the HSPA9/HSC20 chaperone system. Reloading of ISCU with iron ions, by a still ill-defined chaperone, allows

subsequent turnovers. The lower part describes the reaction with Zn-ISCU that is not physiologically relevant. Upon reaction with L-cysteine, a persulfide is

generated on NFS1 and is transferred to the cysteine C104 of Zn-ISCU. FXN enhances the rate of this reaction, but the persulfide of Zn-ISCU is not reduced

by FDX2. Upon reaction with a second molecule of L-cysteine, the persulfide of NFS1 is regenerated. This persulfide is reduced by thiols such as L-cysteine

which leads to formation of free sulfide that combines with free iron to form a Fe-S cluster in Zn-ISCU in a slow and poorly efficient process akin to

chemical reconstitution (orange background). FXN accelerates the reduction of the persulfide of NFS1 by thiols
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which may help mitigate this side-effect in vivo46. We thus
propose that the Fe-ISCU based reconstitution is the one that
recapitulates the physiological Fe-S cluster assembly process.

Since the presence of zinc has been persistently reported in
eukaryotic and prokaryotic recombinant ISCU proteins, we pre-
sume that all previous Fe-S cluster reconstitutions were describ-
ing the non-physiological Fe-S cluster assembly process.
Nevertheless, although the zinc ion hinders physiologically rele-
vant Fe-S cluster assembly on ISCU, by enabling persulfide
transfer to ISCU and by preventing reduction by FDX2, it might
convert ISCU into a sulfur-transferase as proposed for the
Bacillus subtilis SufU protein, a closely related homolog of
ISCU55.

Our data indicate that the function of FXN is to accelerate
persulfide transfer to Fe-ISCU that is the rate-limiting step of Fe-
S cluster synthesis. Further, the effect of FXN, as it does not
modify the nature of the Fe-S cluster formed on ISCU and its
yield, points to a regulatory function, which fits to FXN non-
essential role in vivo31,34–36. FXN also enhances persulfide
transfer to Zn-ISCU, as previously reported with as-purified
ISCU14, which might be linked to the above-proposed sulfur-
transferase function of Zn-ISCU. FXN thus appears as an
enhancer of metal-dependent persulfide transfer reactions. It may
operate by either promoting persulfide binding to the metal
center, by modifying the coordination sphere of the metal ion or
by deprotonating the receptor cysteine of ISCU to increase its
nucleophilic ability. Addressing these questions will be critical to
understand the biochemical function of FXN.

A reconstitution of the yeast ISC machinery that included
FDX2, reported that FXN is critical for Fe-S cluster synthesis, a
conclusion not supported by our data21. In these experiments, a
significant amount of Fe-S cluster (30%) was still formed in the
absence of FDX2, and also in reactions lacking FXN, which are in
fact typical features of the Zn-ISCU-based reaction (Fig. 5c).
Therefore these data might not be used to draw any conclusions
on the physiological role of FXN in Fe-S cluster biosynthesis.
FXN was also proposed to deliver iron to the ISC machinery
based on its ability to bind iron. However, this hypothesis has
been questioned by several studies9,29,36. Anyhow, if indeed FXN
carries this additional function, then how would zinc be
exchanged? This would require another enzyme since FXN is not
able to exchange zinc for iron. Our data instead indicate that FXN
does not bind iron and is not required for iron insertion.
Therefore, its biochemical role seems to be restricted to the sti-
mulation of persulfide transfer.

Altogether, our data afford evidence that FXN operates in Fe-S
cluster biogenesis as a kinetic activator of persulfide transfer, a
function that probably is conserved in prokaryotes given the
homologies of prokaryotic and eukaryotic frataxin proteins. Such
a regulatory function further suggests that the expression of FXN
is tightly regulated in order to adapt Fe-S cluster biogenesis to the
cellular demand. Our results thus open perspectives to unravel
the pivotal role of FXN in Fe-S cluster biogenesis that will help
better understand the pathophysiology of FRDA and research in
the development of therapeutic treatments9.

Methods
Chemicals and materials. Luria Bertani medium, protease inhibitor cocktail
(sigmafast), sodium phosphate dibasic (Na2HPO4), urea, tris base, tris HCl, sodium
dodecyl sulfate (SDS), dithiothreitol (DTT), L-cysteine, nicotinamide adenine
dinucleotide phosphate (NADPH), human His6-thrombin, Ethylenediamine tet-
raacetic acid (EDTA), diethylene triamine pentaacetic acid (DTPA), isopropyl β-D-
1-thiogalactopyranoside (IPTG), ferrous ammonium sulfate (Fe(NH4)2(SO4)2),
imidazole, zinc sulfate (ZnSO4), 4-(2-pyridylazo)resorcinol (PAR), 3-(2-pyridyl)-
5,6-diphenyl-1,2,4-triazine-p,p′-disulfonic acid monosodium salt hydrate (Ferro-
zine), ascorbic acid and acrylamide:bis-acrylamide (29:1) solutions were from
Sigma–Aldrich. HiTrap chelating HP column (5 ml), PD-10 desalting, HiPrep

Desalting 26/10, HiLoad 16/60 prep grade Superdex 200 and Superdex 75 columns
were from GE Healthcare; Amicon Ultra centrifugal filter ultracel 10 and 30 kDa
from MILLIPORE, MicroBio-Spin columns from Bio-Rad; Rosetta2-(DE3) and
pET28b from Novagen, cuvette from Hellma

Protein purification. The vectors expressing NFS1-(amino acid (aa) 59–459),
ISD11, ISCU-(aa 36–168) and FXN-(aa 79–207) were kindly provided by Dr.
Hélène Puccio (IGBMC, Strasbourg). His-tags followed by thrombin (Thr) cleavage
sites were introduced by mutagenesis leading to the expression plasmids
pCDFDuet-site1: 6xHis-Thr-NFS1-site2:ISD11, pETDuet-site1: 6xHis-Thr-ISCU
and pET16-6xHis-Thr-FXN. The C35S, D37A, C61A, C96S, H103A, and C104S
mutations were introduced in ISCU by site-directed mutagenesis (IMAGIF plat-
form, Gif Sur Yvette, France). The vectors expressing human 6xHis-Thr-FDX2
(aa53-183) from pET28b was generated by GenScript (Piscataway, USA). The
Rosetta2-(DE3) cells were transformed with the plasmids and the cells were grown
from a single colony at 180 rpm at 37 °C in LB with appropriate antibiotics. Protein
expression was induced when the cells reached OD600= 0.6 using 500 μM IPTG
and the cells incubated for an additional 16 h at 18 °C at 180 rpm for the expression
of NFS1-ISD11 and 3 h at 30 °C for the expression of ISCU, FXN, and FDX2. The
cell cultures were harvested by centrifugation at 5500 rpm for 10 min at 4 °C. Cell
pellets were resuspended in buffer A (50 mM Na2HPO4, 150 mM NaCl, 5 mM
imidazole, pH 8) containing a protease inhibitor cocktail. The cell suspensions were
lysed by 3 cycles of French Press. Cell debris were removed by centrifugation at
45,000 rpm for 45 min at 4 °C. The His-tagged proteins NFS1-ISD11-ACP, ISCU
(WT and mutants), FXN, and FDX2 were purified on a HiTrap chelating HP
loaded with nickel ions. The resin was washed with buffer A and bound proteins
were eluted by a linear gradient of buffer B (50 mM Na2HPO4, 150 mM NaCl,
500 mM imidazole, pH 8). Protein fractions were mixed and concentrated on
Amicon to 4 mL. The His6-NFS1-ISD11-ACP complex was incubated for 10 min
with 10 mM DTT at room temperature to remove persulfide and then loaded on a
HiLoad 26/600 Superdex 200 prep grade column pre-equilibrated with buffer P
(50 mM Na2HPO4, 150 mM NaCl, pH 8). The ISCU (WT and mutants), FXN, and
FDX2 proteins were desalted in buffer P on HiPrep Desalting 26/10 and the His-
tags were removed by treatment with thrombin (3.5 NIH unit of His6-thrombin
per mg of proteins) for 16 h at 22 °C. The ISCU proteins (WT and mutants) were
incubated with 10 mM DTT for 10 min to remove persulfide. The cleaved ISCU
(WT and mutants), FXN and FDX2 proteins were loaded on a HiLoad 26/600
Superdex 75 prep grade column pre-equilibrated with buffer P. All the proteins
were aliquoted and stored in glycerol (10% final) at −80 °C. All these procedures
were also previously described14. For 15N- labeled and 13C,15N-labeled ISCU, ISCU
overexpressing cells were grown in M9 minimal media supplemented with
15NH4Cl (1 g.L−1), glucose (4.g L−1) or 13C-glucose (2.7 g.L−1), ampicillin (100 µg.
mL−1), chloramphenicol (34 µg.mL−1), MgSO4 (2 mM), CaCl2 (50 µM), and ZnCl2
(50 µM). Purified human FDXR was provided by R. Lill (Marburg). Protein con-
centrations were determined by UV-visible at 278 nm in urea 8M, Tris 0.1 M, pH
= 7.5 using absorption coefficients of 49965, 9700, 26335, 13850, and 44330M−1.
cm−1 for the NFS1-ISD11-ACP complex, ISCU, FXN, FDX2, and FDXR. The
absorption of the PLP (ε= 5000M−1.cm−1) was also used to double-check the
concentration of the NFS1-ISD11-ACP complex.

Metal insertion and exchange. Zn-ISCU was prepared by incubating as-purified
ISCU with 2 molar equivalents of ZnSO4 followed by desalting to remove excess
zinc. All iron binding properties on Zn-ISCU and preparation of Fe-ISCU were
performed under anaerobic conditions using a Jacomex glove box (O2 < 2 ppm).
Samples were prepared by mixing 2 μL of ferrous ammonium sulfate (5 mM)
prepared in H2O with Zn-ISCU (100 μM), with or without FXN (100 μM) in buffer
P. To prepare Fe-ISCU, the zinc ion was first removed by incubating Zn-ISCU with
DTPA, followed by desalting on Superdex to remove excess DTPA. Then apo-
ISCU was incubated with ferrous ammonium sulfate in various conditions as
described in each section. Apo-ISCU incubated with one equivalent of ferrous
ammonium sulfate is denoted Fe-ISCU thereafter.

Fe-S cluster assembly assays. Fe-S cluster assembly assays were performed under
anaerobiosis in two different conditions: catalytic and stoichiometric. Standard
catalytic conditions included Zn-ISCU (100 μM) incubated with one molar
equivalent of ferrous ammonium sulfate or Fe-ISCU (100 μM), mixed with the
NFS1-ISD11-ACP complex (10 µM), FXN (10 µM), FDX2 (10 µM), FDXR (1 µM),
and NADPH (200 μM) in buffer P. The mix was transferred into a septum sealed
cuvette and the reaction was initiated with L-cysteine (100 µM) introduced with a
gastight Hamilton syringe. The kinetics of assembly were monitored by UV-visible
spectroscopy at 456 nm. The kinetics of Fe-S cluster assembly with Zn-ISCU at
high L-cysteine concentrations were monitored by CD at 430 nm as promiscuous
Fe-S clusters were reported to be formed that could contribute to the absorption by
UV-visible but not to CD26. Standard stoichiometric conditions included Fe-
ISCU (100 μM), the NFS1-ISD11-ACP complex (100 µM), FXN (100 µM), FDX2
(10 µM), FDXR (1 µM), and NADPH (200 μM) in buffer P. The reactions were
initiated by L-cysteine (100 µM) as described for catalytic conditions.

To assess the effect of FXN on the reduction of persulfide by FDX2, the reaction
of persulfidation of ISCU was performed using stoichiometric amounts of Fe-ISCU
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(50 μM) and the NFS1-ISD11-ACP complex (50 µM) with 1 equivalent of L-
cysteine for 30 min in buffer P, then FDX2 (5 µM), FDXR (1 µM) and NADPH
(100 μM) with or without FXN (50 μM) were added and the reaction of Fe-S cluster
assembly was monitored at 456 nm by UV-visible spectroscopy.

UV-visible and CD spectroscopies. Electronic absorption spectra in the UV-
visible domain were acquired using a Secomam UVIKON XL spectrometer and CD
spectra using a Jasco J-815 CD spectrometer. For iron binding properties of Zn-
ISCU, the samples were prepared by mixing 2 μL of ferrous ammonium sulfate
(5 mM) prepared in H2O with Zn-ISCU (100 μM), with or without FXN (100 μM)
in buffer P and under anaerobic conditions. For iron binding properties of apo-
ISCU, the samples were prepared by mixing apo-ISCU (100 μM), WT and mutants
(C35S, D37A, C61S, H103A that are devoid of zinc, and apo-C104S) prepared in
buffer P with 2 μL of ferrous ammonium sulfate (5 mM) prepared in water. The
mixtures were then introduced in a septum sealed cuvette.

To generate UV-visible and CD spectra of reconstituted ISCU alone and in the
NIAUF complex the contribution of the proteins and non-incorporated
component was subtracted. To this end, the mixture at the end of the reaction was
desalted on a Biospin P6 column to remove the contribution of non-incorporated
components, essentially NADPH, and the UV-visible and CD spectra were
collected. Then the contribution of the proteins was removed by subtraction of the
spectra of the initial mixture (minus L-cysteine and NADPH). To account for
protein loss during the desalting procedure, the amount of the initial spectra to be
subtracted was calculated based on total protein concentration measured by the
Bradford method before and after desalting. Scales in molar absorption coefficients
referred to the absorption coefficients of the [2Fe2S] clusters of free ISCU and of
ISCU in the NIAUF complex (see quantifications section).

Quantifications of zinc, iron, and Fe-S clusters. The zinc content of ISCU was
measured by inductively coupled plasma mass spectrometry (ICP-MS) at IRAMIS,
CEA Saclay, France, and routinely by a colorimetric method using 4-(2-pyridylazo)
resorcinol (PAR), a metallochromic indicator. In brief, a standard curve at 500 nm
was prepared using zinc sulfate in the 0–10 μM range in 8 M urea, 150 mM Tris,
pH 7.5 containing 100 μM of PAR. The amount of zinc in the proteins was
measured in the same buffer for five different concentrations. Iron in proteins was
quantified by ICP-MS. Routinely, the concentration of iron in stock solution was
determined using ferrozine56.

Fe-S clusters were quantified routinely by UV-visible spectroscopy based on
absorption coefficients that were determined by quantification of iron by ICP-MS.
To determine the absorption coefficient of the [2Fe2S] cluster of free ISCU and
ISCU within the NIAUF complex, ISCU was reconstituted under catalytic and
stoichiometric conditions, respectively, with 2 eq. of iron and L-cysteine to reach
the maximum yield. For free ISCU, the proteins were separated on a Superdex 75
column under anaerobic conditions. The fractions corresponding to monomeric
free ISCU holding a Fe-S cluster were pooled and a UV-visible spectrum was
collected. Total iron in this sample was measured by ICP-MS. Based on iron
titrations, an absorption coefficient of 7200M−1.cm−1 was determined at 456 nm
for the [2Fe2S] of free ISCU. For ISCU in the NIAUF complex, the reaction
mixture was desalted on a NAP-5 column, a UV-visible spectrum was collected and
total iron was measured by ICP-MS. Since FDX2 was present in this sample which
contains a [2Fe2S] cluster, its contribution to total iron was subtracted based on its
initial concentration. But to account for FDX2 loss during the desalting procedure,
the initial amount of FDX2 was corrected by measuring total protein concentration
by the Bradford method, before and after desalting. The titration of iron, corrected
from the contribution from FDX2, yielded an absorption coefficient of 6000M−1.
cm−1 at 456 nm for the [2Fe2S] of ISCU in the NIAUF complex.

For titration of Fe-S clusters by iron and L-cysteine, the reconstitutions were
performed under catalytic conditions with apo-ISCU (50 μM) mixed with the
NFS1-ISD11-ACP complex (5 µM), FXN (5 µM), FDX2 (5 µM), FDXR (1 µM) and
NADPH (100 μM) in buffer P and various amounts of iron or L-cysteine as
indicated in the text, keeping the concentration of L-cysteine or iron, respectively,
constant at 2 molar equivalents.

Mössbauer spectroscopy. Samples for Mössbauer spectroscopy were prepared by
mixing 300 μL of apo-ISCU (2 mM) WT and mutants, prepared in 50 mM Tris,
150 mM NaCl, pH= 8 (buffer T), with one equivalent of 57Fe enriched solution of
ferrous ammonium sulfate (81.5 mM) prepared in H2O. Samples of ISCU recon-
stituted with a Fe-S cluster were prepared under catalytic conditions with a mixture
containing 350 μL of apo-ISCU (1 mM), 57Fe enriched ferrous ammonium sulfate
(2 mM), the NFS1-ISD11-ACP complex (5 µM), FXN (5 µM), FDX2 (5 µM), FDXR
(1 µM), NADPH (2mM), and L-cysteine (2 mM) in buffer P and after 60 min of
reaction the mixture was desalted. The samples were introduced in sample holders
and frozen in the glove box.

Transmission Mössbauer spectra were recorded with a conventional Mössbauer
spectrometer operated in the constant acceleration mode in conjunction with a
512-channel analyzer in the time-scale mode (WissEl GmbH). The Mössbauer
spectra were calibrated using α-iron foil at room temperature. A continuous flow
cryostat (OptistatDN, Oxford Instruments) was used to cool the samples to 77 K.
Field-dependent conventional Mössbauer spectra were obtained with a helium

closed-cycle cryostat (CRYO Industries of America, Inc.) equipped with a
superconducting magnet. The magnetic field was aligned parallel to the γ-ray
beam. The spectral data were transferred from the multi-channel analyzer to a PC
for further analysis employing the public domain program Vinda running on an
Excel 2003® platform57. The spectra were analyzed by least-squares fits using
Lorentzian line shapes with the linewidth Γ. Field-dependent spectra were
simulated by means of the spin Hamilton formalism58.

Denaturing and native mass spectrometry analysis. Nanoelectrospray ioniza-
tion mass spectrometry (nanoESI-MS) analyses were carried out on a quadrupole
time of flight mass spectrometer (Synapt G2 HDMS, Waters) equipped with an
automated chip-based electrospray ionization technology (Triversa Nanomate,
Advion) using the positive ion mode.

Prior to mass spectrometry analysis, the samples were buffer exchanged with
10 mM ammonium acetate (AcONH4) at pH 7.0 using microcentrifuge gel-
filtration columns (Zeba 0.5 mL, Thermo Scientific).

For denaturing MS analysis, the external calibration was performed using a
2 μM denaturated horse heart myoglobin solution as a standard for denaturing
analysis in the 500–5000m/z range mass spectra. Data acquisition time and scan
time were set at 2-min and 4-s, respectively. Buffer exchanged samples were diluted
to 10 μM in a mixture of water:acetonitrile (1:1) acidified with 1% of formic acid.
Denaturing MS analyses were performed with an accelerating voltage of 40 V and
the backing pressure of the instrument was fixed to 1.7 mbar. Mass spectra were
deconvoluted with MassLynx 4.1 (Waters, Manchester, UK) using the MaxEnt
module 1 with the following parameters: m/z range: 600–3000; Gaussian
smoothing: 2; mass range: 14,500–15,000 Da, number of iterations: 30; substract:
20–40%.

For native mass spectrometry analysis, cesium iodide cluster ions from a 2 g/L
isopropanol:water (1:1) solution were used to calibrate the mass spectrometer up to
6000m/z. Samples were diluted to 10 μM in 10 mM ammonium acetate (AcONH4)
at pH 7.0. Data acquisition time and scan time were set at 2-min and 4-s,
respectively. To avoid the dissociation of the iron-sulfur cluster protein interaction,
the analysis under native conditions were performed with an accelerating voltage of
40 V and the backing pressure of the instrument was fixed to 6 mbar. Raw data
mass spectra were acquired with MassLynx 4.1 (Waters, Manchester, UK) and
treated with the following parameters: m/z range: 1500-4000; Gaussian
smoothing: 10.

NMR spectroscopy. 1D 1H and 2D 1H-15N SOFAST-HMQC NMR spectra of
unlabeled ISCU and 15N-ISCU were recorded on a Bruker Avance III 800MHz
NMR spectrometer equipped with a TCI cryoprobe at a temperature of 293 K.
Samples were in buffer P containing 7% 2H2O to lock the magnetic field. ISCU
concentration was 50–100 µM. Mixed samples with NFS1-ISD11-ACP and FXN
were obtained by adding 1 equivalent of each protein and concentrating the
mixtures to 50 µM final concentration. Apo-ISCU and Fe-ISCU samples were in
buffer T and measured in a valved tube filled in a glove box. Fe-ISCU was prepared
by incubating apo-ISCU with one molar equivalent of Fe2+. The ratio of the S to D
form was estimated based on the intensities of the two Hε-Nε correlation signals of
the tryptophan side chain of ISCU (denoted 74Wε)49.

Maleimide-peptide alkylation assay. Proteins were assayed for persulfide by
alkylation with MalP1614. The assays were routinely conducted with stoichiometric
amounts of NFS1-ISD11-ACP, ISCU (WT and mutants, with and without 1
equivalent of metal) and FXN at a final concentration of 20 μM and 5 equivalents
of L-cysteine. The reactions were stopped by incubation with 2 molar equivalents
of MalP16 with regard to the total concentration of thiols, under denaturing con-
ditions (2% SDS) for 30 min; then DTT (1 mM) was added and the reactions were
incubated for another 30 min before analysis by SDS-PAGE under reducing con-
ditions. Persulfidation of ISCU and NFS1 was monitored on 14% and 10% SDS-
PAGE gels, respectively.

Persulfide transfer to Fe-ISCU, Zn-ISCU, apo-ISCU, and the C104S mutant
reconstituted with iron (Fe-ISCUC104S) were assayed in the presence of FXN by
incubating the proteins with the NIA complex and L-cysteine for 5 min. To assay
reduction by FDX2, the persulfidated forms of Fe-ISCU and Zn-ISCU were
incubated with FDX2 (20 µM), FDXR (5 µM), and NADPH (100 μM) for 5 min
before analysis by the alkylation assay. To circumvent the co-migration of
alkylated FDX2 with fully alkylated ISCU which corresponds to its non-
persulfidated form, a mutant of ISCU lacking the cysteine residue C96, that is
non-conserved, was used to decrease the number of alkylation sites and thereby
decrease the size of alkylated ISCU. We have checked that the C96S mutation
was silent by assessing the kinetics of Fe-S cluster assembly under catalytic
conditions and by comparing the UV-visible spectra with WT ISCU (See
Supplementary Fig. 5a, b). To assess the effect of iron on persulfide reduction,
the persulfidated form of ISCU prepared as described above was incubated with
DTPA (100 μM) for 10 min before adding FDX2 (20 µM), FDXR (5 µM), and
NADPH (100 μM). We checked by UV-visible that at this concentration of
DTPA the [2Fe2S] cluster of FDX2 was not destroyed and was still reducible by
FDXR and NADPH (See Supplementary Fig. 5c). To assess the parallel effect of
FDX2 on the persulfidation of both NFS1 and ISCU (i.e., second transfer or
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direct reduction), WT Fe-ISCU (50 µM), the NIA complex (50 µM), and FXN
(50 µM) were incubated for 10 min with various amounts of L-cysteine, ranging
from sub-stoichiometric to excess, as indicated in the text. Then a mixture
containing FDX2 (5 µM), FDXR (1 µM), and NADPH (50 μM) was added and
the mixture was incubated for 10 min before analysis by the alkylation assay. The
persulfidation of both, ISCU and NFS1, before and after adding FDX2, were
analyzed in parallel.

To assess the effect of FXN on the kinetics of persulfide transfer, the reactions
were initiated by incubating Zn-ISCU or Fe-ISCU (20 μM) and the NIA complex
(20 μM) with 5 equivalents of L-cysteine in the absence or presence of FXN (20
μM). The reactions were analyzed at different time points by adding the mixture
containing MalP16 and SDS, as described above, to quench the reaction. Then the
persulfidation of ISCU was analyzed as described above.

Simulation of kinetics. The kinetics were fitted using the enzyme-substrate model
developed by Michaelis and Menten.

For catalytic conditions of reconstitution, the quasi-stationary state
approximation as developed by Briggs and Haldane was applied to the linear
portion of the kinetics corresponding to the steady state conditions. In this model
the initial and maximum velocities, Vi and Vmax, are express as follows:

Vi ¼
dP

dt
¼

Vmax � S0½ �

S0½ � þ KM

ð1Þ

Vmax ¼ k2 � E0½ � ð2Þ

Where P is the concentration of product, [S0] and [E0] are the initial concentrations
of substrate and enzyme, respectively, KM is the Michaelis constant and k2 the rate
of product formation. As the initial velocities were constant at all concentrations of
L-cysteine tested (Supplementary Fig. 2b), this indicated that the rate of the
reaction was at its maximum velocity. The initial velocity could then be equal to the
maximum velocity:

Vi ¼ Vmax ¼ k2: E0½ � ð3Þ

and after integration, the concentration of product is:

P½ � ¼ k2: E0½ �:t ð4Þ

The rate constant of Fe-S assembly, k2, was extracted from the slope by linear
regression of the linear portion of the curve. A similar model was applied to extract
the rate constant of persulfide reduction by FDX2 by monitoring Fe-S cluster
formation upon addition of FDX2 to the persulfidated form of the NIAU complex.

For stoichiometric conditions of reconstitution, the kinetics of persulfide
transfer were modelled as a first-order reaction corresponding to the trans-
persulfidation reaction within the NIAU complex. The curves were fitted using the
following first-order equation:

P ¼ Pf 1� exp �k:tð Þð Þ ð5Þ

Where Pf is the final concentration of product and k the rate constant of persulfide
transfer.

Reporting summary. Further information on research design is available in
the Nature Research Reporting Summary linked to this article.

Data availability
The source data underlying Figs. 1a, d, 2e, f, 3a, b, g–i, 4a, b, f are provided as a Source

Data file. All other data supporting the findings of this study are available from the

corresponding author on reasonable request.
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Supplementary Figures 

 

Supplementary Figure 1: Characterization of Fe-ISCU and its Fe-S reconstituted form 

(a, b) 1H-15N SOFAST-HMQC NMR spectra of apo-ISCU (100 µM) in red (a, b) and apo-ISCU incubated with one 

equivalent of iron in black (b). The insets show close-ups of the W74 Hε-Nε signals assigned to structured (S) and disordered 

(D) conformations. Spectra were acquired at 293 K and 800 MHz 1H resonance frequency. (c) Mössbauer spectrum of ferrous 

iron in buffer T. (d) Mössbauer spectrum of ISCU WT incubated with 0.6 equivalent of iron. (e-f) Mössbauer spectra of the 

ISCU mutants H103A (e) and C104S (f) incubated with one equivalent of iron. (g) Titration of iron by the C104S mutant 

monitored by CD. Increasing amounts of the C104S mutant (100, 200 and 300 µM) were incubated with a fixed 

concentration of iron (100 µM). At 300 µM the protein starts to precipitate which precludes to complete the titration. (h,i) 

Applied field Mössbauer spectra of Fe-ISCU reconstituted with a Fe-S cluster. The spectra were recorded at T = 4.2 K in an 

external field B = 0.1 T (h) and B = 5 T (i). The red solid line represents the best fits of the data achieved using the 

components displayed as black solid lines. (See Supplementary Table 1 for the respective parameters of each component).  



 

 

Supplementary Figure 2: Characterization of Fe-S cluster formation in the NIAUF 

complex and iron and L-cysteine titrations 

(a) UV-visible and CD spectra of ISCU reconstituted under catalytic (free ISCU) and stoichiometric (ISCU in 

the NIAUF complex) conditions. The spectra are displayed in molar absorption units based on the absorption 

coefficients of the [2Fe2S] in free ISCU and in the NIAUF complex. (b) Fe-S cluster reconstitution assays under 

catalytic conditions at various concentrations of L-cysteine as indicated in molar equivalents with regard to 

ISCU and using 2 equivalents of iron. (c) Fe-S cluster reconstitution assays under catalytic conditions at various 

concentrations of iron as indicated in molar equivalents as regards to ISCU and using 2 equivalents of L-

cysteine. (d) CD spectrum of Fe-S cluster reconstitution by Fe-ISCU performed under catalytic conditions in the 

absence of FXN, with one equivalent of L-cysteine. 

  



 

 

 

 

 

Supplementary Figure 3: Formation of the NIAUF complex with apo-ISCU 

1H NMR spectra excerpts zoomed in the amide (HN) (left and middle panel) and methyl (CH3) (right panel) 

regions of Zn-ISCU, apo-ISCU, the NIA complex and FXN, and mixtures of NIA complex with Zn-ISCU or 

apo-ISCU in a 1:1 molar ratio, FXN with NIA complex and Zn-ISCU, or NIA complex and apo-ISCU, in a 1:1:1 

ratio. Intensities in the methyl region were scaled down relative to the amide region. Spectra were acquired at a 

temperature of 293 K and at 800 MHz 1H resonance frequency. The assignments of the two signals from W74-

Hε in apo-ISCU corresponding to the S and D conformational states are indicated as well as those of ISCU 

amide signals with δ1H > 9.4 ppm.  

 



 

Supplementary Figure 4: Raw mass spectra of persulfidation states of ISCU 

Raw mass spectra corresponding to the deconvoluted spectra of (a) Fig. 3c, (b) Fig. 3d and (c) Fig. 3e. See 

Table 3 for the theoretical and experimental masses. 

  



 

 

 

Supplementary Figure 5: Properties of the C96S ISCU mutant and effect of DTPA on 

FDX2 

(a) Kinetic of Fe-S cluster assembly under catalytic conditions with the C96S mutant of ISCU. (b) UV-visible 

spectrum of Fe-S cluster reconstituted C96S ISCU as performed in (a). (c) UV-visible spectra of mixture 

containing oxidized FDX2 and FDXR incubated with (pink line) and without (dashed blue line) DTPA and upon 

addition of NADPH in reactions missing (dashed black line) and containing (red line) DTPA. DTPA does not 

alter the UV-visible spectrum of FDX2, indicating that it is not able to chelate the iron of the [2Fe2S] cluster of 

FDX2. Upon addition of NADPH, the spectrum of FDX2 is modified in the same way both in the absence and 

presence of DTPA, which indicates that the [2Fe2S] cluster is reduced by FDXR and that DTPA does not 

interfere with this reaction. 

 
  



Supplementary Tables 
 
Supplementary Table 1: Mössbauer parameters of samples from this study 

 

Sample Eq. 
Fe T (K) B (T) component Area 

(%) 
δ  

(mm/s) 
∆E

Q
    

(mm/s) 
Γ 

(mm/s) 
η 

(mm/s) 

WT ISCU  1 77 0 
1 85 0.89 3.51 0.32 

 

2 15 1.12 2.77 0.6  

Fe - 77 0 
1 34 1.22 3.5 0.31 

 

2 66 1.22 3.03 0.43 
 

WT ISCU  0.6 77 0 1 100 0.88 3.51 0.35 
 

H103A ISCU  1 77 0 
1 52 1.23 3.43 0.40 

 

2 48 1.23 2.84 0.45 
 

C104S ISCU  1 77 0 
1 63 0.87 3.51 0.35 

 

2 37 1.23 3.15 0.65 
 

Fe-S 
reconstituted WT 
ISCU  
 

77 0 
1 50 0.26 0.61 0.28 

 

2 50 0.33 0.95 0.34 
 

4.2 0.1 
1 50 0.26 0.61 0.29 1 (-0.3) 
2 50 0.33 0.95 0.31 0 (+0.3) 

4.2 5 
1 50 0.26 0.61 0.29 1 (-0.3) 
2 50 0.33 0.95 0.31 0 (+0.3) 

 
 

  



Supplementary Table 2: Selected Mössbauer parameters of ferrous iron center in proteins 

with various combinations of O, N and S coordinating atoms 
 

Proteins Environment 
δ 

(mm/s) 

∆EQ    

(mm/s) 
reference 

Mus musculus ISCU  0.89 3.51 this work 

D. desulfuricans SOR center I 
(Desulfoferrodoxin) 4S 0.66 2.90 1 

C. pasteurianum Rubredoxin  4S 0.70 - 3.25 2 

C. pasteurianum Rubredoxin C42S 3S, 1O 0.79 
2.95 

- 3.27 
3 

Horse Alcohol Dehydrogenase  2S, 1N, 1N/O 0.83 3.84 4 

P. aeruginosa Azurin 1S, 2N, 1O 0.92 3.19 5 

D. desulfuricans SOR center II 
(Desulfoferrodoxin) 1S, 4N 1.04 2.87 6 

Soybean Lipoxygenase 3N, 20 1.10 3.08 7 

E. coli  FUR site 2  3N, 2O 1.19 3.47 8 

H. sapiens Tyrosine Hydroxylase 1 6N/0 1.24 2.68 9 

 
 
  



Supplementary Table 3: List of theoretical and experimental masses of ISCU persulfidation 

states determined from spectra presented in Fig. 3c-e and Supplementary Fig. 4. 

 

 

Species Theoretical mass 

(Da) 
Experimental mass 

(Da) 
Error 

(ppm) 

ISCU-SH 14,618 14,617 ± 1  68 

ISCU-SSH 14,650 14,650 ± 1  - 

ISCU-S(S)
2
H 14,682 14,681 ± 1  68 

 

  



Supplementary Notes 

Supplementary Note 1: Mössbauer analysis of WT, C104S and H103A ISCU proteins 

incubated with iron 

Mössbauer spectroscopy provides direct information on the nature of the atoms 

coordinating an iron ion. There is a linear correlation between the gain in isomer shift and the 

number of electronegative ligands coordinating the iron center: the more electronegative the 

ligand, the higher the isomer shift.10 Fe(II) centers in proteins with 4 sulfur ligands typically 

exhibit an isomer shift in the range of 0.60 – 0.70 mm.s-1. Adding more electronegative 

ligands such as nitrogen and oxygen ligands leads to an increase of the isomer shift with 

values higher than 1.2 mm.s-1 for Fe(II) centers with six oxygen and nitrogen and no sulfur 

coordination (see Supplementary Table 2 for selected Fe(II) centers).  

Based on these empiric correlations, the isomer shifts of component 1 and 2 in the 

sample of WT ISCU are both consistent with high spin Fe(II) centers in mixed environments 

but with one or two sulfur ligands and two or three N/O ligands for component 1 and five or 

six N/O atoms but no sulfur for component 2 (Supplementary Table 1 and 2). The 

proportions of two components detected by Mössbauer appear correlated with those of the S 

and D states. 

The Mössbauer spectrum of the H103A mutant reveals the presence of two components 

with parameters similar to those of free iron (Supplementary Fig. 1e and Supplementary 

Table 1). This indicates that the H103A mutation precludes iron binding in the cysteinyl site, 

leaving iron free or promiscuously bound to ISCU. Interestingly the minor species identified 

in WT ISCU (component 2) does not seem to be present in H103A mutant, this suggests that 

H103 may be a ligand in component 2. 

The C104S mutant incubated with 1 equivalent of iron reveals the presence of two 

components. A major species (65 %) with Mössbauer parameters identical to those of iron in 

the assembly site of the WT protein and a minor component (45 %) with parameters similar to 

those of free iron (Supplementary Fig. 1f and Supplementary Table 1). The lower 

proportion of iron in the assembly site compared to WT ISCU suggests that either a 

proportion of the C104S mutant is compromised for iron binding or that the C104S mutation 

lowers the affinity of iron for the assembly site. By increasing the ratio of the C104S mutant 

over iron, keeping the concentration of iron constant, we found that the CD signal increases 

reaching similar intensity as the WT (Supplementary Fig. 1g). This indicates that the C104S 



mutant has lower affinity for iron than WT. The absence of the minor species detected in WT 

ISCU (component 2) suggests that C104 is also required for binding of iron to the D state of 

apo-ISCU, although not ligating the iron. 

Supplementary Note 2: Analysis of Mössbauer data of Fe-S reconstituted ISCU 

The best fit of the Mössbauer data was obtained with two components in a 50:50 ratio. 

The values of the isomer shifts are in the range of 0.25 to 0.35 mm.s-1 which is characteristic 

of oxidized iron in a [2Fe2S]2+ cluster (Fig. 2c, Supplementary Fig. 1h, 1i and 

Supplementary Table 1). The 50:50 ratio of components 1 and 2 further support the presence 

of a dinuclear center. The presence of [4Fe4S] clusters can be excluded based on the isomer 

shifts, since values in the range of 0.4 to 0.9 mm.s-1 are expected for a [4Fe4S] cluster.11 

Moreover, the best fits of the field dependent Mössbauer spectra were achieved by 

considering that the Fe-S cluster is diamagnetic species.11 This indicates that the resulting spin 

state of the [2Fe2S] cluster is S = 0 which is consistent with two antiferromagnetically 

coupled Fe3+ ions and thus confirms that the [2Fe2S] cluster is in its oxidized state with an 

overall +2 charge. Moreover, the iron ions in the [2Fe2S]2+ cluster are not equivalent, they 

exhibit different set of parameters which point to different environments. The isomer shifts 

suggest that the Fe3+ ion in site 1 is coordinated by four sulfur atoms and the iron in site 2 by 

two or three sulfurs and one or two N/O ligand(s).11,12  

Supplementary Note 3: Formation of complexes with apo-ISCU 

The 1D 1H NMR spectra of apo-ISCU and Zn-ISCU show a complete disappearance of 

resonances upon mixing with one molar equivalent of the NIA complex (see Supplementary 

Fig. 3). As the size of a protein increases, its rotational motion in solution is slowed down and 

the NMR signals widths increase. The signals of the large NIA complex are broad to such a 

point that they become nearly undetectable. The apparent disappearance of the signals of 

ISCU in the presence of the NIA complex is attributed to complete broadening of the signals 

and thus provides evidence for complex formation.  

Upon mixing FXN with the NIAU complex containing either apo-ISCU or Zn-ISCU, the 

characteristic peaks of FXN are strongly diminished which points to association of FXN to 

the NIAU complex. However, as the peaks do not totally disappear, some free FXN remains. 

At a 1:1 molar ratio, ~ 10 % and 35 % of free FXN signals are still observed for the 

complexes formed with apo-ISCU and Zn-ISCU, respectively. This points to affinities of 



FXN in the micromolar range for both complexes and a higher affinity for the complex 

containing apo-ISCU.  
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1.3   Résumé de l’article #2  

1.3.1   Caractérisation du site de fixation du fer d’ISCU 

Nous avons dans un premier temps mesuré la quantité de zinc dans la protéine ISCU purifiée. 

Nous avons trouvé entre 0,7 et 0,8 atome de zinc par ISCU et la possibilité de reconstituée la protéine 

avec 1 atome de zinc en l’incubant avec du sulfate de zinc. La protéine ainsi reconstituée sera appelée 

Zn-ISCU par la suite. Nous avons alors testé la fixation du fer dans le site d’assemblage d’ISCU avec 

les protéines Zn-ISCU et apo-ISCU. Le site d’assemblage contenant des cystéines, nous avons utilisé le 

dichroïsme circulaire (CD) qui permet de détecter des transitions de transfert de charge entre des ligands 

cystéine et un atome de fer (cystéine → Fe2+) qui sont attendues entre 200 et 350 nm (Figure 1b 

article#2) (McLaughlin & al, 2012 ; Tucker & al, 2008). Lorsque la protéine Zn-ISCU est incubée avec 

des ions Fe2+, aucune bande d’absorption spécifique de l’insertion du fer dans le site métallique n’est 

obtenu, même lorsque la frataxine est présente (Figure 42, réaction 2 et 3). Cependant, lorsque apo-

ISCU est incubée avec des ions Fe2+, des bandes d’absorptions à 270, 310 et 340 nm caractéristiques de 

la liaison cystéine → Fe2+ apparaissent. Ces données montrent que la présence de zinc dans le site 

métallique de la protéine empêche la fixation du fer. De plus, dans ces conditions la frataxine est 

incapable de fournir les ions Fe2+ à Zn-ISCU et n’est pas non plus nécessaire à l’insertion du fer dans 

apo-ISCU, ce qui suggère qu’il s’agit d’un processus passif ne nécessitant pas de métallochaperone 

(Figure 42, réaction 1).  

 

Figure 42 Insertion du fer dans apoISCU ou Zn-ISCU. (1) L’insertion de fer est passive lorsque 
apoISCU est incubée avec des ions Fe2+. (2-3) La forme Zn-ISCU n’est pas capable de lier du fer dans 
le site métallique d’ISCU même en présence de FXN. 

 

La titration en fer dans ISCU a montré qu’un seul atome de fer est présent dans le site métallique 

(Figure 1c article#2). Nous avons également réalisé une étude par spectroscopie Mössbauer qui permet 

de voir l’ensemble du fer, pas uniquement le fer lié aux résidus cystéines. Les deux paramètres obtenus 

par spectroscopie Mössbauer sont le déplacement isomérique δ qui est sensible à la nature des ligands, 
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la valeur de δ diminuant lorsque le nombre de cystéines augmente, et l’écart quadrupolaire, ΔEq, qui est 

sensible à la géométrie du site. Lorsque la protéine apo-ISCU est incubée avec 0.7 équivalent de Fe2+, 

une seule espèce est détectée qui est caractérisée par un déplacement isomérique de 0,89 mm.s-1 (Figure 

supplémentaire 1d article#2). Par comparaison avec d’autres site à fer, cette valeur est compatible avec 

un centre Fe(II) haut-spin (S = 2) dans un environnement contenant 1 à 3 ligands cystéines, pouvant 

donc correspondre au site d’assemblage. Cependant, lorsque la protéine est incubée avec 1 équivalent 

de Fe2+, une seconde espèce, minoritaire (15 %), apparait avec un déplacement isomérique de 1,12   

mm.s-1 correspondant à du fer dans un environnement contenant uniquement des ligands oxygènes ou 

azotes, pouvant correspondre soit à du fer lié non spécifiquement à la protéine soit à du fer « libre » lié 

au tampon (Figure 1e article#2). Nous avons également montré par RMN que l’incubation d’ISCU 

avec 1 équivalent de fer permet la structuration de la majorité de la protéine (80 %), avec 20 % restant 

sous forme déstructurée (Figure supplémentaire 1b article#2). Nous avons ainsi corrélé la présence 

de cette forme déstructurée au 15 % de fer détecté par spectroscopie Mössbauer qui ne se lie pas dans le 

site contenant des cystéines. Il semblerait donc que le site contenant des cystéines ne soit pas structuré 

dans la forme déstructurée. Afin d’identifier les ligands du métal dans le site produisant le signal CD 

qui est corrélé au signal Mössbauer à δ = 0.89 mm.s-1 et à la structuration de la protéine, nous avons 

réalisé une étude par mutagenèse dirigée en ciblant les acides aminés invariants du site d’assemblage : 

Cys35, Asp37, Cys61, His103 et Cys104 (Figure 1f article#2). Nous avons mis en évidence que les 

substitutions des cystéines Cys35 et Cys61 et de l’aspartate Asp37 abolissaient totalement la liaison du 

fer dans ce site. Par contre, avec le mutant H103A un signal CD faible est détecté mais la spectroscopie 

Mössbauer montre l’absence de fer dans un site contenant des cystéines. La substitution de Cys104 en 

sérine n’empêche pas la fixation du fer dans le site contenant des cystéines et elle n’affecte pas les 

paramètres Mössbauer. Nous en avons conclu que le fer se lie dans le site d’assemblage d’ISCU par 

quatre résidus invariants Cys35, Asp37, Cys61 et His103 et qu’un seul fer se lie dans ce site. Par la suite 

nous avons appelé Fe-ISCU cette forme liant du fer dans le site d’assemblage. Nous avons également 

cherché à évaluer la stabilité du fer dans Fe-ISCU. Nous avons constaté que le fer de Fe-ISCU est 

partiellement perdu par dessalage sur colonne d’exclusion de taille, ce qui indique que le fer est labile 

dans ce site. De plus, une exposition à l’air conduit immédiatement à la perte totale du signal CD du 

Fe(II) dans le site d’assemblage d’ISCU et la formation de Fe3+ libre, ce qui indique que le fer dans 

ISCU n’est pas stable sous forme Fe(III). 

 

1.3.2   Activités catalytiques de Fe-ISCU et Zn-ISCU 

Nous avons ensuite évalué la capacité de Zn-ISCU et Fe-ISCU à former des centres Fe-S. Pour 

cela nous avons réalisé des réactions d’assemblage avec toutes les protéines de la machinerie ISC. Les 

réactions sont réalisées dans des conditions catalytiques en présence de 100 µM de Fe-ISCU ou Zn-
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ISCU, 5 µM de NFS1-ISD11-ACP, FXN et du couple FDX2/FDXR, 200 µM de NADPH et 100 µM 

d’ions Fe2+ dans le cas de Zn-ISCU (Figure 43). Les réactions ont été initiées par l’ajout de 100 µM de 

L-cystéine et suivies par CD. Dans ces conditions, un spectre caractéristique de centres [2Fe2S] est 

détecté dans la réaction avec Fe-ISCU, tandis qu’avec Zn-ISCU la quantité de centres Fe-S est 

extrêmement faible (Figure 2a article#2). Nous avons également suivi les cinétiques de réaction par 

UV-visible à une longueur d’ondes de 456 nm qui correspond au maximum d’absorption des centres 

[2Fe2S] et où il n’y a pas d’interférences avec le NADPH.  

 

Figure 43 Méthode utilisée pour suivre la formation des centres Fe-S en conditions catalytiques 

avec Fe-ISCU ou Zn-ISCU. 

 

La réaction avec Fe-ISCU montre une formation de centres Fe-S rapide, terminée au bout de 3 

minutes, alors qu’avec Zn-ISCU la réaction est extrêmement lente (Figure 2b article#2). L’allure de la 

cinétique avec Fe-ISCU montre une progression quasiment linéaire dans les premières minutes de la 

réaction avant de ralentir brusquement pour atteindre un plateau lorsque la L-cystéine a été consommée. 

Ce comportement est caractéristique d’une réaction enzymatique dans laquelle la fixation du substrat 

est rapide, ce qui permet d’atteindre rapidement un état stationnaire. La vitesse de formation du produit 

est alors constante (réaction d’ordre 0). Nous avons également observé la formation de centres [2Fe2S] 

dans des conditions ou NFS1 et FXN sont présentes en quantités stœchiométriques par rapport à ISCU 

(appelé conditions stœchiométriques), mais dans ces conditions l’allure de la cinétique est celle d’une 

réaction d’ordre 1 (Figure 4e article#2). Ces réactions sont réalisées avec 100 μM de Fe-ISCU, NFS1-

ISD11-ACP et FXN, 10 μM de FDX2, 1 μM de FDXR et 200 μM de NADPH. La réaction est initiée 

avec 100 μM de L-cystéine. Dans ces conditions, la cinétique prend une allure exponentielle qui est 

caractéristique des réactions mono moléculaires d’ordre 1. Nous verrons dans la section suivante, une 

analyse cinétique détaillée de ces réactions qui va nous apporter des informations sur le mécanisme de 

ces réactions. 

L’analyse du produit final de la réaction en conditions catalytiques par spectroscopie Mössbauer 

montre uniquement la présence de centres [2Fe2S] dans lequel les deux atomes de fer sont oxydés à 
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l’état Fe(III) (Figure 2c article#2). De plus, les paramètres Mössbauer des deux atomes de fer sont 

différents ce qui indique que la coordination du centre [2Fe2S] est asymétrique, ce qui est cohérent avec 

les études menées ultérieurement montrant une coordination du centre [2Fe2S] par les résidus Cys35, 

Cys61, Cys104 et Asp37 (Shimomura & al, 2008 ; Bonomi & al, 2011 ; Marinoni & al, 2012 ; Kunichika 

& al, 2021). Les analyses par spectrométrie de masse native ont montré la présence de deux formes 

oligomérique d’ISCU en fin de réaction, un monomère liant un centre [2Fe2S] qui est l’espèce très 

largement majoritaire et une espèce dimère minoritaire (Figure 2d article#2). Ces résultats indiquent 

donc que dans ces conditions, la machinerie ISC eucaryote synthétise exclusivement des centres [2Fe2S] 

et pas de centres [4Fe4S], alors que dans les réactions utilisant le DTT à la place de la ferrédoxine FDX2 

les deux types de centres Fe-S sont formés (Agar & al, 2000 ; Tsai & al, 2010, Colin & al, 2013). De 

plus, l’analyse par MS native montre que ISCU est majoritairement présente sous forme monomérique 

coordonnant un seul centre [2Fe2S]. Les cinétiques d’assemblage montrent également qu’en absence du 

couple FDX2/FDXR, la formation des centres Fe-S est quasiment abolie, ce qui montre que la formation 

de centres Fe-S est dépendante de FDX2 (Figure 2g article#2). Enfin, les titrations de centres [2Fe2S] 

par le fer et la cystéine montrent qu’environ 95% du fer et de la L-cystéine sont incorporés sous forme 

de centre Fe-S, ce qui indique donc que la réaction est très efficace (Figure 2e,f article#2). 

En absence de FXN l’assemblage est fortement ralenti mais la réaction conduit toujours à la 

formation exclusive de centres [2Fe2S] et dans des quantités comparables à celles observées en présence 

de FXN (Figure 2g article#2). FXN semble donc agir comme un régulateur cinétique de cette réaction, 

pas comme une enzyme essentielle du processus 

 

1.3.3   Mécanisme de formation de centre Fe-S, rôle de FDX2 

Nous avons ensuite étudié le mécanisme par lequel les centres Fe-S sont formés avec la méthode 

ARBS de détection des persulfures couplée à la spectrométrie de masse. En présence de L-cystéine, 

nous avons constaté que le persulfure de NFS1 est transféré à Fe-ISCU et également à Zn-ISCU (Figure 

3a article#2). Les analyses par alkylation ARBS et par MS ont montré qu’un seul persulfure est transféré 

à un seul résidu cystéine d’ISCU et nous avons pu exclure la présence de polysulfures (Figure 3d 

article#2). De plus, le transfert est aboli avec le mutant C104S de Fe-ISCU (Figure 3b article#2). Ces 

résultats sont en accord avec ceux obtenus précédemment au laboratoire montrant un transfert de 

persulfure à la forme purifiée d’ISCU et ils confirment également que Cys104 est le récepteur de 

persulfure (Parent & al, 2015). Etant donné qu’il n’y a pas accumulation de persulfure sur d’autres 

cystéines dans le mutant C104S, on peut en conclure que le transfert à Cys104 ne se fait pas par relais à 

Cys35 ou Cys61, mais qu’il est direct. Enfin, nous avons constaté que le transfert est totalement aboli 

avec apo-ISCU mais fonctionne en présence d’un métal, le fer et le zinc étant tous deux capables 

d’assurer le transfert (Figure 44 et Figure 3b article#2). Cependant, le laboratoire avait également 
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observé un transfert de persulfure avec la protéine ISCU qui n’avait pas subi de traitement DTPA pour 

insérer le fer ou le zinc (Parent & al, 2015). Il s’avère maintenant que ces échantillons contenaient 

naturellement du zinc, ce qui explique pourquoi un transfert de persulfure avait pu être observé. 

L’ensemble de ces données montre donc clairement que le fer se fixe en premier dans ISCU puis le 

soufre et que l’insertion du persulfure est couplée à la présence de fer dans ISCU. 

 

 

Figure 44 Transfert de persulfure métal-dépendant entre NFS1 et ISCU. Lorsqu’ISCU est incubée 
avec du fer ou du zinc, NFS1 transfert son persulfure à ISCU. Cependant, en absence de métal, NFS1 
n’est plus capable de transférer son persulfure à ISCU. Ce mécanisme est donc métal-dépendant. 

 

Nous avons également montré que le couple FDX2/FDXR permet la réduction du persulfure de 

Fe-ISCU et que cette réduction est concomitante de la formation de centres Fe-S (Figure 45 et Figure 

3a,e article#2). Par contre, le couple FDX2/FXDR n’est pas capable de réduire le persulfure de la forme 

Zn-ISCU ou en absence de métal (Figure 45). Ces résultats permettent d’expliquer pourquoi la réaction 

d’assemblage est inefficiente quand du zinc est présent dans le site d’assemblage. La dépendance en fer 

indique de plus que la formation d’ions sulfures est couplée à la présence du fer dans ISCU. 

 

 

Figure 45 Réduction du persulfure d’ISCU par le couple FDX2/FDXR. Le couple FDX2/FDXR 
peut réduire uniquement le persulfure de la forme Fe-ISCU menant ainsi à la formation de centres 
[2Fe2S]. 
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Un centre [2Fe2S] étant constitué de deux ions fer et deux ions sulfures, nous nous sommes 

demandé s’il était possible que NFS1 fournisse un second persulfure après réduction du premier sur 

ISCU ou si le couple FDX2/FDXR était capable de réduire directement le persulfure de NFS1. Pour 

cela, nous avons testé l’effet de la ferrédoxine sur une forme doublement persulfurée, sur ISCU et NFS1, 

avec des concentrations sous stœchiométriques et stœchiométriques de L-cystéine afin d’éviter un 

rechargement de persulfure sur NFS1 (Figure 3h,i article#2). Nous avons observé que le persulfure 

d’ISCU est toujours réduit alors que le persulfure de NFS1 ne l’est pas. Ces données indiquent donc que 

le couple FDX2/FDXR ne peut pas réduire le persulfure de NFS1 et que la réduction du persulfure 

d’ISCU ne permet pas le transfert d’un second persulfure.  

 

1.3.4   Mécanisme de stimulation de l’assemblage par FXN 

Nous avons par la suite évalué l’effet de la frataxine sur le transfert et la réduction du persulfure 

avec la méthode ARBS. En absence de FXN, le transfert de persulfure est terminé après 15 - 20 minutes 

de réaction alors qu’en présence de FXN la réaction est beaucoup plus rapide, avec quasiment la totalité 

d’ISCU persulfurée après 2 minutes, aussi bien avec Fe-ISCU que Zn-ISCU (Figure 4a,b,d article#2). 

Nous avons ensuite testé l’effet de FXN sur la réduction de persulfure par FDX2. Pour cela, nous avons 

réalisé des cinétiques en conditions stœchiométriques en incubant une forme pré-persulfurée d’ISCU 

avec le couple FDX2/FDXR en présence ou absence de FXN (Figure 4c article#2). Aucun effet de 

FXN n’a été observé sur l’étape de réduction du persulfure. Ces résultats indiquent donc que FXN agit 

sur la vitesse de transfert du persulfure. Pour pouvoir clairement démontrer que l’effet accélérateur de 

FXN sur la vitesse de transfert est corrélé à son effet global sur la formation de centre [2Fe2S], il est 

nécessaire de déterminer l’étape cinétiquement limitante de tout le processus d’assemblage. Des 

résultats précédents du laboratoire avaient montré que la vitesse de formation du persulfure par NFS1 

est beaucoup plus rapide que celle du transfert à ISCU, aussi bien en présence qu’en absence de FXN 

(Parent et al 2015). Ces résultats permettent d’exclure que la formation de persulfure soit la réaction 

cinétiquement limitante du processus d’assemblage. Nous avons donc cherché à déterminer les 

constantes de vitesse de transfert et de réduction en présence et absence de FXN, afin de les comparer 

entre elles et avec la constante apparente de l’ensemble du processus d’assemblage. 

Pour établir les lois cinétiques permettant de relier la vitesse globale d’assemblage à celles des 

réactions de transfert, de réduction de persulfure et de formation de centre Fe-S, nous avons décomposé 

le processus en réactions élémentaires en considérant un complexe dimérique, selon le schéma présenté 

Figure 46, dans lequel Fe-ISCU et la L-cystéine sont les substrats du complexe NIA et de FDX2, et 

ISCU-[2Fe2S] monomérique est le produit de cette réaction. 
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Figure 46 Schéma réactionnel d’assemblage. N représente le complexe NIA ; NSS, la forme 
persulfurée du complexe NIA ; U, Fe-ISCU ; U’, apo-ISCU ; USS, la forme persulfurée de Fe-ISCU ; 
US, l’intermédiaire [1Fe1S] dans ISCU ; Fred, FDX2 réduite ; Fox, FDX2 oxydée. Va, Vf, Vt, Vr et V4 sont 
respectivement les vitesses de réaction globale d’assemblage, de formation de persulfure, de transfert, 
de réduction et de formation de centres Fe-S associées aux constantes de vitesse de ka, kf, kt, kr et k4 en 
min-1. Les concentrations des différentes espèces sont indiquées en bleu. 

 

Dans ce modèle, la vitesse globale de la réaction d’assemblage, Va, s’exprime par une loi du 

premier ordre selon l’équation (14) : (14)     𝑉𝑎 =  dP
dt

 =  ka ES 

 

où ES est à la concentration en complexe dimérique (NIAU)2, ka la constante apparente d’assemblage 

en min-1 et P la concentration en monomère d’ISCU avec un centre [2Fe2S]. Dans le cas où une étape 

est cinétiquement limitante, la vitesse de formation du produit est considérée comme étant égale à celle 

de cette réaction, ce qui conduit aux équations (15) et (16) si le transfert ou la réduction sont les étapes 

limitantes. Dans ce modèle, nous avons considéré que chaque sous-unité du complexe (NIAU)2 

fonctionnait de manière indépendante et donc que les vitesses de transfert et de réduction de persulfure 

dans chaque sous-unité sont équivalentes. (𝟏𝟓)      𝑉𝑎 = 𝑉𝑡 = kt ES2 (16)     𝑉𝑎 = 𝑉𝑟 =  kr ES3 
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où ES1 est la concentration en enzyme persulfurée exprimée en monomère, ES3 celle en complexe avec 

FDX2, kt et kr les constantes de transfert et de réduction de persulfure en min-1 et P la concentration en 

monomère d’ISCU avec un centre [2Fe2S]. Dans les deux cas, les lois cinétiques sont du 1er ordre, il est 

donc possible de comparer directement les constantes de vitesses ka, kt et kr. Sur la base de ce modèle 

nous avons déterminé les constantes de vitesse de l’assemblage puis du transfert et de la réduction. 

 

1.3.4.1   Vitesse globale d’assemblage des centres Fe-S 

Pour déterminer ka, nous avons utilisé les équations de Michaelis-Menten qui sont valides dans 

des conditions d’état stationnaires dans lesquelles la concentration en enzyme-substrat ne varie pas. De 

plus, dans des conditions où l’équilibre enzyme/substrat est rapidement atteint, la cinétique de formation 

du produit suit une croissance linéaire. L’allure des cinétiques d’assemblage montre clairement que 

l’évolution de la concentration en centre Fe-S est linéaire, puis atteint un plateau de manière abrupte 

quand le substrat est épuisé (Figure 1g article#2). Cela indique donc que la réaction d’assemblage est 

dans un état stationnaire et que l’approximation de l’équilibre rapide peut être utilisée. Dans ces 

conditions, la vitesse initiale de réaction Vi, et la vitesse maximum, Vmax, s’expriment comme suit : 

(17)   Vi  = d𝑃d𝑡  = Vmax .[S0][S0]+ KM  

(18)    Vmax  =  𝑘𝑎  .  E0 

 

où P est le produit de la réaction, S0 la concentration initiale en substrat, KM la constante de Michaelis-

Menten, ka la constante de vitesse de formation du produit d’assemblage en min-1 et E0 la concentration 

initiale en enzyme (ici en complexe dimérique NIAU). Nous avons par ailleurs constaté que la vitesse 

de la réaction ne variait pas en changeant la concentration en L-cystéine, sur une large gamme comprise 

entre 50 µM et 400 µM (Figure supplémentaire 2b article#2). Cela indique que la réaction a atteint sa 

vitesse maximale, où Vi devient égal à Vmax, ce qui conduit à l’équation (19) après intégration de 

l’équation (18) : 

(19)  [P] = 𝑘𝑎. E0. t 
 

Par régression linéaire et une moyenne sur une dizaine de cinétiques, nous avons mesuré des 

constantes de vitesse apparentes, ka, de 2,3 ± 0,3 min-1 en présence de FXN et de 0,3 ± 0,1 min-1 en 

absence de FXN. Nous avons ensuite mesuré les vitesses de transfert et de réduction indépendamment.  
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1.3.4.2   Vitesse de transfert 

Le transfert de persulfure est une réaction interne dans le complexe NFS1-ISCU (Figure 47). 

Ce type de réaction est unimoléculaire et peut-être décrit par l’équation (20) qui donne l’évolution de la 

concentration du produit en fonction du temps : 

(20)       [P] = [P0] (1 − exp(−𝑘𝑡. t)) 

 

avec P la quantité d’ISCU-SSH (persulfurée), P0 la quantité initiale d’ISCU non persulfurée, kt la vitesse 

de transfert du persulfure de NFS1 à ISCU et t le temps. Les quantifications des gels nous ont permis 

de tracer les courbes de pourcentage d’ISCU persulfurée en fonction du temps. Les ajustements des 

données expérimentales avec l’équation 20 nous ont montré un très bon accord, ce qui permet de 

confirmer la loi cinétique et donc le mécanisme de cette réaction (Figure 4d article#2). Nous avons 

ainsi obtenu des constantes de vitesse du transfert de persulfure de 2,4 ± 0,4 min-1 en présence de FXN 

et de 0,2 ± 0,1 min-1 en absence de FXN 

 

Figure 47 Schéma illustrant le transfert de persulfure associé à la constante de vitesse kt. 

 

1.3.4.3   Vitesses de réduction 

Nous avons ensuite déterminé une constante apparente, kobs, pour la réduction incluant la 

réduction de persulfure par FDX2 et la formation du centre [2Fe2S], en suivant la formation du centre 

[2Fe2S] après ajout de FDX2 au complexe NIAU persulfuré (Figure 48).  

 

Figure 48 Schéma illustrant la réaction de réduction associée à la constante de vitesse kobs 
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D’après le schéma en Figure 48, la vitesse globale de cette réaction, Vobs, peut s’exprimer par 

une loi cinétique du premier ordre car toute les réactions élémentaires intermédiaires sont également du 

premier ordre, où P est la concentration en monomère d’ISCU-[2Fe2S], kobs la constante apparente du 

premier ordre et ES la concentration en complexe dimérique (équation 21). Nous avons ensuite utilisé 

les équations de Michaelis-Menten pour déterminer kobs où E0 est la concentration en complexe 

dimérique (équation 22) : 

(21)     𝑉𝑜𝑏𝑠 =  dP
dt

 =  kobs ES 

(22)       [P] = 𝑘𝑜𝑏𝑠. E0. t 
 

Par régression linéaire aux temps courts de la réaction (Figure 4c article#2), nous avons obtenu 

des constants kobs de l’ordre de 4,5 min-1 en absence et présence de FXN. 

En conclusion, la vitesse globale de formation de centres Fe-S est du même ordre de grandeur 

que celle de transfert de persulfure aussi bien en présence qu’en absence de FXN. De plus, ces vitesses 

sont inférieures à celles de réduction ; d’un facteur 20 en absence de FXN, ce qui est compatible avec 

un régime où le transfert est la réaction cinétiquement limitante. Néanmoins, en présence de FXN les 

vitesses de transfert et de réduction apparente sont relativement proches, ce qui laisse supposé que le 

régime cinétique n’est plus uniquement déterminé par le transfert de persulfure, mais est sensible aux 

deux réactions. Au final, ces résultats permettent d’établir que FXN stimule la biosynthèse de centres 

Fe-S en accélérant le transfert de persulfure. 

 

1.3.5   Mécanisme de formation de centres Fe-S par la voie dépendante du DTT 

Nous avons montré que très peu de centres Fe-S étaient formés avec Zn-ISCU dans les 

reconstitutions en conditions catalytiques avec FDX2. Cependant, les réactions d’assemblage rapportées 

dans la littérature qui utilisaient des protéines ISCU non traitées préalablement par un chélateur de 

métaux, donc contenant probablement du zinc (en quantités indéterminées), avaient montré la possibilité 

d’assembler des centres Fe-S. Ces réactions ayant été réalisées avec du DTT, de la L-cystéine ou bien 

du GSH comme réducteurs et à des concentrations très élevées (entre 1 et 3 mM), nous avons testé la 

capacité de Zn-ISCU à former des centres Fe-S dans ces conditions à différentes concentrations en L-

cystéine. Ces réactions ont été réalisées avec 100 μM de Zn-ISCU, 5 μM de NFS1-ISD11-ACP, FDX2 

et FXN, 1 μM de FDXR, 200 μM de fer et des concentrations croissantes de L-cystéine de 100 µM à 1 

mM (Figure 5a article#2). Nous avons observé une augmentation de la quantité de centres Fe-S formés 

proportionnelle à la concentration en L-cystéine. Mais la vitesse de cette réaction est environ 100 fois 

plus lente qu’avec FDX2 et requiert 30 fois plus de L-cystéine pour atteindre le même plateau. 
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Nous avons constaté que la vitesse de cette réaction est dépendante de la concentration en L-cystéine, 

ce qui indique que l’étape cinétiquement limitante implique la L-cystéine. Sachant que la L-cystéine 

réduit très difficilement le persulfure de Zn-ISCU (Parent & al, 2015), la seule source de soufre ici est 

NFS1. Le mécanisme de cette réaction semble donc être la réduction du persulfure de NFS1 par la L-

cystéine, comme décrit précédemment au laboratoire (Figure 49). Le mécanisme de formation des ions 

sulfures le plus probable serait donc la formation de cystéine persulfurée suivie d’une étape de réduction 

par une autre molécule de cystéine conduisant à la formation de sulfure (S2-/HS-) et de cystine (Cys-SS-

Cys) (Figure 49). Etonnamment, FDX2 accélère cette réaction thiol-dépendante (Figure 5c article#2), 

il est possible que FDX2 soit capable de réduire la cystéine persulfurée en présence de fer. Comme 

montré précédemment également, FXN accélère cette réaction d’assemblage en facilitant la réduction 

du persulfure de NFS1 par la L-cystéine.  

 

Figure 49 Modèle d’assemblage des centres Fe-S par la voie thiol-dépendante. Une fois le complexe 
NFS1-ISCU doublement persulfuré, les thiols comme la L-cystéine réduisent le persulfure de NFS1 
produisant de la L-cystéine persulfurée (L-Cys-S-SH). Le persulfure d’ISCU n’est pas ou très 
difficilement accessible par les différents thiols pour être réduit. La cystéine persulfurée est par la suite 
réduite par une autre molécule de cystéine menant à la formation de H2S et de cystine. Les molécules 
de H2S peuvent réagir avec le fer dans le milieu réactionnel afin de former de manière non spécifique 
des centres Fe-S. 

 

1.3.6   Discussion intermédiaire 

Les résultats de cette étude nous ont permis d’établir un modèle pour le processus d’assemblage 

des centres Fe-S incluant les fonctions de FDX2 et de FXN (Figure 50). Nos données indiquent que le 

zinc empêche l’insertion du fer dans le site d’assemblage d’ISCU. Mais en absence de zinc, apo-ISCU 

lie un ion Fe2+ dans son site d’assemblage (intermédiaire 1). Après formation d’un complexe avec 

NFS1, un persulfure est transféré à ISCU sur sa cystéine 104 (intermédiaire 2). Ce persulfure est ensuite 

réduit par FDX2 ce qui conduit à la formation d’un centre [2Fe2S] coordonné par un monomère d’ISCU 

(intermédiaire 5). Cette dernière réaction est clairement un processus multi-étape pour lequel nous 
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pouvons émettre des hypothèses quant à la nature de ses intermédiaires. Nous avons montré qu’au cours 

de cette réaction, un seul persulfure est fourni à ISCU et donc un seul ion sulfure est généré par ISCU. 

De plus, la titration en fer indique qu’un seul fer est présent dans ISCU. Ces résultats nous ont amené à 

l’hypothèse qu’une espèce [1Fe1S] serait formée à l’issue de la réduction par FDX2 (intermédiaire 3) 

qui conduirait à la formation d’un centre binucléaire [2Fe2S] pontant par dimérisation de deux 

monomères d’ISCU (intermédiaire 4). Notre hypothèse est que la dimérisation serait assistée par NFS1 

via sa conformation dite « ouverte » dans laquelle les deux protéines ISCU sont adjacentes.  

 

Figure 50 Modèle du mécanisme d’assemblage des centres Fe-S par la voie FDX2-dépendante chez 

les eucaryotes. 

 

Le centre pontant migrerait ensuite dans une des deux sous-unités du dimère d’ISCU, permettant 

alors la dissociation du dimère. Enfin, le monomère d’ISCU contenant un centre [2Fe2S] se dissocierait 

de NFS1 par échange avec apo-ISCU ou Fe-ISCU conduisant alors à un monomère d’ISCU libre qui 

serait pris en charge par le système chaperon HSC20/HSPA9 (intermédiaire 5). Les sites de 

reconnaissances d’ISCU par le système chaperon étant masqués dans le complexe NFS1-ISCU et 

potentiellement aussi par FXN et FDX2, il semble plus probable que les chaperonnes interagissent avec 

ISCU libre qu’avec ISCU en complexe, sinon ce système viendrait induire la dissociation du complexe 

en entrant en compétition avec NFS1. De plus, nos études de reconstitution suggèrent que le système 

chaperon n’est pas nécessaire pour la dissociation d’ISCU car le produit de la réaction en leur absence 

est du ISCU libre. A la suite de la dissociation d’ISCU, un nouveau cycle d’assemblage serait alors 

enclenché par reformation du complexe dans l’état intermédiaire 1. 
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Nos résultats indiquent également que le transfert et la réduction de persulfure dans ISCU sont 

des étapes dépendantes du fer dans le site d’assemblage d’ISCU. Ce mécanisme permettrait à la fois de 

coordonner l’apport en persulfure à ISCU et la formation d’ions sulfures avec la présence du fer et ainsi 

contrôler la quantité de soufre délivré à ISCU et empêcher la libération d’ions sulfures en solution. 

Inversement, en absence de FDX2, les thiols comme la L-cystéine viennent réduire le persulfure de 

NFS1. Cette réaction n’est pas synchronisée avec la présence de fer et n’est pas confinée dans ISCU, ce 

qui conduit à la libération d’ions sulfures en solution. Cela explique notamment pourquoi cette réaction 

est peu efficace et d’autant plus lente si du zinc est présent dans le site d’assemblage d’ISCU. Les thiols 

ne sont donc pas capables de « mimer » la réduction du persulfure d’ISCU par FDX2. Cette voie 

alternative ne semble donc pas physiologiquement pertinente pour l’assemblage de centres Fe-S. 

Enfin nos travaux montrent que FXN n’est pas requise pour l’insertion du fer dans ISCU et n’est 

pas non plus capable d’échanger le zinc par du fer. Ces données permettent donc d’invalider l’hypothèse 

de chaperonne à fer. Par contre, nos données montrent que FXN stimule l’assemblage des centres Fe-S 

dans la réaction FDX2-dépendante, en accélérant le transfert de persulfure. FXN stimule également la 

production d’ions sulfures par la voie thiol-dépendante, mais cette réaction n’étant pas pertinente 

physiologiquement, par rapport à la réaction FDX2-dépendante, cette fonction ne peut pas être 

considérée comme pertinente non-plus pour expliquer l’effet de FXN in vivo. 

 

1.4   Etude des formes structurée et déstructurée d’ISCU et leur liaison au complexe 
NIA  

Nos données ont permis de confirmer des résultats obtenus par les groupes de John Markley 

(Madison, USA) et Annalisa Pastore (London, UK) montrant que la protéine ISCU existe sous deux 

formes de structure tertiaire différentes : une forme déstructurée (D) et une forme structurée (S) (Figure 

supplémentaire 1a et 1b article #2). Ces études suggéraient de plus que les formes S et D sont en 

équilibre. Le groupe de J. Markley avait proposé sur la base de données RMN que seule la forme 

déstructurée se lie au complexe (Kim & al, 2012). Cependant, une étude RMN par le groupe d’A. Pastore 

avait montré avec le complexe bactérien, qu’IscU est liée sous forme structurée à IscS (Yan & al, 2014). 

Nous avons donc entrepris une étude de la fixation de la forme apo-ISCU et ISCU métallée (Fe-ISCU) 

à NFS1 par RMN. Pour étudier les interactions protéine-protéine nous avons utilisé les propriétés de 

largeur de raies qui sont sensibles à la taille des protéines étudiées. La largeur des signaux RMN est 

sensible à la relaxation qui elle-même est sensible la vitesse de rotation des macromolécules et qui 

diminue à mesure que la taille des protéines augmente. Par conséquent, plus la taille d’un complexe 

protéique est importante, plus les signaux sont élargis, les rendant quasiment indétectables. La formation 

d’un complexe entre NFS1-ISD11-ACP et ISCU pourra donc être suivie par RMN en étudiant la largeur 

des raies. Lorsque apo-ISCU est incubée avec le complexe NIA, la totalité des signaux d’ISCU en RMN 



Mécanisme de biosynthèse des centres Fe-S par la machinerie ISC eucaryote  

 
 

156 

2D (15N-1H) deviennent invisibles (Figure 51a spectre violet), seuls les signaux appartenant au domaine 

C-terminal flexible d’ISCU persistent car ils ont leur propre rotation interne. Cela montre qu’un 

complexe se forme entre apo-ISCU et NFS1. De plus, les deux formes, S et D, d’apo-ISCU disparaissent 

ce qui suggère que soit les deux formes sont capables de se lier au complexe NIA, soit seulement l’une 

d’entre elles se fixe, ce qui déplace l’équilibre et permet à la totalité d’apo-ISCU de se lier au complexe. 

Lorsque Fe-ISCU est incubé avec le complexe NIA (Figure 51b spectre rouge) seuls les signaux de la 

forme S disparaissent ce qui indique que la forme structurée se lie au complexe NIA. Par contre, les 

signaux correspondant à la forme déstructurée persistent, ce qui indique que la forme déstructurée ne 

peut pas se lier à NFS1. En conclusion, nos données vont dans le même sens que celles publiées par A. 

Pastore montrant que dans le complexe IscS-IscU, IscU est structurée que ce soit sous forme métallée 

ou non. Au cours de ma thèse, des structures du complexe NFS1-ISD11-ACP-ISCU humain ont été 

résolues par le groupe de Myroslav Cygler montrant également qu’ISCU se lie sous forme structurée à 

NFS1 que ce soit sous forme apo ou métallée (avec du zinc).  

Pour pouvoir résoudre la structure du complexe NFS1-ISD11-ACP-ISCU et pouvoir notamment 

répondre à la question de la structure d’ISCU dans le complexe, nous avons tenté de produire une forme 

deutérée du complexe, nécessaire pour diminuer l’élargissement des pics. Cependant en raison de 

rendements extrêmement faibles du complexe NFS1-ISD11-ACP nous avons dû renoncer.  

 

Figure 51 Spectre RMN 2D 1H-15N SOFAST-HMQC. (a) Spectre 1H-15N SOFAST-HMQC d’apo-
ISCU (spectre vert) et d’apo-IscU incubé avec le complexe NIA (spectre violet). (b) Spectre 1H-15N 
SOFAST-HMQC de Fe-ISCU (spectre noir) et de Fe-ISCU incubé avec le complexe NIA (spectre 
rouge). 
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1.5   Fixation de la frataxine sur le complexe NFS1-ISD11-ACP-ISCU 

Les données de RMN 1D publiées dans l’article#2 ont confirmé la formation d’un complexe 

entre NFS1-ISD11-ACP, apo/Zn-ISCU et FXN. Néanmoins l’interaction de FXN avec ce complexe 

semble être dynamique et transitoire, nous avons alors voulu déterminer une constante d’affinité de FXN 

pour le complexe NIAU. Pour cela, nous avons incubé différents ratios de complexe NIAU et de FXN 

puis nous les avons analysés par RMN 1D. Nous pouvons visualiser 6 pics distincts dans la région des 

méthyles lorsque la frataxine est seule. Lorsque la frataxine est incubée avec le complexe NIAU en ratio 

molaire 1:1, les pics sont plus larges et moins intenses, ce qui indique la fixation de FXN au complexe 

NIAU (Figure 52, spectre violet), cependant une partie de la frataxine reste libre. La disparition quasi 

complète des pics indiquant que toute la frataxine est liée au complexe NIAU, est obtenue avec un ratio 

NIAU:FXN de 4:1 (Figure 52, spectre noir). Grâce à cette titration, nous avons pu déterminer une 

valeur approximative de la constante de dissociation KD entre la frataxine et le complexe NIAU. Pour 

cela, nous avons tracé une courbe en utilisant la hauteur des signaux de la FXN (donc leur intensité) 

dans la région méthyle en fonction du ratio NIAU:FXN (Figure 53). Le fit a été réalisé grâce au logiciel 

Origin, et permet d’obtenir une approximation du KD de la FXN pour le complexe NIAU de l’ordre de 

10-6 (Figure 53). En Figure 53, uniquement la courbe pour un pic est présentée, cependant l’analyse 

des autres pics permet d’obtenir une estimation du KD équivalente. 

 

Figure 52 Formation du complexe NIAUF. Spectre RMN 1D 1H zoomé dans la région méthyle (CH3) 
de la FXN. La FXN est incubée avec différents ratios de complexe NIAU. Les spectres ont été acquis à 
293 K à 800 MHz. 
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Figure 53 Détermination du Kd de la FXN pour le complexe NIAU. Les points expérimentaux 

correspondent à l’intensité d’un des pics de la FXN dans la région méthyle en fonction de la 

concentration du complexe NIAU par rapport à la FXN. La courbe rouge représente le meilleur fit 

obtenu. 

 

1.6   Formation du centre binucléaire [2Fe2S]  

Sur la base des titrations en fer et en persulfure dans ISCU réalisées au cours de la réaction et 

présentées dans l’article #2 nous avons émis l’hypothèse que la formation de centres [2Fe2S] repose 

sur la dimérisation de deux espèces ISCU-[1Fe1S] en dimère pour former un centre [2Fe2S] pontant. 

Nous avons donc tenté de détecter un dimère d’ISCU par cinétique « rapide ». 

 

1.6.1   Cinétique à temps court pour détecter un dimère transitoire 

Si un dimère se forme il aura probablement une structure symétrique dans laquelle le centre 

[2Fe2S] serait lié soit par deux résidus cystéines de chaque ISCU, soit par un résidu cystéine et un résidu 

oxygène ou azote de chaque ISCU, tandis que le centre [2Fe2S] d’ISCU en fin de réaction est 

asymétrique lié par 3 résidus cystéines et 1 résidu oxygène ou azote. Ces deux espèces ont donc 

potentiellement des spectres d’absorption électronique différents. Plusieurs spectres de centres [2Fe2S] 

inter-domaine ont été rapportés dans la littérature, notamment les centres [2Fe2S] des dimères de 

glutarédoxines monothiols dans lesquelles le centre Fe-S est coordonné par une cystéine de la 

glutarédoxine et une molécule de GSH. Les spectres d’absorption présentent des pics d’absorption 

intenses vers 320 et 410 nm (Rouhier & al, 2007, Bandyopadhyay & al, 2008, Picciocchi & al, 2007), 

tandis que pour le centre [2Fe2S] d’ISCU, les pics les plus intenses sont à 320 et 460 nm. D’autres types 

de centres [2Fe2S] inter-domaine ont également été caractérisés notamment dans le dimère d’ISCA2 et 

dans le complexe ISCA2-IBA57 qui montre également deux absorptions intenses à 330 et 420 nm 

(Gourdoupis & al, 2018). Il semble dons possible de distinguer les spectres d’un centre [2Fe2S] dans un 
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monomère d’ISCU de celui dans un dimère sous forme de centre pontant. Nous avons donc tenté de 

détecter un dimère en enregistrant des spectres UV-visible à temps courts. 

Nous avons mesuré des spectres d’absorption toutes les 15 secondes lors de reconstitutions en 

conditions catalytiques et stœchiométriques (Figure 54a,b). Les spectres présentés dans la Figure 54 

représentent les spectres de différence entre le spectre à un temps donné et le spectre à t=0. Nous pouvons 

observer que les absorbances à 320, 405 et 456 nm augmentent au cours du temps et sont caractéristiques 

de la formation du centre [2Fe2S] d’ISCU souris. Les changements observés vers 340 nm correspondent 

à la consommation du NADPH au cours de la réaction et donc cette région est difficilement exploitable, 

notamment en fin de réaction. Par contre, entre 0 et 30 secondes très peu de NADPH a été consommé, 

il est donc possible de comparer ces spectres avec le spectre final attendu. On peut observer dans les 

temps courts en conditions stœchiométriques la présence d’un pic aux alentours de 600 nm qui est très 

intense par rapport aux pics à 320, 405 et 456 nm mais qui est quasiment absent dans les spectres finaux. 

Cela pourraient indiquer la présence d’une espèce transitoire. Cependant les différences d’intensité 

attendues à 420 et 460 nm ne sont pas observées. En conditions stœchiométriques, les spectres présentent 

un pic d’absorption à 385 nm au temps courts qui semble progressivement décalé à 405 nm (Figure 

54b). Cependant dans cette région la protéine NFS1 absorbe fortement et son spectre est modifié en 

présence de L-cystéine due à la formation du persulfure, il n’est donc pas possible de conclure avec 

certitude, d’autant que cette zone chevauche le pic d’absorption du NADPH. Les variations observées à 

600 nm pourraient donc indiquer la présence d’une espèce transitoire, mais il est impossible de conclure 

s’il s’agit effectivement d’un dimère sur la base de ces données UV-visible. 

 

Figure 54 Caractérisation spectroscopique d’un dimère d’ISCU. Série de spectres UV-visible d’une 
reconstitution en conditions catalytiques (a) ou stœchiométriques (b) réalisé toutes les 15 secondes. Ces 
spectres sont des spectres de différence entre le spectre à un temps donné et le premier spectre à t=0. La 
flèche noire représente le sens de progression des spectres au cours du temps. Le spectre bleu correspond 
au dernier spectre mesuré. 
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1.6.2   Rôle d’ISD11-ACP dans la dimérisation potentielle d’ISCU 

Nous avons émis l’hypothèse que la dimérisation d’ISCU pourrait reposer sur la capacité du 

complexe NIA à adopter une conformation dite ouverte. La structure du complexe NIAU dans sa forme 

« fermée » montre que les deux ISCU sont éloignés d’environ 60 Å limitant une potentielle dimérisation. 

Cependant, la structure du complexe NIA dans sa conformation « ouverte » montre un arrangement dans 

lequel les protéines ISCU seraient adjacentes. Une modélisation grâce aux sites de fixation des deux 

ISCU dans la structure du complexe NIA montre que les deux ISCU sont suffisamment proches pour 

dimériser. Dans cette conformation la surface de dimérisation de NFS1 est très réduite par rapport à la 

structure fermée (122 Å² dans la conformation ouverte et 2,351 Å² dans la conformation fermée dans le 

dimère d’IscS), mais des interactions entre les deux protéines ISD11 permettent vraisemblablement de 

stabiliser cette conformation. La protéine ISD11 pourrait donc être directement impliquée dans l’étape 

de dimérisation. Pour tester cette hypothèse, nous avons généré une forme de NFS1 humaine sans ses 

protéines partenaires ISD11 et ACP. Une analyse SDS-PAGE de NFS1 est présentée Figure 55a et 

montre bien l’absence des protéines ISD11 et ACP. Le rendement de purification de cette protéine est 

faible en raison de sa faible solubilité (< 50 µM ~ 2,2 mg/mL). Cependant, cette gamme de 

concentrations était suffisante pour réaliser des tests de formation de persulfure et d’assemblage de 

centres Fe-S (Figure 55b,c). Ces études montrent que sans ISD11-ACP la formation de centres Fe-S est 

totalement abolie (Figure 55b courbe bleue). Nous avons alors cherché à savoir quelle étape de 

l’assemblage des centres Fe-S était affectée. Nous avons commencé par étudier l’étape de formation du 

persulfure par NFS1 par la méthode ARBS. Dans le complexe NFS1-ISD11-ACP, en absence de L-

cystéine, NFS1 est présente sous une forme majoritairement non persulfurée avec 7 résidus cystéines 

alkylés avec une forme minoritaire à plus bas poids moléculaire qui peut être une forme persulfurée ou 

oxydée de la protéine (Figure 55c, panel de gauche NFS1-SH). Lorsque le complexe est incubé avec 

1 équivalent de L-cystéine une bande à plus bas poids moléculaire apparait correspondant à la forme 

persulfurée de NFS1 avec 6 résidus cystéines alkylés (Figure 55c, panel de gauche NFS1-SSH). La 

formation du persulfure est terminée en moins de 10 secondes. Dans le cas de NFS1 seule, en absence 

de L-cystéine, la protéine apparait majoritairement sous la forme d’une bande correspondant à une forme 

non persulfurée et une espèce minoritaire pouvant correspondre à une forme persulfurée ou oxydée 

(Figure 55c, panel de droite NFS1-SH). Lorsque la protéine NFS1 est incubée avec 1 équivalent de L-

cystéine l’intensité de cette bande ne diminue pas et on ne voit pas d’augmentation de la bande de plus 

bas poids moléculaire (Figure 55c, panel de droite NFS1-SSH). Ces données montrent donc que la 

protéine NFS1 n’est pas capable de former un persulfure en l’absence de ses partenaires ISD11 et ACP, 

ce qui explique l’incapacité du système reconstitué avec NFS1 à former des centres Fe-S. Etant donné 

que la première étape du processus d’assemblage est bloquée, il ne nous a pas été possible d’utiliser ce 

système pour étudier le rôle d’ISD11-ACP dans la dimérisation du complexe pour former le centre 

binucléaire [2Fe2S]. 
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Figure 55 Caractérisation d’une NFS1 sans ISD11-ACP. (a) Profil d’alkylation du complexe NIA (à 
gauche) et de NFS1 seule (à droite). (b) Cinétique d’assemblage en conditions catalytiques suivies à 456 
nm en présence ou absence de ISD11-ACP. (c) Persulfidation du complexe NIA ou de NFS1 seule 
réalisé par la méthode ARBS en présence de 1 équivalent de L-cystéine. 

 

1.7   Études structurales des complexes NIAU et NIAUF  

Afin de mieux comprendre le mécanisme d’assemblage des centres Fe-S nous avons cherché à 

obtenir des structures du complexe NIAUF contenant du fer. Durant ma thèse, plusieurs structures du 

complexe NIAU et NIAUF ont été résolues mais avec du zinc à la place du fer dans le site d’assemblage. 

Bien que le zinc soit capable de remplacer le fer pour le transfert de persulfure et l’activation par FXN, 

le persulfure transféré à ISCU n’est pas réductible par la ferrédoxine en présence de zinc et bien sûr il 

n’est pas possible de former des centres Fe-S avec du zinc par cette voie-là. Il y avait donc un intérêt 

important à obtenir des structures avec du fer à la place du zinc. Notre but était de cristalliser les 

complexes NIAU et NIAUF contenant du fer ainsi que des intermédiaires du processus d’assemblage. 

Le premier intermédiaire intéressant à cristalliser était une forme persulfurée de NFS1 en 

utilisant le mutant C104S d’ISCU afin de bloquer le transfert de persulfure. Des résultats obtenus par 

Batoul Srour en post-doctorat au laboratoire avaient déjà permis de montrer que dans le complexe formé 

avec ce mutant, le persulfure est stable et des analyses par UV-visible en suivant l’absorption du 

persulfure de NFS1 à 340 nm suggéraient que celui-ci se lie au métal (fer et zinc). Ce mutant permettrait 

donc d’obtenir une structure de ce type d’intermédiaire afin de déterminer si le persulfure de NFS1 est 

effectivement capable de se lier au métal. La cristallisation de cet intermédiaire en présence de la FXN 

permettrait ensuite de visualiser le réarrangement au niveau du site métallique afin d’obtenir des 

réponses sur le fonctionnement activateur de la FXN sur le transfert de persulfure. 
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Le second intermédiaire d’intérêt était une forme persulfurée d’ISCU avec du fer pour obtenir 

des informations sur l’arrangement du site métallique avant réduction afin de visualiser si le persulfure 

est directement lié à l’atome de fer.  

Nous avons réalisé des tests de cristallisation en collaboration avec l’équipe du Pr. Marc 

Fontecave au collège de France où un robot Mosquito® Crystal (TTPLabtech) est installé au sein d’une 

boite à gants. Ce robot permet un criblage automatisé des conditions de cristallisation sur plaque 96 

réservoirs avec 3 puits pour chaque réservoir permettant de tester 3 concentrations en protéines 

différentes. Une plaque permet de tester 288 conditions avec un volume très faible en protéines de l’ordre 

d’une centaine de nanolitres. 

 

1.7.1   Cristallisation de Fe-ISCU 

Pour les études de cristallogenèse de Fe-ISCU, apo-ISCU fraichement purifiée dans du tampon 

20 mM Tris, 100 mM NaCl, pH : 8,0 a été incubée avec 1,2 équivalents de Fe2+ en présence ou absence 

de 10 % glycérol. Un récapitulatif des kits utilisés pour la cristallisation de cette protéine est donné dans 

le Tableau 5 ci-dessous : 

Protéine Concentration en protéine 

(mg/mL) 

Kit utilisés 

Fe-ISCU 

20 mM Tris, 100 mM NaCl, 

pH 8,0 + 10 % glycérol 

 

15 / 20 / 30 

PEGRX1X2 

JCSG+ 

PACT 

 

 

Fe-ISCU 

20 mM Tris, 100 mM NaCl, 

pH 8,0 sans glycérol 

 

 

 

7,5 / 15 / 30 

Midas 

PEGRX1X2 

PEGII 

Classics 

Ammonium Sulfate 

JCSG+ 

MbClassII 

Tableau 5 Récapitulatif des conditions de cristallisation testées pour Fe-ISCU. 
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Aucun cristal n’a été obtenus après plus de 2300 conditions testées. La labilité du fer ferreux est 

peut-être à l’origine de cet échec. 

 

1.7.2   Cristallisation des complexes NIAU et NIAUF avec la forme Fe-ISCU 

Nous avons par la suite tenté de cristalliser le complexe avec la forme Fe-ISCU en présence ou 

absence de FXN. Un récapitulatif des kits utilisés pour la cristallisation de ces complexes est donné dans 

le Tableau 6 ci-dessous : 

Protéine Concentration en protéine 

(mg/mL) 

Kit utilisés 

NFS1-ISD11-ACP-Fe-ISCU 

20 mM Tris, 100 mM NaCl, 

pH 8,0 sans glycérol 

 

7,5 / 15 / 30 

PEGRX1X2 

PEGII 

MbClassII 

JCSG+ 

NFS1-ISD11-ACP-Fe-ISCU-

FXN 

20 mM Tris, 100 mM NaCl, 

pH 8,0 sans glycérol 

 

7,5 / 15 / 30 

PEGRX1X2 

PEGII 

MbClassII 

JCSG+ 

Tableau 6 Récapitulatif des conditions de cristallisation testées pour le complexe NIAU et NIAUF. 

 

Aucun cristal n’a été obtenus après plus de 1100 conditions testées. Nous avons alors tenté de 

reproduire les conditions de cristallisation obtenues par l’équipe du Dr. Miroslaw Cygler pour le 

complexe NIAU avec le mutant ISCU M106I humain contenant du zinc. Les deux meilleures conditions 

de cristallisation utilisées par cette équipe étaient : (1) 0,1 M MES pH 6,5, 10 % PEG 20 000 ; (2) 0,1 

M HEPES pH 7,5, 20 % PEG 8 000. Nous avons alors tenté de cristalliser les complexes NIAU avec 

Zn-ISCU WT et M106I en criblant des conditions autour de leurs paramètres de cristallisation (pH, 

quantité de PEG, température). Nous avons également testé le tampon de la protéine source utilisé par 

cette équipe : 10 mM Bis-Tris, 200 mM NaCl, 20 mM KCl, 2 mM NaH2PO4, 2 mM Na2HPO4, 5 % 

glycérol à pH 5,5. Aucuns cristaux n’ont été obtenus malgré cette optimisation. 
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1.7.3   Microscopie électronique du complexe NIAUF 

Suite à nos échecs de cristallisation, nous nous sommes orientés vers la microscopie électronique 

en collaboration avec l’équipe du Dr Yvain Nicolet à l’institut de biologie Structurale (IBS) à Grenoble. 

Cette équipe possède un Vitrobot en boite à gants afin de préparer des grilles de microscopie 

électronique dans un environnement anaérobie.  

Le complexe NIAUF a été reconstitué en incubant de manière stœchiométrique le complexe 

NIAU en présence de 1,2 équivalents de Fe2+ et 2 équivalents de FXN. Ce complexe a été purifié par 

chromatographie d’exclusion de taille. Le chromatogramme montre 3 pics à 9,8 mL, 10,9 mL et 16,1 

mL (Figure 56a). Le pic à 16,1 mL correspond à l’excès de FXN. Les pics à 9,8 et 10,9 mL 

correspondent au complexe et l’analyse par SDS-PAGE a permis de confirmer la présence du complexe 

NIA, d’ISCU et de FXN dans chacun de ces pics. La présence de deux pics suggère la présence de deux 

complexes NIAUF différents mais de poids moléculaire très proche.  Il est possible que ces deux pics 

correspondent à des conformations différentes ou bien à l’absence de FXN sur une des deux sous-unités 

ou encore à l’absence du fer.  

Nous avons alors réalisé des grilles de coloration négative sur les deux pics pour visualiser la 

qualité des échantillons. Les clichés de coloration négative des deux pics révèlent des particules à la 

taille attendue pour le complexe (Figure 56b,c). Cependant, nous pouvons voir des particules de plus 

grandes tailles (agglomérat) et des particules de plus petites tailles (dissociation du complexe). 

L’homogénéité de la préparation n’était pas suffisante pour envisager réaliser de la cryo-microscopie 

électronique. Plusieurs pistes sont envisagées à ce jour afin de rendre la préparation homogène : (1) 

reconstituer le complexe sans passer par une étape de purification par chromatographie d’exclusion de 

taille ; (2) surexprimer et purifier le complexe en entier chez E.coli ; (3) utiliser des mutants afin de 

stabiliser le complexe. 
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Figure 56 Caractérisation du complexe NIAUF par microscopie électronique. (a) Chromatogramme 
de la gel filtration obtenue pour le complexe NIAUF. (b-c) Clichés de coloration négative des pics 
d’élution à 9,8 mL (b) et 10,9 mL (c). 

 

2. Caractérisation structurale de Fe-ISCU, précurseur de l’assemblage des centres Fe-S 

2.1   Contexte de l’étude  

L’étude de l’assemblage des centres Fe-S par la machinerie eucaryote nous a permis de mettre 

en évidence les premières étapes de la séquence menant à la formation du centre binucléaire [2Fe2S]. 

L’une des étapes clés est l’insertion d’un atome de fer dans ISCU qui va tout d’abord stabiliser la forme 

structurée de la protéine puis va permettre l’initiation de l’assemblage des centres Fe-S via le transfert 

d’un persulfure provenant de NFS1. La présence de l’ion fer étant requise pour le transfert de persulfure, 

il semble que le fer joue un rôle dans le transfert de persulfure, pas uniquement en structurant la protéine 

puisque la forme apo-ISCU qui se lie à NFS1 sous forme structurée ne peut pas recevoir de persulfure, 

mais probablement en positionnant de manière adéquate le récepteur du persulfure Cys104 et/ou en 

« activant » le persulfure. Pour répondre à ces questions nous avons cherché à obtenir une structure du 

site à fer d’ISCU. En l’absence de succès pour obtenir une structure cristallographique, nous avons 

entrepris une étude par plusieurs approches spectroscopiques complémentaires (RMN, CD, XAS, RPE, 
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Mössbauer) appuyées par la mutagénèse dirigée. Le processus d’insertion du fer posait aussi la question 

de la séquence de formation du complexe avec NFS1: est-ce que le fer se lie d’abord à apo-ISCU libre 

puis Fe-ISCU se lie au complexe NIA ou bien apo-ISCU se lie d’abord au complexe NIA puis apo-

ISCU lie du fer ? Pour répondre à cette question nous avons étudié l’effet de l’ordre d’ajout des 

composants de la biosynthèse sur l’assemblage. 

Les premières données que nous avions obtenues par spectroscopies CD et Mössbauer et par 

mutagénèse dirigée suggéraient que le fer est coordonné par Cys35, Asp37, Cys61 et His103, donc dans 

une coordination identique à celle déterminée par RMN pour le zinc dans ISCU de M. musculus. 

Cependant ces résultats ont été remis en question durant ma thèse par une autre équipe. L’équipe du Dr. 

Timothy Stemmler a montré par spectrométrie d’absorption aux rayons X (XAS) que les protéines ISCU 

provenant de T. maritima, S. cerevisiae, D. melanogaster et H.sapiens étaient capables de lier du fer 

mais dans un site ne comportant aucun résidu cystéine, uniquement des ligands oxygènes ou azotes, ce 

qui suggérait la présence d’un second site de fixation au sein d’ISCU (Lewis & al, 2019). De plus, 

l’équipe du Dr. David P Barondeau a ensuite montré par spectrométrie de masse native que IscU 

provenant de E. coli avait la capacité de fixer 2 atomes de fer (Lin & al, 2020). Cependant ces dernières 

études avaient été réalisées avec des excès de fer très important par rapport à ISCU (entre 10 et 80 

équivalents) qui peuvent conduire à une fixation non-spécifique (Lin & al, 2020). 

Dans cette étude, nous avons examiné la fixation du fer par des protéines ISCU provenant de 

différents organismes aussi bien eucaryotes (Chaetomium thermophilum, H. sapiens, M. musculus) que 

procaryote (E. coli). Nous avons étudié les conditions utilisées par le groupe de T. Stemmler pour 

comprendre les divergences entre nos deux études.  
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2.2   ARTICLE#3: Iron insertion in the assembly site of ISCU scaffold proteins is a 

conserved process for the initiation of Fe-S cluster biosynthesis 
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Abstract  

Iron-sulfur (Fe-S) clusters are ubiquitous prosthetic groups of proteins providing catalytic activities to a 

multitude of enzymes involved in a wide range of biological processes. They are biosynthesized by 

multi-protein machineries that were highly conserved during evolution, from prokaryotes to eukaryotes. 

Thereby, the mechanism of their assembly would have been conserved too. Previous studies of the 

mouse ISC (Iron-Sulfur Cluster) machinery indicated that the first step is the insertion of iron in the 

assembly site of the ISCU scaffold protein followed by sulfur insertion. However, in ISCU proteins 

from bacteria, yeast, drosophila and human, iron was found to initially bind at an auxiliary site, thus 

suggesting species-dependent mechanism of Fe-S cluster assembly. Here we (re)-examined the iron 

binding properties of several ISCU proteins from both prokaryotic and eukaryotic organisms: bacteria, 

fungi, mouse and human. We show that the discrepancies on the localization of the iron-binding sites 

were due to differences in pH and aggregation states of ISCU. We found that all the ISCU proteins 

accommodated iron in their assembly site with a higher efficiency in their monomeric forms and at pH 

8.0. Importantly, the pH studies revealed a direct correlation between the insertion of iron in the 

assembly site and the Fe-S clusters biosynthetic activity, whereas binding of iron outside of the assembly 

site, i.e. at the auxiliary site, was not correlated with enzymatic activity. The structural characterizations 

of the iron center of mouse ISCU at pH 8.0 by CD, NMR, XAS, Mössbauer and EPR spectroscopies, 

along with site-directed mutagenesis, provided evidence that the iron ion was coordinated by four strictly 

conserved amino acids of the assembly site: Cys35, Asp37, Cys61 and His103, in a tetrahedral geometry, 

with the sulfur receptor, Cys104, at very close distance. We further found that Cys104 could swapped 

with His103, which might facilitate sulfur transfer to Cys104. In conclusion, these extensive 

biochemical and structural characterizations indicate that iron binding to the assembly site of ISCU is a 

conserved process across species that initiates Fe-S cluster biosynthesis. Altogether, these data provide 

the basis to start investigate the structural rearrangements enabling sulfur insertion and subsequent 

formation of the [2Fe2S] cluster, thus opening new perspectives to unravel the whole mechanism of Fe-

S cluster assembly. 
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Introduction 

Iron-sulfur (Fe-S) clusters are ubiquitous prosthetic groups of proteins, made of iron and sulfide 

(S2-) ions. The organisms from the three life kingdoms: archaea, prokaryotes and eukaryotes have 

exploited the versatile properties of Fe-S clusters to perform essential biological functions. This includes 

ATP production, the Krebs cycle, the synthesis of proteins, DNA and a wide range of metabolites, 

nitrogen fixation and the maintenance of genome integrity. The most common forms of Fe-S clusters 

are the generic [2Fe2S] and [4Fe4S] clusters, but more complex Fe-S clusters are found in some specific 

enzymes such as nitrogenase and hybrid cluster protein. The building block for all these Fe-S clusters is 

the [2Fe2S] cluster that is biosynthesized de novo by multi-protein machineries, which orchestrate a 

complex multi-step process to assemble iron and sulfur ions in a proper and secured way. Three main 

machineries have been identified that ensure de novo Fe-S cluster biosynthesis: the ISC (iron–sulfur 

cluster), SUF (sulfur mobilization) and NIF (nitrogen fixation) machineries.1-4 The ISC and SUF 

machineries are general providers of Fe-S clusters while the NIF machinery is dedicated to the assembly 

of the Fe-S cluster of nitrogenase.3,5 The ISC pathway is widespread in eukaryotes and is present in 

some bacteria while the SUF pathway is mainly present in bacteria, archaea and some eukaryotes, 

essentially plants.1,6-8 The ISC and SUF machineries of eukaryotes were inherited from a bacterial and 

archaeal ancestor. These pathways thus share strong homologies in all life kingdoms.9,10  

Recent works have shed new light on the mechanism of Fe-S cluster assembly by the ISC 

machinery (scheme 1).11-18 This machinery encompasses the scaffold protein ISCU, the NFS1-ISD11-

ACP complex containing the cysteine desulfurase NFS1, a pyridoxal-phosphate (PLP) enzyme 

providing sulfur in the form of a cysteine-bound persulfide (Cys-SSH) by desulfurization of L-cysteine, 

ferredoxin 2 (FDX2) and its cognate reductase (FDXR), which together deliver electrons to reduce the 

persulfide, and frataxin (FXN) that stimulates the whole process by accelerating persulfide transfer to 

ISCU. The process of assembly is initiated by insertion of a ferrous iron ion in ISCU, which triggers the 

transfer of the persulfide of NFS1 to ISCU. Then, FDX2-FDXR reduces the persulfide into sulfide, 

which generates a [2Fe2S] cluster by a still ill-defined mechanism that may involve dimerization of 

ISCU.15-17 Persulfide transfer and reduction were both shown to require the presence of iron in ISCU, 

which might synchronize sulfur insertion with iron availability in ISCU for proper assembly of the 

[2Fe2S] cluster.15 
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Scheme 1: Model of Fe-S cluster biosynthesis by the eukaryotic ISC machinery. 
This scheme depicts a model of the mechanism of Fe-S cluster synthesis by the eukaryotic ISC machinery with 
following sequence of elementary steps: (1) Apo-ISCU binds iron, which generates Fe-ISCU, (2) two Fe-ISCU 
bind to the (NFS1-ISD11-ACP)2 complex (ISD11 and ACP have been omitted for clarity) by exchange with holo-
ISCU containing a [2Fe2S] cluster and apo-ISCU, (3) within the (NFS1-ISD11-ACP-Fe-ISCU)2 complex, NFS1 
reacts with L-cysteine, which generates a persulfide on the catalytic cysteines of both NFS1 subunits, (4) the 
persulfides on NFS1 are transferred to the Fe-ISCU subunits via a trans-persulfuration reaction and FXN 
accelerates this step, (5) the persulfides on Fe-ISCU are reduced by FDX2/FDXR into sulfide ions, which 
ultimately leads to the formation of a [2Fe2S] cluster, possibly via dimerization of ISCU, and then another catalytic 
cycle is initiated by the recruitment of two Fe-ISCU. 

 

Although the sequence of Fe-S cluster assembly is becoming clearer, a detailed picture of the 

underlying mechanism is missing as it is unclear how the iron is coordinated at each stage of the 

assembly process. The assembly site of ISCU contains five strictly conserved amino acids (aas): Cys35, 

Asp37, Cys61, His103 and Cys104 (in mouse numbering) that are essential for Fe-S cluster biogenesis 

in vivo.19-22 The strict conservation of these aas suggests that the mechanism of assembly is conserved 

across species.23,24 Among them, Cys104 was identified as the persulfide receptor in mouse ISCU,15,16 

and the [2Fe2S] cluster is ligated by Cys35, Asp37, Cys61 and Cys104 at the ultimate stage of the 

assembly process.25-29 Few data on the coordination changes occurring during the reaction process have 

been reported. Most of these data arises from ISCU proteins containing zinc instead of iron (thereafter 

designed Zn-ISCU). Since zinc can functionally replace iron to enable persulfide transfer and its 

acceleration by FXN (scheme 1, reaction 4), it appears as a relevant surrogate to build mechanistic 

models of the early steps of the reaction.15 However, different coordination arrangements have been 

reported for the zinc ion at the initial stage (scheme 1, reaction 1). In mouse Zn-ISCU (PDB code 

1WFZ), the zinc ion is coordinated by Cys35, Asp37, Cys61 and His103, while in H. influenzae Zn-

ISCU (PDB code 1RP9),30 Asp37 is free and Cys104 becomes a ligand. The substitutions of Asp39 and 

His105 by alanine in E. coli IscU indicate that both retain their ability to bind zinc with similar affinities, 
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which suggests that several configurations might be in equilibrium.31 In complex with NFS1-ISD11-

ACP (PDB code 5WGB), the arrangement of the zinc center of human ISCU is similar to mouse Zn-

ISCU, except that Cys35 is exchanged by the catalytic cysteine of NFS1, most likely to promote 

persulfide transfer.11 Remarkably, Cys104 is not a ligand in the structures of both mouse Zn-ISCU and 

human NFS1-ISD11-ACP-Zn-ISCU complex, but it remains very close to the zinc ion, at 3.9 Å and 3.6 

Å, respectively, which might be important for persulfide transfer. Interestingly, FXN modifies the 

coordination sphere of the zinc center.14 Binding of FXN to the human NFS1-ISD11-ACP-Zn-ISCU 

complex (PDB code 6NZU), was shown to push aside Cys35 and His103 while Cys104 became a ligand, 

possibly to facilitate persulfide transfer to Cys104. Altogether, these data point to an intrinsic structural 

flexibility of the metal binding-site that is most likely critical to enable persulfide transfer (scheme 1, 

reaction 4), its reduction and the subsequent accommodation of the [2Fe2S] cluster (scheme 1, reaction 

5). The structural flexibility of the metal center is linked to the localization of its ligands that belong to 

distinct secondary elements of the ISCU protein, which come together upon metal binding.30-32 Indeed, 

ISCU exists in two interconverting forms in solution, a structured (S) and a disordered (D) one, and 

binding of a metal ion (zinc or iron) stabilizes the S state.15,31,32 The overall structural flexibility of ISCU 

thus allows remodeling of the assembly site during Fe-S cluster assembly. 

Few data have been reported for the iron-containing form of ISCU (Fe-ISCU).15,33-35 Based on 

circular dichroism (CD) and Mössbauer spectroscopies, we reported that the ferrous iron initially binds 

to a cysteine-rich site in mouse ISCU, which we identified as the assembly site.15 Site-directed 

mutagenesis showed that the substitutions of Cys35, Cys61 and Asp37 totally abolished iron binding to 

the assembly site, which corroborated the idea that iron binds to the assembly site. However, this model 

was challenged by other studies.33-35 Analysis by X-ray absorption (XAS) spectroscopy of ISCU 

proteins, both prokaryotic and eukaryotic (Thermotoga maritima, Saccharomyces cerevisiae, 

Drosophila melanogaster and Homo sapiens), indicated that iron binds to an alternative site containing 

exclusively nitrogen and oxygen ligands. These data suggested that initial binding of iron at the 

alternative site is possibly a conserved feature across species. Moreover, binding of a second iron to 

Escherichia coli IscU was reported by native mass spectrometry, thus opening the possibility that ISCU 

proteins could host a binuclear iron center.36 These data raise important questions about the ubiquitous 

character of the mechanism described for mouse ISCU.  

We have thus re-examined this model by analyzing the iron binding properties and Fe-S cluster 

assembly activities of a panel of prokaryotic and eukaryotic ISCU proteins. Here we show that ISCU 

proteins from the bacterium Escherichia coli, the fungus Chaetomium thermophilum and the mammals 

Mus musculus and Homo sapiens bind iron in the assembly site and are functional for Fe-S cluster 

assembly in a physiologically relevant assay including the reductase system FDX2-FDXR. We found 

that iron insertion is sensitive to pH, the nature of the buffer and the oligomeric state of the protein, 

which explains why other groups failed to observe insertion of iron in the assembly site. Finally, we 
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provide the first structure of the iron center in the assembly site based on analysis of mouse ISCU by 

site directed mutagenesis, CD, NMR, XAS, EPR and Mössbauer spectroscopies. These data provide an 

array of evidence that Fe-S cluster biosynthesis is initiated by insertion of a ferrous iron in the assembly 

site of ISCU, which appears to be a conserved process from prokaryotes to eukaryotes.  
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Results and discussion 

Monomeric ISCU proteins bind iron in the cysteine-containing site and are functional for 
Fe-S cluster biosynthesis 

We first assessed the iron-binding abilities of a series of ISCU proteins from prokaryotic and 

eukaryotic organisms: E. coli (Ec), C. thermophilum (Ct), M. musculus (Mm) and H. sapiens (Hs). As 

previously reported, ISCU proteins expressed in bacteria co-purify with zinc in the assembly site that 

needs to be removed to enable iron insertion.15 To get rid of zinc, the ISCU proteins were incubated with 

DTPA and then re-purified by size exclusion chromatography (SEC). The SEC chromatograms revealed 

the presence of two species. One eluted at 45 mL (about 20% of ISCU) and a lighter one eluted between 

65 and 85 mL (about 80% of ISCU) corresponding to apparent molecular weights of 2000-5000 kDa 

and 10-20 kDa, consistent with oligomeric and monomeric apo-ISCU, respectively (Fig. 1a). We then 

assessed the ability of monomeric ISCU proteins to bind iron in the assembly site using circular 

dichroism (CD) to detect specific Cys → FeII ligand to metal charge transfer (LMCT) bands that are 

expected in the 250 - 350 nm region. All the monomeric apo-ISCU proteins incubated with one 

equivalent of ferrous iron displayed the typical LMCT bands indicating that iron was inserted in the 

assembly site of these proteins (Fig. 1b).  

These results are in agreement with our previous work showing that Mm apo-ISCU binds one 

iron in the assembly site,15 but they are in contradiction with the results reported for ISCU proteins from 

T. maritima, S. cerevisiae, D. melanogaster and H. sapiens indicating that iron does not bind to the 

cysteine-rich assembly site but to another site without any cysteine (thereafter designed as the non-

cysteinyl site).33-35 We thus aimed to clarify this discrepancy by testing iron insertion under the same 

conditions as the Stemmler group. We noticed that in these studies, monomeric apo-ISCU proteins were 

prepared in HEPES buffer at pH 7.0, while we used Tris buffer at pH 8.0. Moreover, the apo-ISCU 

proteins were stored at 4°C in the anaerobic chamber and submitted to several concentration/dilution 

cycles before addition of iron for XAS analysis, which might have favored accumulation of 

oligomerized ISCU. In contrast, our procedure includes a limited number of concentration steps and the 

protein was stored in the frozen state to prevent formation of oligomers. We thus tested the effect of pH 

and the oligomerization state on iron insertion. We found that iron binding to the assembly sites of ISCU 

was sensitive to pH, with about 75 % and 65 % decreased iron content from pH 8.0 to 7.0 in Mm and 

Ec ISCU, respectively (Fig. 1c). Iron binding was also impacted by the nature of the buffer with 

phosphate being less efficient than HEPES and Tris (Fig. 1c). After several concentration/dilution 

cycles, iron binding to Mm apo-ISCU at pH 7.0 was further diminished compared to the monomeric 

form (Fig. 1d). This suggests that the concentration/dilution cycles promote formation of oligomerized 

ISCU that is less efficient to bind iron. Indeed, iron binding to oligomerized Mm apo-ISCU was strongly 

diminished at pH 8.0 and totally abolished at pH 7.0 (Fig. 1d). Altogether, these data point to critical 
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influences of the pH, the nature of the buffer and the oligomeric state of ISCU on the efficiency of iron 

insertion in the assembly site of ISCU, which could explain iron binding to the non-cysteinyl site 

previously reported at pH 7.0 and under conditions favoring the formation of oligomers. 

 
Figure 1: Effect of oligomerization and pH on iron insertion in selected ISCU proteins 
(a) Size exclusion chromatograms of Ec, Ct, Mm and Hs apo-ISCU proteins. (b) CD spectra of Ec, Ct, Mm and Hs 
apo-ISCU proteins incubated with one equivalent of iron. (c) CD spectra of monomeric Mm and Ec apo-ISCU 
prepared in buffers Tris pH 8.0, HEPES pH 7.0 and phosphate pH 8.0 and incubated with one equivalent of iron. 
(d) CD spectra of monomeric and oligomeric Mm apo-ISCU prepared in Tris pH 8.0, HEPES pH 7.0 and after 5 
cycles of concentration/dilution in HEPES pH 7.0, incubated with one equivalent of iron.  

 

This pH dependency of iron binding in ISCU raised the question of the physiological relevance 

of the two sites, assembly and non-cysteinyl, for Fe-S cluster biosynthesis depending on the internal pH 

of each organism. In eukaryotes, the ISC machinery is located in the matrix of mitochondria where the 

pH is maintained around ~ 8.0.37,38 Bacteria are exposed to larger pH variations depending on their 

habitat. E. coli strains colonize the intestine (small intestine and colon) where the pH is ranging from 

6.0 to 8.5. They are able to maintain their intracellular pH between 7.0 and 8.0.39-42 We thus examined 

the efficiency of the Fe-S cluster assembly reaction in the 7.0 - 8.0 pH range. We first tested the ability 

of the iron-loaded forms of Ec, Ct, Mm and Hs ISCU proteins to assemble Fe-S cluster at pH 8.0 in Tris 

buffer, by reconstituting their corresponding ISC machineries, which include the NFS1-ISD11-ACP 

complex, FDX2, FDXR and frataxin (FXN) for Ct, Mm and Hs Fe-ISCU and IscS, Fdx and FdxR for 

the Ec Fe-IscU. Since Fe-S clusters can also be assembled via a non-physiological route in the absence 

of the reductase systems (FDX2-FDXR and Fdx-FdxR), we also monitored the rates of Fe-S cluster 

assembly in the absence of these systems to assess the physiological relevance of these reconstitutions.15 
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In the presence of the complete ISC machineries, all the Fe-ISCU proteins supported Fe-S cluster 

assembly (Fig. 2a, +Fdx) and at comparable rates, while in the absence of the FDX2-FDXR / Fdx-FdxR 

reductase system, the reactions were strongly impaired (Fig. 2a, -Fdx). This indicated that the Fe-S 

cluster reconstitutions with the whole ISC machineries were physiologically relevant.  

 

 
Figure 2: Effect of pH on Fe-S cluster assembly by selected ISC machineries 
(a) Fe-S cluster assembly assays of monomeric Ec, Ct, Mm, Hs with their corresponding ISC machineries in 
reactions containing (+ Fdx) and lacking (- Fdx) Fdx and FdxR. The mouse ISC machinery was used for Ct ISCU. 
(b, c) Fe-S cluster assembly assays of the Hs (b) and Ec (c) ISC machineries at different pH (8.0, 7.7, 7.4, 7.2). (d, 
e) Plot of the final yield in [2Fe2S] clusters (d) and rate of Fe-S cluster assembly (d) at different pH of the reactions 
presented in b and c. (f, g) CD spectra of monomeric Hs (f) and Ec (g) apo-ISCU prepared in Tris buffer at pH 
8.0, 7.7, 7.4 and 7.2 and incubated with one equivalent of iron. 

 

We next investigated the effect of pH on two ISC machineries, Hs and Ec ISC, as representatives 

of prokaryotic and eukaryotic organisms. As the pH decreased, both the Hs (Fig. 2b) and Ec (Fig. 2c) 

ISC machineries were less efficient. Two main features of the kinetics were affected: the yield in 

[2Fe2S] clusters that is estimated by measuring the value of the plateau at the end of the reaction and 

the initial rate of Fe-S cluster synthesis. The yields in [2Fe2S] clusters were decreased by about 20 % 

for both machineries after 30 minutes of reaction from pH 8.0 to 7.2 (Fig. 2d). This decrease is lower 

than the ~ 60-65 % initial loss of iron inserted from pH 8.0 to 7.2 in Hs (Fig. 1f) and Ec (Fig. 1g) ISCU, 
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but equilibrium might favor iron insertion as the reaction proceeds. A more prominent effect of pH was 

observed on the rate of assembly with decreases of about 70 % for both, the Hs and Ec ISC machineries, 

from pH 8.0 to 7.2 (Fig. 2e). Although other steps of the Fe-S cluster assembly reaction might be 

sensitive to pH, such as persulfide transfer and reduction (scheme 1 reaction 4 and 5), the similar effects 

of pH on iron insertion and Fe-S cluster assembly suggest that iron insertion at the assembly site, but 

not at the non-cysteinyl-site, is correlated with a more efficient assembly reaction. 

 

Paramagnetic NMR shows that iron binds to the assembly site of Mm Fe-ISCU 

We focused on Mm ISCU to provide a structural characterization of the assembly site. We first 

analyzed Mm Fe-ISCU by NMR to localize the iron-binding site within the structure of ISCU, by 

mapping the perturbations induced by the FeII center on the 2D 1H-15N HSQC spectrum of ISCU. The 

paramagnetic state of the FeII center (S = 2) results in signal broadening in the proximity of the 

paramagnetic center, due to paramagnetic relaxation enhancement (PRE).43 For more distant atoms, PRE 

decreases and signals can be observed. When compared to a diamagnetic reference, these signals display 

chemical shift perturbations corresponding to pseudo-contact shifts (PCSs). PCSs are sensitive to the 

distance to the paramagnetic center and to the orientation with respect to the paramagnetic susceptibility 

tensor.44 To assess PCS perturbations in Fe-ISCU we used zinc loaded ISCU (Zn-ISCU) as a 

diamagnetic reference. 

The 1H-15N HSQC spectrum of Zn-ISCU was assigned (104 out of 129 amide signals) using 

standard three-dimensional NMR experiments (Fig. 3a, red contours). We then analyzed apo-ISCU 

incubated with one molar equivalent of Fe2+ (Fig. 3a, blue contours). ISCU is a metamorphic protein 

that exists in solution in two states, a structured (S) and a disordered (D) one, that are in equilibrium.31,32 

The binding of iron in the assembly site stabilized the S state as demonstrated by the overall signal 

dispersion, equivalent to that induced by zinc binding (Fig. 3a).15 The broad signal in the center of the 

spectrum showed that about ~20 % of ISCU was still in the D state. Several signals disappeared due to 

PRE that were attributed to residues binding the iron ion or very close to it. ISCU residues with large 

line broadening included the strictly conserved residues binding zinc in the assembly site and the 

residues next to them (Ala32-Val38, Thr58-Ala71, Lys101-Asp110) (Fig. 3b). Other weak signals were 

shifted with respect to Zn-ISCU due to PCSs that corresponds to more distant residues. As PCSs are 

nearly the same within an amide pair, chemical shift perturbations of the 1H and 15N nuclei can be 

visualized as diagonal lines in the 1H-15N HSQC spectrum (Fig. 3a), facilitating assignment transfer: 77 

out of 129 amide signals were assigned for iron-loaded ISCU by this means. Residues displaying PCSs 

and attenuated PRE were in the vicinity of the zinc ligands, but more distant from the paramagnetic 

center. We then mapped Fe2+ binding by plotting PREs and PCSs on the structure of Mm Zn-ISCU (Fig. 
3c). Taken together these results indicate that Fe2+ binds to ISCU by occupying the Zn-binding site in 

the structured state of ISCU. However, our NMR experiments could not indicate whether the 
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coordination of the Fe2+ ion was the same as for the Zn2+ ion in this site (Cys35, Asp37, Cys61 and 

His103). We thus examined the structure of the iron site of Fe-ISCU with complementary methods 

(XAS, EPR, Mössbauer).   

 
 
Figure 3: Mapping of the Fe2+ binding site in Mm Fe-ISCU by NMR 
(a) Superimposed 1H-15N HSQC spectra of Zn-ISCU (red contours) and Fe2+-loaded ISCU (blue contours). Amide 
assignments are indicated for notable signals. Signals broadened out by PRE are labelled in red. PCSs are indicated 
by diagonal lines connecting Zn-ISCU and Fe-ISCU signals. (b) Chemical shift perturbations were measured for 
observable signals in Fe-ISCU versus Zn-ISCU in both 1H (black) and 15N (green) dimensions. Grey zones 
correspond to unassigned or proline residues in the Zn-ISCU form. The topology of ISCU taken from the Mm Zn-
ISCU structure (PDB code 1WFZ) and the position of Zn-coordinating residues (black stars) are indicated on top. 
(c) Structural model mapping the Fe2+ binding site on the structure of Mm Zn-ISCU. The structure of Mm Zn-
ISCU (PDB code 1WFZ), shown in cartoon, was used to map the FeII-induced chemical shift perturbations and 
PRE on a per residue basis. Residues that could not be assigned in Zn-ISCU are colored in black. Residues with 
strong PRE (complete signal broadening), negative PSC (< -0.1 ppm) and positive PCS (> 0.1 ppm) are colored in 
red, green and purple, respectively. The positions of Zn (red sphere) and of the 5 invariant residues of the assembly 
site (Cys35, Asp37, Cys61, His103 and Cys104) are indicated. 
 

Characterization of the iron-binding site of Mm ISCU by XAS spectroscopy 

Following NMR results, we implemented Fe K-edge X-ray absorption spectroscopy to 

investigate the structure of the iron center of Mm Fe-ISCU. Apo-ISCU was incubated with 0.7 equivalent 

of iron to ensure that the iron was exclusively present in the assembly site. We first analyzed the EXAFS 
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domain of the XAS spectrum (Fig. 4a, 4b and Table 1). By setting all parameters free, the fits yielded 

an average number of four coordinating atoms: two nitrogen/oxygen and two sulfurs (Table 1, fit #1). 

Since, the assembly site of ISCU encompasses three cysteine, one aspartate and one histidine, we also 

performed a series of fits in which the number and the nature of backscattering atoms was constrained 

to test combinations of three, four and five sulfurs (S) and nitrogen/oxygen (N/O) donating atoms (Table 
1, fits #2 to #9). We also included fits with exclusively N/O atoms to test the possibility that iron binds 

to the alternative site. The best fit (fit #5) was obtained with four coordinating atoms, two N/O centered 

at 2.05 Å and two S centered at 2.34 Å. The nature, number and distances of the coordinating atoms 

were identical to those obtained with the fit performed by leaving all the parameters floating (fit #1). 

This strengthen the EXAFS analysis with only four coordinating atoms, two N/O and two S.  

 
Figure 4: XAS spectra at the Fe-K edge of Fe-ISCU and model compounds. 
(a, b) Fourier transform (a) and unfiltered EXAFS spectrum (b) of Fe-ISCU (over a k range of 3 to 13 Å-1). 
Experimental data, black lines; simulation data, red lines. Fit parameters are reported in Table 1 (Fit #1). (c, d) 
Normalized XANES spectra (c) and expansion of the pre-edge region (d) for Fe-ISCU and the model compounds 
FeIILtBu(SPh) (1) FeIILtBu(SPh)(CNtBu) (2), FeIILtBu(SPh)(MeIm) (3), FeIILtBu(SPh)(DMF) (4), 
FeII(Me3TACN)(S2SiMe2) (5), FeII(iPr3TACN)(abt) (6), FeII(Me3TACN)(abt)(OTf) (7) (see supplementary Fig. 
S1 for structures).  
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Table 1:  Parameters from EXAFS fits of Fe-ISCU 
CN, total number of backscattering atoms, a shell containing absorber: Fe (iron) and backscattering atoms: N (nitrogen), O 
(oxygen), S (sulfur). b number of backscattering atoms set as a free parameter for fit #1 (the standard deviation of the last 
digit in indicated in brackets) and fixed for fits #2 to #9. c average Debye–Waller factor x 103 ± 0.1. d average Fe-backscatter 
distance ± 0.04 Å. e R-factor indicating goodness of fit (see methods for EXAFS fits). 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

We next analyzed the XANES spectrum of Fe-ISCU and a series of structurally characterized 

FeII model compounds, with coordination spheres including sulfurs to provide the most relevant 

comparisons with Fe-ISCU (Fig. 4c, 4d, Table 2, supplementary Fig. S1, S2). The XANES spectrum 

of Fe-ISCU displayed two pre-edge peaks at 7112.3 eV and 7113.5 eV attributed to 1s→3d transitions 

and shoulders on the rising edge between 7115 – 7125 eV, attributed to 1s→4p transitions (Fig. 4c, 4d, 
Table 2). Strikingly, the overall shape of the XANES spectra of Fe-ISCU exhibited strong similarities 

with 3- and 4-coordinated tetrahedral complexes, with a smooth maximum between 7125 – 7130 eV, 

while 5- and 6-cordinated complexes were characterized by a more prominent maximum in this region. 

This suggested that the FeII center of Fe-ISCU is rather 3- or 4-coordinated. The intensity and the energy 

of the pre-edge transitions are usually good indicators of the number of ligands, the geometry and the 

nature of the coordinating atoms. The dipole allowed 1s→3d transitions gain intensity through 

hybridization of the 3d (t2g) orbitals with the overlying 4p orbitals, which relies on the non-

centrosymmetric character of the ligand field.45-48 Thereby, tetrahedral complexes display more intense 

pre-edge features than trigonal pyramid, square planar and octahedral ones.45-48 The value of the 

integrated area under the pre-edge peaks of Fe-ISCU was much higher than 5- and 6-coordinated 

complexes as well as 4-coordinated square planar centers but fell into the range of 4-coordinated 

tetrahedral FeII complexes (Table 2). The energy of the 1s→3d transitions is also sensitive to the 

covalency of the metal-ligand bond. As sulfurs establish more covalent bond than nitrogen and oxygen, 

one would expect that the energy increases with the number of sulfurs. Indeed, the plot of the energy of 

Fit # CN Shell a N b σ2 (Å2) c R (Å) d R-factor e 

1 
 
4 

Fe-O/N 
Fe-S 

2.0 (5) 
2.1 (5) 

4.1 
2.4 

2.05 
2.34 0.020 

2 
 
3 

Fe-O/N 
Fe-S 

2 
1 

1.5 
0.9 

2.09 
2.35 0.150 

3 
 
4 

Fe-O/N 
Fe-S 

3 
1 

4.2 
2.4 

2.10 
2.35 0.190 

4 
 
4 

Fe-O/N 
Fe-S 

1 
3 

9.1 
5.2 

2.04 
2.33 0.049 

5 
 
4 

Fe-O/N 
Fe-S 

2 
2 

4.1 
2.4 

2.05 
2.34 0.019 

6 
 
5 

Fe-O/N 
Fe-S 

3 
2 

5.8 
3.2 

2.07 
2.34 0.050 

7 
 
5 

Fe-O/N 
Fe-S 

2 
3 

9.1 
5.2 

2.04 
2.33 0.043 

8 
 
6 

Fe-O/N 
Fe-O/N 

1 
5 

1.1 
3.4 

2.01 
2.19 0.250 

9 
 
6 

Fe-O/N 
Fe-O/N 

2 
4 

2.0 
1.7 

2.01 
2.19 0.220 
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the first pre-edge peak against the number of sulfurs provided a relatively good correlation in the series 

of 4-coordinated tetrahedral FeII complexes (Supplementary Fig. S3). Thereby, the value for Fe-ISCU 

was indicative of the presence of two or three sulfurs coordinating the FeII center, which was consistent 

with the EXAFS data. 

In conclusion, the analysis of the XANES spectrum corroborated and complemented the EXAFS 

analysis, which together indicated that the FeII center in Fe-ISCU is 4-coordinated in a distorted 

tetrahedral geometry, by two sulfurs and two nitrogen/oxygen ligands. This set of ligands is consistent 

with a coordination by two cysteines and two aspartate or histidine residues, as earlier proposed based 

on site directed mutagenesis.15 

 
Table 2:  Pre-edge parameters for Fe-ISCU and selected 3-, 4-, 5- and 6-coordinated FeII model 
compounds. a C.A., coordinating atoms. b standard deviation of ± 3.5 %. See Methods and supplementary Fig. S2 for fits 
of XANES data for Fe-ISCU and complexes (5-7).  

 

Sample Geometry C.A.a Pre-edge peaks  
1s → 3d (eV) 

Pre-edge area 
x 102 (Å2) Ref 

FeISCU  2S, 2N/O 7112.3 ; 7113.7 25.2 b This work 

3-coordinated complexes 
FeLtBu(SPh) (1)  D3h 1S, 2N 7112.2 23.4 45 

4-coordinated complexes 
Rubredoxin AlkG Td 4S 7112.8 17.5 49 
[Fe(SPh)4]2- Td 4S 7112.5 30 50 

[Fe2(bis(benzimidazolato)2S2]4- Td 2S, 2N 7112.1 25 48,51 

FeLtBu(SPh)(CNtBu) (2)  Td 1S, 1C, 2N  7111.9 ; 7113.4 28.3 45 
FeLtBu(SPh)(MeIm) (3)  Td 1S, 3N 7111.9 ; 7113.2 23.5 45 
Fe(HB(3,5-iPr2pz)3(SC6H4-p-NO2) Td 1S, 3N 7111.5 21 46 
FeLtBu(SPh)(DMF) (4)  Td 1S, 2N, 1O 7111.9 ; 7113.4 18.9 45 
Fe(HB(3,5-iPr2pz)3(OC6H4-p-Cl) Td 3N, 1O 7111.5 18.5 46 
Gillespite (BaFeSi4O10) D4h 4O 7111.7 ; 7113.2 5.3 47 
Fe(HB(3,5-iPr2pz)3)Cl Td 3N, 1Cl 7111.6 ; 7113.2 20 47 
[FeCl4]2- Td 4Cl 7111.6 ; 7113.1 13 47 

5-coordinated complexes 
Fe(Me3TACN)(S2SiMe2) (5)  C4v 2S, 3N 7112.6 ; 7113.8 10.3 b This work,52,53 

[Fe(TMCS)]+ C4v 1S, 4N 7112.5 ; 7114.4 13.6 54 

[Fe(iPr3TACN)(abt)]+ (6)  C4v 1S, 4N 7112.1 ; 7113.7 12.1 b This work,55 

[Fe(TPA)(S-2,4,6-Me3C6H2)]+ C3v 1S, 4N 7112 8.9 46,56 
[Fe(TMCSO2)]+ C4v 4N, 1O 7112.6 13.4 54 

Fe(HB(3,5-iPr2pz)3(OBz) C3v 3N, 2O 7112 10.7 46 
[Fe2(OBz)(et-HPTB)]2+ D3h 3N, 2O 7111.7 ; 7113.4 13 47 

6-coordinated complexes 
Fe(Me3TACN)(abt)(OTf) (7)  Oh 1S, 4N, 1O 7112.1 ; 7114 6.4 b This work,55 

IPSN + ACV Oh 1S, 2N, 3O 7112 ; 7118 12 57 
IPSN Oh 2N, 4O 7112 8 57 
[Fe2(salmp)2]2- Oh 2N, 4O 7111.4 ; 7113.6 5 47 
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Identification of the protein ligands of the FeII center by site directed mutagenesis 
combined to Mössbauer, CD and EPR spectroscopies 

We previously used site directed mutagenesis along with Mössbauer and circular dichroism 

spectroscopies to identify the ligands of the iron center in Mm ISCU.15 These analyses suggested that 

the iron is coordinated by Cys35, Cys61, Asp37 and His103, while Cys104 is free, which is consistent 

with a 2S, 2N/O set of donating atoms determined here by XAS spectroscopy. The mutants of Cys35, 

Cys61 and Asp37 were shown to totally abolish iron binding to the assembly site, thus strongly 

supporting the conclusion that these aas are ligands of the metal center. The C104S mutation was 

shown to decrease the affinity of ISCU for iron, which suggested that Cys104 might be ligating or 

close to the FeII center in the assembly site.15 Conversely, the Mössbauer parameters were not affected 

by the mutation, thus suggesting that Cys104 is not a ligand (Table 3). The Mössbauer analysis 

revealed the presence of two different species (Table 3, S1 and S2). The parameters of the main species 

(S1, 63 %) were identical to those of iron in the assembly site of WT ISCU within the margin error. 

Therefore, the Mössbauer analysis were not supporting the idea that Cys104 is ligating or even 

interacting with the iron center. However, we could not definitely conclude on the effect of the C104S 

mutation due to the presence of the other species (S2, 37 %) with parameters indicative of a site 

without cysteine ( = 1.23 mm.s-1).15 Puzzling results were also obtained with the mutant of His103 

into alanine (H103A).15 This mutant displayed CD absorptions attributed to the characteristic Cys → 

FeII LMCT transitions. Although the intensities of these absorptions were much weaker than in the 

WT protein, these data suggested that iron still binds to the assembly site of the mutant, albeit weakly. 

However, we could not detect any species with sulfur donating atoms by Mössbauer spectroscopy. 

This prompted us to re-examine the C104S and H103A mutants of Mm ISCU. 

 

We first examined the C104S ISCU mutant. As observed with WT ISCU, a significant 

proportion of the C104S ISCU mutant was eluted as aggregates by SEC, but the monomer was still the 

major form (Fig. 5a, orange curve). Then to assess the affinity of iron for S1 and S2 previously 

characterized by Mössbauer spectroscopy (Table 3), monomeric apo-ISCUC104S was incubated with a 

sub-stoichiometric amount of iron. The Mössbauer spectrum of apo-C104S incubated with 0.5 

equivalent showed the presence of a single species, characterized by a doublet with parameters 

identical to those previously reported for S1 in C104S incubated with 1 equivalent of iron that was 

attributed to iron in the assembly site (Fig. 5b, Table 3). This indicates that iron has higher affinity for 

the assembly site than for the iron-binding site of S2. Indeed, the linewidth of S2 was much larger than 

S1, 0.65 mm.s-1 versus 0.35 mm.s-1, respectively (Table 3), which strongly suggested that S2 

corresponds to non-specifically bound or free iron. Both, the isomer shift and the quadrupole splitting, 

of WT ISCU and S1 in the C104S mutant were identical within the experimental error, which points to 

an overall conservation of the ligands, the geometry and the bond distances of the FeII center in the 

C104S mutant. To strengthen these data, we analyzed the C104S mutant by EPR spectroscopy. 
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Depending on their zero-field splitting (ZFS) parameters, high spin ferrous iron species (S = 2) exhibit 

EPR spectra at X-band (⁓ 9 GHz).58 EPR spectra of integer-spins can be observed with the microwave 

magnetic field B1 either perpendicular or parallel to the applied static magnetic field B0 but are 

normally best detected using the parallel mode.59 The X-band parallel mode EPR spectrum of WT FeII-

ISCU is shown on Fig. 5c and displayed a derivate peak at g ⁓14.9 corresponding to a transition 

within the non-Kramers doublet “MS = ± 2” of the S = 2 FeII center. To our knowledge, it is the first 

EPR signal ever reported for a Fe2+-bound ISCU species. This signature was observed in various FeII-

ISCU samples (ISCU proteins incubated with 0.5 - 0.8 eq. of ferrous iron), was not present in a control 

sample with 0.5 mM FeII in buffer and was identical for Mm and Ec ISCU proteins incubated with iron 

(supplementary Fig. S4a). Furthermore, the intensity of the EPR spectrum of WT Mm ISCU was 

decreased by about 3-fold in phosphate compared to Tris buffer, which confirms the CD data 

indicating that the buffer influences the stability of iron within ISCU (supplementary Fig. S4b). The 

EPR signature was slightly shifted at higher field (g  ⁓ 13.4) in the C104S mutant (Fig. 5c), showing 

that the electronic structure of the FeII center is sensitive to the mutation, which suggests that Cys104 

is part of the second shell of residues surrounding the FeII center.  

Figure 5: Characterization of the C104S and H103A mutants of Mm ISCU 
(a) SEC analysis of WT, C104S and H103A after removal of the zinc ion. (b) Mössbauer spectrum of C104S 
incubated with 0.5 eq. of ferrous ion. (c) Parallel-mode X-band EPR spectra of WT (0.7 mM), C104S (1 mM) 
and H103A (0.7 mM) ISCU proteins incubated with ferrous iron (0.5 mM) in Tris buffer. EPR recording 
parameters: temperature, 7 K; microwave frequency, 9.38 GHz; microwave power, 1 mW; modulation 
amplitude, 2 mT. EPR simulations (red lines) were performed assuming an isotropic g = 2 value with standard 
deviation parameter of the Gaussian distribution, E/D, of 0.004 (WT), 0.008 (C104S) and 0.016 (H103A). (d) 
CD spectra of WT and H103A incubated with 1 eq. of iron. (e) Mössbauer spectrum of H103A incubated with 
0.5 eq. of iron. Mössbauer parameters: temperature, 77 K; the solid lines are simulations with parameters given 
in Table 3; red line, best fit of the experimental data; black lines, components of the simulation. (f) Electronic 
absorption spectra of WT ISCU (100 M) incubated with 1 equivalent of iron (100 M) and H103A mutant (200 
M) incubated with 0.5 equivalent of iron (100 M). The absorption of the apo-proteins was subtracted.  
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Table 3. Mössbauer parameters of WT, C104S and H103A mM ISCU 
a Molar equivalent of ferrous iron added to ISCU. b Only parameters for simulation with Set 1 are displayed, parameters for 
Set 2 are presented in Supplementary Table 1. 
 

mM ISCU Eq. Fea species (mm/s) EQ (mm/s)  (mm/s) % Area References 

WT 0.7 - 0.88 (1) 3.51 (1) 0.35 (1) 100 15 

C104S 1 
S1 0.87 (1) 3.51 (1) 0.35 (1) 63 

15 
S2 1.23 (1) 3.15 (1) 0.65 (1) 37 

C104S 0.5 - 0.87 (1) 3.51 (1) 0.35 (1) 100 this work 

H103A b 0.5 
S1 0.81 (1) 3.08 (1) 0.47 (1) 73 (2) 

this work S2 0.81 (1) 3.65 (1) 0.30 (1) 27 (2) 

 

 

To assess the effect of the C104S mutation in more details, we analyzed the zero-field splitting 

(ZFS) parameters, E and D, of the FeII center in WT ISCU and the C104S mutant. We first 

investigated the temperature dependence of the g ⁓ 14 signal, which provides access to the sign and an 

estimation of the value of D. The product of signal intensity by the temperature is proportional to the 

Boltzmann population distribution of each sublevel which itself relies on the ZFS parameters (see 

Methods). The data were analyzed by measuring the base-to-trough amplitude of the signal for each 

temperature, under non-saturating conditions, and the product of the signal intensity by the 

temperature was plotted as a function of the temperature (supplementary Fig. S5). For temperature 

above 13 K, the line width of the signal was broadened by relaxation enhancement and thus the 

amplitude was no longer proportional to the signal intensity. The results for temperature below 13 K 

showed that the population of the non-Kramers doublet decreases as the temperature increases, which 

indicates that the “MS = ± 2” doublet is the ground state of the S = 2 manifold and thus that the axial 

ZFS parameter (D) is negative. The data were then adjusted according to the Boltzmann equation in 

which the energy states of the S = 2 manifold derived from the spin Hamiltonian. Typically, the 

temperature-dependent Boltzmann distribution associated to a “MS = ± 2” sub-level depends mostly on 

the D term. In a first step, fittings were thus performed assuming an axial zero field splitting (E = 0). 

The best fits gave D parameter of - 6.5 ±1.0 cm-1 and - 4.0 ±1.0 cm-1 for the FeII center in WT ISCU 

and C104S mutant, respectively (supplementary Fig. S5, Table 4). In a second step, we performed 

numerical simulations of the g ⁓ 14 signal (Fig. 5c). All simulations were performed by assuming an 

isotropic g = 2 tensor and by introducing some distribution of the ZFS parameters (D, E and/or E/D) to 

reproduce the line shape as described for other integer spin systems.59-61 Moreover, in the case of S =2 

spin systems, only a fraction of this distribution satisfies the resonance condition at X-band 

(microwave energy ⁓ 0.3 cm-1) and contributes to the EPR spectrum,59,62 thus simulations were made 

using a Gaussian distribution of either the axial term, D, or of the rhombicity parameter, E/D. The best 

fits were achieved using a Gaussian distribution of the E/D parameter and yielded D and E/D values of 
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~ -5.9 cm-1 and 0.13 for the WT and ~ -3.5 cm-1 and 0.17 for C104S (see legend of Fig. 5c and Table 
4 for all simulation parameters). These values were in good agreement with the D values estimated 

from the Boltzmann population distribution.  

Overall, the Mössbauer parameters (, ΔEQ) indicate that the geometry and the ligands of the 

FeII center are unchanged between WT and C104S, while the EPR data, that are more sensitive to ZFS 

parameters, pointed out some variations. The ZFS parameters were shown to be sensitive to small 

geometrical distortions of the metal center but also to the changes of Lewis basicity of the ligands by 

remote ligands substituents.63-65 As the quadrupole splitting is mainly sensitive to variations of the first 

coordination sphere of the metal, we conclude that the modifications of the ZFS parameters reflect 

changes from the secondary coordination sphere of the FeII center in ISCU. In conclusion, Mössbauer 

and EPR data support the idea that Cys104 is not a ligand but is part of the second shell of residues 

around the FeII center, which stabilize the iron in the assembly site. 

 
Table 4. Zero Field Splitting parameters of the S = 2 spin state determined by EPR in WT, 
C104S and H103A mM Fe-ISCU  
a ZFS parameters estimated by two different ways: Temp., from temperature dependence of the low-field EPR signal with 
Boltzmann population distribution of the “Ms ± 2” sub-level reported in Fig. S5. The rhombic ZFS parameter, E, could not be 
determined accurately from the temperature study and therefore fittings were made assuming E = 0. Simul., from spectral 
simulations reported in Fig. 4c. 
 

mM ISCU Method a D (cm-1) E/D │E│(cm-1) 

WT 
Temp. - 6.5 (9) 0 0

Simul. - 5.9 0.13 0.76

C104S 
Temp. - 4.0 (9) 0 0 

Simul. - 3.6 0.17 0.6 

H103A 
Temp. - 2.5 (9) 0 0 
Simul. - 0.9 0.31 0.29 

 

 

We next investigated iron binding to the H103A mutant. A retrospective analysis revealed that 

the cysteine residues were oxidized as disulfide bonds in the samples of the H103A mutant previously 

analyzed by Mössbauer, which precluded iron insertion in the assembly site (supplementary Fig. S6, 

lane 2). The SEC analysis furthermore indicated a more pronounced susceptibility of the H103A 

mutant to aggregate, than the WT and C104S mutant (Fig. 5a). To assess iron binding to H103A, we 

prepared samples of the H103A mutant under reducing conditions using DTT to keep the cysteines in 

their reduced states (see Methods). Under these conditions, the cysteines of the H103A mutant were 

fully reduced (supplementary Fig. S6, lane 3). The CD spectra of reduced monomeric H103A 

incubated with one equivalent of iron displayed typical CD absorptions attributed to Cys → FeII 

LMCT but at slightly lower energies and with reduced intensity for the negative features, compared to 

WT ISCU (Fig. 5d). To assess the possibility that H103A had lower affinity for iron, we incubated 
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H103A with higher amount of iron (2 equivalents), but the intensity did not increase (Supplementary 
Fig. S7, ratio 1:2). In contrast, the intensity of the CD signal was increased by approximately 45 % 

when the concentration of H103A was doubled, keeping iron constant (Supplementary Fig. S7, ratio 

2:1). This indicates that about 30% of the H103A ISCU protein could not bind iron in the assembly 

site with a 1:1 ratio. This might be due to the formation of aggregates during concentration of the 

monomeric form. Moreover, two distinct peaks were now visible at the 2:1 ratio, at 271 nm and 281 

nm, which pointed to the presence of different species depending on protein:iron ratio.  

 

An EPR signal was still visible in the X-band parallel-mode spectrum of the H103A ISCU 

mutant but was largely shifted to higher magnetic field, with a resonance line at g ≈ 9.9 (Fig. 5c). From 

the temperature dependence study of the g ⁓ 9.9 signal, we determined an axial parameter, D, of – 2.5 

cm-1, a value that may be partly overestimated because the plateau (corresponding to 100% population 

of the ground state “MS ± 2” sub-level) could not be reached at the lowest temperature of our experiments 

(supplementary Fig. S5). The best simulation of the g ⁓ 9.9 signal gave parameters of D = - 0.95 cm-1 

and E/D = 0.31, thus reflecting large changes in the electronic structure of the FeII ion in the H103A 

mutant. The Mössbauer spectrum of H103A prepared with 0.5 equivalents of iron shows the contribution 

from two species coordinated by cysteine residues (Fig. 5e). Two different set of parameters (Set 1 and 

2) could fit the experimental data (Supplementary Table 1, Supplementary Text 1). Set 2 was 

discarded due to unrealistic isomeric shift indicative of a coordination of the FeII center by four sulfurs 

whereas the assembly site of ISCU contains only three cysteines. Set 1 yielded two species with identical 

isomeric shift but different quadrupole splitting, which pointed to species with the same coordination 

sphere but with slightly different geometries (Table 3, S1 and S2). We note that only one signature was 

detected by EPR, likely because S1 and S2 display electronic parameters too close to be resolved at X-

band (9 GHz), as shown before for Fe[(SPPh2)2N]2 complex that exhibit two main conformers only 

distinguishable at high frequencies EPR.66  

 

The isomeric shift of S1 and S2 ( = 0.81 mm.s-1) was lower than the value determined for WT 

ISCU ( = 0.88 mm.s-1), which suggested that the number of sulfurs was increased from 2 to 3 thus 

that His103 was replaced by Cys104 since it is the only available cysteine and moreover at close 

distance of the FeII center. However, a coordination by two cysteines could not be totally excluded 

based on the value of the isomeric shift.15 A coordination by two cysteines would be possible if Asp37 

switches to the bidentate mode to fill the empty position left by His103. However, the quadrupole 

splitting was shown to decrease by 1 to 2 mm.s-1 upon switch to the bidentate coordination mode in a 

series of structurally similar FeII models complexes,67 but the quadrupole splitting of S1 was only 

decreased by 0.46 mm.s-1 and the value of S2 was increased. Thus, these changes are not consistent 

with a switch to the bidentate mode. In contrast, the replacement of His103 by Cys104 could account 

for small changes in the quadrupole splitting values. To further assess the hypothesis that Cys104 
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replaces His103, we analyzed the intensities of the LMCT bands that are correlated with the number of 

cysteines. The intensity of the UV-visible spectra in the LMCT region (200 - 400 nm) was increased in 

the H103A ISCU mutant compared to the WT protein, which suggested the presence of a higher 

number of cysteines (Fig. 5f). Values in the range of 1800 to 2400 M-1.cm-1 were reported for the FeII 

center of azurin that is structurally similar to Fe-ISCU but with a coordination sphere including a 

single cysteine residue.68 The value of the absorption coefficients for the most intense peak in Fe-

ISCU WT (280 nm) was 4050 M-1.cm-1, which fits well with the presence of two cysteines by using an 

empiric value of ~ 2000 M-1.cm-1 per cysteine residue (Fig. 5f).  The absorption coefficients for the 

most intense peak in the H103A mutant (275 nm) was 5900 M-1.cm-1, which is consistent with a 

coordination by three cysteine residues and thus supports the hypothesis that in the absence of His103, 

Cys104 becomes a ligand. The presence of two species with distinct quadrupole splitting values might 

be explained by different conformations of the FeII(Cys)3(Asp) center and could be related to the two 

similar species detected by CD (Supplementary Fig. S7). Altogether, these data indicate that H103 is 

the fourth ligand of the FeII center in Mm Fe-ISCU and that Cys104 can replace it. 
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Conclusion 

Collectively our studies of the ISCU proteins from E. coli, C. thermophilum, M. musculus and 

H. sapiens provide evidence that the insertion of iron in the assembly site of ISCU is a conserved 

process across species. This contrasts with the data reported by the Stemmler group on T. maritima, 

S.cerevisiae, D. melanogaster and H. sapiens ISCU proteins indicating that iron initially binds at an 

auxiliary site. These studies were performed at pH 7.0 and under conditions that might have favored 

the oligomerization of ISCU. We show here that iron binding to the assembly site is more efficient at 

pH 8.0 with the monomeric form of ISCU and totally abolished at pH 7.0 with the oligomerized form. 

We thus infer that the pH conditions and the accumulation of aggregated ISCU impaired the insertion 

of iron in the assembly site of ISCU in previous studies. Since iron binding to the assembly site was 

shown to stabilize the structured state of ISCU, the pH dependence might be related to the equilibrium 

between the structured and destructured states.15 The pH study further showed that as the amount of 

iron in the assembly site is raised with the pH, the efficiency for Fe-S cluster assembly with the 

complete ISC machinery also increases, for both prokaryotic and eukaryotic ISCU proteins. These 

data thus indicate that the insertion of iron in the assembly of ISCU is correlated with Fe-S cluster 

assembly. Hence, that it is the initial step of Fe-S cluster synthesis and is a conserved process across 

species, which rules out that the non-cysteinyl site has a role in this process. Moreover, pH 8.0, at 

which both, iron insertion in the assembly site and enzymatic activity for Fe-S cluster assembly, are 

more efficient, is close to the physiological of the eukaryotic Ct, Mm and Hs ISC machineries that are 

located in mitochondria where the pH is around 8.0. This strengthens the idea that binding of iron to 

the assembly site is physiologically relevant. The situation is more complex for bacteria, since their 

internal pH relies on external conditions and thus depends on their habitat.39-42 E. coli strains colonize 

different parts of the gastrointestinal tract, essentially the small intestine where the pH is acidic, in the 

range of 6.0 - 7.0, and the colon where it is ranging from 7.0 - 8.5.41 Thus, the pH dependence of the 

Fe-S cluster assembly reaction in E. coli could be related to adaptation to different physiological 

conditions and the ability to colonize different parts of the intestinal tract. 

We next structurally characterized the iron center of mouse ISCU at pH 8.0 by CD, NMR, 

XAS, Mössbauer and EPR spectroscopies. The results of these studies are consistent with each other 

and indicate that the FeII center is coordinated by four strictly conserved aas of the assembly site: 

Cys35, Asp37, Cys61 and His103, which further strengthens the hypothesis that iron binding to the 

assembly site is a conserved process. The EPR analysis also points out that Cys104, the fifth 

conserved aa of the assembly site that is the persulfide acceptor in ISCU, is very close to the iron 

center. Strikingly, the same structural organization has been reported when zinc was bound to the 

assembly of ISCU instead of iron, with Cys35, Asp37, Cys61 and His103 ligating the metal center and 

Cys104 at close distance.17 Since zinc can functionally replace iron for persulfide transfer to Cys104 

and for the stimulation of this process by FXN,15 this structural organization might be critical to enable 
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FXN-stimulated metal-dependent persulfide transfer. The CD and Mössbauer studies further indicate 

that Cys104 might replace His103 in the H103A mutant by filling the empty position on the iron 

center. This structural rearrangement is reminiscent of the effect of FXN on the zinc center of the 

human NFS1-ISD11-ACP-Zn-ISCU complex that pushes His103 aside and allows Cys104 to replace 

it.14 Thereby, the motion of Cys104 toward the iron center, through swapping with His103, could be a 

key structural feature to enable persulfide transfer and its acceleration by FXN. These data thus pave 

the way to elucidate the mechanism of Fe-S cluster assembly through step-by-step studies of the 

structural rearrangements of the iron center enabling persulfide transfer, its reduction and the 

formation of the [2Fe2S] cluster.  
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Methods 

Chemicals 

Sodium phosphate dibasic (Na2HPO4), Tris(hydroxymethyl)aminomethane hydrochloride (Tris-HCl), 

4-(2-hydroxyethyl)-1-piperazineethanesulfonic acid (HEPES), sodium chloride (NaCl), sodium 

dodecyl sulfate (SDS), dithiothreitol (DTT), L-cysteine, protease inhibitor cocktail (sigmafast), His6-

thrombin, diethylene triamine pentaacetic acid (DTPA), isopropyl β-D-1-thiogalactopyranoside 

(IPTG), ferrous ammonium sulfate (Fe(NH4)2(SO4)2), imidazole, zinc sulfate (ZnSO4), β -

mercaptoethanol, acrylamide:bis-acrylamide (29:1), Mal-d-PEG, phenylmethylsulfonyl fluoride 

(PMSF), Ethylenediaminetetraacetic acid (EDTA), pyridoxal phosphate (PLP), ferric ammonium 

citrate (FAC), riboflavin 5’-monophosphate sodium (riboflavin), ammonium sulfate (NH4SO4), low 

molecular weight size exclusion calibration kit were from Sigma–Aldrich. HisBind Resin from 

Novagen, Q-sepharose and Phenyl Sepharose from GE Healthcare, Amicon Ultra-15 Centrifugal Filter 

Units from Millipore, PD10 column from Amersham Biosciences. 

Protein purification 

ISCU. Mm and Hs ISCU protein were prepared following previously described procedures.15 Expression 

of Ec IscU with a polyhistidine tag at the N-terminus was performed using E. coli strain C41(DE3) 

carrying pVP67K plasmid encoding IscU-His8.69 Expression of Ec IscU was induced by addition of 1 

mM IPTG at OD600nm = 0.6. After 3 h, cells were harvested and lysed in a French Press in buffer A (25 

mM Tris-HCl, 150 mM KCl, 10% glycerol, pH 8.0) supplemented with 1 mM PMSF) containing 20 

mM imidazole. Cell debris were removed by centrifugation at 75 000 g for 60 min at 4°C. The 

supernatant was loaded on a HisBind column beforehand washed with buffer A supplemented with 1 M 

KCl and equilibrated in buffer A. The proteins were eluted over a linear imidazole gradient from 20 to 

500 mM in buffer A. The fractions containing Ec IscU were pooled and concentrated by ultrafiltration 

using Amicon Ultra-15 Centrifugal Filter Units with a cutoff of 10 kDa prior treatment with 100 mM 

KCN for 1h at 25°C to remove polysulfane modification.70 KCN was subsequently removed by gel 

filtration in buffer B (20 mM Tris-HCl, 20 mM KCl, 10 % glycerol, pH 8.0) using a PD10 column. Final 

preparations of IscU were aliquoted and stored at - 70°C. Expression of Ct Isu1 with a polyhistidine tag 

at the C-terminus was induced in the E. coli strain C41(DE3) carrying pET21d ISU1Ct-His6 plasmid by 

adding IPTG at a final concentration of 1 mM at OD600nm = 0.6. Cells were harvested, suspended in 

buffer C1 (25 mM Tris–HCl, 10 % glycerol, 1 mM PMSF, 0.5 M KCl, 0.05 % Triton X- 100, 50 mM 

imidazole, pH 8.0), and lysed using a French press. Cell debris were removed by centrifugation at 75 000 

g for 60 min at 4°C. The supernatant was loaded on HisBind column beforehand washed with buffers 

C2 (25 mM Tris–HCl, 10 % glycerol, 1 mM PMSF, 1 M KCl, 0.05 % Triton X-100, 50 mM imidazole, 

pH 8.0) and equilibrated in buffer C3 (25 mM Tris–HCl, 10 % glycerol, 1 mM PMSF, 150 mM KCl, 

0.05 % Triton X-100, 50 mM imidazole, pH 8.0). The proteins were eluted over a linear imidazole 

gradient from 50 to 500 mM in buffer C1. The fractions containing Ct Isu1 were pooled and 
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concentrated. Next Ct Isu1 was incubated with 100mM KCN for 1h at 25°C to remove polysulfane 

modifications. KCN was subsequently removed by gel filtration in buffer B using a PD10 column. 

Aliquots were shock frozen in liquid nitrogen and stored at - 70°C until use. 

Apo-IscU, Fe-IscU. The ISCU proteins (WT and mutants) were incubated with 50 molar equivalents of 

DTT and 100 molar equivalents of DTPA for 1 hour to remove zinc and keep the cysteines in their 

reduced states, then loaded on a HiLoad 16/600 Superdex 75 prep grade column pre-equilibrated with 

buffer T1 (20 mM Tris, 250 mM NaCl, 10 mM DTT, pH 8.0). The fractions containing the monomeric 

apo form and the oligomeric forms were concentrated to 1-3 mM by centrifugation on Amicon filter 

membrane 10 kDa and transferred inside the glove box. The samples were desalted and deoxygenated 

by gel filtration on a NAP5 column in deoxygenated buffer T2 (20 mM Tris, 100 mM NaCl, pH 8.0). 

The samples were further deoxygenated by incubation for 2 h at 10°C in opened cap tubes, then aliquoted 

and stored with glycerol (10% final concentration) at −80 °C. 

For experiments performed in other buffers, the apo-ISCU proteins in T2 buffer were buffer exchanged 

with buffer P (50 mM phosphate, 100 mM NaCl, pH 8.0), H7 (20 mM HEPES, 300 mM NaCl, pH 7.0) 

or H8 (20 mM HEPES, 300 mM NaCl, pH 8.0) by gel filtration on a NAP5 column. For experiments 

performed at various pH in Tris buffer, apo-ISCU proteins in T2 buffer were incubated with different 

ratios of buffer T2 and buffer T3 (20 mM Tris, 100 mM NaCl, pH 6.5).  

NFS1, IscS. Mm and Hs NFS1-ISD11-ACP complex containing Ec ACP were prepared following 

previously described procedures.15 For Ec IscS protein, C41(DE3) competent cells (Novagen) 

transformed by the IscS expression plasmid, pET11aIscS,71 were used to inoculate 400 mL of LB  

medium containing 100 μg∕mL ampicillin. The cells were grown overnight at 37 °C. The inoculum was 

diluted to OD600nm = 0.1 in 6 L of LB medium containing 100 μg/mL ampicillin. The expression of IscS 

was induced at OD600nm = 0.6 with 1 mM IPTG. Then the cells were supplemented with 50 µM PLP and 

3% ethanol and grown at 20°C overnight.72 Cells were harvested by centrifugation, then freeze/thawed, 

and lysed by French press in D1 buffer (50 mM Tris-HCl, 1 mM DTT, 0.5 mM EDTA, pH 8.0) 

containing 0.4 mM PMSF. Cell debris were removed by centrifugation at 75 000 g for 60 min at 4°C. 

The supernatant was loaded on a Q-sepharose equilibrated in buffer D1 and then the column was washed 

with buffer D1 containing 0.4 mM PMSF. The protein was eluted using a linear gradient of 0 to 1 M 

NaCl in buffer D1. The fractions containing IscS were pooled and concentrated using Amicon Ultra-15 

then dialyzed against buffer E (100 mM Tris-HC1, 1 mM DTT, pH 8.0). The protein sample was 

supplemented with 1 M NH4SO4 and applied to a Phenyl Sepharose column. IscS was eluted with a 

linear gradient from 1 M to zero NH4SO4. Yellow fractions containing IscS were concentrated by 

ultrafiltration and further treated with 100μM PLP. Purified IscS was dialyzed to buffer B and stored in 

- 70 °C until used. 

FDX2, Fdx. Hs FDX2 was purified as previously described.15 For Ec Fdx, BL21(DE3) cells transformed 

with pDEST24Fdx73 were grown in LB at 37°C and the expression of Fdx was induced with 1 mM IPTG 
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at OD600nm = 0.6 and supplemented with 50 µM FAC during overnight induction period. Cells were 

harvested by centrifugation, frozen, thawed, and lysed by French press in F1 buffer (50 mM Tris–HCl, 

10 % glycerol, 50 mM NaCl, 2 mM EDTA, pH 7.5) containing 1 mM PMSF. Cell debris were removed 

by centrifugation at 75 000 g for 60 min at 4°C. The supernatant was loaded on a Q-sepharose column 

equilibrated in buffer F1 and then the column was washed with buffer F1 containing 1 mM PMSF. Fdx 

was eluted using a linear gradient of NaCl from 100 mM to 500 mM NaCl in buffer F1. The fractions 

containing Fdx were pooled and concentrated using Amicon Ultra-15 and then dialyzed against F1 

buffer. The samples were then supplemented with 2 M NH4SO4 and loaded on a Phenyl Sepharose 

column. Fdx was eluted with a linear gradient from 2 M to zero NH4SO4. Fractions containing Fdx were 

concentrated by ultrafiltration and dialyzed against buffer F2 (50 mM Tris-HCl, 10 % glycerol, 50 mM 

NaCl, pH 7.5). The final preparation of Fdx was aliquoted, frozen in liquid nitrogen, and stored at -

70°C.  

FDXR, FdxR. Expression of human FDXR with a polyhistidine tag was performed in the E. coli strain 

BL21(DE3). Cells were transformed by the FDXR expression plasmid, pETDuet1FDXR and 

pOFXGroEL plasmid carrying bacterial GroEL to increase the solubility of overproduced FDXR. E.coli 

cells transformed with both plasmids were used to inoculate 400 ml of LB medium containing 100ug/ml 

ampicillin and 34ug/ml chloramphenicol. The cells were grown overnight at 37 °C. The inoculum was 

diluted to OD600nm = 0.1 in 6 L of LB medium containing 100 μg/mL ampicillin and 34 ug/mL 

chloramphenicol. Cells were subsequently grown to OD600nm = 0.6 to induce expression of FDXR by 

adding IPTG to final concentration of 1 mM. The culture was supplemented with 3.75 µM riboflavin 

and grown overnight at 25°C. The cells were harvested, suspended in buffer G1 (25mM Tris–HCl, 10% 

glycerol, 1mM PMSF, 150 mM NaCl, pH 8.0) and lysed using a French press. Cell debris were removed 

by centrifugation at 75 000 g for 60 min at 4°C. The supernatant was loaded on a HisBind column 

beforehand washed with buffers G2 (25mM Tris–HCl, 10% glycerol, 1mM PMSF, 500 mM NaCl, 

10mM imidazole, pH 8.0) and G3 (25mM Tris–HCl, 10% glycerol, 1mM PMSF, 150mM NaCl, 10mM 

imidazole, pH 8.0) and equilibrated in buffer G3. The proteins were eluted with a linear gradient 

imidazole from 10 to 250mM in buffer G1. The fractions containing FDXR were pooled and dialyzed 

against buffer I1 (25mM Tris–HCl, 50 mM NaCl, 10% glycerol, pH 8.0). The protein sample was loaded 

to a Q Sepharose column and FDXR was eluted with a linear gradient of NaCl from 50 to 500 mM in 

buffer I1. Yellow fractions containing FDXR were concentrated by ultrafiltration using Amicon Ultra-

15 dialyzed against buffer I1. The preparation of FDXR was aliquoted, frozen in liquid nitrogen, and 

stored at - 70°C. Ec flavodoxin reductase (FdxR) was purified as described with some modifications.74 

HMS174 (DE3) cells containing pET11a-FdxR with N-terminal 6xHis tag were grown overnight in LB 

medium containing 100 µg/mL ampicillin. 400 mL of the overnight culture were used to inoculate 6 

liters of LB medium containing 100 µg/mL ampicillin and the cells were grown at 30 °C. The expression 

of Ec FdxR was induced with 1 mM IPTG at OD600nm = 0.6 and riboflavin was added to a final 

concentration of 3.75 µM, followed by 4 h of growth/induction. Cells overexpressing FdxR were 
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pelleted, suspended in ice-cold buffer G3 and lysed by French press. The lysed cells were centrifuged 

at 75000 g for 60 min. The supernatant was applied to HisBind column equilibrated with buffer G1. The 

proteins were eluted with a linear gradient of imidazole from 10 to 250 mM in buffer G1. Fractions 

containing FdxR were pooled and concentrated by ultrafiltration using Amicon Ultra-15 and subjected 

to buffer exchange to buffer B using a PD10 column. Pure FdxR was aliquoted, frozen in liquid nitrogen, 

and stored at - 70°C.  

Concentration determination 

Protein concentrations were determined by UV-visible at 278 nm in urea 8M, Tris 0.1 M, pH 7.5 using 

absorption coefficients determined according to Uniprot website (ProtParam software). 

Redox state of the cysteine residues 

The redox state of the cysteine residues in H103A ISCU was probed using a heavy alkylating agent 

(Mal-dPEG, MW = 2.3 kDa) to generate protein adducts with molecular weights proportional to the 

number of reduced cysteines that are detected by band shift on SDS-PAGE. A volume of 50 L of the 

ISCU H103A protein at a concentration of 20 M was incubated with 2.3 L of a solution of Mal-dPEG 

(3.6 mM in H2O with 3 % SDS) for 30 min at 20°C. 5 µL of Laemli buffer was added to 9.5 µL of the 

reaction mixture and incubated for 30 min at 20°C. A volume containing 200 pmoles of ISCU was 

loaded on 14 % acrylamide gels. The gel was run for 2 hours at 90 V and the proteins were revealed by 

coomassie staining. The gels were imaged using an Odyssey scanner (Li-COR).  

Fe-S cluster assembly assays 

Fe-S cluster assembly assays for Ec, Ct, Mm and Hs ISCU proteins were performed using a previously 

described procedure.15 All the proteins (NFS1, IscS, FDX2, FDXR, Fdx, FdxR, FXN) were buffer 

exchanged in the glove box on a NAP-5 column with buffer T2 (20 mM Tris, 100 mM NaCl, pH 8.0) 

then deoxygenated overnight at 10°C and aliquoted with 10 % glycerol, except apo-ISCU proteins that 

were already prepared and stored under these conditions. The apo Ec, Ct, Mm, Hs ISCU proteins (100 

M) were incubated with one molar equivalent of ferrous iron. Then, Ec Fe-IscU (100 M) was 

incubated with 5 M of Ec IscS, Ec Fdx and Ec FdxR, Mm and Ct Fe-IscU (100 M) were incubated 

with 5 M of Mm NFS1-ISD11-ACP, Mm FDX2, Hs FDXR and Mm FXN and Hs Fe-IscU (100 M) 

was incubated with 5 M of Hs NFS1-ISD11-ACP, Hs FDX2, Hs FDXR and Hs FXN. All reactions 

contained 100 M of NADPH and 100 M of L-cysteine and were completed to a final volume of 100 

L with buffer T2. The kinetics of Fe-S cluster assembly were initiated by adding L-cysteine and were 

monitored at 456 nm by electronic absorption spectroscopy. 

For pH studies, the reactions were completed to 100 L with different ratios of buffer T2 and T3 (20 

mM Tris, 100 mM NaCl, pH 6.5). T2:T3 volume ratios of 35:35 L, 10:60 L and 0:70 L were used 

to reach final pH of 7.7, 7.4 and 7.2. 
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Electronic and CD spectroscopies 

Electronic absorption spectra in the UV-visible domain were acquired using a Secomam UVIKON XL 

spectrometer and CD spectra using a Jasco J-815 CD spectrometer. For experiments performed in other 

buffers, the apo-ISCU proteins in T2 buffer were buffer exchanged in buffer P (50 mM phosphate, 100 

mM NaCl, pH 8.0), H7 (20 mM HEPES, 300 mM NaCl, pH 7.0) or H8 (20 mM HEPES, 300 mM NaCl, 

pH 8.0) by gel filtration on a NAP5 column. Then the proteins (5 L, 2 mM) were mixed with 5 L of 

ferrous ammonium sulfate (2 mM) prepared in water and the solution were completed to 100 L with 

the corresponding buffer. 

For experiments performed in Tris buffer at various pH, 5 L of apo-ISCU proteins (2 mM) in T2 buffer 

were incubated with different ratios of buffer T2 and buffer T3 (20 mM Tris, 100 mM NaCl, pH 6.5). 

T2:T3 volume ratios of 45:45 L, 15:75 L and 8:82 L were used to reach final pH of 7.7, 7.4 and 7.2. 

Then the protein samples were mixed with 5 L of ferrous ammonium sulfate (2 mM) prepared in water. 

NMR spectroscopy 

15N13C labelled ISCU was produced in minimum medium complemented with 1 g.L-1 15NH4Cl, 3 g.L-1 

13C-glucose and 20 µM ZnCl2. NMR samples were prepared in 20 mM Tris pH 8.0, 100 mM NaCl 

buffer. 7.5 % 2H2O was added to lock the spectrometer frequency. For Fe-ISCU a valved 3 mm NMR 

tube was prepared and closed inside the globe box. 1H-15N SOFAST HMQC spectra (0.2 ms recycling 

delay, 64 and 256 scans for Zn-ISCU and Fe-ISCU, respectively) were acquired at a temperature of 293 

K on a Bruker NMR spectrometer operating at a magnetic field of 18.8 T and equipped with a cryoprobe. 

Triple resonance experiments for backbone assignment (HNCACB, HBHA(CO)NH and BEST-TROSY 

versions of HNCO, HNCA, HN(CO)CA, HN(CO)CACB) were carried out for 300 µM Zn-ISCU at 14.1 

T at 298K in a buffer supplemented with 1 mM DTT. 1H chemical shifts were referenced to DSS. NMR 

data analysis was performed in CCPNMR 2.4 software.75 

XAS spectroscopy 

The Fe-ISCU samples were prepared by incubating monomeric Mm apo-ISCU (3 mM) with 0.7 

equivalent of ferrous ammonium sulfate salt in Tris buffer containing 20 % of glycerol (final 

concentration). The samples were transferred to homemade sample holders and sealed with Kapton tape 

before freezing in liquid nitrogen. XAS data of model compounds (1), (2), (3) and (4) were kindly 

provided by Serena DeBeer. Synthesis and structural characterizations of compounds (5), (6) and (7) 

were previously reported.52,53,55 Crystals of compounds (5), (6) and (7) were crushed into fine powder 

under anaerobic conditions in a glove box and compacted into pellets using a manual hydraulic press. 

The samples were mounted on a cannula and inserted into the cryostat. Bulk XAFS analysis of Fe-ISCU 

and compounds (5), (6) and (7) was conducted at SAMBA beamline, Synchrotron SOLEIL, France. The 

electron storage ring was operated at 2.75 GeV with a 500 mA beam current. A Si(220) double crystal 

monochromator was employed, which was calibrated by assigning the first inflection of a Fe foil 
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XANES spectrum to 7112 eV. The XAFS spectra were collected in fluorescence mode using a Ge 33-

pixel detector and XIA DxMap DSP cards, XIA cards dead time correction was applied. The sample 

was cooled to 20K using a He cryostat to reduce thermal disorder and prevent beam damage. Spectra 

were collected from 7000 to 8000 eV using a continuous scan acquisition mode, with a 1.25 

eV/s velocity and 0.16 s/point integration time. Therefore, each scan was obtained in 800 seconds and 

featured 5000 data points with a 0.2 eV step size. A hundred scans for the protein sample were collected 

and averaged together to get good S/N ratios. All XAFS data processing (baseline correction, 

subtraction, normalization, peak integration) were done using Athena and Artemis in Demeter/IFEFFIT 

software package and the Origin software for peak deconvolution and integration.76 The pre-edge peaks 

of the XANES spectra were deconvoluted using the pseudo-Voigt function with 50:50 ratio of 

Lorentzian and Gaussian functions. A consecutive optimization of amplitudes, band positions and of the 

half-width of the individual bands was performed in order to obtain the most acceptable fits. The 

absolute error due to the deconvolution variability and the baseline correction was estimated to be ± 

3.5%. No smoothing procedures were applied. EXAFS data were converted to k space using an E0 value 

of 7122 eV. The EXAFS data of Fe-ISCU were fitted over a k range of 3 to 12.0 Å−1 using a constant 

amplitude reduction factor, So
2= 0.95. The spectra were fitted using the following parameters: N, the 

number of coordinating atoms, σ2, the Debye–Waller factor and R, the distance between the absorber 

(Fe) and the backscattering atoms. The crystallographic data of the model compound (3) (open 

crystallography database, ID 4302291)77 were used in IFEFFIT to provide initial values for atomic 

scattering amplitudes and phase shifts in EXAFS fits. A first fit was performed with all parameters free 

(Fi t#1) and then several other fits with pre-set number and nature of coordinating atoms (Fit #2 to #9) 

to evaluate the robustness of the first fit. The goodness of fit was evaluated based on the values of σ2 (σ2 

< 6.10-3 Å2) and of the R-factor with values < 0.02 denoting that the fit is good enough.78 

Mössbauer spectroscopy 

The C104S and H103A Fe-ISCU mutant samples were prepared by incubating monomeric Mm apo-

ISCU C104S and H103A (1-2 mM) with 0.5 molar equivalent of 57Fe ammonium sulfate salt to a final 

volume of 350 L in Tris buffer containing 10% glycerol. The samples were transferred into homemade 

sample holders and freezed inside the glove box. Mössbauer spectra were recorded in the constant 

acceleration mode with a conventional spectrometer from Wissel GmbH with a multi-channel analyzer 

in the time-scale mode (WissEL GmbH). A LN2 bath cryostat (Oxford industries) was used to conduct 

experiments at 77 K. Isomer shifts δ are given relative to α-iron at room temperature. After transfer of 

the data from the multi-channel analyzer to a PC the public domain software Vinda79 running on an 

Excel 2003 platform was used to analyze the data. Spectra were analyzed by least-squared fits using 

Lorentzian line shapes. 

 

 



29 
 

EPR spectroscopy 

The EPR samples were prepared by mixing monomeric Mm apo-ISCU WT, C104S and H103A (0.7 – 

1 mM) with 0.5 - 0.7 molar equivalents of ferrous ammonium sulfate in either Tris or phosphate buffers 

containing 10% of glycerol to a final volume of 180 L. The samples were transferred into calibrated 

quartz EPR tubes and then sealed with a septum before freezing in liquid nitrogen. EPR spectroscopy 

experiments were performed on a Bruker Elexsys E500 spectrometer fitted with an Oxford Instruments 

ESR-900 helium-gas flow for cryogenic temperature studies and mounted with a Bruker dual mode 

resonator (ER 4116DM). The magnetic properties of the high spin FeII center of Fe-ISCU were analyzed 

using the spin Hamiltonian formalism, as described first for S = 2 spin system by Abragam and Bleaney 

and then developed by others.61,80 Briefly, the Spin Hamiltonian (Hs) is written as:  

�� = � ���� − �13� �(� + 1)� + ����� − ���� +  ����  
The first two terms describe the zero-field splitting (ZFS), incorporating the axial (D) and rhombic (E) 

parameters at zero field, while the last term describes the Zeeman interaction. For the S = 2 FeII spin 

system considered here, the zero-field energy (⁓ D) is much larger than the energy of the Zeeman 

interaction (h ⁓ 0.3 cm-1 at X-band). Thus, in the absence of magnetic field, the non-Kramers doublets 

“MS = ± 2”, “MS = ± 1” and “MS = 0”, which are mixed states of the pure |MS| states when rhombicity 

(E/D  0) happens, are well separated and their energy simply rely on the ZFS parameters.61 The 

Boltzmann distribution of the “MS = ± 2” sub-level population depends mostly on the D term and was 

then fitted with the convenient assumption of an axial (E=0) zero-field splitting case, for which the 

energies of the MS = ± 2, MS = ± 1 and MS = 0 sub-levels are +2D, -D and -2D, respectively, thus leading 

to the equation:  

�±� =  �1 + � ����� + 12 � �����   
where �±� and � correspond to the populations of the MS = ± 2 sub-level and of the S = 2 manifold, 

respectively, kB is the Boltzmann constant (⁓ 0.7 cm-1.K). The �±�  population is proportional to the 

intensity (or the amplitude) of the low-field EPR signal associated to the non-Kramers “MS = ± 2” 

doublet over the temperature and can therefore be experimentally estimated.  

Numerical simulations were achieved using the Easyspin toolbox assuming a S = 2 system and an 

isotropic g = 2 tensor.81 The line shapes were generated with an explicit loop over Gaussian distribution 

of the Spin Hamiltonian parameters, either D or E/D. Simulations were cut at low magnetic field because 

divergence happened at resonance fields approaching zero, depending on numerical sampling and on 

the magnetic field range that was explored.59 The Gaussian distribution of the rhombicity parameter E/D 
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used in the spectral simulations was given as FWHM (Full Width at Half Maximum) which is 

proportional to the standard deviation, , through the relation FWHM ⁓ 2.3548×. 
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Iron insertion in the assembly site of ISCU scaffold proteins is a conserved process to initiate Fe-
S cluster biosynthesis. 
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Figure S1: Structure of selected 3-, 4-, 5- and 6-coordinated non-heme high spin FeII complexes by C, 
N, O, S donating atoms in trigonal, tetrahedral, trigonal bipyramid and octahedral geometries. 
Compounds (1): FeIILtBu(SPh), (2): FeIILtBu(SPh)(CNtBu), (3): FeIILtBu(SPh)(MeIm), (4): FeIILtBu(SPh)(DMF), 
(5): FeII(Me3TACN)(S2SiMe2), (6): FeII(iPr3TACN)(abt), (7): FeII(Me3TACN)(abt)(OTf). 

  



 

 

 

Figure S2: Deconvoluted XANES spectra in the pre-edge region  
Deconvoluted spectra of Fe-ISCU (a) and complexes (5) to (7) (b-d) as indicated. 

 



 

 

 
Figure S3: Correlation of energy of the 1s → 3d transition with the number of sulfurs. 
Plot of the energy of first pre-edge peak as a function of the number of sulfurs within the 4-coordinated FeII model 
complexes from Table 2. 

 

 

 
 
Figure S4: EPR spectra of WT Mm and Ec ISCU in Tris and phosphate buffers. 
(a) Parallel-mode X-band EPR spectra of WT Mm (mouse) and Ec (bact.) ISCU proteins (0.7 mM) prepared in 
Tris buffer and incubated with 0.7 eq. of ferrous iron (0.5 mM). (b) Parallel-mode X-band EPR spectra of WT Mm 
ISCU (1.3 mM) prepared in Tris and phosphate buffers and incubated with 0.6 eq. of ferrous iron (0.8 mM). EPR 
recording parameters: temperature, 7 K; microwave frequency, 9.38 GHz; microwave power, 1 mW; modulation 
amplitude, 1 mT. 
  



 

Figure S5: Temperature dependence of the “g ⁓ 14” signal associated to FeII-ISCU in Mm ISCU WT, 
C104S and H103A mutants.  
The normalized product of signal amplitude (base-to-trough) and temperature that is proportional to the 
fractional population of the non-Kramers “Ms = ±2” doublet is plotted as a function of temperature. Fits 
correspond to statistical Boltzmann distribution of the “Ms = ±2” assuming an axial zero field splitting with D = 
- 6.5 cm-1 ±1 (WT), - 4.5 cm-1 ±1 (C104S) and - 2 cm-1 ±1 (H103A) 
 

 

 

Figure S6: oxidation state of the cysteine residues in the H103A mutant. 

Samples of H103A were analyzed by alkylation to assess the redox state of the cysteine residues using the 
maleimide derivative Mal-dPEG (MW = 2.3 kDa). The reduced cysteine(s) in ISCU will be alkylated by Mal-
dPEG, thereby inducing a shift of the band to higher molecular weights producing distinct band depending on the 
number of alkylated cysteines, as indicated on the figure (ISCU + n dPEG). (1, 2) analysis of samples of H103A 
from previous studies that were prepared in Tris (1) and phosphate (2) buffer. The sample in Tris was analyzed by 
Mössbauer spectroscopy.1 (3) New sample of H103A prepared in Tris under more stringent reducing conditions 
and analyzed herein. 

  



 

Figure S7: CD spectra of the H103A mutant at different protein to iron ratios. 
The H103A mutant (100 M or 200 M) was incubated with one or two equivalents of Fe2+ ions (100 M and 
200 M). Protein to iron ratios (H103A:iron) are indicated on the figure. 

 

Supplementary tables 

 
Supplementary Table 1. Sets of Mössbauer parameters for the H103A mM ISCU 
 

mM ISCU Fit species T (K) (mm/s) EQ (mm/s)  (mm/s) % Area 

H103A 

Set 1 
S1 

77 
0.81 (1) 3.08 (1) 0.47 (1) 73 (2) 

S2 0.81 (1) 3.65 (1) 0.30 (1) 27 (2) 

Set 2 

 

S1 
77 
 

0.93 (1) 3.24 (1) 0.48 (1) 65 (2) 

S2 0.66 (1) 3.31 (1) 0.33 (1) 35 (2) 

 

Supplementary Text 

Supplementary text 1 

A second set of parameters (SI Table 1, set 2) could fit the Mössbauer spectra of the H103A ISCU 
mutant. This set includes two FeII species, S1 (65 %) and S2 (35 %) with isomeric shifts consistent with 
iron centers coordinated by one or two sulfurs for S1 ( = 0.93 mm.s-1) and by four sulfurs for S2 ( = 
0.66 mm.s-1).1,2 However, as there are only three cysteine residues in the assembly site, a coordination 
by four sulfurs is not realistic. 
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2.3   Résumé de l’article #3  

2.3.1   Insertion du fer et effet du pH et de la nature du tampon 

Nous avons dans un premier temps généré les formes apo des protéines ISCU provenant de E. 

coli, C. thermophilum, H. sapiens et M. musculus. Ces formes apo-ISCU ont été purifiées par SEC ce 

qui nous a permis d’analyser l’état oligomérique de ces protéines. Les profils d’élution montrent la 

présence d’une forme oligomérique et une forme monomérique pour chaque ISCU (Figure 1a 

article#3).  

Nous avons dans un premier temps analysé les formes monomériques. Les protéines apo-ISCU 

monomères ont été incubées avec des ions Fe2+ et analysées par CD. Les spectres CD de ces quatre 

ISCU sont quasiment superposables. Ils présentent tous des bandes d’absorptions à 270, 310 et 340 nm 

caractéristiques de la liaison cystéine → Fe2+ (Figure 1b article#3). Ces données suggèrent donc que 

l’insertion du fer au sein du site métallique contenant des cystéines d’ISCU est un mécanisme conservé 

à travers les organismes. 

Ces données sont cependant en contradiction avec les données publiées par l’équipe de Timothy 

Stemmler. En effet, les études par absorption X réalisées par son équipe sur différentes ISCU provenant 

de T. maritima, S. cerevisiae, D. melanogaster et H. sapiens ont montré que le fer se lie dans un site 

exclusivement composé par des ligands oxygènes ou azotes (Lewis & al, 2019). Les auteurs ont 

également montré que la fixation du fer dans ce site permettait la formation d’un centre [2Fe2S] lié 

quant à lui dans le site métallique d’ISCU composé de ligands cystéines (Lewis & al, 2019). Cependant, 

les reconstitutions ont été réalisées en absence du couple FDX2/FDXR remplacé par du DTT et un excès 

de L-cystéine conduisant à la formation de centres Fe-S par la voie thiol-dépendante, ce qui n’est pas 

physiologiquement pertinent comme nous l’avons vu précédemment. Nous avons alors essayé de 

comprendre comment il était possible d’obtenir des résultats totalement différents. 

Nous avons remarqué que la nature du tampon ainsi que son pH étaient différents des nôtres. 

Dans leurs études, les auteurs préparent la protéine apo-ISCU dans un tampon HEPES à pH 7,0 alors 

que nous utilisons un tampon Tris à pH 8,0, car le pH physiologique de la mitochondrie est de 8,0. De 

plus, leur méthode de préparation d’apo-ISCU inclut de nombreux cycles de concentration/dilution 

pouvant conduire à l’agglomération de la protéine. Nous avons dans un premier temps analysé l’effet 

du pH et la nature du tampon sur l’insertion du fer dans le site métallique d’ISCU par CD. Lorsque la 

protéine est préparée dans un tampon HEPES à pH 7,0, on observe une forte diminution de l’ordre de 

65 % à 75 % de la quantité de fer liés aux ISCU de M. musculus et E. coli par rapport à un tampon à pH 

8,0 (Figure 1c article#3). La nature du tampon joue également un rôle prépondérant dans l’insertion du 

fer. En effet, dans un tampon phosphate à pH 8,0, la quantité de fer lié à ISCU diminue fortement par 

rapport aux tampons Tris et HEPES (Figure 1c article#3). Cet effet du phosphate est également retrouvé 
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lorsque l’on analyse ISCU M. musculus par spectroscopie Mössbauer (Figure 57). Lorsque apo-ISCU 

est incubée avec 1 équivalent de Fe2+ dans du tampon phosphate, la principale composante d’ISCU dans 

du tampon Tris correspondant à du fer(II) dans un environnement contenant des cystéines à un 

déplacement isomérique δ = 0,89 mm.s-1 est fortement réduite à 16 %. Les deux autres composantes δ 

= 1,26 mm.s-1 et δ = 1,29 mm.s-1 correspondent soit à du fer lié non spécifiquement à la protéine, soit à 

du fer libre dans le tampon et deviennent majoritaire.  

 

Figure 57 Effet du tampon sur l’insertion du fer par spectroscopie Mössbauer. Spectre Mössbauer 
d’apo-ISCU de M. musculus incubée avec 1 équivalent de Fe2+ enrichie en 57Fe dans le tampon 
phosphate. 

 

Nous avons également évalué la capacité de la forme oligomère d’ISCU de M. musculus à lier 

le fer ainsi que l’impact de plusieurs cycles de concentration/dilution. Nous avons constaté qu’à pH 8,0, 

la forme oligomère lie 70% moins de fer que la forme monomère et qu’à pH 7,0 elle ne lie plus du tout 

le fer (Figure 1d article#3). Après plusieurs cycles de concentration/dilution de la forme monomère à 

pH 7,0, la capacité de fixation du fer est également diminuée, d’environ 50 %, ce qui suggère que ces 

étapes favorisent la formation d’oligomère (Figure 1d article#3).  

Nous avons ensuite testé la capacité des protéines ISCU à assembler des centres Fe-S et l’effet 

du pH dans un système reconstitué incluant la ferrédoxine. Nous avons constaté que toutes les ISCU (E. 

coli, C. thermophilum, H. sapiens et M. musculus) chargées en fer forment des centres Fe-S à des vitesses 

initiales similaires à pH 8,0 (Figure 2a article#3). Pour étudier l’effet du pH, nous avons utilisé le même 

tampon afin d’exclure un effet de la nature du tampon. Nous avons utilisé un tampon Tris équilibré à 

différents pH, entre 8,0 et 7,2, et nous avons comparé les protéines ISCU de H. sapiens et E. coli. Nous 

avons observé que la diminution du pH de 8,0 à 7,2 fait diminuer à la fois la vitesse d’assemblage et la 

quantité de centres Fe-S formés (Figure 2b,c,d,e article#3). Un effet plus important est observé sur la 
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vitesse d’assemblage qui diminue d’environ 50 à 70 %, aussi bien pour H. sapiens qu’E. coli. Cet effet 

est du même ordre de grandeur que l’effet du pH sur la quantité de fer inséré initialement dans ISCU 

(Figure 2f,g article#3). Bien qu’il y ait potentiellement d’autres étapes affectées par le pH, ces données 

suggèrent un lien entre insertion de fer dans le site d’assemblage et activité de biosynthèse des centres 

Fe-S.  

Ces données posent également la question de la physiologie, car le pH intracellulaire est variable 

selon les espèces et leur environnement. Chez les eucaryotes, la machinerie ISC est localisée dans la 

matrice mitochondriale où le pH est maintenu aux alentours de 8,0. Les bactéries E. coli colonisent 

différentes parties de l’intestin où le pH peut être très variable, entre 6,0 et 8,5. Le pH est plus acide 

dans l’intestin grêle car c’est la partie la plus proche de l’estomac, puis devient de plus en plus basique 

jusqu’au côlon. Nos données suggèrent, étonnamment, que l’activité de biogénèse des centres Fe-S n’a 

pas la même efficacité selon la localisation des souches E. coli dans l’intestin. Les souches 

entérohémorragiques d’E. coli, qui sont parmi les plus virulentes, colonisent principalement le côlon qui 

est la partie la plus basique (7,5-8,5). Une activité de biosynthèse plus efficace à pH 8,0 pourrait donc 

potentiellement être lié à la virulence de ces souches. 

 

2.3.2   Localisation du centre métallique d’ISCU 

L’analyse des perturbations induites par le paramagnétisme du centre Fe(II) d’ISCU sur le 

spectre RMN nous a permis de le localiser. Le paramagnétisme du centre Fe(II) entraine un 

élargissement des signaux à proximité du fer en raison de l’augmentation de la relaxation 

paramagnétique (paramagnetic relaxation enhancement, PRE) et une modification des déplacements 

chimiques (pseudo-contact shift, PCS) pour ceux plus éloignés. La cartographie des PRE montre la 

disparition des signaux dans les régions Ala32-Val38, Thr58-Ala71, Lys101-Asp110 qui incluent les 

résidus conservés du site d’assemblage Cys35, Asp37, Cys61, His103 et Cys104 (Figure 3b article#3). 

Pour analyser les PCS de la forme Fe-ISCU nous avons utilisé la forme Zn-ISCU comme référence. Les 

PCS sont sensibles à la fois à la distance avec le centre paramagnétique et à l'orientation par rapport au 

tenseur de susceptibilité paramagnétique. L’analyse des PCS montre qu’ils sont tous à proximité des 

résidus conservés du site d’assemblage. Cette analyse montre donc que le fer se lie dans le site 

d’assemblage d’ISCU.  

 

2.3.3   Détermination du site de liaison du fer dans ISCU par spectroscopie XAS 

Pour identifier les ligands liant le fer nous avons analysé la protéine Fe-ISCU par spectroscopie 

d’absorption des rayons X (XAS). Ces études ont été conduites par Batoul Srour, j’ai participé à la 

préparation des échantillons et à l’enregistrement des spectres sur la ligne SAMBA à SOLEIL (Saclay). 
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Un spectre d’absorption X peut être découpé en deux parties distinctes donnant deux types 

d’informations différentes. La partie EXAFS (Extended X-Ray-Absorption Fine-Structure) permet 

d’obtenir des informations sur la nature, le nombre et la distance des ligands par rapport au métal. La 

partie XANES (X-Ray Absorption Near Edge Structure) permet quant à elle d’obtenir des informations 

sur la structure électronique et la symétrie du site métallique. L’analyse des spectres EXAFS a mis en 

évidence une coordination par 4 atomes : deux oxygènes ou azotes centrés à 2.05 Å et deux soufres 

centrés à 2.34 Å. L’analyse des spectres XANES a montré que le fer adopte une géométrie proche de la 

symétrie tétraédrique.  

 

2.3.4   Détermination des ligands du fer dans ISCU 

Dans l’article #2, nous avions trouvé que les substitutions de Cys35, Asp37 et Cys61 

conduisaient à des mutants incapables de lier du fer lorsqu’ils étaient incubés avec un équivalent de fer. 

Les résultats des substitutions de His103 et Cys104 étaient moins clairs. La cystéine 104 étant le résidu 

accepteur du persulfure une interaction directe avec le fer n’était pas exclue pour expliquer le caractère 

fer-dépendant du transfert de persulfure. Dans le mutant C104S, du fer est toujours capable de se fixer 

au site d’assemblage mais l’affinité du fer est diminuée, ce qui suggère soit que ce résidu est un ligand 

du fer (remplacé par un autre ligand dans le mutant C104S) soit qu’il est très proche du fer et donc 

capable d’influencer les propriétés de fixation du fer. De plus, les analyses Mössbauer réalisées dans 

l’article #2 ont montré la présence de deux espèces avec des déplacements isomériques différents : une 

espèce majoritaire (63 % du signal) possédant un déplacement isomérique δ = 0,87 mm.s-1 identique à 

celui de ISCU WT et une espèce minoritaire (37 %) avec un déplacement isomérique δ = 1,23 mm.s-1 

correspondant à du fer lié par des atomes d’oxygènes et/ou azotes, pouvant correspondre soit à du fer 

lié dans ISCU soit à du fer libre. La présence d’une seconde espèce pouvant avoir une influence sur la 

précision dans la détermination des paramètres, il était difficile de conclure si les paramètres étaient 

modifiés dans le mutant C104S et donc si Cys104 était effectivement proche du métal. Dans le mutant 

H103A, alors que la spectroscopie Mössbauer indiquait que le fer n’était pas lié dans un site contenant 

des résidus cystéines, un signal CD pouvant correspondre à du fer dans le site d’assemblage avait été 

observé. Ces interrogations nous ont conduit à étudier plus en détail ces deux mutants.  

Une nouvelle analyse Mössbauer du mutant ISCU C104S cette fois-ci incubé avec 0,5 

équivalent de Fe2+ montre la présence d’une seule espèce avec des paramètres identiques (déplacement 

isomérique et écart quadripolaire) à l’espèce majoritaire précédemment détectée dans la protéine 

sauvage, ce qui suggère que la substitution de Cys104 ne modifie ni la nature des ligands du fer, ni la 

géométrie de ce site (Figure 5b article#3). Cependant l’analyse par spectroscopie RPE nous a montré 

que le mutant C104S a une influence sur les propriétés électroniques du site à fer. En mode parallèle qui 

permet de détecter les systèmes à spin entier, le spectre RPE de la protéine ISCU sauvage incubée avec 
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0.7 équivalent de fer montre un signal à g = 14,9 caractéristique d’un centre Fe(II) haut-spin (S = 2). Le 

signal RPE du mutant ISCU C104S est légèrement modifié avec une valeur de g = 13,4 (Figure 5c 

article#3). Ces résultats indiquent que la structure électronique du fer est modifiée, ce qui suggère que 

la cystéine 104 est très proche du métal, ce qui pourrait expliquer son effet stabilisateur.  

Nous avons ensuite réétudié le mutant H103A. Nous avons dans un premier temps analysé l’état 

redox des cystéines dans l’échantillon Mössbauer de l’article #2 du mutant H103A par la méthode 

ARBS. Nous avons constaté que les résidus cystéines étaient tous oxydés, ce qui naturellement empêche 

le fer de se lier au site d’assemblage (Figure supplémentaire 6 article#3). Nous avons donc repréparé 

un mutant H103A en présence d’un excès de DTT tout au long de la préparation, notamment au cours 

de la concentration en boîte à gants avant de l’éliminer par dessalage afin de maintenir tous les résidus 

cystéines dans un état réduit. Nous avons obtenu un mutant dans lequel les cystéines étaient réduites. À 

partir de cette nouvelle préparation nous avons réalisé des analyses par CD, Mössbauer et RPE. Le 

spectre CD montre des absorptions caractéristiques d’un fer coordonné par des cystéines mais de plus 

faible intensité que celui pour ISCU sauvage (Figure 5d article#3). L’analyse par spectroscopie RPE 

montre un signal à g = 9,9 indiquant une large modification dans la structure électronique de l’atome de 

fer (Figure 5c article#3). L’analyse par spectroscopie Mössbauer d’apo-ISCU H103A incubée avec 0,5 

équivalent de Fe2+ montre un spectre très différent de celui obtenu précédemment avec la forme où les 

cystéines étaient oxydées (Figure 5e article#3). Les données expérimentales peuvent être ajustées par 

deux jeux de paramètres différents avec deux espèces différentes dans chaque jeu de paramètres. Le 

premier jeu de paramètre conduit à une espèce avec un déplacement isomérique δ = 0,93 mm.s-1 (65 %) 

et une seconde espèce avec un déplacement isomérique δ = 0,66 mm.s-1 (35%), ce qui correspondrait à 

un centre Fe2+ cordonné par 4 résidus cystéines. Or, cela n’est pas réaliste car uniquement 3 cystéines 

sont localisées dans le site d’assemblage d’ISCU. Le deuxième jeu de paramètre comprend deux espèces 

avec des déplacements isomériques identiques mais avec des écarts quadrupolaires légèrement 

différents. Le déplacement isomérique de ces deux espèces, δ = 0,81 mm.s-1, est plus petit que celui 

d’ISCU sauvage, et pourrait donc indiquer la présence d’une cystéine supplémentaire, cependant la 

différence est faible et donc il n’est pas possible de définitivement conclure à la présence d’une cystéine 

supplémentaire. Nous avons donc étudié l’intensité des bandes de transfert de charge qui peuvent donner 

une idée du nombre de résidus cystéines liant le fer. L’intensité du spectre UV-visible dans la région 

LMCT (200-400 nm) augmente dans le mutant H103A comparé à ISCU sauvage, suggérant 

effectivement la présence de résidus cystéines supplémentaires (Figure 5f article#3). Globalement ces 

résultats sont compatibles avec une coordination par 3 résidus cystéines. Une coordination par 2 résidus 

cystéines serait envisageable si le résidu aspartate Asp37 se liait au fer de manière bidentate. Cependant, 

dans la littérature ce mode de liaison est caractérisé par une forte diminution de l’écart quadrupolaire de 

l’ordre de 1 à 2 mm.s-1, alors que dans notre cas l’écart quadrupolaire est uniquement diminué de 0,46 

mm.s-1 par rapport à ISCU sauvage dans la première espèce et augmente dans la seconde espèce, ce qui 
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ne semble pas cohérent avec ce type de coordination. Ces résultats suggèrent donc que dans ce mutant, 

le fer est lié par trois cystéines. Nous avons conclu que la cystéine Cys104 vient prendre la place de 

l’histidine His103. 

 

2.4   Effet du GSH et de la L-cystéine sur l’insertion du fer dans ISCU 

Nous avons également testé l’effet du GSH et de la L-cystéine sur l’insertion du fer au sein 

d’ISCU car ce sont deux molécules physiologiques que l’on retrouve en grande quantité dans les 

cellules. Lorsque apo-ISCU est incubé avec un équivalent de Fe2+ en présence de 2 mM de GSH le signal 

LMCT (Cys-S → Fe2+) obtenu par CD diminue de 30 % (Figure 58a). En présence de 20 mM de GSH 

aucun signal n’est détecté. Les concentrations in vivo en GSH étant estimées entre 5 et 15 mM chez les 

eucaryotes supérieurs et jusqu’à 30 mM dans la levure (Montero & al, 2013 ; Ponsero & al, 2017), ces 

résultats indiquent que cette molécule est capable de capter le fer empêchant ainsi son insertion au sein 

d’ISCU. Une perte de 35 % du signal est également observée en présence de 30 mM de L-cystéine 

(Figure 58b).  La L-cystéine semble donc avoir une affinité plus faible pour le Fe2+ et la concentration 

utilisée est très supérieure à sa concentration physiologique. Nos résultats avec le GSH sont très 

surprenants, car ils suggèrent qu’in vivo, le GSH capte si fortement le fer qu’il ne peut pas être utilisé 

pour l’assemblage de centres Fe-S. Cependant, nous n’avons pas réalisé de reconstitution avec un excès 

de fer et avec la machinerie ISC pour voir si cet effet se répercute effectivement sur l’assemblage de 

centres Fe-S. 

 

Figure 58 Effet du GSH et de la L-cystéine sur l’insertion du fer dans ISCU. (a) Spectres CD d’apo-
ISCU incubée avec 1 équivalent de Fe2+ en absence (spectre rouge) ou présence de 2 mM ou 20 mM 
GSH (spectre bleu et vert respectivement). (b) Spectres CD d’apo-ISCU incubée avec 1 équivalent de 
Fe2+ en absence (spectre rouge) ou présence de 20 mM de L-cystéine (spectre vert). 
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2.5   Etude de la séquence d’insertion du fer et de formation du complexe NIA 

Nous avons également cherché à comprendre si la séquence d’insertion de fer dans ISCU avait 

une importance pour la biosynthèse des centres Fe-S. Pour cela nous avons réalisé des cinétiques 

d’assemblage de centres Fe-S avec 3 méthodes différentes d’insertion. Ces cinétiques ont été réalisées 

par Nadine Trabelsi étudiante en master 2 que j’ai encadré durant ma thèse. Nous avons soit ajouté le 

fer en premier puis apo-ISCU et ensuite le complexe NIA, FXN, FDX2, FDXR et NADPH (Figure 59 

réaction 1), qui correspond à la méthode par défaut que nous utilisons lors des réactions d’assemblage, 

soit apo-ISCU est incubée avec NIA, FXN, FDX2, FDXR et NADPH et le fer est ajouté en dernier 

(Figure 59 réaction 2), soit apo-ISCU est mélangée avec NIA et le fer est ajouté, puis les autres 

composants FXN, FDX2, FDXR et NADPH (Figure 59 réaction 3). Dans les 3 cas, la vitesse 

d’assemblage et la quantité de centres Fe-S formés sont très similaires, ce qui montre que l’arrivée du 

fer au sein d’ISCU peut se faire aussi bien dans ISCU libre qu’en complexe avec NFS1 et que la présence 

de FXN et des autres composants ne modifie pas non plus ce processus. Il est donc possible qu’il n’y ait 

pas de séquence prédéterminée pour la fixation du fer au sein d’ISCU permettant l’initiation de la 

formation des centres Fe-S.  

 

 

Figure 59 Effet de la séquence d’insertion du fer sur l’assemblage des centres Fe-S. Cinétique 
d’assemblage en conditions catalytiques suivie à 456 nm avec différentes méthodes d’insertion du fer 
réalisées dans les ordres suivants: 1) Fe, 2) apo-ISCU et 3) NIA, FXN, FDX2, FDXR, NADPH (réaction 

1),  1) apo-ISCU, NIA, FXN, FDX2, FDXR, NADPH, 2) Fe (réaction 2) et 1) apo-ISCU, NIA, 2) Fe et 
3) FXN, FDX2, FDXR, NADPH (réaction 3). 

 

3. Discussion générale 

Dans ce chapitre, nous avons étudié en détail la machinerie ISC eucaryote. Grâce aux études 

cinétiques et à la méthode ARBS nous avons pu décrypter le mécanisme d’assemblage étape par étape 

et avons établi un modèle de la biosynthèse des centres [2Fe2S]. Deux voies de synthèse sont possibles 

in vitro, une voie FDX2-dépendante lorsque le persulfure transféré à ISCU est réduit en sulfure par 
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FDX2, et une voie thiol dépendante dans laquelle le persulfure de NFS1 est réduit en sulfure par des 

thiols tels que le DTT, la L-cystéine et le GSH (Figure 60). En présence de zinc dans ISCU, c’est 

majoritairement par la voie thiol-dépendante que se forment les centres Fe-S. Cependant, la voie thiol-

dépendante est très peu efficace et beaucoup plus lente que la voie FDX2-dépendante, car elle repose 

sur la libération d’ions sulfures en solution. Pour pouvoir entrer en compétition avec la voie FDX2, nous 

avons calculé que la réaction thiol-dépendante nécessiterait des concentrations de L-cystéine ou de GSH 

de l’ordre de 15 mM et 1 M respectivement, ce qui est très loin de leurs concentrations physiologiques. 

De plus, les ions sulfures en solution pouvant diffuser dans un contexte cellulaire vont rencontrer 

d’autres cibles et donc la probabilité de former des centres Fe-S sera extrêmement faible et non 

spécifique d’ISCU. Inversement, la réaction FDX2-dépendante est confinée dans ISCU et les ions 

sulfures ne sont pas libérés car leur formation est coordonnée à la présence du fer. Nous en concluons 

donc que la réaction thiol-dépendante n’est pas physiologiquement pertinente, à l’inverse de la réaction 

FDX2-dépendante qui décrit le processus physiologique d’assemblage.  

 

Figure 60 Modèle d’assemblage des centres Fe-S par les voies FDX2- et thiol-dépendante. La 
formation de l’état intermédiaire 1 permet d’initier l’assemblage des centres Fe-S. Le persulfure 
préalablement formé sur NFS1 est transféré à ISCU générant ainsi l’état intermédiaire 2. Cette étape est 
fortement accélérée par la frataxine. Cet état intermédiaire 2 réagit avec le couple FDX2/FDXR qui 
réduit le persulfure d’ISCU menant à l’intermédiaire 3. Afin de former un centre binucléaire [2Fe2S], 
une dimérisation d’ISCU est nécessaire afin de mettre en commun les deux intermédiaires [1Fe1S]. Le 
centre [2Fe2S] pontant migre ensuite sur un monomère d’ISCU puis se dissocie du complexe pour être 
pris en charge par le système chaperon. 

 

Description de la séquence d’assemblage étape par étape 

Nous avons vu que les trois premières étapes de la réaction FDX2 dépendante (Figure 61) sont 

l’insertion de fer dans ISCU, la formation de persulfure par NFS1 et la formation d’un complexe NFS1-

ISCU. Nos données montrent que Fe-ISCU aussi bien qu’apo-ISCU peuvent se fixer à NFS1 et que 
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l’insertion de fer peut survenir aussi bien dans ISCU libre que dans ISCU en complexe sans que cela 

n’influence ni la cinétique, ni l’efficacité de la réaction. Ces trois étapes semblent donc indépendantes, 

ce qui permet de définir au moins cinq voies différentes, selon l’ordre dans lequel ces étapes se 

produisent (Figure 61) conduisant à une forme unique sous forme d’un complexe NFS1-ISCU dans 

lequel ISCU contient du fer dans son site d’assemblage et NFS1 un persulfure, qui est l’état initial pour 

la biosynthèse (Etat intermédiaire 1). De plus, l’insertion du fer dans le site d’assemblage d’ISCU 

avant l’insertion du soufre est une étape conservée à travers les espèces, ce qui indique une forte 

conservation de ce mécanisme au cours de l’évolution. 

Le persulfure de NFS1 est ensuite transféré à ISCU, ce qui conduit à une forme persulfurée 

d’ISCU sur la cystéine Cys104 (Figure 60, Etat intermédiaire 2). Cette réaction est spontanée et 

unidirectionnelle, ce qui indique que la réaction inverse (transfert de ISCU à NFS1) est inefficiente. 

Enfin FDX2 vient réduire le persulfure d’ISCU en ion sulfure. D’après nos données de titration, cette 

étape pourrait conduire à une espèce Fe-SH appelée intermédiaire [1Fe1S] (Figure 60, Etat 

intermédiaire 3) et ensuite par dimérisation d’ISCU assistée par NFS1, à un dimère dans lequel deux 

espèces Fe-SH se condensent pour former un centre [2Fe2S] pontant (Figure 60, Etat intermédiaire 

4). Ce centre pontant migrerait alors dans une des deux sous-unités du dimère d’ISCU, permettant alors 

la dissociation du dimère (Figure 60, Etat intermédiaire 5). Enfin, le monomère d’ISCU contenant un 

centre [2Fe2S] se dissocierait de NFS1 par échange avec apo-ISCU ou Fe-ISCU conduisant alors un 

monomère d’ISCU libre qui serait pris en charge par le système chaperon HSC20/HSPA9. Il n’est 

également pas exclu que les étapes 1, 2 et 3 ne soit pas totalement synchronisées sur les deux sous-unités 

du complexe NIAU si les deux sous-unités de NFS1 peuvent fonctionner de manière indépendante 

jusqu’à formation de l’état intermédiaire 3, qui lui serait le seul intermédiaire pouvant conduire à la 

formation de centre [2Fe2S]. 
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Figure 61 Différentes voies de formation de l’état intermédiaire 1 initiant la formation de 
l’assemblage des centres Fe-S. (1) Formation du complexe entre apo-ISCU et NFS1 puis insertion du 
fer dans ISCU suivi par la formation d’un persulfure sur NFS1. (2) Insertion du fer dans ISCU libre puis 
formation du complexe entre Fe-ISCU et NFS1 suivie par la formation d’un persulfure sur NFS1. (3) 
Insertion du fer dans ISCU libre et formation d’un persulfure sur NFS1 suivie par la formation d’un 
complexe entre Fe-ISCU et NFS1 persulfuré. (4) Formation du complexe entre apo-ISCU et NFS1 suivie 
par la formation d’un persulfure sur NFS1 précédant l’insertion de fer dans ISCU. (5) Formation d’un 
persulfure sur NFS1 puis formation du complexe entre apo-ISCU et NFS1 persulfuré suivie par 
l’insertion de fer dans ISCU. 

 

Mécanisme de l’étape de transfert de persulfure et d’accélération par FXN 

De manière remarquable, l’étape de transfert de persulfure est métal dépendante et fonctionne 

en présence de zinc ou de fer. Le métal pourrait être important soit pour structurer le site d’assemblage 

en positionnant Cys104 et en fixant le persulfure, soit pour activer le persulfure pour permettre la 

réaction de transpersulfuration, ou bien les deux. Les structures cristallographiques du complexe NIAU 

ont mis en évidence que la cystéine catalytique Cys381 de NFS1 devient ligand du zinc en replaçant la 
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cystéine 35 d’ISCU (Figure 62a-b). Le métal pourrait donc être impliqué dans le transfert vers Cys104 

en liant directement le persulfure. Des données obtenues par spectroscopie UV-visible par Batoul Srour 

(Postdoc au laboratoire), ont montré que le persulfure porté par la cystéine catalytique Cys381 de NFS1 

est initialement déprotoné puis vient se lier au métal dans le complexe avec Zn-ISCU ou Fe-ISCU. Un 

état totalement déprotoné est effectivement attendu à pH 8,0 en raison du pKa des persulfures (pKa 6.2). 

Les analyses par spectroscopie Mössbauer et par alkylation en conditions natives, suggèrent également 

que la liaison du persulfure au métal se fait par échange avec la cystéine 35 d’ISCU, comme dans le cas 

de la cystéine non-persulfurée. Ces données suggèrent donc que le métal joue un rôle essentiel en fixant 

le persulfure de NFS1. La réaction de transpersulfuration peut être formellement décrite comme une 

attaque nucléophile de Cys104 d’ISCU sur le soufre terminal du persulfure de Cys383 de NFS1. Or, le 

persulfure de Cys381 étant initialement déprotoné, donc nucléophile, il est nécessaire de le rendre 

électrophile pour permettre la réaction avec Cys104. Sur cette base, nous pouvons proposer un 

mécanisme dans lequel le métal jouerait le rôle d’un acide de Lewis en fixant le persulfure afin de le 

rendre électrophile pour faciliter le transfert (Figure 63). Cependant, l’étude de la structure du complexe 

NIAU montre que le persulfure lié à la place de Cys35 serait difficilement accessible à Cys104, en raison 

de la gêne stérique du métal et de ses ligands Cys61, Asp37 et His103 qui bloquent l’accès (Figure 

62a,b). Il semblerait donc qu’un réarrangement soit nécessaire pour permettre la réaction de 

transpersulfuration. 

 

Figure 62 Réarrangement de l’atome de zinc d’ISCU en présence de NFS1 et de la FXN.                    
(a) Structure de Zn-IscU de M. musculus résolue par RMN (code PDB : 1WFZ). L’atome de zinc est 
initialement coordonné par les résidus Cys35, Asp37, Cys61 et His103. (b) Structure cristallographique 
du complexe humain NIAU (code PDB : 5WLW). La cystéine catalytique de NFS1 Cys381 devient 
ligand du zinc et le résidu Cys35 de ISCU est repoussé vers l’extérieur. (c) Structure du complexe 
humain NIAUF résolue par microscopie électronique (code PDB : 6NZU). Le résidu Asn151 de la FXN 
permet de garder le résidu Cys35 d’ISCU éloigné du centre métallique. Le résidu Trp155 de la FXN 
permet de repousser le résidu His103 d’ISCU par une interaction de type π-π permettant de libérer le 
résidu Cys104 d’ISCU.   

 

La structure résolue par microscopie électronique du complexe NIAUF montre que FXN 

interagit avec de nombreux acides aminés clés du site métallique via son feuillet β contenant ses résidus 
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les plus conservés. FXN interagit avec la cystéine Cys35 d’ISCU via son asparagine Asn151 ce qui 

stabilise Cys35 dans une position non liante, cela pourrait stabiliser l’intermédiaire métal-persulfure 

(Figure 62c et Figure 63). Une interaction π-π entre le tryptophane Trp155 de FXN et l’histidine His103 

d’ISCU permet de stabiliser His103 dans une position non liante libérant ainsi un espace entre le 

persulfure lié au métal à la place de Cys35 et Cys104 (Figure 62c et Figure 63). De plus une interaction 

entre la sérine Ser157 de FXN et la proline Pro99 d’ISCU vient stabiliser l’hélice  portant Cys104 et 

His103 dans une position qui favorise la dissociation de His103 et le rapprochement de Cys104 vers le 

métal. L’ensemble de ces interactions pourrait donc favoriser l’attaque nucléophile de Cys104 sur le 

persulfure lié au métal en réduisant l’encombrement stérique (Figure 62c). Nos données montrant que 

Cys104 se lie au métal dans le mutant H103A vont également dans ce sens. Ainsi, en absence de FXN, 

des conformations dans lesquelles His103 serait soit ligand, soit non-liante, pourrait être en équilibre et 

la conformation avec His103 non-liante serait celle permettant le transfert de soufre entre Cys381 et 

Cys104. FXN viendrait alors stabiliser la conformation favorable au transfert. 

Cependant, dans cette structure la boucle flexible de NFS1 est dans une position intermédiaire 

entre le métal et le PLP où Cys381 est stabilisée par une interaction avec la sérine Ser129 de FXN 

(Figure 32c). Néanmoins, dans cette structure Cys381 n’est pas persulfurée. Il est donc difficile de 

conclure quant à la pertinence de cette interaction en raison des propriétés acido-basique des persulfures 

qui sont différentes des cystéines et peuvent donc modifier la nature des interactions électrostatiques 

avec d’autres chaînes latérales. 

 

Figure 63 Modèle du transfert de persulfure entre NFS1 et ISCU. Le persulfure de la cystéine 
catalytique 381 de NFS1 est apporté par une boucle flexible et devient ligand du métal en s’échangeant 
avec la cystéine Cys35 d’ISCU. La FXN permet également de garder éloigner la cystéine Cys35 et 
d’éloigner l’histidine His103 réduisant ainsi l’encombrement stérique permettant à la cystéine Cys104 
d’ISCU de réaliser une attaque nucléophile sur le persulfure porté par la cystéine Cys381 de NFS1. Une 
fois le transfert terminé les ligands initiaux se relient au métal et la boucle flexible portant la cystéine 
catalytique Cys381 retourne vers le PLP. 
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Mécanisme de réduction de persulfure par FDX2 

De même que pour le transfert de persulfure, nous avons constaté que la réduction de persulfure 

par le couple FDX2/FXDR est dépendante de la présence du fer. Par contre, cette réaction n’est pas 

possible en présence de zinc à la place du fer. Comme nous l’avons exposé dans l’introduction (section 

C.4.3) la réduction de persulfure nécessite l’apport d’électrons, il est donc possible que le fer participe 

de manière redox, ce qui expliquerait que la réaction soit impossible avec le zinc car celui-ci n’a pas 

d’activité redox en biologie. En effet, les ions fer dans le centre [2Fe2S] formé à l’issue de la réaction 

sont tous deux dans l’état +III, ce qui conforte l’idée que le fer joue un rôle redox dans la réduction de 

persulfure. Sachant que la ferrédoxine est capable de n’apporter qu’un seul électron à la fois, il est 

possible que le second électron soit apporté par le fer. Au final, ces deux réactions fer-dépendantes 

permettraient de coordonner à la fois l’apport en soufre et la production d’ions sulfures, avec la présence 

de fer dans ISCU et ainsi éviter la libération d’ions sulfures et apporter le nombre adéquat de soufre à 

ISCU. Ces deux mécanismes seraient donc des aspects essentiels menant à la formation d’un centre 

[2Fe2S]. 

 

Formation du centre binucléaire [2Fe2S] 

Nos résultats suggèrent que la formation d’un centre binucléaire [2Fe2S] nécessite une 

dimérisation d’ISCU (Figure 60, Etat intermédiaire 4). Les deux structures cristallographiques du 

complexe NIAU montrent deux conformations différentes. La conformation dite « fermée » où les deux 

ISCU sont totalement à l’opposée empêchant une dimérisation, et la conformation dite « ouverte » où 

les deux sites de fixation d’ISCU sont proches laissant imaginer la possibilité d’une dimérisation. Ces 

deux conformations pourraient être en équilibre en solution, mais cela n’a encore jamais été clairement 

montré. La dimérisation pourrait se produire soit avant, soit après, la réduction du persulfure d’ISCU 

par FDX2. Dans le premier cas, un centre inter-domaine Fe(+II)-Fe(+II) se formerait avec des 

persulfures pontant entre les deux atomes de fer. Cependant, cette hypothèse ne semble pas cohérente 

avec les données de SAXS montrant que FDX2 se lie de manière spécifique à la conformation « fermée » 

où les deux ISCU sont éloignées (Boniecki & al, 2017). Dans le deuxième cas, où la dimérisation se 

produirait après réduction par FDX2, deux précurseurs Fe-S (ou [1Fe1S]) fusionnerait pour former un 

centre [2Fe2S] inter-domaine qui serait ensuite transféré à un seul monomère d’ISCU. Nous avons 

également montré que la machinerie ISC eucaryote ne formait uniquement des centres [2Fe2S]. Ces 

données sont compatibles avec le fait que la formation des centres [4Fe4S] soit réalisée par les protéines 

ISCA in vivo. 
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Rôle du zinc 

Malgré le fait que le zinc empêche la formation de centre Fe-S dans ISCU, la pertinence physiologique 

du zinc dans ISCU reste ouverte. Plusieurs équipes ont rapporté la présence de zinc dans ISCU (Iannuzzi 

& al, 2014 ; Ramelot & al, 2004 ; Liu & al, 2005 ; Fox & al, 2019). La présence de zinc n’est peut-être 

donc pas artéfactuelle mais pourrait avoir un rôle défini in vivo. Le zinc pourrait permettre de structurer 

ISCU en absence de fer et ainsi éviter l’accumulation de la forme déstructurée qui peut s’agréger en une 

forme inactive. La forme Zn-ISCU est aussi capable de recevoir un persulfure de NFS1 et FXN accélère 

cette réaction. Zn-ISCU pourrait donc fonctionner comme une sulfurtransférase, notamment pour le 

transfert de soufre au composé X essentiel à la machinerie CIA cytosolique. Néanmoins, la présence de 

zinc dans ISCU nécessite un mécanisme afin d’insérer un atome de fer. Le zinc ayant une meilleure 

affinité que le fer pour ISCU, l’action d’une métallochaperone serait requise afin de retirer l’atome de 

zinc pour laisser rentrer le fer. Nous avons vu dans l’article #2 que la frataxine n’est pas capable 

d’échanger le zinc par du fer. Cependant, la chaperonne HSPA9 et sa co-chaperonne HSC20 qui catalyse 

le transfert du centre [2Fe2S] d’ISCU vers des accepteurs est un candidat potentiel dans l’échange de 

zinc par du fer au sein d’ISCU (Puglisi & Pastore, 2018). Cette hypothèse s’appuie sur le fait que la co-

chaperonne HSC20 lie de manière spécifique du zinc au sein d’un motif CX2C-CX2C qui est essentiel 

pour l’interaction avec ses partenaires (Bitto & al, 2008 ; Kim & al, 2018). Ce système chaperon 

HSP9A/HSC20 pourrait potentiellement échanger l’atome de zinc par un atome de fer dans ISCU.
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Chapitre 5 Caractérisation de la machinerie ISC chez E. coli) 

1. Contexte de l’étude  

Durant les deux dernières décennies, l’assemblage des centres Fe-S par la machinerie ISC d’E. 

coli a fait l’objet de nombreuses études. Cependant, la plupart des reconstitutions de cette machinerie 

ont été menées avec du DTT à la place du réducteur naturel, la ferrédoxine Fdx et sa réductase FdxR. 

Les seules études menées sur la ferrédoxine Fdx avaient montré qu’elle interagit avec IscS et un rôle de 

réductase du persulfure porté par IscS avait été avancé. Donc un mécanisme différent de celui de 

réduction de l’espèce persulfure-fer dans ISCU par FDX2 que nous avons trouvé pour la machinerie 

ISC de souris. Nous avons donc entrepris une étude du mécanisme d’assemblage avec la machinerie 

complète. Nous avons pour cela réalisé des études similaires à celles menées avec la machinerie ISC de 

M. musculus avec le test de détection des persulfures (ARBS), des approches cinétiques et des études 

structurales par spectroscopies CD, RPE et Mössbauer et par spectrométrie de masse. Nous allons voir 

que l’étude de cette machinerie nous a permis d’isoler et de caractériser des intermédiaires de la réaction 

que nous n’avions pas pu isoler avec la machinerie ISC murine. 

 

2. Reconstitution de la machinerie ISC d’E. coli 

2.1   Mesure de zinc dans IscU 

Nous avons dans un premier temps mesuré la quantité de zinc dans la protéine IscU d’E. coli 

purifiée. Nous avons détecté entre 0,5 et 0,7 atome de zinc par IscU. Comme nous l’avons vu 

précédemment avec la machinerie eucaryote, le zinc étant susceptible d’empêcher l’insertion du fer et 

donc la formation de centres Fe-S, la protéine a été préalablement démétallée avec du DTPA puis 

repurifiée par chromatographie d’exclusion de taille. Le profil d’élution montre la présence majoritaire 

de monomère et une forme minoritaire oligomérique (article #3, Figure 1a). Nous avions montré au 

chapitre 4, que seule la forme monomère d’ISCU de M. musculus était totalement active, nous avons 

donc travaillé uniquement sur la forme monomérique d’IscU d’E. coli. Par ailleurs, les mesures de zinc 

ont montré que la protéine est dépourvue de zinc après cette étape. 

 

2.2   Réaction d’assemblage 

Nous avons réalisé des assemblages de centres Fe-S en utilisant toutes les protéines de la 

machinerie ISC d’E. coli comprenant IscU, IscS la cystéine désulfurase et le couple Fdx/FdxR. Les 

réactions d’assemblage ont été réalisées en incubant 100 µM d’apo-IscU avec 100 µM de Fe2+, 200 µM 

de NADPH, 10 µM d’IscS, Fdx et FdxR puis en ajoutant la L-cystéine (100 µM) pour initier la réaction. 
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Le spectre UV-visible du produit de la réaction montre des absorbances à 330, 456 et 510 nm 

caractéristiques d’un centre [2Fe2S] et qui est très similaire au spectre obtenu avec la protéine ISCU 

eucaryote (Figure 64a). La cinétique d’assemblage suivie à 456 nm montre une progression linéaire 

avant d’atteindre un plateau lorsque toute la L-cystéine est consommée (Figure 64b). L’allure de la 

courbe est similaire à celle obtenue pour la machinerie souris, ce qui nous a amené à utiliser le même 

modèle cinétique que celui utilisé dans l’article#2. Le plateau est atteint après environ 5 minutes de 

réaction dans ces conditions. La vitesse globale de formation de centres Fe-S mesurée par régression 

linéaire est de l’ordre de 1,9 ± 0.2 min-1
 ce qui est très proche de la vitesse mesurée pour la machinerie 

de M. musculus en présence de FXN qui est de l’ordre de 2,3 ± 0,3 min-1. 

En absence du couple Fdx/FdxR, des centres Fe-S sont également formés, mais la réaction est 

beaucoup plus lente. Nous avons mis en évidence avec la machinerie eucaryote qu’en absence de 

FDX2/FDXR, la L-cystéine réduit le persulfure de NFS1 libérant ainsi du soufre qui vient former de 

manière non spécifique des centres Fe-S. Dans ces conditions, la réaction cinétiquement limitante est la 

réduction du persulfure en sulfure qui est dépendante de la concentration en L-cystéine, tandis que la 

réaction FDX2 est indépendante de la concentration en L-cystéine. Nous avons donc testé l’effet de la 

concentration en L-cystéine sur la vitesse d’assemblage par le système ISC d’E. coli. L’analyse des 

cinétiques montre que la réaction est dépendante de la concentration en L-cystéine en absence de 

Fdx/FdxR, mais indépendante de celle-ci en sa présence (Figure 64c,d). De plus, l’allure de la courbe 

des cinétiques en absence de Fdx/FdxR est une sigmoïde caractéristique d’une réaction successive, 

tandis que la cinétique en présence de Fdx/FdxR est linéaire jusqu’à atteindre un plateau. La dépendance 

en L-cystéine et l’allure sigmoïdale indiquent donc qu’en absence de Fdx/FdxR, le mécanisme de 

réaction est celui décrit pour la réaction thiol-dépendante.  
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Figure 64 Reconstitution de centres Fe-S par la machinerie ISC d’E.coli. (a) Spectre UV-visible 
après une cinétique d’assemblage en conditions catalytiques de la machinerie ISC d’E.coli (spectre 
bleu). Le spectre rouge correspond au spectre obtenu lors d’une reconstitution en conditions catalytiques 
avec la machinerie ISC de M. musculus. (b) Cinétiques d’assemblage en conditions catalytiques suivies 
à 456 nm avec Fe-IscU en présence ou absence de Fdx. (c-d) Cinétiques d’assemblage en conditions 
catalytiques suivies à 456 nm avec Fe-IscU en faisant varier la quantité de L-cystéine (entre 2,5 et 20 
équivalents comparé au complexe IscS-IscU) en présence (c) ou absence (d) de Fdx. 

 

Ces données montrent donc que le mécanisme d’assemblage des centres Fe-S par la machinerie 

ISC complète est Fdx-dépendant. Nous avons donc cherché à élucider le mécanisme de la réaction Fdx-

dépendante, par une analyse étape par étape du processus d’assemblage. 

 

3. Insertion et titration du fer dans la protéine échafaudage IscU 

L’un des aspects essentiels du mécanisme d’assemblage est la localisation du site de fixation du 

fer dans IscU et la quantité d’atomes de fer capables de se lier dans ce site. Nous avons vu dans l’article 

#3 qu’apo-IscU lie du fer dans son site d’assemblage. Nous avons donc cherché à déterminer combien 

d’atomes de fer pouvaient se lier dans ce site. La titration en fer par CD montre que le signal maximum 

est atteint avec 1 équivalent de Fe2+ par IscU, ce qui indique qu’un seul atome de fer se lie dans ce site 

(Figure 65a). Lorsque la protéine IscU reconstituée avec du Fe2+ est exposée à l’oxygène de l’air, le 

signal CD disparait instantanément. Aucune signature CD correspondant à du Fe3+ lié à des cystéines et 

des histidines n’est observée (absorption attendue dans le domaine du visible entre 300 et 500 nm) 

(McLaughlin & al, 2012 ; Tucker & al, 2008). Il semble donc que le fer dans le site d’assemblage soit 

oxydé par l’oxygène, mais que le Fe3+ ne soit pas stable dans le site d’assemblage. 
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Nous avons également étudié l’insertion du fer au sein d’IscU par spectroscopie Mössbauer. Pour cela, 

la protéine apo-IscU a été incubée avec 1 équivalent de 57Fe2+. Au cours de la préparation des 

échantillons Mössbauer pour lesquels la protéine apo-IscU est concentrée à 2 mM, nous avons observé 

de manière récurrente la formation de précipité au moment de l’ajout du fer. Nous avons tenté différentes 

méthodes d’ajout du fer, soit en le diluant dans le tampon avant ajout d’IscU afin d’éviter un choc de 

concentration locale, soit en l’ajoutant goutte à goutte après ajout d’IscU, mais la formation de précipité 

est présente quelle que soit la méthode utilisée.  Le spectre Mössbauer montre la présence de deux 

espèces (Figure 65b). La première espèce possède des paramètres identiques au centre à fer dans le site 

d’assemblage d’ISCU de M. musculus. La seconde espèce qui représente 43 % du signal présente un 

déplacement isomérique δ = 1,23 mm.s-1 qui est compatible avec du fer lié par des azotes et des 

oxygènes. La largeur de raie est de 0,84 mm.s-1, ce qui suggère qu’il s’agit de fer dans un état peu 

structuré pouvant correspondre à du fer libre dans le tampon ou fixé de manière non-spécifique à la 

protéine. La présence de cette espèce est probablement liée à la précipitation de la protéine. Il semble 

donc que le fer dans le site d’assemblage d’IscU d’E. coli adopte une structure (nature et nombre des 

ligands, géométrie) identique à celle du centre à fer d’ISCU de souris.  

 

 

Figure 65 Caractérisation de la forme Fe-IscU. (a) Titration d’apo-IscU avec une quantité croissante 
en Fe2+ suivie par CD. (b) Spectre Mössbauer d’apo-IscU incubée avec 1 équivalent de Fe2+ enrichie en 
57Fe. Les paramètres des composantes sont donnés dans le tableau. 
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4. Etude de la réaction de transpersulfuration entre IscS et IscU 

Nous avons utilisé la méthode d’alkylation ARBS afin d’étudier le processus de 

transpersulfuration entre IscS et IscU. Ces deux protéines possédant chacune 3 résidus cystéines, dans 

leur état non-persulfuré, leurs 3 résidus cystéines seront alkylés et en présence d’un persulfure seulement 

deux résidus cystéines apparaitront alkylés. 

Nous avons dans un premier temps étudié la formation du persulfure sur IscS. Lorsque IscS est 

incubée avec de la L-cystéine, l’espèce correspondant à la forme non persulfurée (IscS +3) est convertie 

à 95 % en une espèce ayant perdu une unité d’alkylation (IscS +2) (Figure 66a). On constate également 

l’absence d’autres bandes en dessous de la bande IscS +2, ce qui indique qu’une seule cystéine est 

persulfurée.  

Nous avons ensuite analysé le transfert du persulfure d’IscS vers Fe-IscU en incubant ces deux 

protéines en présence de L-cystéine (Figure 66b). L’espèce correspondant à la forme non persulfurée 

de IscU (IscU +3) est principalement convertie en une espèce ayant perdu une unité d’alkylation (IscU 

+2) (Figure 66b, en condition réductrice). 2 espèces minoritaires ayant perdu 2 (IscU +1) et 3 (IscU 

+0) unités d’alkylation sont également détectées. Pour déterminer la nature de ces espèces (persulfurée 

ou autres modifications) nous avons analysé la réaction de transfert dans des conditions non réductrices 

qui permettent de distinguer la présence d’un persulfure d’une autre modification sur un résidu cystéine : 

ponts disulfures, acide sulfénique, sulfinique … (voir article #1). Dans des conditions non réductrices, 

l’espèce IscU +2 disparait au profit de l’espèce IscU +3, tandis que les espèces IscU +1 et IscU +0 sont 

toujours visibles (Figure 66b, en condition non réductrice). Cette analyse confirme que l’espèce IscU 

+2 est bien un persulfure tandis que les espèces IscU +1 et IscU +0 sont d’autres types de formes 

oxydées. Nos conditions étant anaérobiques, il n’y a pas ou quasiment pas d’oxygène (< 2 ppm), ce qui 

rend la formation d’acide sulfénique, sulfinique, sulfonique théoriquement impossible. Il est donc très 

probable que ces formes d’oxydations soient des ponts disulfures intramoléculaires ou des sulfénamides. 

L’espèce IscU +1 semble migrer légèrement plus vite en conditions non réductrices que réductrices, 

suggérant plutôt la présence d’un pont disulfure intramoléculaire. L’espèce IscU +0 semble toujours 

présente mais sous forme de deux espèces migrant différemment. Cela suggère qu’il s’agit d’un mélange 

de formes oxydées de plusieurs types, mais l’intensité des bandes est trop faible pour définitivement 

conclure quant à leur nature (pont disulfure ou sulfénamide). Au final, l’espèce majoritaire correspond 

donc à une forme d’IscU persulfurée sur une seule de ses cystéines avec formation de manière 

minoritaire de pont disulfure intramoléculaire ou de sulfénamide. Ces résultats sont très différents de 

ceux obtenus préalablement avec IscU de A. vinelandii où jusqu’à 6 atomes de soufres ont été retrouvés 

sur différents résidus cystéines d’IscU sous la forme de persulfures et/ou de polysulfures (Smith & al, 

2005). Cependant, dans cette étude les auteurs ont incubé 100 µM de complexe IscU-IscS en présence 

de 20 équivalents de L-cystéine (2 mM) durant 20 minutes. Il est fort probable que la L-cystéine en 
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excès ait réduit le persulfure d’IscS générant ainsi de la L-cystéine persulfurée capable de réagir de 

manière non spécifique avec les résidus cystéines d’IscU. De plus la présence de zinc n’avait pas été 

contrôlée dans ces études. Nos données, dans des conditions contrôlées avec une forme homogène 

d’IscU ne contenant qu’un seul fer et des concentrations de L-cystéine équimolaires, montrent qu’un 

seul persulfure est transféré.  

De plus, en absence de fer le persulfure d’IscS n’est pas transféré à IscU (Figure 66c, 1er puit), 

ce qui indique, comme pour la machinerie eucaryote, que le transfert de persulfure est un processus 

métal dépendant. 

Au cours de ma thèse, une étude sur le système bactérien d’E. coli a été publiée par le groupe 

de David Barondeau (Lin & al, 2020). Dans cet article, les auteurs ont observé par spectrométrie de 

masse native, qu’en présence de 5,5 équivalents de fer, apo-IscU reçoit jusqu’à deux soufres sous forme 

persulfure ou polysulfure. Bien que la proportion d’IscU doublement persulfurée soit très faible (environ 

10%), nous avons testé cette hypothèse en incubant le complexe IscS-IscU en présence de deux 

équivalents de Fe2+ et de L-cystéine. Dans ces conditions, un seul persulfure est transféré sur IscU et ce 

malgré la présence d’un second persulfure sur IscS (Figure 66c, 2ème et 3ème puit). Ce résultat est 

cohérent avec l’insertion d’un seul atome de fer dans IscU dans nos conditions. Il semblerait donc que 

les résultats rapportés par le groupe de D. Barondeau correspondent à un artéfact, lié à l’excès de fer 

(5,5 équivalents) et de L-cystéine (4 équivalents). Nous pouvons donc en conclure qu’IscU reçoit un 

seul et unique persulfure. 

 

Figure 66 Persulfidation d’IscS et transfert du persulfure vers IscU. (a) Persulfidation d’IscS suivie 
par la méthode ARBS en présence ou absence de 1 équivalent de L-cystéine. Les échantillons sont 
chargés sur gel SDS-PAGE 10 %. (b) Persulfidation d’IscU suivie par la méthode ARBS en présence 
de 1 équivalent d’IscS et d’ions Fe2+ et de 1 ou 2 équivalents de L-cystéine. Les échantillons de ces 
alkylations supplémentés ou non par du β-mercaptoéthanol sont déposés sur un gel SDS-PAGE 10 % et 
14 % pour visualiser respectivement IscS et IscU. (c) Persulfidation d’IscU suivie par la méthode ARBS 
en présence de 1 équivalent d’IscS, 0, 1 ou 2 équivalents d’ions Fe2+ et de 2 équivalents de L-cystéine. 
Les échantillons de ces alkylations sont déposés sur un gel SDS-PAGE 10 % et 14 % pour visualiser 
respectivement IscS et IscU. 
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5. Effet de Fdx sur le persulfure d’IscU 

Nous avons ensuite évalué l’effet du couple Fdx/FdxR sur le persulfure d’IscU. Le complexe 

IscS-IscU a été incubé avec un et deux équivalents de L-cystéine durant 10 minutes puis un équivalent 

de Fdx/FdxR en présence de NADPH a été ajouté et la réaction a été analysée après 10 minutes de 

réaction par le test ARBS. Le profil d’alkylation révèle que le persulfure d’IscU disparait quasi 

totalement en présence de Fdx/FdxR, ce qui indique donc qu’il a été réduit par la Fdx (Figure 67, 4ème 

et 5ème puit). Il est important de noter que les espèces minoritaires IscU +1 et IscU +0 ne sont pas 

réduites par le complexe Fdx/FdxR ce qui renforce notre interprétation que ce ne sont pas des persulfures 

et non plus des espèces impliquées dans l’assemblage des centres Fe-S. Nous avons vu que IscU ne 

pouvait pas accumuler deux persulfures en même temps, nous nous sommes donc posé la question de 

savoir si la réduction du premier persulfure permettrait le transfert d’un second persulfure. Lorsque le 

complexe IscS-IscU a été incubé avec deux équivalents de L-cystéine puis 1 équivalent de Fdx/FdxR, 

le persulfure sur IscU est réduit et un persulfure est toujours présent sur IscS. Donc, malgré la réduction 

du premier persulfure, un deuxième persulfure ne peut pas être transféré à IscU, même en présence de 

deux équivalents de Fe2+. Ces résultats indiquent également que le couple Fdx/FdxR n’est pas capable 

de réduire le persulfure d’IscS comme cela avait été proposé par d’autres équipes. 

 

Figure 67 Réduction du persulfure d’IscU par Fdx. La réduction du persulfure d’IscU est suivie par 
la méthode ARBS. Fe-IscU est premièrement persulfuré en présence de 1 équivalent d’IscS en présence 
de 1 ou 2 équivalent de L-cystéine durant 10 minutes. L’étape de réduction est initiée lorsque 1 
équivalent de Fdx/FdxR est ajouté au mélange réactionnel durant 10 minutes. Les échantillons de ces 
alkylations sont déposés sur un gel SDS-PAGE 10 % ou 14 % pour visualiser respectivement IscS et 
IscU. 

 

6. Mécanisme de formation du centre [2Fe2S] 

Nous avons montré jusqu’ici que le monomère d’IscU ne pouvait lier qu’un seul atome de fer 

et qu’un seul persulfure était transféré et réduit. Sachant que le produit final est un centre [2Fe2S], nous 
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avons émis l’hypothèse, comme dans le cas de la machinerie eucaryote, qu’il faille une dimérisation 

entre deux monomères d’IscU afin de former le centre binucléaire [2Fe2S]. Cela impliquerait la 

formation d’un précurseur de type [1Fe1S] à l’issue de la réduction par Fdx. 

 

6.1   Recherche d’un intermédiaire [1Fe1S] 

Nous avons constaté que lorsque l’on réalise une réaction d’assemblage en incubant les 

protéines IscS, IscU, Fdx et FdxR en quantité stœchiométrique, en présence d’un équivalent de Fe2+ et 

de L-cystéine et avec deux équivalents de NADPH, aucun centre Fe-S ne se forme (Figure 68a), alors 

que dans le système souris, dans les mêmes conditions, un centre [2Fe2S] est formé. Pourtant, l’analyse 

par le test ARBS montre bien que le persulfure d’IscU est réduit. Cependant, en ajoutant deux 

équivalents de Fe-IscU à l’issue de cette réaction, nous avons constaté la formation de centres Fe-S très 

rapides (Figure 68b, courbe bleue). La réaction est très efficace avec près de 93 % du fer et de la L-

cystéine initiales incorporés sous forme de centre [2Fe2S]. Ces résultats, suggèrent qu’il est possible 

d’isoler un intermédiaire dans lequel le persulfure a été réduit en ion sulfure mais qui n’est pas encore 

un centre [2Fe2S], il pourrait donc s’agir d’un intermédiaire [1Fe1S].  

Afin de déterminer si la formation de centres Fe-S est spécifique à l’ajout de Fe-IscU, nous 

avons réalisé la même expérience en ajoutant 2 équivalents de Zn-IscU (Figure 68b, courbe rouge). 

Aucune formation de centres Fe-S n’est observée, ce qui indique que soit l’intermédiaire IscU-[1Fe1S] 

ne se dissocie pas, soit qu’il se dissocie mais dimérise avec le Zn-IscU libre formant un complexe 

hétérodimérique qui inhibe la formation de centres [2Fe2S].  

 

 

Figure 68 Mécanisme de formation d’un centre [2Fe2S]. (a) Cinétiques d’assemblage en conditions 
catalytiques (courbe bleue) ou stœchiométriques (courbe rouge) suivies à 456 nm avec Fe-IscU en 
présence de Fdx. (b) Cinétiques d’assemblage en conditions stœchiométriques suivies à 456 nm avec 
Fe-IscU. À 8 minutes de réaction, 2 équivalents de Fe-IscU (courbe bleue), ou 2 équivalents de Zn-IscU 
(courbe rouge) sont ajoutés au mélange réactionnel. 
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Afin d’obtenir des informations sur la nature de cette espèce intermédiaire, nous avons analysé 

le mélange réactionnel après réduction par Fdx et avant ajout de Fe-IscU par spectroscopie de résonance 

paramagnétique électronique (RPE). L’analyse par RPE de l’espèce Fe-IscU de départ montre un signal 

à g = 14,9 en mode parallèle, très similaire à celui observé avec ISCU Mm qui est caractéristique d’un 

centre Fe(II) haut-spin (S = 2) (Figure 69a, spectre bleu). Le spectre RPE du complexe IscS-Fe-IscU 

après transfert de persulfure à IscU et avant réduction par Fdx, montre des signaux faibles avec plusieurs 

valeurs de g entre 4 et 9 que nous ne sommes pas encore parvenus à analyser (Figure 69a, spectre 

rouge). Cependant, l’analyse du complexe après réduction par Fdx, montre la présence d’un nouveau 

signal, à g = 19, caractéristique d’un centre Fe(II) haut-spin (S = 2) (Figure 69c, spectre vert). La 

différence de valeur de g avant et après réduction par Fdx, indique que la structure électronique du centre 

à fer a été fortement modifiée après réduction. Ce résultat semble compatible avec la présence d’une 

espèce Fe(II)-SH, que nous avons désigné précurseur [1Fe1S]. Il existe de très rares exemples d’espèces 

Fe-SH non-hème mononucléaire dans la littérature. Nous avons en fait trouvé seulement deux complexes 

inorganiques de ce type, l’un Fe(II) et l’autre Fe(III). Il s’agit du complexe [(L5
2a)FeII(SH)]+ où le centre 

Fe(II) est coordonné dans une géométrie octaédrique par des azotes provenant d’amines et de pyridines 

(Galardon & al, 2012), et le  complexe [(H3buea)FeIII(S)]2-  où le centre Fe(III) est coordonné dans une 

géométrie bipyramide trigonale par des azotes d’amines et d’amides (Larsen & al, 2004). Le complexe 

[(L5
2a)FeII(SH)]+ constitue donc l’unique modèle disponible pour l’espèce Fe(II)-SH hypothétique dans 

IscU. Aucun spectre RPE du complexe [(L5
2a)FeII(SH)]+ n’a été rapporté mais son spectre UV-visible 

montre une absorption intense dans le domaine UV vers 280 nm (8000 M-1.cm-1) et moins intense à 400 

nm (1500 M-1.cm-1) attribuées à des transferts de charge ligand -> métal. Nos tentatives pour obtenir un 

spectre UV-visible de l’espèce Fe(II)-SH dans IscU par spectre de différence entre l’état final et initial, 

se sont révélées infructueuses en raison de la présence du NADPH qui absorbe fortement dans la région 

d’intérêt, entre 300 nm et 400 nm, et dont la soustraction est difficile car il est partiellement consommé 

au cours des réactions d’assemblage. 

L’analyse RPE de l’intermédiaire [1Fe1S] montre que le fer est dans un état d’oxydation +II 

après réduction par Fdx alors que les ions fer dans le centre [2Fe2S] sont à l’état d’oxydation +III. Ceci 

ne semble donc pas cohérent avec l’hypothèse que nous avons proposée pour le système eucaryote où 

le centre Fe(II) donnerait un des deux électrons pour réduire le persulfure, et FDX2 le deuxième, ce qui 

conduirait à un intermédiaire Fe(III)-SH. Une autre hypothèse serait donc que Fdx donne 

successivement deux électrons. Nous avons donc réalisé des expériences avec une quantité limitante en 

NADPH afin d’empêcher la seconde réduction et ainsi isoler une espèce Fe(III)-SH. Une molécule de 

NADPH procurant 2 électrons qui sont transmis à FdxR puis au centre [2Fe2S] de Fdx, nous avons 

réalisé des réactions d’assemblage avec 0,5 équivalent de NADPH. Dans ces conditions, la vitesse 

d’assemblage est réduite mais la quantité de centres Fe-S formés est équivalente à celle obtenue avec 1 

équivalent de NADPH (Figure 69b). Cependant, l’analyse par RPE en mode parallèle montre à nouveau 
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la formation de l’espèce à g = 19 et dans les mêmes proportions qu’avec 2 équivalents de NADPH 

(Figure 69a, spectre violet). De plus, l’analyse en mode perpendiculaire qui permet de détecter le signal 

de Fdx réduite (centre [2Fe2S]1+, S = 1/2) autour de g = 2, montre qu’avec 0,5 équivalent de NADPH la 

quasi-totalité de Fdx réduite est consommée, ce qui confirme que Fdx est impliquée dans la formation 

de l’espèce à g = 19 (Figure non montrée, en cours de préparation). Ces résultats suggèrent donc que si 

l’espèce Fe(III)-SH se forme elle n’est pas stable et qu’elle est réduite en Fe(II)-SH. La nature du 

réducteur est encore inconnue, mais il pourrait s’agir de la L-cystéine qui avait été ajoutée en excès par 

rapport à IscS, IscU et FDX dans les échantillons RPE. Par contre dans les conditions non limitantes en 

NADPH, c’est-à-dire avec 2 équivalents de NADPH, le réducteur est probablement Fdx. Ces résultats 

suggèrent donc que le produit de la réduction par Fdx est une espèce Fe(II)-SH qui doit ensuite dimériser 

pour pouvoir former un centre [2Fe2S]. Nous avons donc tenté de détecter la formation de dimère au 

cours de la réaction d’assemblage. Nous discuterons plus en détail dans la partie discussion l’effet 

ralentisseur observé avec 0,5 équivalent NADPH. 

 

 

Figure 69 Mécanisme de formation d’un centre [2Fe2S]. (a) Spectres RPE de Fe-IscU seul (spectre 
bleu), de Fe-IscU-IscS (spectre rouge) ou de l’intermédiaire Fe(II)S-IscU obtenu avec 2 ou 0,5 
équivalents de NADPH en conditions stœchiométriques (spectre vert et violet respectivement). Les 
spectres RPE ont été obtenus en mode parallèle enregistrés en bandes X à une fréquence de microonde 
de 9,4 GHz, à 7K (sous hélium liquide), avec une puissance de microonde de 10 mW avec une 
modulation de 10G. (b) Cinétiques d’assemblage en conditions catalytiques suivies à 456 nm avec Fe-
IscU en présence de Fdx supplémenté par 0,5 (courbe rouge) ou 2 (courbe bleu) équivalents de NADPH. 

 

6.2   Études par réticulation protéique 

Afin de mettre en évidence la formation d’un dimère lors de l’assemblage des centres [2Fe2S] 

nous avons réalisé des expériences de réticulation protéique (crosslink). La réticulation est un processus 

de jonction chimique entre différentes protéines par le biais de liaisons covalentes. Nous avons utilisé 

différents agents homo-bifonctionels permettant une réticulation amine vers amine entre les 
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groupements amines primaires en N-terminal et avec la chaine latérale des lysines. Les meilleurs 

résultats ont été obtenus avec l’agent BS3 qui contient un ester N-hydroxysulfosuccimide (NHS) très 

réactif avec les amines primaires (-NH2) pour former une liaison amide stable. Nous avons réalisé des 

cinétiques d’assemblage en conditions catalytiques et stœchiométriques afin de caractériser un dimère 

d’IscU transitoire au cours de la réaction. En absence de l’agent BS3, en conditions catalytiques et 

stœchiométriques aucune bande correspondant à un dimère d’IscU n’est observée (Figure 70, puit T). 

En conditions catalytiques une bande apparait entre 35 kDa et 40 kDa pouvant correspondre à un dimère 

d’IscU (Figure 70, gel de gauche). Cependant cette espèce est également présente avant l’injection de 

L-cystéine et perdure au cours de la réaction, ce qui ne nous permet pas de dire si un dimère transitoire 

avec un centre [2Fe2S] s’est formé. La présence d’une espèce dimérique pontée par l’agent BS3 suggère 

tout de même que la protéine IscU est capable de dimériser, ce qui avait déjà été observé dans d’autres 

études. En conditions stœchiométriques le complexe est incubé durant 8 minutes avec de la L-cystéine, 

puis un mélange contenant le couple Fdx/FdxR et du NADPH est ajouté. Il est également nécessaire 

d’ajouter de la protéine Fe-IscU en excès à l’issue de cette réaction pour voir se former un centre Fe-S. 

Nous avons donc ajouté 2 équivalents de Fe-IscU avant l’agent BS3. Une bande similaire apparait mais 

uniquement lorsque 2 équivalents de Fe-IscU est ajouté (Figure 70, gel de droite). Cette espèce semble 

être transitoire, mais l’incertitude reste importante et ne nous a pas permis de conclure. Nous nous 

sommes donc orienté vers la spectrométrie de masse native pour tenter de détecter un dimère transitoire.  

 

Figure 70 Étude par réticulation protéique afin de mettre en évidence une dimérisation d’ISCU. 
Des cinétiques d’assemblage en conditions catalytiques ou stœchiométriques ont été réalisées puis 
incubées à différents temps avec l’agent réticulant BS3. Les échantillons sont déposés sur un gel SDS-
PAGE 12 %. Le gel correspondant à la cinétique en conditions catalytiques est à gauche, et le gel 
correspondant à la cinétique en conditions stœchiométriques est à droite. 
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6.3   Étude par spectrométrie de masse native 

Avant de réaliser ces expériences, nous avons regardé si le centre [2Fe2S] dans IscU était 

résistant à l’oxygène, car les expériences de spectrométrie de masse (MS) sont réalisées en conditions 

aérobies. Pour cela, nous avons réalisé une cinétique en conditions catalytiques durant 30 minutes puis 

nous avons exposé le produit final à l’oxygène (Figure 71). Nous pouvons observer que le centre 

[2Fe2S] est résistant à l’oxygène durant environ 10 minutes puis se dégrade progressivement pendant 

30 minutes. Le temps requis pour injecter et analyser les échantillons étant de quelques secondes, la 

stabilité du centre [2Fe2S] semble suffisante pour espérer détecter ces espèces par MS native.  

 

 

Figure 71 Résistance du centre binucléaire [2Fe2S]. Cinétiques d’assemblage en conditions 
catalytiques suivies à 456 nm avec Fe-IscU en présence de Fdx. Le produit final est ensuite exposé à 
l’oxygène de l’air. 

 

Pour réaliser les analyses par MS native, nous avons réalisé une réaction d’assemblage en 

conditions catalytiques avec 200 µM d’IscU incubée avec 200 µM de Fe2+, 5 µM d’IscS, Fdx et FdxR, 

400 µM de NADPH et 200 µM de L-cystéine pour initier la réaction. L’assemblage a été réalisé à 20°C 

permettant ainsi de ralentir la réaction qui se termine au bout de 50 minutes facilitant ainsi la détection 

d’un intermédiaire au cours de la réaction (Figure 72a). Des échantillons ont été prélevés à différents 

temps et le tampon a été échangé sur une colonne Biospin par un tampon acétate d’ammonium 

compatible avec la spectrométrie de masse native. Cette étape permet également de dessaler les 

échantillons.  

Les spectres de masse native avant l’ajout de L-cystéine montrent au moins trois types d’espèces 

(Figure 72b). Deux massifs correspondant à des formes monomériques d’apo-IscU sont détectés : l’un 

dans la région 500 – 2000 m/z et l’autre dans la région 2000 - 2500 m/z. Le premier massif correspond 

à un monomère portant un plus grand nombre de charges que le second, ce qui indique qu’il s’agit d’une 

forme déstructurée de la protéine. Il pourrait s’agir des formes D et S d’IscU. Des pics très minoritaires 
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pouvant correspondant à un monomère d’IscU avec un atome de fer sont également présents. La 

présence majoritaire de formes apo protéines est probablement due soit à la perte du fer au cours de 

l’étape de dessalage, le fer étant très labile, soit à la réactivité avec l’oxygène au moment de l’injection, 

qui conduit à l’oxydation du fer et à sa dissociation d’IscU.  Dans la région 2600 - 3500 m/z, une forme 

dimérique est détectée qui est elle aussi sous forme apo. Ces derniers résultats sont cohérents avec les 

résultats obtenus par réticulation protéique. Après ajout de L-cystéine, les spectres montrent que les 

deux formes monomères d’IscU, déstructurée et structurée, ainsi que le dimère diminuent 

progressivement au profit de formes monomérique et dimérique structurée et de plus hauts poids 

moléculaires qui deviennent les espèces majoritaires en fin de réaction.  

 

 

Figure 72 Mise en évidence de la formation d’un dimère d’IscU. (a) Cinétique d’assemblage en 
conditions catalytiques suivie à 456 nm avec 200 µM d’IscU, 5 µM IscS, 5 µM Fdx/FdxR en présence 
de 2 équivalents d’ions Fe2+ et L-cystéine et 400 µM de NADPH. Cette cinétique d’assemblage est une 
cinétique témoin pour les expériences de spectrométrie de masse native. (b) Spectres de spectrométrie 
de masse native après reconstitution en conditions catalytiques à différents temps (0, 25 et 50 minutes). 
La zone représentant les états de charges du monomère est en bleu et la zone représentant les états de 
charge du dimère en rouge. 

 

En zoomant sur un seul état de charge du monomère, on observe que les monomères correspondant à 

apo-IscU (colonne bleue) et Fe-IscU (colonne jaune) diminuent au cours du temps pour laisser place à 

une espèce possédant une masse additionnelle de 174 ± 1 Da compatible avec un centre [2Fe2S] 

(colonne verte) (Figure 73, partie gauche et Tableau#7). Dans la région du dimère, on observe que le 

dimère apo (Figure 73, partie droite, colonne marron) diminue au profit d’une espèce dimère 

possédant une masse additionnelle de 350 ± 2 Da compatible avec deux centres [2Fe2S] (Figure 73, 

partie droite, colonne violette et Tableau#7). Au temps intermédiaire, à 25 minutes, on observe 

l’apparition d’une espèce dimérique avec une masse additionnelle de 176 ± 2 Da compatible avec la 

présence d’un seul centre [2Fe2S] (Figure 73, partie droite, colonne rose et Tableau #7). Cette espèce 

est transitoire car elle est absente à 0 et 50 minutes de réaction.  
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Figure 73 Zoom des spectres de spectrométrie de masse native sur un état de charge 
correspondant à un monomère et à un dimère. Un seul état de charge pour le monomère et le dimère 
sont représentés. Le monomère d’apo/Fe-IscU (partie bleue et jaune) diminue au cours de la réaction et 
se transforme en un monomère d’IscU avec une masse supplémentaire de 174 ± 1 Da compatible avec 
la présence d’un centre [2Fe2S] (partie verte). Le dimère d’apo/Fe-IscU est présent avant la réaction 
(partie orange). Cependant au cours de la cinétique, un dimère transitoire apparait à 25 minutes avec une 
masse supplémentaire de 176± 2 Da correspondant à un dimère d’IscU avec un centre [2Fe2S] (partie 
rose). En fin de réaction cette espèce disparait au profit d’une nouvelle espèce avec une masse 
supplémentaire de 350 ± 2 Da compatible avec un dimère d’IscU en présence de deux centres [2Fe2S] 
(partie violette). 

 

Masses expérimentales (Da) attribution 

15996 ± 1 Apo-IscU 

16052 ± 1 Fe-IscU 

16170 ± 1 IscU-[2Fe2S] 

31989 ± 2 IscU-IscU 

32165± 2 IscU-IscU-[2Fe2S] 

32339 ± 2 IscU-IscU-[2Fe2S]2 

Tableau 7 Tableau récapitulatif des masses des différentes espèces obtenues par spectrométrie de 

masse native. 

 

Nous avons également analysé la réaction à des temps intermédiaires (5, 10, 15, 20, 30, 40 et 50 

min) (Figure 74a) et nous avons réalisé des quantifications des espèces (Figure 74b). Les résultats de 

ces analyses, confirment que les formes monomériques (structurée et déstructurée) et dimériques apo 

disparaissent au profit de deux espèces, un monomère avec un seul centre [2Fe2S] et un dimère avec 

deux centres [2Fe2S], ainsi qu’une espèce transitoire dimérique avec un seul centre [2Fe2S]. Ces 

résultats confirment donc la formation d’une espèce transitoire dimère avec un seul centre [2Fe2S] 



Caractérisation de la machinerie ISC chez E. coli)  

 
 

234 

engagée dans la formation du produit final. De plus, le monomère avec un seul centre [2Fe2S] est formé 

avant le dimère contenant deux centres [2Fe2S], ce qui suggère que le dimère est un produit de 

condensation de deux monomères avec un seul centre [2Fe2S]. 

 

 

Figure 74 Zoom des spectres de spectrométrie de masse native sur un état de charge 
correspondant à un monomère et à un dimère. (a) Un seul état de charge pour le monomère et le 
dimère sont représentés. L’espèce correspondant au monomère d’apoIscU, Fe-IscU, IscU[2Fe2S], 
[IscU]2, [IscU]2[2Fe2S] et [IscU]2[2Fe2S]2 sont représentés respectivement en bleu clair, jaune, vert, 
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orange, rose et violet. (b) Quantification de l’intensité des pics des spectres de MS native des différentes 
espèces présentes au cours de l’assemblage des centres Fe-S. 

 

Enfin, pour déterminer si la dimérisation se produit de manière interne dans le complexe IscS-

IscU, c’est-à-dire via un changement de conformation du dimère d’IscS comme dans le modèle que nous 

avons proposé pour le système souris, ou après libération d’IscU, nous avons réalisé des simulations des 

cinétiques de formation de centres [2Fe2S] en conditions stœchiométriques (Figure 75). Nous avons 

utilisé un modèle bi-moléculaire pour la dimérisation d’IscU libre (dimérisation externe) et un modèle 

mono-moléculaire pour la dimérisation au sein du complexe IscS-IscU (dimérisation interne). Nous 

avons également inclus un modèle dans lequel la dissociation d’IscU serait l’étape limitante (échange). 

Le meilleur accord a été obtenu avec un modèle bi-moléculaire ce qui suggère donc que la dimérisation 

se produit entre deux intermédiaires IscU-[1Fe1S] libres et que cette étape est cinétiquement limitante 

après la formation de l’intermédiaire [1Fe1S]. 

 

Figure 75 Mécanisme de dimérisation pour former le centre [2Fe2S]. Différentes régressions non 
linéaires mimant un mécanisme bi-moléculaire, mono-moléculaire d’une cinétique réalisée en 
conditions stœchiométriques après l’ajout de 2 équivalents de Fe-IscU. 

 

7. Discussion  

Mécanisme d’assemblage par la machinerie ISC d’E. coli 

Dans ce troisième chapitre nous avons étudié le processus d’assemblage par la machinerie ISC 

d’E.coli étape par étape afin de déterminer son mécanisme. Un modèle regroupant l’ensemble des 

résultats est présenté en Figure 76. Nous avons montré que l’insertion du fer dans la protéine IscU est 

la première étape de ce processus d’assemblage car elle précède l’insertion de soufre (Figure 76, 

réaction#1). Cependant, de même que pour le système souris, il est difficile de dire si l’insertion du fer 

est réalisée dans apo-IscU libre ou en complexe avec IscS. En présence de L-cystéine, IscS forme un 

persulfure puis il est transféré de manière fer-dépendant sur une cystéine d’IscU, très probablement la 
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cystéine Cys104 comme dans le cas du système souris (Figure 76, réactions#2 et #3). Il est important 

de noter qu’un seul persulfure est transféré sur IscU. Les études précédentes montrant une 

polypersulfuration d’IscU ont été menées en présence de fortes concentrations de L-cystéine pouvant 

générer des persulfurations non-spécifiques (Smith & al, 2005 ; Lin & al, 2020). L’équipe de David 

Barondeau proposait également un processus où l’insertion d’un premier atome de fer active le transfert 

d’un persulfure puis l’insertion d’un second atome de fer active le transfert d’un second persulfure (Lin 

& al, 2020). Cependant, nos données ne confirment pas ces résultats. Ces études ne montraient en réalité 

qu’une très faible proportion d’IscU avec deux persulfures. 

Nous avons également trouvé que Fdx réduit le persulfure d’IscU comme son homologue FDX2 

chez les eucaryotes (Figure 76, réaction#4). Fdx semble donc être le réducteur physiologique dans ce 

processus, ce qui explique pourquoi cette protéine est essentielle in vivo (Jung & al, 1998 ; Lange & al, 

2000). Nos résultats suggèrent que la réduction conduit à une espèce Fe(II)-SH stable, que nous avons 

appelé intermédiaire [1Fe1S] qui se dissocie d’IscS par échange avec Fe-IscU et dimérise pour former 

un centre binucléaire [2Fe2S] pontant (Figure 76, réaction#5). Cette espèce dimérique est transitoire, 

elle est convertie en une forme monomérique avec un seul centre [2Fe2S] puis dimérique contenant 

deux centres [2Fe2S] (Figure 76, réaction#6). L’existence d’une forme dimérique avec deux centres 

[2Fe2S] a été confirmé très récemment avec la structure cristallographique d’un dimère d’IscU de M. 

thermoacetophila liant deux centres dans chaque monomère (Figure 77) (Kunichika & al, 2021). Enfin, 

nos résultats indiquent que seuls des centres [2Fe2S] sont formés, comme pour la machinerie eucaryote, 

ce qui semble exclure un rôle de cette machinerie dans la biosynthèse des centres [4Fe4S]. 

 

Figure 76 Modèle d’assemblage des centres Fe-S par la machinerie ISC procaryote. (1) Formation 
d’un complexe entre IscS et IscU et insertion du fer au sein d’IscU ; (2) Le cofacteur PLP d’IscS catalyse 
la désulfurisation de la L-cystéine afin de former un persulfure sur sa cystéine catalytique ; (3) Ce 
persulfure est ensuite transféré à la protéine échafaudage IscU de manière fer-dépendant ; (4) Ce 
persulfure est ensuite réduit par Fdx menant à un intermédiaire Fe(II)-SH sur IscU noté précurseur 
[1Fe1S] ; (5) La dissociation d’IscU-[1Fe1S] est initiée par la fixation de deux nouvelles molécules de 



Caractérisation de la machinerie ISC chez E. coli)  

 
 

237 

Fe-IscU permettant ainsi à deux IscU-[1Fe1S] de dimériser pour former un centre binucléaire [2Fe2S] ; 
(6) Le produit final de la réaction est présent sous deux formes différentes : soit un centre [2Fe2S] sur 
un monomère d’IscU ou soit deux centres [2Fe2S] dans un dimère d’IscU. 

 

 

 

Figure 77 Structure cristallographique du dimère d’IscU de M. thermoacetophila liant deux 
[2Fe2S]. (Issue de Kunichika & al, 2021). 

 

Mécanisme de réduction par Fdx et de formation du centre [2Fe2S] 

L’analyse RPE de l’intermédiaire [1Fe1S] montre qu’après réduction par Fdx, le fer est dans un 

état d’oxydation +II. Il semble donc que la formation de centre [2Fe2S] passe par la formation d’une 

espèce Fe(II)-SH qui dimériserait pour former un centre [2Fe2S]0. Ce type de centres [2Fe2S] dit 

« super-réduits » ont déjà été isolés et caractérisés dans des complexes inorganiques et des protéines, ce 

qui conforte cette hypothèse (Im & al, 1995 ; Im & al, 1997 ; Leggate & al, 2004 ; Albers & al, 2013 ; 

Schneider & al, 2021). De plus, une dimérisation de deux espèces réduites, Fe(II)-SH, plutôt qu’oxydée 

Fe(III)-SH, pourrait être facilitée pour des raisons électrostatiques, une espèce Fe(III)-SH possédant une 

charge positive supplémentaire par rapport à une espèce Fe(II)-SH. Le centre [2Fe2S]0 serait ensuite 

oxydé en centre [2Fe2S]2+ par un processus qui reste à déterminer. Mais nous pouvons émettre plusieurs 

hypothèses. Pour cela, il faut considérer l’équation bilan de cette réaction en terme d’électrons avec 

d’une part, la réduction de persulfure (équation 23) et d’autre part, l’état redox du fer entre l’état initial 

et final (équation 24), pris séparément puis au sein d’IscU (équation 25) et enfin l’apport d’électrons 

par Fdx (équation 26) pour conduire à la réaction bilan totale (équation 27).  

 

(23) 2 Cys-SSH + 4 e- => 2 Cys-SH + 2 S2- 

(24) 2 Fe(II)  +  2 S2-  => [2Fe(III)-2S]2+ + 2 e- 

----------------------------------------------------------------------------------- 

(25) 2 IscU-Fe(II)-SS-Cys  + 2 e-  => (IscU-Cys-S)2-[2Fe(III)-2S]2+ 

(26) 2 Fdx-[2Fe2S]1+ => 2 Fdx-[2Fe2S]2+  +  2 e- 
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-------------------------------------------------------------------------------------------------------- 

(27) 2 IscU-Fe(II)-SS-Cys + 2 Fdx-[2Fe2S]1+ => (IscU-Cys-S)2-[2Fe(III)-2S]2+   + 2 Fdx-[2Fe2S]2+ 

 

L’équation bilan indique que la réaction est équilibrée avec l’apport d’un électron par Fdx, soit 

0,5 équivalent en NADPH, ce qui est compatible avec nos données montrant que la réaction produit la 

même quantité de centres Fe-S avec 0,5 et 1 équivalent de NADPH. Cependant, en supposant que la 

dimérisation en centre [2Fe2S] passe nécessairement par la formation de l’espèce Fe(II)-SH, alors Fdx 

va donner deux électrons successivement à cette première étape, soit 1 équivalent de NADPH, et donc 

dans les conditions d’assemblage avec 0,5 équivalent de NADPH, seulement 50 % des persulfures 

d’IscU seraient réduits et donc moitié moins de centres [2Fe2S] seraient formés qu’avec 1 équivalent 

de NADPH, ce qui n’est pas le cas. Ces données indiquent donc que Fdx doit être régénérée sous forme 

réduite par un autre processus que celui impliquant FdxR et le NADPH. Notre hypothèse est que cette 

régénération est réalisée par le centre super réduit, [2Fe2S]0, nouvellement formé, car il est présent sous 

forme oxydée, [2Fe2S]2+, en fin de réaction. Cette régénération de Fdx réduite deviendrait cinétiquement 

limitante avec 0,5 équivalent de NADPH, ce qui permettrait d’expliquer le ralentissement de la réaction 

d’assemblage dans ces conditions. Par contre, en présence d’1 équivalent de NADPH, l’oxydation du 

centre [2Fe2S]0 serait également effectuée par ce processus, mais ne serait plus cinétiquement limitante 

car le NADPH en excès permettrait de réduire la totalité des persulfures sans avoir besoin de régénérer 

de la Fdx réduite. Une hypothèse alternative pouvant aussi expliquer le ralentissement de la réaction à 

0,5 équivalent NADPH, serait que la seconde réduction par Fdx, c’est-à-dire la réduction de l’espèce 

Fe(III)-SH en Fe(II)-SH, soit lente, plus lente que la dimérisation de l’espèce Fe(III)-SH en centre 

[2Fe2S]2+. Mais cette réaction ne serait pas aussi rapide que la fusion de deux espèces Fe(II)-SH et donc 

induirait un ralentissement de la réaction. Au final, ces deux hypothèses convergent et suggèrent que la 

réaction la plus efficace est la fusion de deux espèces Fe(II)-SH conduisant à la formation d’un centre 

[2Fe2S]0. Cela nous amène alors à la question de la nature de l’oxydant permettant de transformer le 

centre [2Fe2S]0 en [2Fe2S]2+. Dans nos conditions, Fdx semble être capable de réaliser cette réaction, il 

est donc possible qu’in vivo cela soit également le cas. Mais d’autres oxydants pourraient également 

jouer ce rôle étant donné la très forte réactivité du centre super-réduit, notamment l’oxygène et le GSSG, 

or cela conduirait à la production de ROS. Il semble donc que ce processus soit finement contrôlé in 

vivo pour éviter un stress oxydant, mais la nature de l’oxydant reste à établir.
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Chapitre 6 Dépendance en frataxine des machineries ISC  

Ce dernier chapitre est consacré à l’étude du rôle de CyaY, la frataxine bactérienne, dans 

l’assemblage des centres Fe-S et aux différences qu’il existe entre les organismes procaryotes et 

eucaryotes. Nous avons notamment mené des études cinétiques avec la méthode ARBS pour évaluer 

l’effet de CyaY à chaque étape du mécanisme d’assemblage. Nous avons également évalué l’effet de 

CyaY sur la distribution du persulfure d’IscS entre différentes protéines acceptrices de persulfure : IscU, 

TusA et ThiI. Dans un second temps, nous avons cherché à comprendre les raisons de la moindre 

dépendance des organismes procaryotes vis-à-vis de la frataxine par rapport aux eucaryotes, notamment 

via l’étude du mutant en position 106 dans la protéine IscU qui semble contrôler ce phénomène. 

 

1. Rôle de la frataxine bactérienne CyaY dans la machinerie d’assemblage ISC. 

1.1   Contexte de l’étude  

Les données in vivo les plus récentes, ont montré que CyaY avait un effet spécifique sur 

l’assemblage des centres Fe-S par la machinerie ISC, avec une diminution d’environ 50% de la quantité 

de centres Fe-S synthétisés. Cet effet est révélé dans des conditions riches en fer, ce qui semble indiquer 

que l’effet de CyaY sur la machinerie ISC est fer-dépendant. Cependant, cet effet sur l’assemblage ne 

se traduit pas par un phénotype aussi drastique que chez les eucaryotes: aucun défaut de croissance n’est 

constaté en absence de CyaY ; le seul phénotype observé est un défaut de croissance lorsque ces cellules 

sont en co-culture avec des cellules sauvages. Les premières études in vitro ont montré que CyaY 

régulait négativement la formation des centres Fe-S. En effet, l’équipe du Dr. Annalisa Pastore a montré 

que CyaY inhibait l’activité cystéine désulfurase d’IscS et par conséquent inhibait la formation des 

centres Fe-S mais dans des reconstitutions d’assemblage utilisant du DTT comme réducteur (Adinolfi 

& al, 2009). Cet effet inhibiteur étant plus prononcé en présence de fer libre, cela suggérait un rôle fer-

dépendant. Or, cet effet est totalement l’inverse de celui d’activateur décrit pour la frataxine eucaryote. 

Nous avons donc voulu étudier le rôle de CyaY sur l’assemblage des centres Fe-S par la machinerie ISC 

procaryote complète, ce qui n’avait pas encore été réalisé.  

 

1.2   Effet de CyaY sur l’assemblage des centres Fe-S 

1.2.1   Effet de CyaY en conditions pauvres en fer 

Pour étudier l’effet de CyaY sur la vitesse d’assemblage, les reconstitutions ont été réalisées 

comme précédemment avec l’ajout L-cystéine pour initier la réaction. Les cinétiques montrent de 

manière surprenante que CyaY n’a aucun effet, ni sur la vitesse globale d’assemblage qui reste égale à 
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1,9 ± 0,2 min-1, ni sur le rendement en centre Fe-S qui correspond au plateau (Figure 78). Par contre, 

dans des réactions effectuées en absence du couple réducteur Fdx/FdxR, où le réducteur est la L-

cystéine, on observe une inhibition de la réaction par CyaY (Figure 78). Ces résultats confirment les 

observations précédentes montrant un effet inhibiteur de CyaY dans les réactions DTT-dépendantes, 

mais cette réaction étant considérée comme non physiologique, cet effet inhibiteur ne permet pas 

d’expliquer l’effet de CyaY in vivo. Bien que nos reconstitutions avec Fdx au lieu du DTT soient plus 

proches des conditions physiologiques, nous n’avons pas observé d’effet stimulateur de CyaY comme 

on pouvait s’y attendre d’après les constatations in vivo. L’une des raisons pourrait être que nos réactions 

ont été réalisées en absence de fer libre, la totalité du fer étant complexé par IscU, ce qui pourrait 

correspondre à une situation pauvre en fer in vivo, et pourrait expliquer l’absence d’effet de CyaY. Nous 

avons donc testé des conditions dites « riches en fer » en ajoutant du fer libre aux réactions de 

reconstitution.  

 

 

Figure 78 Effet de CyaY sur l’assemblage des centres Fe-S. Cinétiques d’assemblage en conditions 
catalytiques suivies à 456 nm avec le couple Fdx/FdxR en présence (courbe rouge) ou absence (courbe 
bleue) de CyaY. Des cinétiques d’assemblage sont également réalisées sans le couple Fdx/FdxR en 
présence (courbe orange) ou absence (courbe bleue claire) de CyaY. 

 

1.2.2   Effet de CyaY sur l’assemblage en conditions riches en fer 

Nous avons réalisé des réactions d’assemblage avec différents ratios de Fe2+ par rapport au 

complexe IscS-IscU-Fdx de 20:1 à 200:1 (Figure 79). Jusqu’à un ratio de 20:1, aucun effet de CyaY sur 

l’assemblage des centres Fe-S n’est observé, avec une vitesse de l’ordre de 1,9 ± 0,2 min-1 (Figure 

79a,e). Lorsque l’on augmente le ratio de Fe2+ par rapport au complexe IscS-IscU-Fdx, on observe un 

effet inhibiteur du fer qui augmente à mesure que sa concentration augmente. Cet effet est étonnant nous 

allons y revenir. Cependant, lorsque les assemblages sont effectués avec des ratios de 50:1 à 100:1, un 

effet accélérateur ou protecteur de CyaY est observable (Figure 79b,c). Cet effet est d’un facteur 
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environ 2,5 à ces ratios (Figure 79e). Lorsque le ratio atteint 200:1, l’effet de CyaY semble plus modéré, 

il semble que l’effet inhibiteur du fer domine dans ces conditions (Figure 79d).  

Il semble donc que CyaY ait un effet « positif » sur l’assemblage dans des conditions qui 

pourraient s’apparenter aux conditions « riches en fer » in vivo. Cependant, l’effet inhibiteur du fer est 

totalement surprenant et n’a pas encore été rapporté ni in vivo, ni in vitro. Il est donc nécessaire dans un 

premier temps d’étudier son effet pour pouvoir appréhender l’effet de CyaY. Le fer pourrait avoir un 

effet ralentisseur, soit sur l’étape cinétiquement limitante du processus, soit sur une autre étape qui 

deviendrait alors l’étape cinétiquement limitante. Le fer pourrait également interférer avec la formation 

des complexes entre IscU, IscS et Fdx, ce qui produirait également un effet sur la vitesse globale de la 

réaction. Pour comprendre cet effet, nous avons donc étudié l’effet du fer et de CyaY à chaque étape de 

l’assemblage, en cherchant, en parallèle, à déterminer l’étape cinétiquement limitante. 
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Figure 79 Effet d’un excès de fer sur l’assemblage des centres Fe-S. (a-b-c-d) Cinétiques 
d’assemblage en conditions catalytiques suivies à 456 nm avec Fe-IscU avec différents ratios de 
Fe2+/IscS-IscU. Le ratio est indiqué en gras sur chaque cinétique. (e) Vitesse d’assemblage des centres 
Fe-S en fonction du ratio Fe2+/IscS-IscU en présence (bleu) ou absence (rouge) de CyaY. 

 

1.3   Effet du fer et de CyaY sur la formation du persulfure d’IscS 

Pour étudier l’effet du fer sur la formation de persulfure par IscS, nous avons dans un premier temps 

analysé les cinétiques de génération de persulfures par IscS en absence et présence d’IscU, sous forme 

apo pour empêcher le transfert. La formation du persulfure d’IscS est extrêmement rapide (moins de 10 

secondes) en présence ou absence de CyaY, et apo-IscU n’a pas d’effet sur cette cinétique (Figure 80a). 

Nous avons alors regardé l’effet du fer sur la formation du persulfure d’IscS seule. Lorsque IscS est 

incubé avec 100 équivalents de fer dans le milieu réactionnel (correspondant au ratio 100:1), le 

persulfure est également formé très rapidement, en moins de 10 secondes, aussi bien en absence qu’en 

présence de CyaY (Figure 80b). Bien que nous ne puissions pas suivre la formation de persulfure en 

dessous de 10 secondes pour voir si le fer aurait un effet à des temps plus courts, nous verrons par la 

suite que cette réaction n’étant pas cinétiquement déterminante, même s’il y a un effet du fer, celui-ci 

n’aura pas d’impact sur la cinétique globale d’assemblage. 
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Figure 80 Formation du persulfure d’IscS en fonction d’apo-IscU, de CyaY et du fer. (a) 
Persulfidation d’IscS suivie par la méthode ARBS initiée par l’ajout de 1 équivalent de L-cystéine en 
présence ou absence de CyaY et d’apo-IscU. Les échantillons sont chargés sur gel SDS-PAGE 10 %. 
(b) Persulfidation d’IscS seule en présence de 100 équivalents d’ions Fe2+ suivie par la méthode ARBS 
initiée par l’ajout de 1 équivalent de L-cystéine. Les échantillons sont chargés sur gel SDS-PAGE 10 
%. 

 

1.4   Effet du fer et de CyaY sur le transfert de persulfure à IscU 

1.4.1   Effet de CyaY sur le transfert de persulfure à IscU en conditions pauvres en fer 

Nous avons ensuite étudié le transfert de persulfure d’IscS vers Fe-IscU. Nous avons commencé par 

étudier les cinétiques de transfert de persulfure en absence de fer, pour cela, IscS a été pré-incubé avec 

1 équivalent de L-cystéine puis la protéine IscS persulfurée a été incubée avec 1 équivalent de Fe-IscU 

en présence ou absence de 1 équivalent de CyaY. Nous pouvons observer qu’en absence de CyaY la 

forme non persulfurée d’IscU (IscU +3) disparait très rapidement (environ 2 minutes) au profit de la 

forme persulfurée (IscU +2) avec une vitesse de l’ordre de 1,7 ± 0,3 min-1 (Figure 81a en condition 

réductrice,c,d). Ce résultat est surprenant et différent de la machinerie eucaryote où le transfert de 

persulfure de NFS1 vers Fe-ISCU est l’étape la plus lente (15 minutes environ pour totalement 

persulfurer ISCU en absence de FXN). Nous reviendrons sur ce résultat important dans la prochaine 

section. Nous pouvons aussi remarquer la présence de deux espèces minoritaires ayant perdu soit 2 (IscU 

+1) ou 3 (IscU +0) unités d’alkylation qui augmentent au cours du temps. Les gels réalisés en conditions 

non réductrices permettent de confirmer les résultats préalablement obtenus dans le chapitre#5, 

montrant que les espèces IscU +1 et IscU +0 ne sont pas des persulfures (Figure 81a, en condition non 

réductrice). Nous pouvons observer qu’en présence de CyaY le transfert de persulfure est un peu plus 

rapide avec une vitesse de l’ordre de 2,4 ± 0,5 min-1 (Figure 81b en condition réductrice,c,d).  
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Figure 81 Effet de CyaY sur le transfert de persulfure d’IscS vers Fe-IscU. (a-b) Persulfidation de 
Fe-IscU suivie par la méthode ARBS initiée par l’incubation d’IscS pré-persulfurée en absence (a) ou 
présence (b) de CyaY. Les échantillons de ces alkylations supplémentés par du β-mercaptoéthanol (gel 
de gauche) ou sans β-mercaptoéthanol (gel de droite) sont déposés sur un gel SDS-PAGE 10 % et 14 % 
pour visualiser respectivement IscS et IscU. (c) Quantification de la forme persulfurée d’IscU à partir 
des gels SDS-PAGE (a-b). (d) Vitesse de transfert de persulfure entre IscS et IscU en en présence (bleu) 
ou absence (rouge) de CyaY. 

 

1.4.2   Effet de CyaY sur le transfert de persulfure à IscU en conditions riches en fer 

Les cinétiques de transfert de persulfures réalisées en présence de fer libre à des ratios compris 

entre 1:1 et 100:1 par rapport au complexe IscS-IscU, montrent que le fer n’a pas d’effet inhibiteur sur 

le transfert (Figure 82). À l’inverse, nous pouvons même remarquer une légère accélération entre les 

ratios 2:1 et 50:1 (Figure 82). Il est possible que cet effet accélérateur soit dû à une certaine labilité du 

fer dans IscU, notamment dans le tampon phosphate qui est utilisé pour réaliser les tests ARBS ; le flux 

constant entre le fer présent dans le milieu réactionnel et dans IscU permettrait de favoriser la métallation 

d’IscU en présence de fer libre et conduirait donc à une augmentation de la vitesse apparente de transfert 

de persulfure. La vitesse maximale pouvant être atteinte est de l’ordre de 2,8 ± 0,4 min-1 en valeur 
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moyenne sur l’ensemble des expériences réalisées en présence de fer libre. Ces expériences montrent 

également qu’en présence de CyaY, la vitesse maximale est atteinte sans fer libre. Il semble donc que 

CyaY stabilise le fer au sein du complexe IscS-IscU. En conclusion, l’excès de fer n’inhibe pas l’étape 

de transfert de persulfure et CyaY semble avoir un effet stabilisateur sur le fer dans le complexe IscS-

IscU. 
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Figure 82 Effet du fer dans le milieu réactionnel et de CyaY sur le transfert de persulfure d’IscS 
vers Fe-IscU. Persulfidation de Fe-IscU suivie par la méthode ARBS avec différents ratios de Fe2+/IscS-
IscU (1:1 ; 2:1 ; 5:1 ; 10:1 ; 20:1 ; 50:1 ; 100:1), initiée par l’ajout de L-cystéine en absence (gel de 

gauche) ou présence (gel de droite) de CyaY. Les échantillons de ces alkylations sont déposés sur un 
gel SDS-PAGE 14 % pour visualiser IscU. (b-c) Quantification de la forme persulfurée d’IscU à partir 
des gels SDS-PAGE présenté en (a) en absence (b) ou présence (c) de CyaY. (d) Vitesse de transfert de 
persulfure entre IscS et IscU en fonction du ratio Fe2+/IscS-IscU en présence (bleu) ou absence (rouge) 
de CyaY. 

 

1.5   Effet du fer et de CyaY sur la réduction de persulfure par Fdx 

1.5.1   Effet de CyaY sur la réduction du persulfure d’IscU en conditions pauvres en fer 

Nous avons ensuite évalué l’effet du fer et de CyaY sur la réduction du persulfure d’IscU par la 

ferrédoxine Fdx. Nous avons dans un premier temps évalué l’effet de Fdx en conditions dites « pauvres » 

en fer c’est-à-dire sans fer libre dans le milieu réactionnel. Pour cela, le complexe IscS-IscU a été incubé 

avec 1 équivalent de Fe2+ et de L-cystéine, puis 1 équivalent de Fdx/FdxR avec 2 équivalents de NADPH 

sont ajoutés lorsque le transfert de persulfure est terminé. Le suivi de la cinétique de réduction par Fdx 

montre que cette étape est plus lente que l’étape de transfert de persulfure (Figure 83a). De plus, en 

présence d’1 équivalent de CyaY la réduction est légèrement ralentie (Figure 83a, gel de droite). La 

quantification des gels et l’analyse cinétique par un modèle mono-moléculaire, identique à celui utilisé 

pour le transfert de persulfure donne une vitesse de réduction de l’ordre de 0,7 ± 0,3 min-1 en absence 

de CyaY et 0,4 ± 0,3 min-1 en sa présence (Figure 83b). La comparaison des vitesses de formation de 

persulfure, de transfert et de réduction indique que la réduction est l’étape la plus lente, donc 

potentiellement l’étape cinétiquement limitante. Cependant, la vitesse de réduction est inférieure à la 

vitesse globale d’assemblage (1,9 min-1), alors qu’elle devrait être du même ordre de grandeur si c’est 

l’étape cinétiquement limitante. Nous nous sommes alors demandé si la vitesse de réduction mesurée 

correspondait à la vitesse maximale. L’une des raisons pouvant être que la concentration en Fdx n’était 
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pas suffisante pour atteindre cette vitesse, c’est-à-dire que les conditions n’étaient pas saturantes en Fdx. 

Nous avons alors réalisé des titrations en Fdx afin de déterminer le ratio optimal entre Fdx et le complexe 

IscS-IscU (Figure 50c). Nous avons obtenu une vitesse maximale pour un ratio 1:1. Les cinétiques de 

réduction ayant été réalisées en présence d’un équivalent de Fdx, la différence entre la vitesse de 

réduction et celle d’assemblage ne peut pas s’expliquer par un défaut de saturation. Au final, le rapport 

des vitesses de transfert et de réduction de persulfure étant relativement proche (inférieur à un facteur 

10), il est probable que le régime cinétique ne soit pas celui où une seule étape est cinétiquement 

déterminante. Dans ce cas les deux réactions, transfert et réduction, vont contribuer à la vitesse globale, 

mais la réaction de réduction est probablement celle qui aura la plus forte influence car c’est la réaction 

la plus lente. 

 

Figure 83 Effet de CyaY sur la réduction du persulfure de Fe-IscU. (a) Réduction du persulfure de 
Fe-IscU suivie par la méthode ARBS en présence ou absence de CyaY. Les échantillons de ces 
alkylations sont déposés sur un gel SDS-PAGE 14 % pour visualiser IscU. (b) Quantification de la forme 
réduite de Fe-IscU à partir des gels SDS-PAGE (a). (c) Cinétiques d’assemblage en conditions 
catalytiques suivies à 456 nm avec différentes concentrations en Fdx comme indiqué en équivalents 
molaires. 

 

1.5.2   Effet du fer sur la réduction du persulfure d’IscU à 1 équivalent de L-cystéine 

Dans un premier temps, nous avons étudié l’effet du fer sur la réduction en présence d’un seul 

équivalent de L-cystéine. Pour cela, différents ratios de Fe2+/IscS-IscU-Fdx ont été incubés avec 1 

équivalent de L-cystéine. Puis, 1 équivalent de Fdx/FdxR avec 2 équivalents de NADPH ont été ajoutés 

lorsque le transfert de persulfure est terminé. Le fer est donc présent dès le début de la réaction. Pour les 

ratios inférieurs à 2:1, le fer n’a pas d’effet significatif sur la vitesse de réduction, par contre au-delà 2:1, 
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la réduction du persulfure d’IscU est partielle, indiquant que le fer perturbe la réduction par Fdx (Figure 

84). Cependant, aucun effet significatif de CyaY n’est observé permettant d’améliorer la réduction en 

présence de fer, ce qui ne permet donc pas d’expliquer son effet sur l’assemblage. En regardant plus en 

détail, nous pouvons observer qu’aux ratios 1:1 et 2:1, IscU n’est pas totalement persulfurée et qu’une 

proportion d’IscS, de l’ordre de 30%, reste persulfurée également (Figure 84). La présence de fer libre 

au ratio 2:1 ne permet pas non plus d’achever le transfert des 30 % restant sur IscS, il semble donc pas 

que cela soit dû à un défaut de métallation d’IscU qui pourrait expliquer un transfert partiel. L’une des 

raisons pouvant expliquer un transfert de persulfure en apparence partiel serait la présence de formes 

doublement persulfurées, à la fois sur IscS et sur IscU, dans lesquelles le persulfure d’IscS ne peut pas 

être transféré à IscU car elle est déjà persulfurée. Ce transfert ne pourrait pas non plus avoir lieu après 

réduction du persulfure d’IscU en intermédiaire [1Fe1S]. De manière étonnante, pour des ratios 

supérieurs à 2:1, la forme d’IscS persulfurée « disparait » très rapidement. Il semble donc que le fer soit 

capable de réduire le persulfure d’IscS et de manière Fdx-dépendante. Pour tester cette hypothèse, nous 

avons mené des expériences avec deux équivalents de L-cystéine qui permettent d’obtenir uniquement 

une forme doublement persulfurée. 
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Figure 84 Effet du fer sur la réduction du persulfure de Fe-IscU à 1 équivalent de L-cystéine. 
Réduction du persulfure de Fe-IscU par Fdx suivie par la méthode ARBS à différents ratios Fe2+/IscS-
IscU-Fdx en présence ou absence de CyaY. Les échantillons de ces alkylations sont déposés sur un gel 
SDS-PAGE 10 % et 14 % pour visualiser respectivement IscS et IscU. 

 

1.5.3   Effet du fer sur la réduction du persulfure d’IscU à 2 équivalents de L-cystéine 

Avec 2 équivalents de L-cystéine, on observe plusieurs effets (Figure 85). Nous avons tout 

d’abord analysé les réactions sans CyaY (Figure 85a,b,c). En regardant le niveau de persulfuration 

d’IscS, on constate que pour des ratios supérieurs à 5:1, le fer libre induit la réduction de son persulfure. 

Il semble également que le fer induise la réduction du persulfure d’IscU. Cet effet accélérateur est 

particulièrement visible aux temps courts, en comparant les niveaux de persulfuration d’IscU à t = 0 et 

60s. Au final, ces données suggèrent que le fer libre en excès soit capable de réduire de manière non 

spécifique les persulfures par une voie Fdx-dépendante. De plus, après 60s, la quantité d’IscU 
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persulfurée augmente, ce qui suggère qu’un persulfure est à nouveau transféré à la forme réduite d’IscU. 

Il est possible que le fer s’échange avec l’intermédiaire [1Fe1S] permettant ainsi un nouveau transfert 

de persulfure.   

Nous avons ensuite analysé l’effet de CyaY. En comparant les proportions d’IscS persulfurée à 

t = 0, 60s et 180s, on observe une fenêtre de ratios, entre 10:1 et 20:1, pour lesquels le transfert du second 

persulfure est ralenti en présence de CyaY (Figure 85a,b,c). CyaY pourrait donc jouer un rôle protecteur 

contre le fer libre qui vient réduire de manière non-spécifique les persulfures d’IscS et IscU. 

 

 

a 
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Figure 85 Effet du fer sur la réduction du persulfure de Fe-IscU à 2 équivalents de L-cystéine.       
(a) Réduction du persulfure de Fe-IscU par Fdx suivie par la méthode ARBS à différents ratios 
Fe2+/IscS-IscU-Fdx en présence ou absence de CyaY. Les échantillons de ces alkylations sont déposés 
sur un gel SDS-PAGE 10 % et 14 % pour visualiser respectivement IscS et IscU. (b) Quantification du 
déchargement du persulfure d’IscS à partir des gels SDS-PAGE en (a). (c) Vitesse de réduction du 
persulfure d’IscS en fonction du ratio Fe2+/IscS-IscU en présence (bleu) ou absence (rouge) de CyaY. 

 

1.6   Effet du fer sur le complexe IscS-IscU 

Nous avions montré au chapitre précédent, que le mécanisme de formation de centres [2Fe2S] 

nécessitait la dissociation d’IscU contenant l’intermédiaire [1Fe1S] pour dimériser. Nous avons donc 

analysé l’effet du fer sur la dissociation du complexe IscS-IscU-[1Fe1S] par RMN.  Nous avons dans 

un premier temps réalisé des spectres témoins de chaque protéine seule, c’est-à-dire Fe-IscU, IscS et 

Fdx/FdxR en présence de NADPH (Figure 86, spectres bleu foncé, violet et vert foncé). À partir de 

ces données, nous avons choisi deux zones particulières des spectres, la zone des méthyles entre 0,6 et 

-1,7 ppm et la zone des protons HN entre 12 et 9,4 ppm, où nous pouvons détecter des pics 

caractéristiques de chaque protéine. Le spectre du mélange de toutes ces protéines en présence de 

NADPH montre la disparition totale des signaux d’IscU et une disparition partielle des signaux d’IscS 

confirmant bien la formation d’un complexe entre ces deux protéines (Figure 86, spectre rouge). Les 

signaux du couple Fdx/FdxR persistent mais s’élargissent, suggérant une interaction dynamique avec le 



Dépendance en frataxine des machineries ISC  

 
 

252 

complexe IscU-IscS. Lorsque l’on incube ces protéines avec 1 équivalent de L-cystéine, le spectre ne 

change pas, aucun signal caractéristique d’IscU libre n’est détecté, suggérant bien qu’IscU reste en 

complexe avec IscS malgré la présence de l’intermédiaire [1Fe1S]. Ce résultat est cohérent avec 

l’accumulation du complexe IscS-IscU-[1Fe1S] et l’absence de formation de centre [2Fe2S] en 

conditions stœchiométriques lorsqu’il n’y a pas de Fe-IscU libre pour induire la dissociation d’IscU-

[1Fe1S] (Figure 86, spectre orange). Nous avons par la suite étudié ce complexe en présence de 10 

équivalents de fer. Lorsque l’on incube le complexe IscS-IscU-Fdx avec de la L-cystéine en présence 

de 10 équivalents de fer, le spectre ne change pas, aucun signal caractéristique d’IscU libre n’est détecté 

(Figure 86, spectre kaki). Cependant, l’absence des signaux caractéristiques d’IscU pourrait être due à 

un effet paramagnétique du fer sur IscU qui élargit les raies. Nous avons donc étudié l’effet du fer sur 

IscU. L’intermédiaire IscU-[1Fe1S] ne pouvant pas être isolé sous forme libre (c’est-à-dire en dehors 

du complexe avec IscS), nous avons utilisé Fe-IscU pour ces expériences. Nous avons préparé un 

échantillon avec 4 équivalents de fer, car en présence de 10 équivalents, la protéine Fe-IscU précipite 

(Figure 86, spectre rose et violet clair). L’analyse de cet échantillon montre que la plupart des signaux 

disparaissent, seul un signal aux alentours de 0 ppm est visible (noté IscU**) (Figure 86, spectre rose 

et violet clair). Ce signal étant absent du complexe IscS-IscU avec Fdx/FdxR aussi bien avant qu’après 

incubation avec la L-cystéine, nous en avons conclu que l’intermédiaire IscU-[1Fe1S] ne se dissociait 

pas en présence de fer libre. Mais la disparition de la plupart des pics d’IscU libre avec du fer en excès 

ne permet pas de conclure de manière totalement affirmative. 



Dépendance en frataxine des machineries ISC  

 
 

253 

 



Dépendance en frataxine des machineries ISC  

 
 

254 

Figure 86 Effet du fer sur la formation du complexe IscS-IscU-Fdx. Spectre RMN 1D 1H zoomé 
dans la région méthyle (CH3) et dans la région des protons extrême HN d’IscU, d’IscS et du couple 
Fdx/FdxR. Les spectres ont été acquis à 293 K à 800 MHz. Les signaux les plus distincts sont annotés 
de la façon suivante : (*) disparition quasi-complète lié à la formation d’un complexe entre les 
protéines et disparition complète en présence d’un excès de fer ; (**) disparition quasi-complète lié à la 
formation d’un complexe entre les protéines sauf dans les contrôles avec du fer en excès ; ((**)) 
élargissement partiel des signaux dans le complexe et élargissement équivalent ou plus important dans 
les contrôles avec du fer en excès. 

 

1.7   Assemblage en conditions stœchiométriques en présence d’un excès de fer 

Nous avons par la suite réalisé des reconstitutions d’assemblage de centres Fe-S en conditions 

stœchiométriques afin de voir si l’intermédiaire [1Fe1S] est échangé par un atome de fer comme proposé 

précédemment sur la base des résultats de cinétique de réduction en présence de fer libre (section A.4). 

Cette réaction d’échange pouvant mener à la libération d’une espèce [1Fe1S] qui pourrait former des 

centres Fe-S de manière non spécifique, en dehors du complexe IscS-IscU, nous avons passé le mélange 

réactionnel sur une colonne de dessalage. Après dessalage, une coloration marron reste sur la colonne 

et l’échantillon élué n’est pas coloré, ce qui indique que le chromophore n’était pas inséré dans IscU. 

En conclusion, ces résultats suggèrent que le fer en excès s’échange avec l’intermédiaire [1Fe1S] menant 

à la formation non spécifique de centres Fe-S en dehors du complexe IscS-IscU ou lié de manière non-

spécifique. 

 

1.8   Effet de CyaY sur la distribution du persulfure d’IscS 

Etant donné le rôle de FXN dans l’accélération du transfert de persulfure à ISCU dans le système 

murin, nous nous sommes également demandé si CyaY pourrait être impliquée dans la distribution du 

soufre par IscS entre IscU et les autres accepteurs de persulfures, notamment en favorisant le transfert à 

l’une ou l’autre de ces protéines. IscS est la source de soufre, non seulement pour IscU, mais également 

pour la biosynthèse des cofacteurs molybdène, la thiolation des ARN de transfert (ARNt) et la 

biosynthèse de la thiamine via TusA et ThiI. IscS interagit avec ces trois protéines mais aussi avec CyaY 

et IscX qui fait partie de l’opéron isc mais dont le rôle reste encore mal connu. L’équipe de Miroslaw 

Cygler a établi un modèle des zones d’interaction entre le dimère d’IscS et ces partenaires : IscU, TusA, 

ThiI, CyaY et IscX (Shi & al, 2010). Il est intéressant de noter que le site de fixation d’IscU (zone bleu 

clair) chevauche le site de fixation de ThiI (zone rouge) mais pas celui de TusA (zone jaune) (Figure 

87). Cependant, les sites de fixation de TusA et ThiI se chevauchent. Étonnamment, les sites de fixation 

de CyaY et IscX (zone verte) sont identiques et chevauchent celui de ThiI. L’objectif de cette partie a 

été d’évaluer si CyaY ou IscX ont un rôle dans la distribution du persulfure d’IscS à TusA et ThiI. 
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Figure 87 Modèle des zones d’interaction entre le dimère d’IscS et ses partenaires IscU, TusA, 
ThiI, CyaY et IscX. Les zones d’interactions d’IscU, TusA, ThiI, CyaY et IscX sont délimitées en bleu, 
jaune, rouge et vert respectivement. (Issue de Shi & al, 2010). 

 

1.8.1   Effet de TusA 

Nous avons ainsi mis en compétition IscU et TusA en regardant dans un premier temps si la 

formation de centres Fe-S était impactée par la présence de TusA. Pour cela, 100 µM de Fe-IscU ont été 

incubée avec 10 µM IscS, 5µM Fdx et FdxR, 200 µM NADPH, 100 µM de TusA en présence ou absence 

de 10 µM CyaY. Les réactions ont été initiées par l’ajout de 100 µM de L-cystéine. Les cinétiques 

d’assemblage montrent qu’en présence de TusA, la synthèse de centres Fe-S est totalement inhibée et 

CyaY n’est pas capable d’empêcher cette inhibition (Figure 88a). Nous avons dans un second temps 

regardé la distribution du persulfure d’IscS entre IscU et TusA par la méthode d’alkylation ARBS. TusA 

possède 2 résidus cystéines et donc 3 états d’alkylation, dénommés TusA +2, +1 et +0. Nous avons donc 

incubé 1 équivalent d’IscS, IscU et TusA en présence de 2 équivalents de L-cystéine. En absence de 

CyaY, la forme réduite de TusA disparait au profit d’une espèce ayant perdu 1 unité d’alkylation pouvant 

correspondre à un persulfure (Figure 88b). Cependant, l’analyse en conditions non réductrices montre 

l’absence des espèces TusA+3 et +2, mais une bande aux alentours de 70 kDa correspondant à un 

complexe entre IscS et TusA via un pont disulfure intermoléculaire (Figure 88c). Cette espèce étant 

présente uniquement après incubation avec la L-cystéine, elle est très probablement formée par réaction 

entre une cystéine réduite et un persulfure porté soit par IscS, soit par TusA. Il est donc difficile de 

conclure si TusA a été persulfurée au cours de la réaction, mais il semble qu’il y ait une interaction 

privilégiée entre IscS et TusA car IscU n’est pas persulfurée au cours de cette réaction (Figure 88a). La 

présence de CyaY ne permet pas non plus d’orienter la réaction vers IscU (Figure 88d). Il semble donc 

que CyaY n’ai pas d’effet sur la distribution du soufre entre TusA et IscU. 
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Figure 88 Compétition de transfert du persulfure d’IscS vers Fe-IscU ou TusA. (a) Cinétiques 
d’assemblage en conditions catalytiques suivies à 456 nm en présence ou absence de CyaY et de TusA. 
(b-c-d) Persulfidation de TusA et de Fe-IscU suivie par la méthode ARBS en présence de 1 équivalent 
d’IscS et de 2 équivalents de L-cystéine en absence (b-c) ou présence (d) de CyaY. Les échantillons de 
ces alkylations supplémentés (b-d) ou non (c) par du β-mercaptoéthanol sont déposés sur un gel SDS-
PAGE 14 % pour visualiser TusA et Fe-IscU. 

 

Nous avons ensuite testé deux mutants de TusA dans la compétition de transfert de persulfure 

avec IscU. Le premier est muté au niveau de la cystéine catalytique de TusA qui a été caractérisée 

comme résidu accepteur du persulfure d’IscS (Ikeuchi & al, 2006). Cette cystéine a été mutée par une 

sérine, conduisant au mutant TusA C19S. Nous avons dans un premier temps évalué l’effet de ce mutant 

sur une cinétique d’assemblage de centres Fe-S. En présence du mutant TusA C19S la formation de 

centres Fe-S n’est pas inhibée et présente une vitesse et un niveau de centres Fe-S similaire à la cinétique 

contrôle sans ce mutant (Figure 89a). Nous avons également évalué la distribution de persulfure entre 

IscU et TusA C19S par la méthode ARBS. Nous pouvons observer qu’IscS transfère son persulfure à 

IscU en moins de 2 minutes (Figure 89b). La cystéine C19S de TusA est donc nécessaire pour interagir 

avec IscS par le biais de sa cystéine persulfurée. Ces résultats montrent également que l’action de TusA 

n’est pas d’ordre stérique, car IscU est capable de recevoir un persulfure même en sa présence. 

Le second mutant de TusA concerne sa seconde cystéine Cys56 qui a été substituée par une alanine. 

Nous avons dans un premier temps évalué l’effet de ce mutant sur une cinétique d’assemblage de centres 

Fe-S dans les mêmes conditions que précédemment. La vitesse initiale de formation des centres Fe-S 

avec le mutant TusA C56A est similaire à la vitesse initiale en absence de ce mutant (Figure 89c). 
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Cependant, la vitesse d’assemblage diminue fortement lorsque 50 % des centres Fe-S sont formés et 

n’atteint pas le même plateau. Ce résultat suggère que la compétition entre TusA et IscU pour le 

persulfure d’IscS est altérée dans ce mutant. Nous avons donc regardé la distribution du persulfure 

d’IscS entre ces deux protéines par la méthode ARBS. En présence du mutant TusA C56A, IscU ne 

reçoit que 50 % de persulfure d’IscS et le mutant TusA C56A les 50 % restant (Figure 89d). Ce résidu 

Cys56 semble donc être important dans l’interaction entre la cystéine réceptrice de TusA et la cystéine 

catalytique d’IscS. 

 

 

Figure 89 Compétition de transfert du persulfure d’IscS vers Fe-IscU ou TusA C19S et TusA 
C56A.   (a) Cinétiques d’assemblage en conditions catalytiques suivies à 456 nm en présence ou absence 
de TusA C19S. (b) Persulfidation de TusA C19S et de Fe-IscU suivie par la méthode ARBS en présence 
de 1 équivalent d’IscS et de L-cystéine en absence de CyaY. Les échantillons de ces alkylations sont 
déposés sur un gel SDS-PAGE 14 % pour visualiser TusA C19S et Fe-IscU. (c) Cinétiques d’assemblage 
en conditions catalytiques suivies à 456 nm en présence ou absence de TusA C56A. (d) Persulfidation 
de TusA C56A et de Fe-IscU suivie par la méthode ARBS en présence de 1 équivalent d’IscS et de L-
cystéine en absence de CyaY. Les échantillons de ces alkylations sont déposés sur un gel SDS-PAGE 
14 % pour visualiser TusA C56A et Fe-IscU. 

 

1.8.2   Effet d’IscX 

Nous avons par la suite testé l’effet d’IscX sur cette compétition de transfert de persulfure entre IscS 

et ses partenaires IscU et TusA. Nous avons également testé si IscX et CyaY devaient être en tandem 

afin d’observer un effet sur ce transfert de persulfure. En présence de IscX, le persulfure de IscS est 
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toujours transféré à TusA et pas à IscU (Figure 90a). Lorsque CyaY et IscX sont présentes toutes les 

deux, on observe un effet similaire (Figure 90b).  

 

 

Figure 90 Effet de IscX sur le transfert de persulfure d’IscS vers Fe-IscU et TusA. Persulfidation 
de TusA et de Fe-IscU suivie par la méthode ARBS en présence de 1 équivalent d’IscS et d’IscX 
supplémenté par 2 équivalents de L-cystéine en absence (gel de gauche) ou présence (gel de droite) de 
CyaY. Les échantillons de ces alkylations sont déposés sur un gel SDS-PAGE 14 % pour visualiser 
TusA et Fe-IscU. 

 

En conclusion, ni CyaY, ni IscX, ni le tandem CyaY + IscX ne sont capables de détourner le 

transfert du persulfure d’IscS à TusA vers IscU. Cependant, nous n’avons pas eu l’occasion de tester 

ThiI et nous n’excluons pas un effet de CyaY pour favoriser le transfert vers IscU au dépens de ThiI, 

car les sites de fixation de ThiI, IscU et CyaY se chevauchent. A l’inverse, les sites de fixations de TusA 

et IscU sont disjoints, il n’y a donc pas à priori de compétition pour la fixation à IscS mais uniquement 

pour le transfert de persulfure. En se fixant au complexe IscS-IscU, CyaY pourrait potentiellement 

favoriser la fixation d’IscU au détriment de ThiI et donc la distribution du soufre entre ces deux 

protéines.  
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2. Une coévolution entre ISCU et la FXN a permis de rendre la machinerie ISC eucaryote 

dépendante de la FXN. 

2.1   Contexte de l’étude  

Alors que les protéines de la machinerie ISC ont été conservées au cours de l’évolution (75 % 

d’identité de séquence entre IscU/ISCU ; 60 % entre IscS/NFS1 et 25 % entre CyaY/FXN avec 70 % de 

similitude) ainsi que les premières étapes du mécanisme d’assemblage d’après nos données, la 

dépendance vis-à-vis de la frataxine semble avoir largement évolué entre procaryotes et eucaryotes. 

Alors que l’absence de frataxine conduit à un retard de croissance très marqué dans le modèle levure et 

est létale chez les eucaryotes supérieurs, son absence ne produit pas de phénotype de croissance dans le 

modèle bactérien E. coli, uniquement une capacité réduite de croissance dans des conditions de 

compétition avec un organisme sauvage. Ces différences semblent corrélées à la sévérité des défauts 

d’assemblage des centres Fe-S avec des diminutions de l’ordre de 90 % chez les eucaryotes et de l’ordre 

de 50 % chez E. coli (Rötig & al, 1997 ; Roche & al, 2015). Il semble donc que l’importance ou le rôle 

de la frataxine dans l’assemblage des centres Fe-S ait évolué. L’étude de la machinerie ISC eucaryote 

de M. musculus nous a permis de mettre en avant que la frataxine est un activateur cinétique de 

l’assemblage accélérant le transfert de soufre à ISCU (article#2). En 2011, l’équipe du Dr. Andrew 

Dancis a identifié un mutant ponctuel dans IscU capable de restaurer la croissance de souches de levure 

ne possédant pas de frataxine, corrélé à une amélioration de l’activité de biogénèse des centres Fe-S 

(Yoon & al, 2015). Ce mutant cible la position 106 (numérotation protéine M. musculus) en remplaçant 

une méthionine par une isoleucine (Roche & al, 2015, Yoon & al, 2015). L’équipe de Béatrice 

Py/Frédéric Barras, a ensuite montré par comparaison de séquences d’IscU qu’une méthionine est 

présente en position 106 dans tous les organismes eucaryotes et un résidu hydrophobe (Ile, Leu, Val) ou 

plus rarement une asparagine (Asn) chez les procaryotes et notamment un très grand nombre de 

bactéries. Ce groupe a alors montré qu’en « eucaryotisant » IscU d’E. coli, par la mutation du résidu 

Ile106 en méthionine, cet organisme devient plus dépendant de la frataxine, avec un phénotype de retard 

de croissance et une forte diminution de l’activité de biosynthèse des centres Fe-S en son absence (Roche 

& al, 2015). Il est intéressant d’observer qu’une seule mutation dans IscU est capable de rendre la 

machinerie ISC plus ou moins dépendante de la frataxine. Nous avons donc étudié l’effet de cette 

mutation dans les protéines ISCU souris et IscU d’E. coli afin de déterminer le mécanisme de 

dépendance en frataxine. 
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2.2   Effet de la mutation d’ISCU M106I sur la machinerie ISC eucaryote 

Nous avons commencé par évaluer l’effet de la mutation M106I dans ISCU souris sur 

l’assemblage de centres Fe-S avec le système reconstitué complet (Figure 91a). En absence de FXN, 

l’assemblage est accéléré avec le mutant M106I, d’un facteur 4 environ par rapport à la protéine sauvage, 

avec des vitesses de 1,1 ± 0,2 min-1 pour le mutant M106I et 0,3 ± 0,1 min-1 pour la protéine WT (Figure 

91a,b). En présence de FXN, les vitesses d’assemblage sont sensiblement équivalentes. Pour déterminer 

si la mutation agit sur le transfert de persulfure comme FXN, nous avons étudié les cinétiques de transfert 

par la méthode ARBS. Nous pouvons observer qu’en absence de FXN, le transfert de persulfure est plus 

rapide avec le mutant M106I que ISCU sauvage, avec des vitesses respectives de l’ordre de 0,9 ± 0,1 

min-1 et 0,2 ± 0,1 min-1 (Figure 91c,d,e). La substitution M106I permet donc d’accélérer le transfert de 

persulfure en absence de FXN, ce qui a pour conséquence de stimuler l’assemblage, mais pas autant que 

FXN. Cette mutation semble donc mimer, mais seulement partiellement, l’effet de FXN sur le transfert 

de persulfure à ISCU. De plus, FXN est toujours capable d’accélérer le transfert de persulfure dans ce 

mutant, ce qui confirme que la mutation ne reproduit que partiellement l’effet de FXN et donc que 

d’autres facteurs interviennent pour l’accélération de ce processus. 
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Figure 91 Effet du mutant ISCUM106I sur l’assemblage des centres Fe-S. (a) Cinétiques 
d’assemblage en conditions catalytiques avec Fe-ISCU et Fe-ISCU M106I suivies à 456 nm en présence 
ou absence de FXN. (b) Vitesse d’assemblage des centres Fe-S d’ISCU WT ou M106I en présence 
(bleu) ou absence de FXN (rouge). (c) Persulfidation d’ISCU et d’ISCU M106I suivie par la méthode 
ARBS en présence de 1 équivalent de complexe NIA et de L-cystéine en présence ou absence de FXN. 
Les échantillons de ces alkylations sont déposés sur un gel SDS-PAGE 14 % pour visualiser ISCU. (d) 
Quantification de la forme persulfurée d’ISCU à partir des gels SDS-PAGE (c). (e) Vitesse de transfert 
de persulfure entre NFS1 et ISCU WT ou M106I en présence (bleu) ou absence (rouge) de FXN. 

 

2.3   Effet de la mutation d’IscU I106M sur la machinerie ISC procaryote 

Nous avons ensuite évalué l’effet de la mutation I106M dans IscU d’E. coli. En absence de 

CyaY, nous pouvons observer que la vitesse de transfert de persulfure avec le mutant IscU I106M est 

fortement réduite, d’un facteur environ 8, par rapport à IscU sauvage (Figure 92a,b,c). La présence d’un 

résidu méthionine en position 106 à la place d’une isoleucine a donc un effet ralentisseur sur la vitesse 

de transfert de persulfure chez les procaryotes comme chez les eucaryotes. De plus, en présence de 

CyaY, la vitesse de transfert de persulfure est augmentée d’un facteur 2, ce qui suggère un rôle conservé 

d’accélérateur de transfert entre les frataxines de différents organismes (Figure 92a,b,c).  
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Figure 92 Effet du mutant IscU I106M sur le transfert de persulfure. (a) Persulfidation d’IscU 
I106M suivie par la méthode ARBS en présence de 1 équivalent d’IscS et de L-cystéine en présence ou 
absence de CyaY. Les échantillons de ces alkylations sont déposés sur un gel SDS-PAGE 14 % pour 
visualiser IscU. (b) Quantification de la forme persulfurée d’IscU I106M à partir des gels SDS-PAGE 
(a). (c) Vitesse de transfert de persulfure entre IscS et IscU WT ou I106M en présence (bleu) ou absence 
(rouge) de CyaY. 

 

Nous avons ensuite étudié l’effet de cette mutation sur l’assemblage de centres Fe-S. En absence 

de CyaY, la vitesse globale d’assemblage avec le mutant I106M d’IscU est ralentie d’un facteur 2 

environ en passant de 1,9 ± 0,1 min-1 à 0,9 ± 0,1 min-1, ce qui est compatible avec la diminution de la 

vitesse de transfert de persulfure (Figure 93 courbe rouge et bleue). Ces données semblent donc 

cohérentes avec les observations in vivo montrant un défaut d’assemblage de l’ordre de 30 à 50 % dans 

des cellules exprimant le mutant I106M (Roche & al, 2015). Cependant, en présence de CyaY, nous 

avons observé que la vitesse globale d’assemblage par le mutant I106M est encore plus réduite passant 

de 0,9 ± 0,1 min-1 à 0,2 ± 0,05 min-1 (Figure 93 courbe verte). CyaY semble donc inhiber la formation 

de centres Fe-S avec ce mutant, ce qui n’est pas cohérent avec les données in vivo montrant une 

récupération du défaut de croissance et d’assemblage de centres Fe-S par CyaY (Roche & al, 2015). Le 

fait que CyaY soit capable d’accélérer le transfert de persulfure mais ralentisse l’assemblage, suggère 

qu’elle intervient à une autre étape du processus, en plus du transfert. Nous avons émis l’hypothèse que 

CyaY a une affinité plus forte pour le mutant I106M que pour le WT, ralentissant ainsi sa dissociation 

d’IscS et donc sa dimérisation pour former le centre binucléaire [2Fe2S]. 
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Nous nous sommes alors demandé si la protéine IscX qui se lie à IscS sur le même site de fixation que 

CyaY pourrait jouer un rôle à cette étape. En présence de IscX à 1 équivalent par rapport à IscS, la 

vitesse globale d’assemblage est augmentée, mais sans atteindre la vitesse observée en absence de CyaY 

(Figure 93 courbe orange). Ces résultats suggèrent donc qu’IscX limite l’effet inhibiteur de CyaY, 

potentiellement en déplaçant CyaY du complexe IscS-IscU. Il serait intéressant de réaliser une titration 

d’IscX en présence de CyaY pour voir si à de plus hautes concentrations, il est possible d’obtenir une 

vitesse d’assemblage plus grande que celle obtenue sans CyaY. Ces résultats suggèrent donc qu’IscX 

pourrait être importante in vivo pour permettre la récupération des phénotypes associés au mutant 

I106M. 

 

Figure 93 Effet du mutant IscU I106M sur l’assemblage des centres Fe-S. (a) Cinétiques 
d’assemblage en conditions catalytiques avec IscU sauvage ou IscU I106M suivies à 456 nm avec le 
couple Fdx/FdxR en présence ou absence de CyaY et de IscX. (b) Vitesse d’assemblage des centres Fe-
S avec IscU WT ou I106M en présence (bleu) ou absence (rouge) de CyaY. 

 

2.4   Effet de CyaY sur la machinerie ISC eucaryote 

Enfin, nous nous sommes demandé si CyaY pourrait remplacer FXN dans le système souris 

(Figure 94). Nous avons constaté que la vitesse globale d’assemblage (Figure 94a,b), ainsi que la 

vitesse de transfert de persulfure (Figure 94c,d,e) dans le système ISC murin (ISCU, NFS1-ISD11-

ACP, FDX2, FDXR) sont toutes deux augmentées d’un facteur environ 2,5 en présence de CyaY. La 

frataxine bactérienne est donc en capacité d’accélérer le transfert de persulfure dans la machinerie 

eucaryote renforçant l’idée que cette fonction a été conservée entre organismes. Néanmoins, CyaY n’est 

pas capable d’atteindre le niveau d’accélération de FXN eucaryote, ce qui suggère un gain de fonction 

par FXN au cours de l’évolution. 
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Figure 94 Effet de CyaY sur l’assemblage des centres Fe-S par la machinerie eucaryote. (a) 
Cinétiques d’assemblage en conditions catalytiques avec Fe-ISCU suivies à 456 nm en présence ou 
absence de FXN et de CyaY. (b) Vitesse d’assemblage des centres Fe-S avec ISCU WT en présence 
(bleu) ou absence (rouge) de FXN et en présence (vert) de CyaY. (c) Persulfidation d’ISCU suivie par 
la méthode ARBS en présence de 1 équivalent de complexe NIAU et de L-cystéine en présence ou 
absence de FXN et de CyaY. Les échantillons de ces alkylations sont déposés sur un gel SDS-PAGE 14 
% pour visualiser ISCU. (d) Quantification de la forme persulfurée d’ISCU à partir des gels SDS-PAGE 
(c). (e) Vitesse de transfert de persulfure avec ISCU WT en présence (bleu) ou absence (rouge) de FXN 
et en présence (vert) de CyaY. 
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3. Discussion  

L’étude de l’effet de CyaY sur la cinétique d’assemblage Fdx-dépendante nous a montré qu’elle 

n’avait pas d’effet accélérateur comme celui mit en évidence avec la frataxine eucaryote, uniquement 

un effet inhibiteur sur la réaction thiol-dépendante cohérent avec les reconstitutions DTT-dépendante 

mais qui ne représente pas un processus physiologiquement pertinent. Cependant, les cinétiques 

d’assemblage Fdx-dépendantes ont mis en évidence un effet de CyaY en présence de fer libre qui 

pourrait être compatible avec l’effet fer-dépendant de CyaY in vivo (Roche & al, 2015). Nous avons 

trouvé de manière étonnante que le fer libre interfère avec la réaction d’assemblage et que CyaY limite 

cet effet pour une certaine gamme de concentrations en fer (ratio fer : IscS-IscU compris entre 50:1 et 

200:1).  

L’étude de l’effet du fer étape par étape nous a montré que le fer n’agit ni sur la formation du 

persulfure d’IscS, ni sur son transfert à IscU, mais sur sa réduction. Nos données suggèrent que le fer 

altère la réduction par Fdx. Il semble également que le fer libre soit capable de réduire de manière non-

spécifique et Fdx-dépendante les persulfures aussi bien dans IscS que dans IscU. De plus, en conditions 

stœchiométriques où la réaction est bloquée au stade de l’intermédiaire (IscS-IscU-[1Fe1S])2, le fer 

induit la formation de centre Fe-S, mais la RMN suggère qu’IscU ne se dissocie pas d’IscS et l’analyse 

du produit final après dessalage indique que ces centres Fe-S ne sont pas liés à une protéine. De même, 

les cinétiques d’assemblage en conditions catalytiques indiquent que la quantité de centre Fe-S est 

équivalente quelle que soit la concentration en fer libre, ce qui pourrait suggérer que cette réaction est 

productive de centres [2Fe2S] dans IscU. Cependant nous n’avons pas réalisé d’analyse du produit final 

à l’issue des réactions d’assemblage pour vérifier que les centres Fe-S étaient effectivement liés à IscU. 

Au final, il semble que le fer interfère avec la réduction par Fdx et le fait que cette étape soit la plus 

lente du processus d’assemblage renforce l’idée que cette interférence aura un effet sur la vitesse globale 

d’assemblage. 

L’étude de l’effet de CyaY à chaque étape, en présence de fer, nous a montré que CyaY n’agit 

pas sur la formation du persulfure d’IscS, mais semble accélérer la réaction de transfert de persulfure, 

probablement en stabilisant le fer au sein du complexe IscS-IscU. Cependant, cet effet ne permet pas 

d’expliquer son effet accélérateur ou protecteur en présence de fer libre, puisque le fer libre n’a pas 

d’effet inhibiteur sur le transfert. Nous avons également observé un effet ralentisseur de CyaY sur la 

réduction par Fdx en absence de fer, mais qui ne permet pas non plus d’expliquer son effet protecteur 

car l’effet est ici ralentisseur. Cet effet ralentisseur pourrait être dû à une compétition entre CyaY et Fdx 

pour la fixation au complexe IscS-IscU. Par contre, nous avons observé que pour des ratios de Fe2+/IscS-

IscU compris entre 5:1 et 100:1, CyaY ralentit la réduction du persulfure d’IscS. A plus forte 

concentration en fer, CyaY n’a plus d’effet. L’ensemble de ces données suggèrent que CyaY protège le 

complexe IscS-IscU contre l’effet délétère du fer sur la réduction non-spécifique de persulfure. Cet effet 
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protecteur contre le fer libre pourrait potentiellement expliquer l’effet positif de CyaY sur l’assemblage 

en conditions riches en fer. Cependant, l’effet protecteur de CyaY sur la réduction non-spécifique est 

observé à des ratios en fer plus faible que dans les réactions d’assemblage. Néanmoins, les conditions 

expérimentales sont différentes, notamment la présence d’une plus grande quantité d’IscU dans les 

réactions d’assemblage, va permettre de tamponner le fer en excès et également d’engager 

l’intermédiaire [1Fe1S] dans la formation de centres [2Fe2S], tandis que dans les réactions de réduction 

suivie par test ARBS, le système est bloqué au niveau de cet intermédiaire. L’hypothèse que le fer soit 

toxique pour l’assemblage des centres Fe-S reste surprenante et ne semble pas cohérente avec le fait 

qu’in vivo, en conditions riches en fer, l’activité de biogénèse est globalement plus élevée. Il est possible 

qu’en conditions pauvres (M9), le fer soit limitant et donc l’activité de biogénèse ne serait pas optimale, 

alors qu’en conditions riches l’activité de biogénèse serait à son maximum mais serait également ralentie 

par la présence de fer libre. Pour répondre à cette question il faudrait tester des gammes de 

concentrations en fer in vivo. 

Nous avons également exploré l’hypothèse que CyaY orchestre la distribution du persulfure 

d’IscS entre IscU et TusA, ce qui pourrait également expliquer son effet sur l’assemblage des centres 

Fe-S si elle était capable de favoriser IscU vis-à-vis de TusA. Nous avons en parallèle testé l’effet de 

IscX. Nous avons montré que TusA est favorisée par rapport à IscU et que, ni CyaY, ni IscX ne pouvait 

rediriger le soufre vers IscU. L’absence de compétition entre IscU et TusA peut s’expliquer par le fait 

que leurs zones d’interactions avec IscS sont disjointes. Il semble donc que CyaY ne soit pas impliquée 

dans la distribution du soufre entre TusA et IscU. Cependant, nous n’avons pas étudié l’effet de CyaY 

et IscX sur la distribution entre ThiI et IscU car leurs sites de fixation respectifs sur IscS se chevauchent, 

ce qui pourrait conduire à une compétition entre les deux protéines.  

Enfin, nous avons cherché à comprendre comment les machineries ISC eucaryotes et 

procaryotes qui sont pourtant extrêmement similaires pouvaient être plus au moins dépendantes de la 

frataxine. Nous avons observé chez les eucaryotes que l’étape limitante était le transfert de persulfure 

entre NFS1 et ISCU, à l’inverse chez les procaryotes cette étape est très rapide et c’est l’étape de 

réduction qui devient l’étape la plus lente sans pour autant devenir totalement déterminante 

cinétiquement car très proche de la vitesse de transfert de persulfure. Chez les eucaryotes, le transfert 

est stimulé par la frataxine par un facteur environ 10 ce qui permet d’accélérer l’assemblage. Nous avons 

constaté que le ralentissement de la vitesse de transfert entre les procaryotes et les eucaryotes était dû à 

la mutation du résidu en position 106 qui détermine également la dépendance en frataxine in vivo. Chez 

les eucaryotes ce résidu est une méthionine alors que chez les procaryotes c’est soit une isoleucine, une 

leucine ou une valine et dans de rares cas une asparagine. La substitution de la méthionine 106 par une 

isoleucine dans la protéine ISCU de souris conduit à une accélération du transfert corrélée à une 

stimulation de l’assemblage des centres Fe-S. Bien que cette mutation ne reproduise que partiellement 

l’effet de FXN, il semble qu’in vivo cela soit suffisant pour récupérer le défaut de croissance. 
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Inversement, la substitution de l’isoleucine en méthionine à la position 106 équivalente chez IscU d’E. 

coli, conduit à un ralentissement de la réaction de transfert et à une accélération en présence de CyaY. 

L’effet de la mutation I106M sur le transfert est corrélé à un effet ralentisseur sur l’assemblage mais 

relativement modeste car la réduction reste limitante. Il est difficile de dire si cet effet modeste peut à 

lui seul expliquer l’effet observé in vivo. Il est donc possible que ce mutant induise d’autres effets qui 

affectent l’assemblage. Notamment, une interaction plus faible entre IscS et IscU ou une sensibilité 

accrue au fer. De plus, CyaY ralentit fortement la réaction d’assemblage alors qu’elle accélère le 

transfert de persulfure. Cela nous a amené à émettre l’hypothèse que CyaY interagit plus fortement avec 

le mutant I106M, ce qui pourrait interférer avec la réduction du persulfure ou la dimérisation. Cette 

hypothèse est supportée par le fait qu’IscX limite l’effet inhibiteur de CyaY. Bien que dans nos 

conditions, IscX ne permette pas d’obtenir une accélération de l’assemblage par CyaY avec le mutant 

I106M par rapport à la réaction effectuée sans elle, il est possible qu’à des concentrations plus élevées 

en IscX cela soit le cas. Il faudrait donc tester une gamme de concentrations en IscX pour pouvoir 

conclure. 

Au final, ces résultats montrent l’importance du résidu en position 106 dans le transfert de 

persulfure. Ce résidu se trouve à proximité du site métallique d’IscU sur la même hélice α que la cystéine 

104 acceptrice du persulfure. La mutation de la méthionine par une isoleucine peut potentiellement 

augmenter la flexibilité de cette hélice α permettant ainsi une acquisition plus aisée du persulfure par la 

cystéine 104. Mais il reste encore difficile de comprendre comment la substitution d’une méthionine par 

un acide aminé hydrophobe peut modifier cette flexibilité, car cette position est très exposée au solvant 

et semble peu impliquée dans la structuration de la protéine. Un certain nombre d’acides aminés 

hydrophobes à proximité (Leu97, Leu102, Leu107) pourrait jouer un rôle dans ce processus mais cela 

reste à établir.  

Nous avons également évalué l’effet de CyaY sur la machinerie eucaryote afin de déterminer si 

la frataxine bactérienne aurait le potentiel d’accélérer l’assemblage des centres Fe-S. Nous avons 

observé qu’en présence de CyaY, le transfert de persulfure est augmenté d’un facteur 3 ainsi que 

l’assemblage. CyaY a donc le potentiel d’activer le transfert de persulfure dans la machinerie eucaryote 

tout en restant moins efficace que FXN. Cela peut s’expliquer par le fait que la frataxine eucaryote ait 

évolué en acquérant des mutations ponctuelles pour améliorer sa capacité à stimuler le transfert de 

persulfure. La structure du complexe NIAUF parue en 2019, a permis de mettre en évidence un certain 

nombre de modifications structurales induites par FXN dans ISCU (Figure 95). L’une des interactions 

qui semble centrale dans le mécanisme d’activation par FXN est une interaction d’empilement π-π entre 

le résidu ligand du fer d’ISCU His103 avec le Trp155 de FXN. Cet acide aminé est conservé parmi les 

frataxines montrant ainsi son rôle critique dans le processus d’assemblage des centres Fe-S. Par contre, 

au moins deux acides aminés polaires qui semblent important pour le mécanisme d’activation par FXN 

n’étaient pas initialement présents dans CyaY, on trouve à la place des acides aminés hydrophobes à ces 
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positions. C’est le cas de l’asparagine Asn151 qui interagit avec la cystéine Cys35 qui coordonne le fer 

et la sérine Ser157 qui interagit avec la proline Pro99 dans ISCU pour favoriser la torsion de l’hélice α 

portant l’histidine His103 et la cystéine Cys104. À ces positions, CyaY possède une leucine et une 

alanine. Il serait donc intéressant de tester les mutants L151N et A157S dans CyaY. Au final, ces 

données suggèrent que non seulement ISCU mais également la frataxine, ont évolué pour rendre le 

processus d’assemblage plus dépendant de la frataxine. 

 

 

Figure 95 Interaction de la FXN avec ISCU. Structure du complexe humain NIAUF résolue par 
microscopie électronique (code PDB : 6nzu). Zoom des régions d’interactions entre la FXN et le premier 
monomère de NFS1 et ISCU.
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Chapitre 7 Conclusions et Perspectives 

La compréhension des mécanismes d’assemblage des centres Fe-S par les machineries ISC 

eucaryote et procaryote a été le principal travail de ma thèse. Nous sommes parvenus à reconstituer ces 

machineries à partir des protéines préalablement purifiées, nous permettant ainsi de réaliser des études 

détaillées des mécanismes. Nous avons pu constater que les principales étapes du mécanisme 

d’assemblage sont conservées entre eucaryote et procaryote avec cependant des différences importantes 

pour le processus de dimérisation conduisant à la formation du centre [2Fe2S].  

En résumé, nous pouvons proposer un mécanisme général, aussi bien pour le système eucaryote 

que procaryote, en cinq étapes principales : 

1) Un ion fer ferreux (Fe2+) est inséré dans ISCU/IscU. Ce fer ferreux proviendrait du pool de fer 

labile. 

2) Un atome de soufre est ensuite inséré sous la forme d’un persulfure fourni par la cystéine 

désulfurase NFS1/IscS via la formation d’un complexe hétéro-dimérique entre les deux protéines. 

3) La ferrédoxine FDX2/Fdx réduit le persulfure d’ISCU/IscU, ce qui conduit à la formation d’un 

ion sulfure qui reste fixé au fer sous la forme d’un intermédiaire Fe-SH (ou [1Fe1S]]. 

4) Deux ISCU/IscU portant chacune un intermédiaire [1Fe1S] dimérise pour former un centre 

[2Fe2S] pontant par condensation des deux précurseurs [1Fe1S]. Cette dimérisation se produirait 

au sein du complexe NFS1-ISCU dans le système eucaryote et à partir d’IscU libre, après 

dissociation du complexe IscS-IscU, dans le système procaryote. 

5) Le dimère d’ISCU/IscU se dissocie et le centre [2Fe2S] pontant est retenu par l’une des deux 

sous-unités, conduisant à un monomère liant un seul centre [2Fe2S]. Cette étape se produirait au 

sein du complexe NFS1-ISCU dans le système eucaryote, et ensuite, le monomère liant un seul 

centre [2Fe2S] se dissocierait de NFS1. Ce monomère peut à nouveau dimériser pour former un 

dimère comportant cette fois deux centres [2Fe2S]. Mais ce serait l’espèce monomérique avec un 

seul centre [2Fe2S] qui serait le substrat des systèmes chaperons HSPA9/HSC20 et HscA/HscB 

pour le transfert aux glutarédoxines. 

Ces travaux ont donc permis de commencer à établir la séquence d’assemblage des centres Fe-

S par la machinerie ISC. Cela nous a également permis de montrer qu’il existe une voie alternative de 

formation de centres Fe-S lorsqu’un thiol (DTT, L-cystéine en excès, GSH…) est utilisé comme 

réducteur de persulfure à la place de FDX2/Fdx, mais que cette réaction n’est pas physiologiquement 

pertinente car le mécanisme est très différent de celui impliquant FDX2/Fdx et la réaction beaucoup 

moins efficace. Au cours de ma thèse, je me suis également intéressé aux mécanismes fins des 

différentes étapes du processus d’assemblage, pour comprendre comment les apports en fer en soufre 

peuvent être coordonnés pour que la réaction soit aussi efficace, avec environ 95% du soufre et du fer 

incorporés sous forme de centres [2Fe2S]. 
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Nous avons donc vu que le processus d’assemblage est initié par l’insertion d’un atome de fer 

dans la protéine échafaudage ISCU/IscU dans son site catalytique. Nous avons mené une étude extensive 

de ce centre métallique par mutagénèse dirigée et par des analyses biochimiques et spectroscopiques, 

montrant que le fer est mononucléaire, à l’état redox Fe(II) haut-spin (S=2) coordonné par quatre résidus 

invariants : cystéine 35, cystéine 61, aspartate 37 et histidine 103 dans une géométrie tétraédrique. Les 

spectroscopies Mössbauer, RPE et CD ont montré que le fer s’insère dans le même site dans IscU d’E. 

coli. De plus, l’analyse par RPE indique que la cystéine 104 qui est le récepteur de persulfure se situe à 

proximité du fer et peut remplacer l’histidine 103 en son absence. Une configuration identique a été 

rapportée quand le zinc est fixé dans le site d’assemblage à la place du fer, ce qui explique probablement 

leurs rôles interchangeables pour le transfert de persulfure. 

Nous avons constaté que le zinc, présent à l’issue de la purification d’ISCU, empêche l’insertion 

de fer pour initier l’assemblage des centres Fe-S. La frataxine dont un rôle de chaperonne à fer avait été 

proposé, ne permet pas d’échanger le zinc par le fer. Le zinc pourrait potentiellement avoir un rôle 

physiologique en stabilisant la forme structurée d’ISCU. Il serait donc intéressant d’évaluer directement 

si in vivo, ISCU lie du zinc. Pour cela nous pourrions réaliser des expériences d’immuno-précipitation 

dans des cellules humaines. S’il s’avère que du zinc est présent dans ISCU in vivo, il sera primordial de 

le retirer, potentiellement par l’action d’une métallo-chaperonne. La chaperonne HSPA9 et sa co-

chaperonne HSC20 sont des candidats potentiels. En effet, ces chaperonnes ont premièrement été 

décrites comme étant impliquées dans le transfert du centre [2Fe2S] d’ISCU vers GLRX5, mais 

pourraient également intervenir dans l’échange du zinc par le fer. HSC20 lie de manière spécifique un 

atome de zinc renforçant ainsi notre hypothèse de l’implication de ce système co-chaperon pour retirer 

l’atome de zinc. Il serait donc intéressant de réaliser une cinétique d’assemblage avec Zn-IscU en 

présence de HSPA9 et HSC20 pour évaluer notre hypothèse. Le zinc pourrait également avoir un rôle 

dans la formation du composé X nécessaire à la machinerie CIA. En effet, NFS1 est capable de transférer 

son persulfure à ISCU en présence de zinc et FXN accélère cette réaction. De plus, en présence de zinc 

le persulfure dans ISCU est stable, car il ne peut pas être réduit par FDX2. Il est donc possible que la 

forme Zn-ISCU fonctionne comme une sulfure-transférase FXN-dépendante vers le composé X.  

Nous avons observé que le transfert du persulfure de NFS1/IscS à ISCU/IscU est un processus 

métal-dépendant. C’est le premier transfert de persulfure décrit en biologie comme étant métal-

dépendant. Cette dépendance vis-à-vis du fer permettrait de coordonner l’apport en soufre avec la 

présence du fer au sein d’ISCU. Le mécanisme de transfert de persulfure reste à déterminer mais il 

semble que le métal joue le rôle d’un acide de Lewis liant le persulfure de NFS1 pour le rendre 

nucléophile. La structure cristallographique de SufU de Bacillus subtilis dans une forme persulfurée 

(code PDB : 6JZW) montre que le persulfure se lie directement au zinc ce qui conforte cette hypothèse.  
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Nous avons également trouvé que la réduction de persulfure par FDX2/Fdx était fer-dépendante, 

ce qui semble être une propriété essentielle de ce type de système pour éviter la propagation des ions 

sulfures à l’extérieur d’ISCU/IscU et rendrait la réaction inefficace. Nos données suggèrent que 

FDX2/Fdx fournit un premier électron et que le second électron est fourni par l’oxydation du Fe2+ en 

Fe3+, ce qui conduirait à une espèce Fe(III)-SH, puis FDX2/Fdx fournirait un second électron pour 

obtenir une espèce Fe(II)-SH qui serait plus efficace pour se condenser en centre [2Fe2S]. Ainsi, notre 

hypothèse est que le persulfure d’ISCU/IscU est lié au métal avant d’être réduit et que FDX2/Fdx n’est 

capable que de réduire des espèces fer-persulfure. Cela permettrait donc de coupler la formation d’ions 

sulfures à la présence du fer dans ISCU/IscU et ainsi éviter la diffusion de ces ions une fois formés.  

Enfin, nous avons montré que les machineries ISC eucaryote et procaryote forment 

exclusivement des centres [2Fe2S]. La biosynthèse des centres [4Fe4S] semble donc être effectuée par 

les protéines ISCA/IscA. À partir des titrations en fer et en soufre sur ISCU/IscU, nous avons émis 

l’hypothèse que la formation du centre binucléaire [2Fe2S] nécessitait une dimérisation d’ISCU/IscU. 

Nous n’avons pas encore caractérisé le dimère pour la machinerie eucaryote mais nous pensons que 

cette dimérisation est médiée par ISD11-ACP qui permettrait un changement conformationnel de NFS1 

dans sa forme ouverte pour rapprocher les deux ISCU. Pour mettre en évidence cette dimérisation qui 

semble être une étape très rapide il serait intéressant d’utiliser des approches de cinétiques rapides. Il 

serait également intéressant de caractériser les deux conformations de NFS1, ouverte et fermée, en 

solution pour une meilleure compréhension de ce mécanisme. Nous avons en revanche mis en évidence 

avec la machinerie procaryote par spectrométrie de masse native la formation d’un dimère transitoire 

d’IscU en dehors du complexe et la formation d’un dimère d’ISCU contenant deux centres [2Fe2S]. Ce 

dernier dimère a été récemment cristallisé chez Methanothrix Thermoacetophila (Kunichika & al, 2021). 

Cette structure a permis de mettre en évidence que les résidus hautement conservés Tyr7, Asp40, Phe61 

et Lys104 (numérotation M. thermoacetophila) sont essentiels à la formation du dimère d’IscU. En effet, 

l’interface de dimérisation montre deux interactions importantes, une interaction d’empilement π-π entre 

les résidus Tyr7 et Phe61 et une interaction par le biais d’une liaison hydrogène entre les résidus Asp40 

(également ligand du centre [2Fe2S]) et Lys104. Pour définitivement prouver la dimérisation d’IscU au 

cours de la réaction, nous avons pour objectif de muter les résidus Tyr7, Phe61 et Lys104 dans IscU 

d’E. coli afin de déstabiliser le dimère pour empêcher la formation de centres Fe-S. Cependant, ces 

résidus sont également impliqués dans l’interaction entre IscU et IscS, il sera donc nécessaire de trouver 

des mutations qui préservent cette interaction tout en empêchant la formation du dimère. Cela semble 

possible avec la tyrosine Tyr7, en la substituant par une glutamine qui va conserver l’interaction par 

pont salin dans le complexe IscS-IscU mais va éliminer l’interaction d’empilement π-π des cycles 

aromatiques entre Tyr7 et Phe61. Pour Phe61 et Lys104 nous allons tester de muter ces résidus par des 

isoleucines. 
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Une partie très importante de mon travail de thèse a été de comprendre le rôle et le mode d’action 

de la frataxine chez les eucaryotes et les procaryotes. Nous avons pu montrer que FXN, la frataxine 

eucaryote, accélère le transfert de persulfure entre NFS1 et ISCU en présence de fer dans ISCU. Ce qui 

permet d’accélérer la réaction d’assemblage de centres [2Fe2S], car le transfert est résultat est l’étape 

limitante de tout le processus d’assemblage. Ces résultats permettent d’expliquer la dépendance en 

frataxine observée in vivo. Ces résultats sont à mettre en regard de ceux précédemment obtenus au 

laboratoire montrant que FXN accélère aussi cette réaction lorsque du zinc est présent dans le site 

d’assemblage à la place du fer. Pour comprendre comment la frataxine accélère le transfert de persulfure, 

nous avons commencé à étudier plus en détail le mécanisme de cette étape. Nous avons identifié deux 

résidus clés pouvant moduler la vitesse de transfert de persulfure : l’histidine 103 et la méthionine 106. 

Dans un mutant H103A, nous avons trouvé que la cystéine 104 peut venir prendre la place de l’histidine 

103. Cela reflète d’une part la flexibilité du site d’assemblage, mais également la possibilité d’un 

mouvement d’His103 qui permettrait le rapprochement de Cys104 pouvant ainsi favoriser le transfert 

de persulfure. En ce sens, les études réalisées par Batoul Srour (Post-Doc) au laboratoire ont montré que 

le transfert de persulfure est fortement accéléré dans le mutant H103A, quasiment au niveau de la 

réaction avec FXN. De plus, la structure du complexe NIAU avec FXN montre que FXN écarte His103 

du centre métallique. Ces résultats suggèrent donc que le mouvement de His103 est un élément clé du 

mécanisme de transfert de persulfure et de son accélération par FXN. Il serait intéressant à ce stade, 

d’obtenir des informations à l’échelle atomique des différents intermédiaires pour comprendre ce 

processus. L’obtention de cristaux pour le complexe eucaryote n’ayant pas fonctionné nous nous 

sommes orientés vers la microscopie électronique. Cependant, l’hétérogénéité des échantillons ne nous 

a pas permis d’obtenir de structure. Il sera donc nécessaire d’améliorer la stabilité du complexe et de ces 

intermédiaires afin d’obtenir des échantillons homogènes. Il serait également intéressant d’étudier plus 

en détail l’action de la frataxine bactérienne. En effet, nous avons observé que CyaY accélère le transfert 

de persulfure avec la machinerie eucaryote mais dans une moindre mesure que la frataxine eucaryote. 

Ceci est probablement dû à une évolution de la frataxine eucaryote via l’acquisition de mutations ayant 

fait apparaître des résidus clés pour activer le transfert de persulfure, dont les résidus asparagine 151 et 

sérine 157 qui semblent jouer un rôle important pour le mouvement de Cys104 vers le métal et le retrait 

de Cys35 pour libérer une position sur le métal afin de permettre la fixation du persulfure de NFS1. Il 

serait donc intéressant d’étudier des mutants de CyaY tels que L151N et A157S et d’autres afin de mettre 

en évidence les résidus de la frataxine directement impliqués dans le transfert. Nous avons également 

observé que la vitesse de transfert de persulfure peut être modulée par la nature du résidu en position 

106 très proche du centre métallique (numérotation de M. musculus). En effet, en mutant le résidu 

méthionine présent chez les eucaryotes par une isoleucine présente chez les procaryotes le transfert de 

persulfure est accéléré. Chez E. coli, la présence d’une isoleucine à cette position permet un transfert de 

persulfure très rapide expliquant ainsi la non-dépendance en frataxine de cette machinerie. Le 

mécanisme par lequel le résidu en position 106 module la vitesse de transfert reste à déterminer, mais 
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sachant qu’il est spatialement proche de l’histidine 103, tout porte à croire qu’il intervient dans le 

mouvement de His103.  

Nous avons enfin cherché à déterminer le rôle de la frataxine bactérienne, CyaY. Nous avons 

trouvé qu’en raison de la présence de l’isoleucine en positon 106 dans IscU, la réaction de transfert de 

persulfure est naturellement rapide et n’est pas l’étape cinétiquement déterminante du processus 

d’assemblage. Par conséquent, bien que CyaY soit capable d’accélérer le transfert de persulfure, cela 

n’a pas d’impact sur la vitesse d’assemblage. La fonction biologique originelle de la frataxine semble 

donc différente de celle acquise au cours de l’évolution par FXN. Nous avons trouvé que CyaY procure 

une protection contre le fer libre. En effet, en présence de fer libre, l’assemblage des centres Fe-S est 

ralenti, apparemment en raison d’un effet réducteur non-spécifique du couple fer-Fdx sur les persulfures 

d’IscS et IscU, et CyaY protège la machinerie contre cet effet toxique. Ces résultats semblent cohérents 

avec les observations faites in vivo chez E. coli montrant que l’assemblage des centres Fe-S est altéré 

en absence de CyaY spécifiquement en conditions riches en fer (Roche & al, 2015). L’effet toxique du 

fer reste tout de même surprenant et une démonstration de son action toxique en conditions 

physiologiques, in vivo, reste à établir. Cependant, Beata Monfort (postdoc au laboratoire) a montré que 

la machinerie humaine n’était pas inhibée en présence de fer libre. Ce mécanisme semble donc 

spécifique aux procaryotes, ce qui renforce l’idée que CyaY serait nécessaire in vivo pour protéger 

l’assemblage Fe-S contre la toxicité du fer libre.  
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ANNEXE 1 Le dichroïsme circulaire 

Le dichroïsme circulaire (CD) repose sur un phénomène physique d’absorption différentielle 

d’une lumière polarisée circulairement par une molécule chirale. Les molécules chirales n’absorbent pas 

de la lumière avec la même amplitude selon qu’elle est polarisée circulairement à gauche (PCG) ou à 

droite (PCD). Un signal de CD correspond à une différence d’absorption entre les lumières PCG et 

PCD qui va être mesurée par un spectrophotomètre CD :  

(23) ΔA = AG – AD 

Cette différence d’absorbance est souvent rapportée en ellipticité θ exprimée en mdeg : 

(24) θ = 32,98 x ΔA 

Cette expression d’ellipticité peut être reliée à la concentration molaire (C) de la molécule 

chirale, la différence du coefficient d’extinction molaire pour les lumières PCG et PDC (Δε = εG - εD en 

M-1.cm-1) et l la longueur du chemin optique en cm: 

(25) θ = 32,98 x Δε x C x l 

Une bande positive dans le spectre obtenu par CD correspond à une absorption plus forte par la 

lumière PCG alors qu’une bande négative correspond à une absorption plus forte par la lumière PCD. 

Dans notre cas, le centre métallique Fe2+ tétraédrique coordonné par 4 ligands au sein de la 

protéine échafaudage ISCU est chiral nous permettant d’utiliser cette technique de CD afin de mesurer 

LMCT. Par définition un LMCT implique la réduction du métal et l’oxydation des ligands. Lorsqu’un 

métal est coordonné par des ligands au sein d’une protéine, ces orbitales atomiques d sont divisées en 

énergie (Figure 96). Le transfert de charge se réalise par l’apport d’un électron provenant des orbitales 

moléculaires (σ, σ*, π, π*) des ligands vers les orbitales d du métal vide ou partiellement rempli. Dans 

le cas des transferts de charge entre un ligand cystéine (atome de soufre) et un ion Fe2+, l’énergie de ces 

transitions correspond à la région du proche UV. L’énergie des LMCT impliquant des ligands plus 

électronégatifs comme l’oxygène O et l’azote N est plus élevée, elles sont généralement observées dans 

le domaine de l’UV lointain où d’autres transitions sont présentes impliquant des transitions entres les 

orbitales moléculaires de la chaîne polypeptidique de la protéine elle-même (σ, σ*, π, π*) qui masquent 

les LMCT. Par conséquent, d’autres techniques de spectroscopie sont necesaires, notamment le MCD 

(magnetic circular dichroïsm) qui permet de détecter spécifiquement les transitions impliquant des 

métaux en raison de leurs propriétés paramagnétiques.  
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Figure 96 Schéma du diagramme des orbitales moléculaires entre le métal Fe2+ et un ligand 
cystéine. Lors d’une interaction entre le métal Fe2+ et ses ligands (ici un résidu cystéine), les orbitales d 
de Fe2+ sont déstabilisées et divisées en énergie alors que les orbitales du ligand (résidu cystéine) sont 
divisées et stabilisées. Le transfert de charge ligand vers métal LMCT (en rouge) est réalisé via le 
transfert d’un électron des orbitales moléculaires du ligand vers les orbitales d vides ou partiellement 
remplies du métal Fe2+. 
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ANNEXE 2 La spectroscopie Mössbauer 

La spectrométrie Mössbauer ou la résonance γ nucléaire permet d’observer l’absorption 

résonnante sans recul de photons γ. La spectrométrie Mössbauer est une spectrométrie nucléaire donnant 

des renseignements sur les noyaux affectés, comme par exemple la densité électronique, le moment 

magnétique et l’état vibrationnel des atomes.  

Dans notre cas, ce phénomène de résonance γ nucléaire se produit quand un photon γ émis par 

un noyau de l’isotope radioactif 57Co lors de sa désexcitation est absorbé par un noyau de fer présent 

dans l’échantillon préalablement enrichi en 57Fe. Cette absorption permet l’excitation du noyau de 57Fe 

passant de son état fondamental Ef à son état excité Ee. La source de photons γ du 57Co émet une énergie 

constante. Cependant pour acquérir un spectre Mössbauer il faut moduler cette énergie par effet Doppler 

par la vibration de la source 57Co afin d’obtenir une gamme d’énergie où les atomes de 57Fe absorbent. 

On obtient alors un spectre Mössbauer correspondant à l’absorption du photon γ par les atomes de 57Fe 

en fonction de la vitesse de vibration de la source exprimée en mm/s. 

Deux paramètres intimement liés aux caractéristiques de l’atome de fer présent dans 

l’échantillon peuvent être déterminés : (1) l’interaction monopolaire électrique (déplacement 

isomérique) et (2) l’interaction quadripolaire électrique (écart quadrupolaire).  

Le déplacement isomérique δ correspond à un décalage de l’énergie de transition (décalage des 

niveaux fondamental et excité) due à l’interaction entre la charge du noyau et la charge électronique de 

son environnement (Figure 97). Cette valeur est directement mesurée sur le spectre Mössbauer au 

niveau du barycentre des raies et est exprimée en mm/s. Une référence comme le fer métallique permet 

de calibrer l’échelle de déplacement isomérique. Ce paramètre permet de déterminer l’état d’oxydation 

et le spin de l’atome de fer ainsi que la nature de ces ligands (oxygène/azote/soufre). Ce déplacement 

isomérique est finement régulé et devient plus élevé lorsque : (1) le degré d’oxydation du fer est faible ; 

(2) lorsque son spin est élevé et (3) lorsque l’électronégativité des atomes liant le métal augmente, selon 

la série O > N > S pour l’oxygène (O), l’azote (N) et le soufre (S), mais expérimentalement l’effet 

d’un oxygène est très difficile à distinguer de celui d’un azote. 

L’écart quadrupolaire ΔEQ correspond à la dégénérescence des niveaux de spin suite à la 

formation d’un gradient de champ électrique des électrons du noyau 57Fe (Figure 97). L’état excité de 

spin 3/2 se divise en deux sous-niveau d’énergie de spin 3/2 et 1/2. L’écart entre ces deux niveaux 

d’énergie permet de calculer l’écart quadrupolaire et est directement déterminé sur le spectre Mössbauer 

en mesurant l’écart entre le doublet exprimé en mm.s-1. Ce paramètre fournit des informations sur la 

symétrie et la géométrie de l’atome de fer. 
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Figure 97 Représentation du déplacement chimique et de l’écart quadrupolaire durant une 
expérience de Mössbauer. (a) La désexcitation du noyau de l’isotope radioactive 57Co émet un photon 
γ qui est absorbé par un atome de 57Fe. (b) Le photon absorbé excite l’atome de 57Fe passant d’un état 
fondamental Ef de spin 1/2 à un état excité Ee de spin 3/2. Un décalage entre l’état fondamental et excité 
permet de mesurer le déplacement isomérique. (c) Dégénérescence du spin 3/2 en deux spins 1/2 et 3/2. 
Ces deux valeurs de spin correspondent aux deux raies du spectre et la mesure de leur distance d’écart 
correspond au paramètre de l’écart quadrupolaire. 
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Annexe 3 La spectroscopie RMN 

La spectroscopie RMN (Résonance Magnétique Nucléaire) est une technique importante depuis 

plusieurs décennies dans le domaine de la biophysique des protéines. L’utilisation de la RMN durant 

ma thèse m’a permis dans un premier temps d’étudier les différentes conformations de la protéine 

échafaudage ISCU en présence d’atome de Zn ou de Fe2+ ou en absence de métal, et dans un second 

temps d’étudier les interactions entre les différentes protéines des complexes eucaryote et bactérien.  

Sous l’action d’un champ magnétique B0 les noyaux possédant des spins non nuls subissent une 

aimantation. Pour un spin I = ½ possédant un rapport gyromagnétique γ peut prendre une position 

parallèle ou antiparallèle au champ magnétique B0. La différence d’énergie des deux populations est 

proportionnelle à la force du champ magnétique B0 : 

(26) ΔE = γB0ħ 

Avec ħ = h/2π la constante de Planck. Sous l’effet de ce champ magnétique B0 les spins 

précessent autour du champ magnétique suivant un vecteur M le long de l’axe z à une fréquence appelée 

fréquence de Larmor :  

(27) ν0 = γB0 / 2π 

Pour obtenir le phénomène de résonance magnétique il est nécessaire d’appliquer une impulsion 

de radiofréquence B1 perpendiculaire au champ magnétique B0 et oscillant à une fréquence de Larmor 

ν0. Cette impulsion de radiofréquence B1 permet de changer l’orientation du vecteur de précession M le 

long de l’axe x ou y. Lorsque cette impulsion est terminée, l’aimantation retourne à l’équilibre en 

précessant autour du champ magnétique B0 suivant le vecteur M le long de l’axe z. Le retour à l’équilibre 

de l’aimantation permet de déterminer deux temps de relaxation : (1) un temps de relaxation longitudinal 

T1 selon l’axe z qui représente le retour à l’équilibre thermodynamique et (2) un temps de relaxation 

transversal T2 dans le plan xy qui représente la perte de cohérence des spins (Figure 98).  

Lors de cette mesure on obtient un signal sinusoïdal décroissant appelé signal de procession 

libre qui représente le phénomène de relaxation T2 au cours du temps. Une transformée de Fourier 

permet de passer d’un signal de procession libre (temporel) à un spectre dans le domaine des fréquences. 

Chaque pic du spectre 1D de RMN correspond à une fréquence de Larmor différente rendant compte de 

l’environnement électronique de chaque noyau de l’échantillon (noyau hydrogène). Bien que ces 

différentes fréquences de Larmor soient petites, elles sont détectables en spectroscopie RMN. Chaque 

fréquence de Larmor d’un noyau correspond à un déplacement chimique δ exprimé en parties par 

millions (ppm).  



Annexe 3 La spectroscopie RMN 

 
 

304 

 

Figure 98 Représentation d’une expérience de spectroscopie RMN 1D. Un champ magnétique B0 
permet d’aimanter les noyaux possédant des spins non nuls de façon parallèle ou antiparallèle à lui. Ces 
spins précessent autour de B0 suivant le vecteur M (flèche rouge) selon l’axe z. Une impulsion 
radiofréquence B1 permet de changer l’orientation de l’aimantation suivant le vecteur M selon l’axe x 
ou y. Lorsque cette impulsion radiofréquence est terminée, un temps de relaxation T2 est mesuré 
correspondant au déphasage des spins dans le plan y-x due aux interactions avec d’autres spins (perte 
de cohérence). Cette mesure est représentée par un signal sinusoïdal décroissant au cours du temps 
(signal de procession libre). Une transformée de Fourier de ce signal permet d’obtenir un spectre RMN 
dans le domaine des fréquences. 

 

Le temps de relaxation T2 est dépendant de la taille de la protéine étudiée. En effet, une petite 

protéine (< 30 000 Da) est caractérisée par un temps de relaxation T2 lent permettant d’obtenir des 

signaux fins. Cependant une grosse protéine (> 50 000 Da) est caractérisée par un temps de relaxation 

T2 rapide engendrant un élargissement des signaux difficilement détectable. Cette spécificité de la 

spectroscopie RMN 1D m’a permis de visualiser des interactions entre protéine et grand complexe. 

La spectroscopie RMN 2D permet de corréler les fréquences de différents noyaux tels que 1H -  
15N ou 1H - 13C. Uniquement la spectroscopie RMN 2D HSQC 1H-15N (Heteronuclear Single Quantum 

Correlation spectroscopy) et sa variante SOFAST-HMQC seront développées. La principale différence 

des spectroscopies RMN 2D par rapport à la spectroscopie RMN 1D est l’étape d’évolution où le temps 

t1 de l’impulsion radiofréquence B1 est incrémenté à chaque acquisition. 2 transformées de Fourier sont 

nécessaires pour obtenir un spectre en deux dimensions représenté sous la forme d’une carte 2D 

comportant des « taches » correspondant à un couplage entre un atome 1H et un atome 15N. Les spectres 

HSQC ou SOFAST-HMQC 1H-15N sont considérés comme des empreintes digitales des protéines. En 

effet, on obtient un signal pour chaque acide aminé excepté pour la proline car les signaux amides sont 

invisibles. Cette empreinte digitale permet l’obtention d’informations sur le repliement de la protéine, 

son état d’oligomérisation ou encore l’ordre ou le désordre présent dans la protéine. En effet, des signaux 
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homogènes et disperses dans une large gamme de déplacement chimique de 6,5 à 11 correspond à une 

protéine bien repliée. A l’inverse, des signaux superposés et faiblement disperses dans une courte 

gamme de déplacement chimique entre 7 et 8,5 correspond à une protéine mal repliée. La spectroscopie 

RMN SOFAST-HMQC 1H-15N m’a permis d’étudier les différents états de repliement de ISCU sous sa 

forme apo, Zn et Fe2+. 
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Annexe 4 La spectrométrie de masse 

La spectrométrie de masse est une technique capable de déterminer de manière très précise la 

masse moléculaire des protéines analysées, en condition dénaturante mais plus récemment en condition 

native, permettant de mettre en avant la formation de complexes ou de révéler des espèces transitoires. 

Le principe de cette technique réside sur la séparation en phase gazeuse d’ions en fonction du rapport 

masse sur charge m/z. Un spectromètre de masse comporte 3 éléments essentiels : (1) une source 

d’ionisation des molécules ; (2) un analyseur qui sépare les ions en fonction de leur rapport m/z ; (3) un 

détecteur pour mesurer les ions. 

Plusieurs méthodes d’ionisation des molécules ont été développées et uniquement la technique 

d’ionisation par electrospray utilisée durant ma thèse sera décrite. La solution protéique est injectée dans 

la source d’ionisation à travers un micro-capillaire métallique. Sous l’effet d’un champ électrique, la 

solution protéique est vaporisée en fine gouttelette chargée positivement. L’énergie thermique produite 

par le champ électrique permet l’évaporation des molécules de solvant réduisant progressivement la 

taille des gouttelettes jusqu’à ce que la limite de Rayleigh soit atteinte. Cette limite de Rayleigh 

correspond au moment où les charges de répulsion électrostatiques sont égales aux charges de surface. 

Par fission coulombienne, ces gouttelettes éclatent donnant naissance à de très petites microgouttelettes 

portant un nombre de charges positives variable. Ces microgouttelettes sont transportées et focalisées à 

l’aide d’un réseau de lentille sous vide permettant aux ions de passer l’analyseur. Le spectromètre utilisé 

par nos collaborateurs possède un analyseur appelé Q-TOF. Il est composé d’un premier analyseur 

quadripolaire permettant la mesure du rapport masse sur charge m/z en passant les ions à travers un 

champ électrostatique. Le second analyseur appelé analyseur à temps de vol mesure le rapport m/z par 

la séparation des ions dans le temps en fonction de leur vitesse à la suite du passage des ions à travers 

un vide poussé. Le détecteur permet de transformer les ions en signal électrique et d’amplifier ce signal 

pour être traité informatiquement.  
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Annexe 5 La spectroscopie de résonance paramagnétique électronique 

(RPE) 

La spectroscopie RPE mesure l'absorption de la lumière des micro-ondes qui induit un 

renversement de spin des électrons, tout comme la spectroscopie RMN mesure l'absorption des ondes 

radio qui entraîne des renversements de spin nucléaire. La fréquence de la lumière qui induit ces 

renversements de spin est un diagnostic de la structure magnétique de la molécule. La structure 

magnétique est un indicateur sensible de la structure géométrique du métal. Ainsi, des événements tels 

que les changements de conformation ou une modulation de la sphère de première coordination par 

mutagenèse dirigée peuvent être suivis en observant les changements dans le spectre RPE. 

L'électron est une particule rotative chargée possédant un champ magnétique qui le fait 

apparaître comme un aimant. Dans les cas des électrons non appariés, les niveaux d'énergie de spin sont 

dégénérés et les électrons tournent de façon aléatoire. Sous l’action d'un champ magnétique externe B0, 

les niveaux d'énergie de spin se divisent. Les électrons tournent soit dans le sens du champ magnétique, 

soit dans le sens opposé (Figure 99). Les électrons étant des particules avec un spin 1/2, les électrons 

qui tournent dans le sens du champ magnétique ont un spin -1/2 et les électrons tournant dans le sens 

opposé ont un spin +1/2.  

 

Figure 99 Orientation des électrons sous l’action d’un champ magnétique externe B0. 

 

La division des niveaux d'énergie de spin est couplée à une différence d'énergie (ΔE). Lorsque 

l'énergie du photon incident (hv) correspond à la différence d'énergie entre les deux niveaux d'énergie, 

certains électrons sont excités dans le niveau d'énergie supérieur et inversent la direction de leur spin. 

Durant le temps de relaxation, les électrons excités retournent à leur état d'origine en émettant des 

photons dont l'énergie est égale à ΔE (Figure 100). Un tel processus est exprimé par la formule suivante:  

(28) ∆𝐸 = ℎ𝑣 =gβB0  

Où β est le magnéton de Bohr et g le facteur de Landé qui vaut 2,0023 pour l'électron libre et B0 le 

champ magnétique. Pour induire une transition entre les niveaux d'énergie, l'électron doit absorber un 

quanta d'énergie ℎ𝜐. 
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Figure 100 Induction des énergies des états de spin en fonction du champ magnétique B0. 

 

Le paramètre essentiel obtenu par spectroscopie RPE est le facteur de Landé g qui va permettre 

de déterminer la composition, la structure et l’environnement du centre paramagnétique. Dans un 

spectromètre RPE, un échantillon paramagnétique est placé dans un grand champ magnétique uniforme 

qui, comme nous l'avons montré ci-dessus, divise les niveaux d'énergie de l'état fondamental d'une 

quantité ΔE où : ∆𝐸 = ℎ𝑣 =gβB0. Comme β et h sont des constantes (9,274.10-24 J.G-1 et 6,626.10-34 J.s 

respectivement) et que la magnitude de B0 peut être mesurée, il est donc nécessaire pour calculer le 

facteur de Landé g de déterminer la valeur de ΔE, l'énergie entre les deux niveaux de spin. Pour ce faire, 

on irradie l'échantillon avec des micro-ondes à une fréquence déterminée et on balaie le champ 

magnétique. L'absorption des énergies se produira lorsque la condition de l’équation (6) sera satisfaite. 

La valeur de g peut alors être calculée à partir de ν (en GHz) et B0 (en gauss) en utilisant : 

(29) 𝒈 = 𝒉𝒗𝜷𝑩𝟎 
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Abstract: Iron–sulfur (Fe–S) clusters are protein cofactors of a multitude of enzymes performing

essential biological functions. Specialized multi-protein machineries present in all types of organisms

support their biosynthesis. These machineries encompass a scaffold protein on which Fe–S clusters

are assembled and a cysteine desulfurase that provides sulfur in the form of a persulfide. The sulfide

ions are produced by reductive cleavage of the persulfide, which involves specific reductase systems.

Several other components are required for Fe–S biosynthesis, including frataxin, a key protein of

controversial function and accessory components for insertion of Fe–S clusters in client proteins. Fe–S

cluster biosynthesis is thought to rely on concerted and carefully orchestrated processes. However,

the elucidation of the mechanisms of their assembly has remained a challenging task due to the

biochemical versatility of iron and sulfur and the relative instability of Fe–S clusters. Nonetheless,

significant progresses have been achieved in the past years, using biochemical, spectroscopic and

structural approaches with reconstituted system in vitro. In this paper, we review the most recent

advances on the mechanism of assembly for the founding member of the Fe–S cluster family,

the [2Fe2S] cluster that is the building block of all other Fe–S clusters. The aim is to provide a survey of

the mechanisms of iron and sulfur insertion in the scaffold proteins by examining how these processes

are coordinated, how sulfide is produced and how the dinuclear [2Fe2S] cluster is formed, keeping in

mind the question of the physiological relevance of the reconstituted systems. We also cover the latest

outcomes on the functional role of the controversial frataxin protein in Fe–S cluster biosynthesis.

Keywords: iron; sulfur; iron-sulfur cluster; persulfide; metallocofactor; ISC; SUF; NIF; frataxin;

Friedreich’s ataxia

1. Introduction

Iron–sulfur (Fe–S) clusters are small inorganic structures constituting the catalytic site of a

multitude of enzymes. They are among the oldest biological cofactors on earth. Their antique role may

date back to some four billion years ago, in the form of “Fe(Ni)–S” minerals catalyzing the first abiotic

reactions at the origin of life [1–3]. Fe–S clusters then became integral part of living organisms to fulfil a

wide range of biochemical reactions [4]. The use of Fe–S clusters by living organisms is now widespread

among the prokaryotic, archaeal and eukaryotic worlds [5–9]. Even viruses use Fe–S proteins for their

replication [10–12]. With 90 experimentally confirmed Fe–S cluster containing proteins and 60 based

on predictions, about 7% of the proteins encoded by the genome of Escherichia coli are Fe–S proteins,

which emphasizes the prominent roles of Fe–S clusters [13]. Fe–S clusters are composed of iron and

sulfide ions , hold in specific protein-binding sites that ligate the iron ions usually via the thiolate of

cysteines, but also the nitrogen of histidines and in some rare cases the nitrogen of arginines and oxygen

of aspartates or serines [14–17]. The most common forms of Fe–S clusters are the [2Fe2S], [4Fe4S] and

Inorganics 2020, 8, 55; doi:10.3390/inorganics8100055 www.mdpi.com/journal/inorganics
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[3Fe4S] clusters which are the building blocks for more complex Fe–S clusters present in enzymes such

as nitrogenase, hybrid cluster protein and carbon monoxide dehydrogenase [18–20]. Their biochemical

functions can be divided into five main classes: electron transfer, redox catalysis, non-redox catalysis,

DNA/RNA binding and maturation of Fe–S cluster proteins [13]. These biochemical functions cover a

wide range of biological roles, including ATP production, protein synthesis, oxidative-stress defense

and maintenance of genome integrity [7,9,21].

Even though the structures of the elementary Fe–S clusters are relatively simple, these inorganic

compounds are not assimilated from the local environment, probably due to their instability. Thereby,

the use of Fe–S clusters was concomitant with the development of multi-protein machineries by living

organisms to support their biosynthesis [6–9,22]. Four machineries have been identified across species:

the NIF (nitrogen fixation), the ISC (iron–sulfur cluster), the SUF (sulfur mobilization) and the CIA

(cytosolic iron–sulfur cluster assembly) machineries that each have specialized functions [6–9,22].

In addition, carriers and accessory proteins achieve transport and insertion of Fe–S clusters in dedicated

client proteins [6,7]. In eukaryotes, more than 30 proteins are needed to perform their synthesis,

transport and insertion [6]. However, only a small subset of these proteins is required for their synthesis,

which includes a scaffold protein on which Fe–S clusters are assembled, a cysteine desulfurase providing

sulfur in the form of a cysteine bound persulfide (Cys-SSH) and a reductase to reduce the persulfide

into sulfide (Figure 1) [23–26]. In a second step, Fe–S clusters are transferred to recipient apo-proteins

with assistance of dedicated chaperones and accessory proteins (Figure 1) [6,7,27,28].

 

Figure 1. Main components of the bacterial and eukaryotic ISCmachineries. The bacterial ISC machinery

encompasses proteins encoded by the ISC operon (IscU, IscS, IscX, Fdx, HscA, HscB and IscA), as well
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as CyaY, Fenr, Grx4 and several late-acting components. Fe–S clusters are assembled on the IscU

scaffold; iron is provided to IscU by a still ill-defined iron chaperone; sulfur is provided by the cysteine

desulfurase IscS, and its activity is modulated by CyaY and IscX; and electrons are provided by Fdx that

is reduced by the flavodoxin/ferredoxin NADP reductase (Fenr). The [2Fe2S] cluster formed on IscU

is transferred to late-acting components by the ATP-dependent chaperone/co-chaperone HscA/HscB.

Grx4 may function as a relay to late-acting components among which is the IscA proteins that have

specialized functions in the assembly of [4Fe4S] clusters and/or insertion of [2Fe2S] and [4Fe4S]

clusters into recipients’ enzymes. In the eukaryotic ISC machinery, Fe–S clusters are assembled on

the ISCU scaffold, iron is provided to ISCU by a still ill-defined iron chaperone, sulfur is provided

by the cysteine desulfurase complex NFS1–ISD11–ACP, and electrons are provided by FDX2 that

is reduced by the NADPH-dependent ferredoxin reductase FDXR. Binding of ISD11–ACP to NFS1

maintains NFS1 in a soluble form. FXN stimulates the whole process by acting on the sulfur

donation step. The [2Fe2S] cluster formed on ISCU is transferred to late-acting components by the

ATP-dependent chaperone/co-chaperone HSPA9/HSC20 with assistance from the nucleotide exchanger

GRP75. GRX5 serves as a relay to late-acting components. The late-acting components, including ISCA,

have specialized functions in the assembly of [4Fe4S] clusters and insertion of [2Fe2S] and [4Fe4S]

clusters into recipients’ enzymes. The dashed blue arrows describe the supply of each element needed

to build a Fe–S cluster (iron, sulfur and electrons) and the proteins involved at these steps, without

assumption on the sequence order and coordination between these singular steps. The solid black

arrows describe actual sequence for Fe–S cluster biogenesis and transfer.

Despite huge progresses in the past 30 years to identify all the components of the assembly

machineries, a central question remains how Fe–S clusters are assembled. While iron–sulfur clusters can

form spontaneously in vitro by mixing iron and sulfide ions in the presence of scaffolding molecules,

the biological processes of their synthesis rely on tightly orchestrated reactions to coordinate iron and

sulfur insertions in the scaffold proteins. In recent years, combinations of biochemical, spectroscopic,

structural and computational approaches with in vitro reconstituted machineries have significantly

contributed to the understanding of the mechanism of Fe–S cluster assembly and the specific role

of each component of these machineries. Besides, handling these reconstituted systems is a major

challenge as reconstituted system can generate free sulfide, which contributes to Fe–S cluster formation

in vitro. This process is not expected to be productive of Fe–S clusters in vivo as the sulfide ions

can freely diffuse outside of the biosynthetic complexes. Moreover, iron can bind non-specifically to

proteins thereby masking specific iron-binding sites. An additional level of complexity arises with the

formation of the [4Fe4S] clusters. The current view is that [4Fe4S] clusters are synthesized by reductive

coupling of two [2Fe2S] clusters, thus that the [2Fe2S] cluster is the elementary building block of all

Fe–S clusters in the cell [6,25,29–33].

This review focuses on the subset of proteins that ensure the biosynthesis of the [2Fe2S] cluster,

with a special emphasis on the questions of the synchronization of iron and sulfur supplies to the

scaffold proteins, how persulfide is reduced into sulfide and the mechanism of nucleation of iron and

sulfide ions leading to formation of the dinuclear [2Fe2S] center. We also review the latest data on the

role of the frataxin protein, a key protein in the Fe–S cluster assembly process, the function of which

has remained controversial until very recently.

2. Overview of the Fe–S Cluster Assembly Machineries

The NIF system was the first multi-protein machinery to be discovered, in the late 1980s, by Denis

Dean’s group [34–36]. In nitrogen-fixing bacteria, this machinery is dedicated to the biosynthesis

of the M/V and P clusters of the nitrogenase enzyme [18,34–38]. This machinery encompasses two

main components, NifU, the scaffold protein and NifS, a cysteine desulfurase that is the source of

sulfur [35,36]. Cysteine desulfurases convert the sulfur from the amino acid l-cysteine into a cysteine

bound persulfide intermediate (Cys-SSH) that is a source of sulfide ions upon reductive cleavage of

its S–S bond. The discovery of cysteine desulfurase was a major advance since this mechanism now
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appears as a universal mode of sulfur delivery, not only for Fe–S clusters, but also for the production of

a wide variety of sulfur containing biomolecules such as thiolated tRNA, thiamine and Moco [39,40].

In early 1990s, the ISC and SUF machineries were identified as the general providers of Fe–S

clusters in most organisms, with the exception of some non-nitrogen fixing bacteria that lack the ISC

and SUF machineries, in which the NIF machinery is the general source of Fe–S clusters [5,6,8,9,41–46].

Genome wide analysis show that the occurrence of the SUF system is much higher than the ISC one

in bacteria and archaea, thus that the SUF system is the housekeeping assembly machinery in these

organisms [47]. In contrast, nearly all eukaryotic organisms rely exclusively on the ISC system that was

acquired from bacteria upon endosymbiosis [48], with the exception of plants that rely on both, the ISC

and SUF systems [49,50]. In bacteria that encodes both the ISC and SUF machineries, the SUF machinery

is expressed under oxidative-stress and iron-deprivation conditions, and in plants, it is expressed in

the chloroplast, a compartment that is more exposed to oxidative conditions [8,45]. The underlying

reason is that the SUF machinery is more resistant to oxidative stress [51] and handles iron apparently

in a more efficient way than the ISC machinery. This raises important questions on the features of the

mechanisms of Fe–S cluster assembly that provide such specificities to the ISC and SUF machineries.

Some bacteria also express an incomplete machinery, the CSD (cysteine sulfinate desulfinase) system

that includes only two components: the cysteine desulfurase CsdA and the sulfur acceptor CsdE that

are homologous to the SufS and SufE components of the SUF machinery [9]. The CSD machinery

apparently participates to Fe–S cluster biosynthesis by providing sulfur to the SUF machinery [52].

The CIA machinery is present in the cytoplasm of eukaryotic organisms, and in contrast to the

other machineries, is not autonomous for sulfur acquisition. Although the cysteine desulfurase of the

ISC machinery, NFS1, is also present in the cytoplasm, albeit at very low concentrations, it does not

provide sulfur to the CIA machinery [53–56]. Instead, the CIA machinery uses a, as of yet, not identified

compound synthesized by the mitochondrial ISC machinery, either a sulfur containing molecule or

a preassembled [2Fe2S] cluster [7,25,57]. It is thus unclear whether the CIA machinery is able to

synthesize de novo the [2Fe2S] building block. Consequently, we do not cover this topic here.

3. Mechanism of Assembly by the ISC Core Machinery

In bacteria, the genes encoding the components of the machineries are organized in operons.

In E. coli, the ISC operon encodes eight proteins: IscU, the scaffold protein, IscS, the cysteine desulfurase,

Fdx, a [2Fe2S] cluster ferredoxin, HscA and HscB, a chaperone/co-chaperone system involved in

the transfer of Fe–S cluster from IscU to acceptor proteins, IscA, a scaffold and/or carrier protein,

IscX, a putative regulator of the activity of IscS and IscR a transcriptional regulator of the whole

operon (Figure 1) [22]. Homologs of IscU, IscS, Fdx, IscA, HscA and HscB were later found in yeast,

mammals and other organisms with major contributions from Roland Lill’s lab to these discoveries

(Table 1) [6]. Thereafter, the nomenclature of the protein names of each species is used to describe

particular experiments and a double nomenclature bacteria/mammal for more general considerations.

Among the proteins of the ISC machinery, IscS/NFS1, IscU/ISCU and Fdx/FDX2 together form the

core complex for the biosynthesis of [2Fe2S] clusters, while the IscA/ISCA proteins have specialized

functions in the synthesis of [4Fe4S] clusters from [2Fe2S] clusters and/or transfer of Fe–S clusters

(Table 1 and Figure 1) [29–32]. Additional proteins that are not encoded by the ISC operon are needed

for the biosynthesis of Fe–S clusters. A flavin-dependent ferredoxin reductase (Fenr/FDXR) that uses

electrons from NAD(P)H to reduce the [2Fe2S] cluster of Fdx/FDX2 (Table 1 and Figure 1). The frataxin

protein (CyaY/FXN) is also important for efficient Fe–S cluster synthesis (Table 1, Figure 1) [58,59].

Its exact role is a matter of controversy that we discuss later on [58]. In eukaryotes, ISD11, a protein

belonging to the LYRM (Leu–Tyr–Arg motif) family, and the acyl carrier proteins (ACP) together form

a complex with NFS1. The role of the ISD11–ACP complex is incompletely understood, it apparently

controls the stability of NFS1 in response to the level of acetyl-CoA [60].
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Table 1. Corresponding names of the components of the iron–sulfur cluster (ISC) machinery and

accessory proteins in prokaryotes, yeast and mammals.

Functional Role Prokaryote Yeast Mammal

Mitochondrial iron transporter - Mrs3/4 MFRN1/2

U-type scaffold IscU Isu1/2 ISCU

Cysteine desulfurase IscS Nfs1 NFS1

Desulfurase-interacting protein 11 - Isd11, Lyrm4 ISD11, LYRM4

Acyl carrier protein ACP ACP ACP

Frataxin CyaY Yfh1 FXN

IscX IscX - -

Ferredoxin Fdx Yah1 FDX2

Ferredoxin reductase Fenr Arh1 FDXR

Hsp70 chaperone HscA Ssq1 HSPA9

J-type co-chaperone HscB Jac1 HSC20

Nucleotide exchanger - Mge1 GRPE

Glutaredoxin Grx4 Grx5 GRX5

A-type scaffold IscA Isa1/2 ISCA1/2

Late-acting components

- Iba57 IBA57

Bola Bola1 BOLA1

- Bola3 BOLA3

NfuA Nfu1 NFU1

Mrp Ind1 IND1

3.1. Step 1: Iron Insertion

3.1.1. A Mononuclear Ferrous Iron-Binding Site in IscU/ISCU

IscU/ISCU is a small highly conserved protein of 15 kDa that was identified as the scaffold protein

based on its ability to bind a labile [2Fe2S] cluster in vivo when co-expressed with all the other ISC

components and in vitro in Fe–S cluster reconstitution assays with IscS/NFS1 [61–63]. Spectroscopic and

structural studies of bacterial, archaeal and eukaryotic IscU/ISCU proteins have provided evidence

that the [2Fe2S] cluster is ligated in an asymmetric arrangement by well-conserved amino acids:

three cysteines and a non-cysteinyl ligand most likely an aspartate [23,61,62,64–66]. This assembly site

was thus proposed to be the entry point for iron.

However, metal titrations and tri-dimensional structures revealed that IscU/ISCU proteins purified

from bacterial cells do not contain iron in the assembly site but a zinc ion instead [23,67–72]. The zinc

ion was found coordinated in an overall tetrahedral geometry by the well-conserved amino acids

of the assembly site in Haemophilus influenza [71] and Mus musculus (PDB code 1WFZ) IscU and the

identity of the ligands was also assessed in E. coli, mouse and human IscU/ISCU using site directed

mutagenesis experiments (Figure 2A) [23,68,69] Here and thereafter, to ease comparison, the mouse

sequence is used for amino acid numbering in IscU/ISCU proteins. In these proteins, the Zn2+ ion is

coordinated by the two cysteines Cys35 and Cys61 that are also ligands of the [2Fe2S] cluster, and the

histidine His103, but the fourth ligand seems exchangeable. While the aspartate Asp37 is the fourth

ligand in the vast majority of cases, it is exchanged by the cysteine Cys104 in the crystal structure of

IscU from H. influenza [71]. This suggests structural plasticity of the metal-binding site. Analysis by

quantum and molecular mechanics indeed indicate that small rearrangements, such as protonation

of the ligands, could induce a ligand swapping at the zinc site [69]. This structural plasticity would

facilitate the accommodation of several metal and sulfide ions.
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Figure 2. Structural rearrangement at the zinc site of ISCU upon binding of NFS1 and FXN. Zoom on the

zinc site of (A) mouse ISCU (nuclear magnetic resonance (NMR) structure, PDB code 1WFZ) and in the

human NFS1–ISD11–ACP–ISCU complex (B) without FXN (X-ray structure PDB code 5WLW) [67] and

(C) with FXN (CryoEM structure PDB code 6NZU) [73]. ISCU and some of its key amino acids (Cys35,

Asp37, Cys61 and His 103) are colored in pink, NFS1 is in yellow with its catalytic cysteine (Cys381)

in green and FXN with its key amino acids (Asn151, Trp155 and Arg165) are in black. The dashed

black line represents π staking between Trp155 and His103. The zinc ion is initially coordinated by

Cys35, Asp37, Cys61 and His103 in ISCU. Upon binding to NFS1, the catalytic cysteine of NFS1, Cys381,

binds to the zinc ion via exchange with Cys35. FXN binds to the NFS1–ISD11–ACP–ISCU complex and

pushes aside His103 and Cys35 of ISCU via interactions with Trp155 and Asn151, respectively, thereby

uncovering Cys104.

The plasticity of the IscU/ISCU protein also prevails at the level of its ternary structure and

is directly connected to the metal-binding site. NMR studies revealed that IscU/ISCU exists in

two inter-converting forms, a structured one and a de-structured one [69–71,74–76]. Interestingly,

the coordination of the metal ion stabilizes the structured form. The ligands of the zinc ion belong

to different parts of the protein: the cysteine Cys35 and the aspartate Asp37 are carried by a linker

between two β-sheets, the cysteine Cys61 is at the tip of an α-helix and the histidine His103 along

with the cysteine Cys104 are at the tip of another α-helix. Therefore, the coordination of the zinc ion

connects distinct parts of the protein which stabilizes the ternary structure of the protein.

The first evidence suggesting that iron binds in the assembly site came from an NMR study on

the E. coli IscU protein, which reported that incubation of apo-IscU with iron stabilizes the ordered

form, as observed with zinc [77]. Our lab recently conducted an extensive study on mouse ISCU using

several spectroscopic methods [23]. We found that the zinc ion hinders iron binding in the assembly

site, but upon removal of the zinc ion, the monomeric form of ISCU binds Fe2+ in the assembly

site. Site-directed mutagenesis identified Cys35, Asp37, Cys61 and His103 as the ligands of the iron

center [23]. The Fe2+ ion thus adopts a similar arrangement as the Zn2+ ion in the assembly site of ISCU,

which suggests interchangeable roles. Titration by circular dichroism (CD) indicated that ISCU binds a

single Fe2+ ion and Mössbauer spectroscopies showed that it is a high spin Fe(II) center and confirmed

the presence of several cysteines in the coordination sphere of the metal. Fe–S cluster assembly assays

using the complete mouse ISC machinery with the NFS1–ISD11–ACP complex, FDX2 and FDXR show

that iron-loaded ISCU (Fe–ISCU) is competent for Fe–S cluster assembly, while the zinc-loaded form

(Zn–ISCU) is not, which indicates that binding of iron in the assembly site is the initial step in Fe–S

cluster biosynthesis [23] Binding of iron in the assembly site was later on reported with E. coli IscU

upon removal of the zinc ion, which suggests that the first step in the mechanism of Fe–S cluster

synthesis is conserved [78].

Surprisingly, the investigations of iron-binding sites in IscU/ISCU proteins from E. coli, human,

drosophila and yeast by X-ray absorption spectroscopy (XAS) led to the conclusion that iron does

not initially bind in the assembly site but in a 6-coordinated site comprising only nitrogen and

oxygen [79–81]. A similar species was detected by Mössbauer spectroscopy when mouse apo-ISCU

was incubated with one equivalent of iron, but this species represents a minor fraction of iron (15%) [23].

Experiments conducted with sub-stoichiometric amounts of iron showed that only the assembly site is
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filled, thus that iron has a poor affinity for the putative secondary site. Moreover, reconstitution assays

with ISCU containing iron exclusively in the assembly site showed that it is still fully competent for

Fe–S cluster assembly, which rules out the idea that the minor fraction is important for Fe–S clusters

synthesis, thus that there is a defined secondary site in ISCU [23]. This species most likely represents

iron bound non-specifically to the protein. It must be noted that mouse ISCU is a difficult protein to

handle as the disordered form that accumulates in the absence of metal forms higher order oligomers

that do not bind iron. Thereby, the discrepancy with the XAS data may relate to protein preparations

and buffer conditions if the other IscU/ISCU proteins behave similarly to mouse ISCU.

3.1.2. Iron Donor to IscU/ISCU

The fact that IscU/ISCU contains a zinc ion that hinders iron binding raises the question of the

physiological mechanism of iron insertion. In vivo, the presence of the zinc might prevent accumulation

of the disordered form. However, since zinc has a higher affinity than iron for IscU/ISCU [23,69], a still

ill-defined metallochaperone might be required to exchange the metals. These data also raise the

question of the physiological iron donor to IscU/ISCU.

Frataxin

The frataxin protein was initially proposed to function as an iron storage/donor for IscU/ISCU [82–87].

Although the iron-storage/chaperone function has been questioned by several studies [58], and the most

recent data indicate that frataxin is an accelerator of persulfide transfer (see Section 3.5) [23,88,89], the iron

chaperone hypothesis is still favored by a number of groups [90–96].

Eukaryotic cells that are defective or deleted for the gene encoding the frataxin protein display

growth phenotypes associated with a deficit in Fe–S cluster biogenesis [97–101]. Indeed, the bacterial and

eukaryotic frataxins interact with the core IscS–IscU and NFS1–ISCU complexes of the ISC machinery,

indicating a direct role in Fe–S cluster biogenesis [86,102–105]. In humans, inherited mutations in the

non-coding sequence of the frataxin locus lead to Friedreich’s ataxia (FA), a neurodegenerative and

cardiac disease [106]. This discovery has strongly fostered the research in the past years to elucidate

the function of frataxin.

Based on the observations that (i) frataxin deficient cells accumulate iron in mitochondria and that

(ii) bacterial CyaY and yeast Yfh1 frataxins bind ferric iron, which triggers auto-assembly into multimers,

the hypothesis that frataxin functions as an iron storage has emerged [58,82,83,85,97,99,107,108].

However, the iron-storage function was challenged by several other studies. First, human frataxin (FXN)

self-assembles into oligomers only under extreme conditions and in an iron-independent manner [109].

In yeast and mouse fibroblast, the self-assembly of frataxin is dispensable for its physiological

function [110,111]. In yeast, overexpression of Yfh1 is unable to mitigate iron accumulation and binding

of iron to Yfh1 could not be confirmed by immunoprecipitation [112,113]. In bacteria, the function

of CyaY appears restricted to iron-rich conditions. Although this may be consistent with a role in

iron storage, in yeast, there is no obvious effect of iron on the phenotype of cells lacking Yfh1 [59,97].

In mammals, a cardiac mouse model of FA showed that the accumulation of iron is not a primary

defect but rather a consequence of the Fe–S cluster deficit [100]. Finally, the accumulation of iron is

not a specific feature of frataxin deficiency since any defect in one of the core components of the ISC

machinery also leads to dysregulated iron metabolism [114]. Altogether, these data have disqualified

the iron-storage function for frataxin.

The frataxin protein was also proposed to function as an iron chaperone for IscU/ISCU,

since monomeric frataxin from various organisms bind iron in vitro and several reconstitutions

suggested that frataxin brings iron to the ISC machinery [86,87,92]. However, the number of

iron-binding sites in frataxin varied from one study to another (from one to seven iron-binding

sites), with both Fe2+ and Fe3+ binding with similar affinities, which rather suggest non-specific

iron binding [82,87,108,115–118]. Indeed, FXN lacks a defined metal-binding site associated with

well-conserved ligands such as cysteine, histidine and aspartate, but contains an acidic region that
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binds several metals non-specifically via electrostatic interactions. This may provide a mean for frataxin

to bring several labile iron ions nearby the assembly site of IscU/ISCU, but with low specificity, which is

difficult to rationalize with a specific role in iron donation. Moreover, data from our group indicated

that mammalian FXN is not required for iron insertion in ISCU [23]. Altogether, these data argue

against a role of frataxin in iron donation; instead, a function as an accelerator of persulfide transfer is

now proposed (see Section 3.5).

ISCA

A-type proteins (IscA, NifIscA and SufA) from various organisms were shown to bind ferric iron

with high affinity and to provide iron to IscU/ISCU in Fe–S cluster reconstitution assays through a

cysteine mediated process [119–125]. The Fe(III) center of bacterial IscA can be reduced by l-cysteine

and released as free or cysteine bound Fe2+ ions, which provide a source of iron for IscU [119,125].

However, several in vivo studies argue against a role of the IscA/ISCA proteins in iron donation.

First, deletion of the genes encoding the Isa1 and Isa2 proteins in yeast led to a slight increase in the

iron content of Isu1, instead of lowering it as expected for an iron chaperone [32]. Several groups

found that A-type proteins do not co-purify with iron alone but with a Fe–S cluster [126–129]. Indeed,

in vivo and in vitro data rather point to a role of the A-type proteins as scaffolds for the synthesis of

[4Fe4S] clusters or in the transfer of [2Fe2S] and [4Fe4S] clusters [29,32,126,127,129,130]. Moreover,

while no interaction with IscU/ISCU has been reported so far, the IscA/ISCA proteins interact with the

late-acting components of the Fe–S cluster biogenesis pathway, which strengthen the idea that they are

not involved at the early steps, i.e. iron insertion [29,131–133].

Connection with the Labile Iron Pool

If not frataxin or IscA/ISCA, then how does IscU/ISCU acquire iron? Only few iron

metallochaperones have been identified in eukaryotes and prokaryotes [134–137]. Ferrochelatase is

possibly the only attested iron chaperone in mitochondria [134]. Indeed, a general view of iron

speciation in proteins is that non-heme iron proteins acquire their metal from a labile iron pool [135–137].

Due to the low structural diversity of metal-binding sites in proteins to discriminate one metal from

another, insertion of the proper metal is controlled by its bioavailability and its intrinsic affinity,

which follows the Irving–Williams series [135–137]. Thereby, metals with intrinsic high affinity are

kept at very low concentration while weaker binders are present in the form of labile pools. Iron is

among the weaker binders and the existence of labile iron pools is now corroborated by several

studies. Recent investigations of cellular iron contents by Mössbauer spectroscopy suggest that

it is composed of non-heme high-spin Fe(II) complex with primarily O and N donor ligands in

concentrations estimated in the range of 1 to 10 µM, which is very close to the affinity of iron for

most proteins [135–142]. Low-molecular-weight iron complexes with a mass-range of 500 to 1300 Da

have been isolated from bacteria and mitochondria that may be central components of this labile iron

pool [139–142]. Iron delivery to protein from these labile iron pools may involve small molecules,

such as glutathione (GSH), instead of metallochaperones [137,143]. Finally, even though a chaperone is

possibly dispensable for iron insertion, the most important step could be the release of the zinc ion

from IscU/ISCU, which would require a chelatase.

3.2. Step 2: Sulfur Insertion

3.2.1. Two Different Classes of Cysteine Desulfurase

The second key step of Fe–S cluster synthesis is the insertion of sulfur. The cysteine desulfurases IscS

and NFS1 are the source of sulfur for Fe–S cluster assembly in the ISC machinery. Cysteine desulfurases

provide sulfur in the form of a persulfide bound to their catalytic cysteine (Cys-SSH) [39]. This persulfide

is produced by desulfurization of l-cysteine catalyzed by their cofactor, a pyridoxal phosphate (PLP),

which leads to formation of a persulfide on their catalytic cysteine. PLP-dependent enzymes form
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a huge family that perform various types of elimination and substitution reactions on amino acids

and their derivatives. Several structures of cysteine desulfurase have been solved and all revealed an

arrangement as homodimers, in which the PLP-binding pocket of one subunit is completed by the

second one (Figure 3A,B) [39,67,144–150]. Cysteine desulfurases also display key differences allowing

their categorization in two classes owing to the length of the mobile loop carrying their catalytic

cysteine [39]. This loop is much longer in class I than in class II enzymes, which facilitates long-range

sulfur delivery to acceptors for class I enzymes. IscS and NFS1 as well as NifS belong to class I,

while SufS, the cysteine desulfurase of the SUF machinery, belongs to class II.

Figure 3. Structures of the human NFS1–ISD11–ACP–ISCU and E. coli IscS–IscU complexes. X-ray

structures of (A) human NFS1–ISD11–ACP–ISCU complex in the closed conformation (PDB code

5WLW) [67], (B) E. coli IscS–IscU complex (PDB code 3LVL) [150], (C) human NFS1–ISD11–ACP

complex in the open conformation (PDB code 5USR) [151] and (D) human NFS1–ISD11–ACP complex

in the open conformation (PDB code 5USR) with the human ISCU proteins modeled according to the

structure of the NFS1–ISD11–ACP–ISCU complex (PDB code 5WLW). The labels for the ACP protein

have been omitted for clarity in D. IscS/NFS1 are colored in orange, IscU/ISCU in pink, ISD11 in blue

and ACP in green. The pyridoxal phosphate (PLP)-binding sites, the phosphopantetheine with its fatty

acyl chain (PPA) and the Fe–S cluster assembly sites of IscU/ISCU are indicated by arrows.

Moreover, in eukaryotes, NFS1 forms a tight complex with the ISD11–ACP complex that regulates

the activity of the ISC system in response to the level of acetyl-coA [60,67,151]. The crystal structure

of the human NFS1–ISD11–ACP complex shows that binding of ISD11–ACP to NFS1 is mediated by

ISD11 and that ACP is anchored to ISD11 via its fatty acid chain (Figure 3A) [67]. The ISD11–ACP

complex stabilizes NFS1 since in its absence, NFS1 is poorly soluble [152,153]. The crystal structure of

the complex indeed shows that ISD11 binds to a hydrophobic patch composed of Leu78 and Ile82 at

the surface of NFS1, which most likely helps maintain NFS1 in a soluble form [67].

Strikingly, another crystal structure of the human NFS1–ISD11–ACP complex was solved which

displays a completely different arrangement of the NFS1 and ISD11 proteins relative to each other

while keeping the overall structure of the ISD11–ACP complex (Figure 3C) [67,151]. In this structure,

the dimer interface is created by contacts between the hydrophobic patch of each NFS1 and via ISD11

that connects the two subunits of NFS1. The PLP-binding pocket is incomplete and thus the protein is
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most likely catalytically inactive. This conformation is designated as open conformation [151] and the

conformation in which the PLP-binding pocket is complete, is called the closed conformation [67]. It is

still unclear whether the open conformation has a physiological relevance.

3.2.2. Mechanism Generating Persulfide in Class I Cysteine Desulfurase

While the mechanism of sulfur delivery clearly differentiates class I and II cysteine desulfurase,

the mechanism of desulfurization is similar for both enzymes [39]. This mechanism relies on catalysis

by the PLP cofactor which operates as an electron withdrawal group facilitating the elimination of

sulfur on l-cysteine (Figure 4). The PLP cofactor is anchored to the enzyme via the side chain of a

lysine through formation of an imine link, also called internal aldimine. The amino group of the

l-cysteine substrate binds to the PLP by exchange with the amine of the lysine to form an external

aldimine. This intermediate is converted into a ketimine in which a double bond is created between the

enantiomeric α carbon of l-cysteine and its amino group. Then, the sulfur of l-cysteine is eliminated

and “transferred” to the catalytic cysteine of the cysteine desulfurase, which leads to formation of

a persulfide (-SSH) and creation of a double bond between the α and β carbon of the l-cysteine.

Upon hydrolysis, alanine is released and a new cycle is initiated. Formally, a sulfanium cation (HS+)

is abstracted by the thiolate group of the catalytic cysteine. This formal description suggests that

the reaction is an oxido-reduction process. The redox state of the terminal sulfur (also called sulfane

sulfur) is commonly assumed to be “0” while the sulfur of the cysteine to which it is bound would

stay at the -II redox state. However, this description is not correct since two identical atoms that are

covalently attachedhave their redox state mutually affected and equals, as found in disulfides (RSSR’)

and hydroperoxides (ROOH) in which the sulfur and oxygen atoms are at the same -I redox state.

Thereby, the formal redox states of the sulfurs in a persulfide are better described as -I for both of

them, which indicates that the sulfur of l-cysteine is oxidized during the reaction and consequently the

carbon carrying the sulfur of l-cysteine is reduced from -I to -III in l-alanine (Figure 4, red labels).
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Figure 4. Mechanism of persulfide formation by cysteine desulfurases. The scheme presents the main

intermediates in the catalytic cycle of cysteine desulfurases. The PLP cofactor is bound to the cysteine

desulfurase backbone via the nitrogen of a lysine residue, in the form of a Lys-aldimine. The l-cysteine

substrate exchanges with the lysine to form a Cys-aldimine (1), which is rearranged into a Cys-ketimine

(2). A base (:B−) deprotonates the thiol of the catalytic cysteine of the cysteine desulfurase and the

resulting thiolate reacts with the thiol of the Cys-ketimine intermediate, which leads to formation of a

persulfide on the catalytic cysteine (3). Concommitantly, adouble bond is created with the carbon of the

former l-cysteine substrate in the form of an Ala-enamine (3). Upon protonation, the Ala-enamine is

converted into Ala-ketimine (4) and then Ala-aldimine (5). The sulfane sulfur (blue) of the persulfide is

transferred to a thiol acceptor and l-alanine is released by exchange with the internal lysine residue (6).
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The formal oxidation states of the relevant atoms of the reaction (sulfur and adjacent carbons) are

indicated in red for the starting and final material. The reaction starts with two sulfurs at the -II

oxidation state in l-cysteine and the catalytic cysteine with a carbon at -I in l-cysteine to end up with two

sulfurs at the -I oxidation state in the persulfidated catalytic cysteine and a carbon at -III in l-alanine.

3.2.3. Sulfur Transfer to the IscU/ISCU Scaffold, a Metal-Driven Process

The first studies on the process of sulfur supply to IscU/ISCU were reported almost 20 years

ago, with A. Vinelandii and E. coli IscS and IscU [154–156]. These studies showed that IscS transfers

several persulfides to IscU. A sulfur-first model was then proposed, in which the persulfides are

transferred and later on reduced upon binding of Fe2+ ions. Surprisingly, several persulfides (2 to 4)

accumulated on IscU, which was difficult to rationalize with the requirement of only two sulfurs for

the formation of a [2Fe2S] cluster [154,156]. Another study with T. maritima IscU mentioned that the

persulfides transferred to IscU were not reducible by iron, unless iron was already bound to IscU prior

to persulfide transfer [157]. Although the experimental data were not shown, an iron-first model was

proposed, in which the iron binds first then a persulfide is transferred and reduced by iron. Thereby,

controversies on the number of persulfide transferred to IscU/ISCU and the sequence of iron and sulfur

insertions have emerged with two opposite models: sulfur-first and iron-first. It is now becoming clear

that iron comes first and triggers the transfer of a persulfide (Figure 5) [23,89].
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Figure 5. Metal-dependent persulfide transfer in the NFS1–ISCU complex. The sequence corresponding

to the sulfur-first and iron-first models are depicted in the top two panels. First, a persulfide is formed

on the catalytic cysteine of NFS1 (Cys381). Then, in the absence of a metal in ISCU (apo-ISCU),

the persulfide of NFS1 is not transferred to ISCU (as shown by the red cross), which invalidates the

sulfur-first model. In the presence of iron (red sphere, Fe–ISCU), the persulfide of NFS1 is transferred

to the cysteine Cys104 of ISCU, which highlights the iron-first model. The third panel shows that,

when zinc (dark gray sphere, Zn–ISCU) is present in the assembly site, instead of iron, it also triggers

persulfide transfer. The blue arrows refer to movement of sulfur in trans-persulfuration reactions.

Persulfide transfer was also reported with the mouse and human NFS1–ISD11–ACP–ISCU

complex [88,158]. Our analysis using mass spectrometry and an alkylation assay developed to directly

visualize and quantify protein-bound persulfides, has established that a single persulfide is transferred

to mouse ISCU [88]. The cysteine Cys104 was identified by mass spectrometry as the final persulfide

receptor [88]. Furthermore, the transfer of persulfide to ISCU was correlated with Fe–S cluster assembly
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thus indicating that it is a relevant step in this process (see next section) [23]. The accumulation of

more than one persulfide was also observed with the mouse system but at longer time course and

was not correlated with Fe–S cluster assembly, which may explain the transfer of multiple persulfides

previously observed with A. Vinelandii and E. coli IscU proteins [23,88].

Interestingly, with the mouse system it was shown that in the absence of iron, the transfer of

persulfide is abolished, which points to a metal-dependent process [23]. A similar iron-dependent

persulfide transfer process was recently reported with the E. coli system [78]. Thus, the presence of iron

is required to allow the transfer of persulfide, which experimentally confirms the iron-first model that

was earlier proposed and discards the sulfur-first hypothesis (Figure 5). Surprisingly, persulfide transfer

to ISCU is also enabled when zinc is in the assembly site, which is probably related to the identical

coordination mode of iron and zinc in ISCU (Figure 5). This may indicate a physiological role for zinc

as proposed for the zinc ion of SufU, a closely related homolog of IscU/ISCU (see Section 5.3.3) [159].

Moreover, the iron-like effect of zinc may explain the initial controversy in the models of iron and

sulfur insertion sequences. Since zinc was likely present in the preparations of IscU, although its

presence was not assessed [154–156], it has probably allowed persulfide transfer in the absence of iron

and misled the authors to the conclusion that sulfur comes first.

Trans-persulfuration reactions are common to several sulfur insertion processes but none of them

have been described as iron-dependent [39,40]. Indeed, this feature is likely specific to Fe–S cluster

assembly systems as it coordinates sulfur supply with the presence of iron in ISCU. This raises the

question of the mechanism of this new type of reaction. Since both, iron and zinc, enable persulfide

transfer, the examination of the structures of the NFS1–ISCU complexes solved with zinc may help

elucidate this mechanism. The X-ray structure of the human NFS1–ISD11–ACP–ISCU complex shows

that the catalytic cysteine of NFS1 binds to the zinc center through exchange with Cys35 of ISCU

(Figure 2B) [67]. Thus, the metal ion may play a structural role by positioning the catalytic cysteine of

NFS1 at a short distance of the receptor cysteine (Cys104) of ISCU and additionally may play the role

of a Lewis acid catalyst by providing an electrophilic character to the sulfane sulfur of the persulfide to

promote the nucleophilic attack by the receptor cysteine on the persulfide. However, Cys104 is shielded

by the metal ion and its surrounding ligands (Asp37, Cys61 and His103), which seems to preclude

a direct transfer of persulfide to this residue. Persulfide transfer could thus be indirect via Cys35 or

Cys61 as relays. However, a mutation of the cysteine Cys104 to serine does not lead to accumulation of

a persulfide on Cys35 or Cys61 as expected if they were functioning as relays, which tends to invalidate

this hypothesis [23,88]. Therefore, in keeping with the structural plasticity of ISCU discussed in the

previous section, a structural rearrangement uncovering Cys104 to facilitate persulfide transfer seems

more likely.

In conclusion, the detailed study of the persulfide transfer process provides the first compelling

evidence of an iron-first mechanism in which persulfide transfer is triggered by the presence of

iron in IscU/ISCU [23,78]. This represents the first encounter of sulfur with iron in the Fe–S cluster

assembly process.

3.3. Step 3: Persulfide Reduction

3.3.1. Reduction by Iron

To generate the sulfide ions that are the constituents of Fe–S clusters, the persulfide must be

reduced into sulfide. As discussed in the previous section, Fe2+ ions were initially proposed to be the

reductant of the persulfide thereby yielding Fe3+ and sulfide ions, to generate an oxidized [2Fe2S]2+

cluster [154,155,157]. However, no reduction was observed with the mouse system after transfer of

persulfide to ferrous iron-loaded ISCU [23]. Furthermore, the reduction of a persulfide by Fe2+ is

chemically irrelevant since this reaction requires two electrons and Fe2+ provides only one electron by

switching to the Fe3+ state.
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3.3.2. Reduction by Thiols

Thiols, essentially dithiothreitol (DTT), but also GSH and cysteine were extensively used as

reductants in Fe–S cluster reconstitution studies [61,78,158,160–164]. However, their mode of action

was not thoroughly investigated until recently. Using the mouse ISC system, our group reported that

thiols are able to release sulfide by direct reduction of the persulfide of NFS1, but are poorly efficient

to reduce the persulfide transferred to ISCU, probably due to the presence of the metal that shields

the receptor cysteine Cys104 [88]. The reduction of the persulfide of NFS1 by thiols occurs in reaction

performed with excess of l-cysteine relative to the NFS1–ISCU complex (Figure 6A). Under these

conditions, a persulfide is formed on NFS1 that is transferred to ISCU, then a new persulfide is

formed on NFS1 that cannot be transferred to ISCU since it is already persulfidated, which leads to a

complex persulfidated on both, NFS1 and ISCU. Since thiols react faster with NFS1 than with ISCU,

this leads to preferential reduction of the persulfide sitting on NFS1. Thereby, the prominent source

of sulfide ions in thiol-based reconstitution is NFS1 not ISCU. This reduction proceeds in two steps:

(1) trans-persulfuration of the thiol leading to a persulfidated thiol (RSSH) and (2) cleavage of the S–S

bond of the persulfidated thiol by another thiol molecule (Figure 6A). The sulfide ion then combined

with iron to form a Fe–S cluster. The thiol-based reactions indiscriminately lead to formation of both

[2Fe2S] and [4Fe4S] clusters with variable proportions [61,162,164–167]. DTT further enhances the

proportion of [4Fe4S] cluster versus [2Fe2S] and also generates high-molecular-weight (HMW) Fe–S

minerals [167]. This was attributed to the ability of DTT to stimulate the rate of sulfide release more

strongly than l-cysteine, thereby creating a bulk of sulfide that reacts with [2Fe2S] clusters to generate

[4Fe4S] clusters and eventually forms HMW Fe–S minerals. Surprisingly, the thiol-based reconstitution

is also operative when zinc is present in the assembly site of ISCU, but is much slower probably due to

hindrance of Fe–S cluster formation by the zinc ion [23].

Such thiol-based Fe–S cluster assembly reactions rely on “free” sulfide ions and their production

is not coupled with the presence of iron. This type of reaction is probably inefficient in vivo for Fe–S

cluster assembly as the sulfide ions will diffuse outside of the ISC complex and the probability of

iron and sulfur encounter will be very low. Therefore, thiol-based reactions are not considered as

physiologically relevant for Fe–S cluster assembly.

3.3.3. Ferredoxin and Iron Mediated Reduction of Persulfides

The [2Fe2S] ferredoxin Fdx/FDX2 was also proposed to function as a reductant of persulfides.

The deletion of the gene encoding Fdx in E. coli and the depletion of Yah1 in the yeast

Saccharomyces cerevisiae, both led to impaired Fe–S cluster biosynthesis [168–171]. Moreover, yah1 is an

essential gene in yeast, which points to a critical role of ferredoxins [169]. In human, two ferredoxins

are present in mitochondria, the adrenodoxin (FDX1), and a closely related homolog named FDX2

(or FDX1-like) [172]. FDX1 is mainly expressed in adrenal glands where it is involved in steroid

biosynthesis, while FDX2 is ubiquitously expressed and is essential for Fe–S cluster biogenesis in

mitochondria [172]. Another study reported that both FDX1 and FDX2 function in Fe–S cluster

biosynthesis [173]. However, the tissue specificity of FDX1 to adrenal glands most likely dictates its

role. Cognate reductase partners were identified in E. coli (the ferredoxin–NADP reductase Fenr),

human (FdxR) and yeast (adrenodoxin reductase Arh1) that provides electrons from NAD(P)H to

Fdx/FDX2 (Table 1) [169,173–175].

Fe–S cluster reconstitution assays showed that E. coli, yeast and mouse ferredoxin/ferredoxin

reductase systems are able to replace DTT [23,24,176]. NMR studies with mouse and bacterial proteins

reported that Fdx binds IscS [177–179]. It was thus proposed that Fdx reduces the persulfide of

IscS into sulfide. However, this mechanism is reminiscent of the thiol-based reconstitution in which

sulfide is released irrespective of the presence of iron. Moreover, IscU was reported to displace Fdx,

thereby preventing synchronization of sulfide production with the presence of IscU to uptake these

sulfide ions [178]. In contrast, NMR and SAXS studies of the eukaryotic Chaetomium thermophilum

ISC complex showed that FDX interacts with both NFS1 and ISCU [24,67]. The first experiments
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directly testing the effect of ferredoxin on the persulfide of NFS1 and ISCU were carried out with the

mouse system by tracking the persulfide during the reaction, using mass spectrometry and alkylation

assays [23]. The step-by-step analysis revealed that FDX2 selectively reduces the persulfide transferred

to Fe–ISCU but does not reduce the persulfide of NFS1 (Figure 6B). Importantly, this reduction step

leads to formation of a [2Fe2S] cluster in ISCU, thus indicating that it is a critical step of the assembly

process. Titrations have further indicated that this reaction is highly efficient with about 90% of

l-cysteine converted into a [2Fe2S] cluster whereas thiol-based reactions are poorly efficient with only

5% of l-cysteine actually incorporated as sulfide ions in the Fe–S cluster. Moreover, the FDX2-based

reaction is about 100 times faster than the thiol-based one.

 

β

− − − ≈

Figure 6. Selective reduction of the persulfide of NFS1 and ISCU by thiols and FDX2. (A) Thiols

(RSH) such as dithiothreitol (DTT), l-cysteine, β-mercaptoethanol and GSH react with the persulfide

of NFS1. Once a persulfide is formed it is transferred to ISCU, then a second persulfide is formed

on NFS1. Thiols reduce the persulfide of NFS1 (reaction 1), which generates free persulfidated thiol

(RSSH) that reacts with a second molecule of thiol to liberate sulfide ions in solution. Sulfide exists as

H2S, HS− and S2− depending on the pH, with HS− the predominant form at physiological pH (pH ≈ 8

in mitochondria). The sulfide ions react with iron to generate [2Fe2S] and [4Fe4S] clusters in ISCU.

In contrast, the persulfide of ISCU is poorly reactive with thiols (reaction 2, the red cross indicates

that the reaction does not occur), most likely due to the presence of the metal ion that shields Cys104.

Thereby, sulfide ions originate mainly from reduction of NFS1. The dashed black arrows describe the

reaction of the thiols on the persulfide of either NFS1 or ISCU (B) FDX2 does not reduce the persulfide

of NFS1 (top, the red cross indicates that the reaction does not occur), but selectively reduces the

persulfide of ISCU when iron is present in the assembly site (bottom). A mechanism is proposed in

which FDX2 provides one electron and the ferrous iron of ISCU the second one to reduce the S–S bond

of the persulfide. The dashed black arrows show the origins of these two electrons.
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Interestingly, the reduction of the persulfide of ISCU by FDX2 is abolished in the absence of metal

and when zinc is present instead of iron in ISCU, which points to a specific role of iron in the reduction

process. A mechanistic rationale could be that the iron ion participates as a redox partner. The iron ion

is initially ferrous and ends-up as ferric in the [2Fe2S]2+ cluster, thereby it might provide one of the

two electrons needed to reduce the persulfide, the other one would be delivered by FDX2 (Figure 6B).

Altogether, these data support the hypothesis that the reduction of the persulfide of ISCU is specifically

coordinated with the presence of iron, which would ensure that the nascent sulfide is instantly trapped

by the iron ion. In the SAXS-based model of the C. thermophilum ISC complex, the [2Fe2S] cluster

of FDX is located nearby the assembly site of ISCU, thus in a suitable position to transfer electrons

to the metal center for persulfide reduction [67]. Finally, the titrations of the number of persulfide

reduced by FDX2 indicated that only one sulfide is produced per iron-loaded monomer of ISCU [23].

Hence, the most reasonable hypothesis is that the product of the reaction is a mononuclear iron–sulfide

([1Fe1S]) species. A number of non-heme mononuclear iron–sulfide inorganic complexes have been

reported, thus providing credence to the formation of the same type of species in IscU/ISCU; however,

a clear demonstration is still awaited [180–184].

In conclusion, the FDX2-driven reduction of the persulfide on iron-loaded ISCU appears as a

concerted process that coordinates sulfide production with presence of iron, which concomitantly

prevents escape of the sulfide ions. For these reasons, it has been proposed that the FDX2-based

mechanism describes the physiological process of Fe–S cluster assembly [23]. This represents the

second encounter of iron and sulfur in the Fe–S cluster assembly process. It is likely that a similar

concerted mechanism occurs in the bacterial system, but it has not been demonstrated as of yet. Finally,

these data highlight that thiols cannot be considered as surrogates of FDX2 in Fe–S cluster reconstitution

assays, as they reduce the persulfide of NFS1, whereas FDX2 reduces the persulfide of ISCU; thus,

the mechanisms of sulfide production are completely different. Furthermore, persulfide reduction by

thiols is not coupled with the presence of iron.

3.4. Step 4: Fe–S Cluster Formation

The last step, after reduction of the persulfide, is the formation of the [2Fe2S] cluster. This requires

formation of a dinuclear iron center with a di-µ-sulfido bridge. Since the titration of persulfides with the

mouse system point to the formation of a mononuclear [1Fe1S] iron–sulfide complex, dimerization of

IscU/ISCU is likely an obligatory step to form the dinuclear [2Fe2S] cluster (Figure 7). The dimerization

would generate a bridged [2Fe2S] cluster, as observed with glutaredoxins that are involved in Fe–S

cluster transfer [185–188]. In the reconstitutions performed with C. thermophilum Isu1, the final product

was a [2Fe2S] cluster in a dimer of Isu1. However, this stoichiometry is also consistent with an

asymmetric configuration in which only half of the subunits are occupied [24]. In contrast, a monomer

of ISCU carrying one [2Fe2S] cluster has been identified by native mass spectrometry and Mössbauer

spectroscopy as the final product in reconstitution assays performed with the mouse ISC system [23].

Therefore, if a bridged [2Fe2S] cluster is formed, it is a transient species that rapidly relocates on one of

the subunits (Figure 7) [23]. Then, the dimer dissociates to release the monomer of ISCU holding a

[2Fe2S] cluster.

An appealing hypothesis is that the dimeric structure of cysteine desulfurases assists the

dimerization of IscU/ISCU within the complex. In the closed conformation of the human

NFS1–ISD11–ACP–ISCU complex, the ISCU proteins are very distant (Figure 3A) [67,150], but in

its open conformation, the predicted binding sites for ISCU are adjacent and the ISCU proteins are

arranged along a C2 axis (Figure 3D) [151], thus in suitable positions for dimerization and formation of a

dinuclear center. However, further tightening of the NFS1 subunits would be required to allow contact

of the ISCU proteins, so it is not clear whether a dimer could actually form. In contrast, formation of

dimers of holo-IscU/ISCU have been reported in several thiol-based reconstitutions [62,81,189,190].

Even a trimeric state has been crystalized with Aquifex aeolicus IscU, in which only one subunit harbors

a [2Fe2S] cluster [64]. Fe–S reconstituted IscU proteins from T. maritima and A. vinelandii were shown to
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bind one [2Fe2S] cluster per dimer that could correspond to a bridged [2Fe2S] cluster [61,62]. However,

the analysis by Mössbauer, electronic absorption and Raman spectroscopies led to the conclusion that

the [2Fe2S] cluster in both species is coordinated in an asymmetric environment by the three cysteines

Cys35, Cys61, Cys104 and most likely the aspartate Asp37. Since a bridged [2Fe2S] cluster is expected

to be symmetric, this asymmetric arrangement indicates that the [2Fe2S] cluster is not bridged but

hosted in one of the two subunits of the dimer. A similar signature was observed for the [2Fe2S] cluster

in mouse ISCU, which is a key feature indicating that the [2Fe2S] is ligated by a monomer of ISCU [23].

μ

Figure 7. Hypothetic model for the formation of the [2Fe2S] cluster by dimerization of IscU/ISCU.

The model for the formation of a [2Fe2S] cluster in Iscu/ISCU is decomposed in three steps: (1) the

dimerization of two ISCUs coordinating a mononuclear [1Fe1S] intermediate generates a bridged

[2Fe2S] cluster in a dimer of ISCU, (2) the [2Fe2S] segregates on one monomer and (3) the dimer

dissociates to yield an empty monomer and a monomer containing the [2Fe2S] cluster. In the monomer,

the [2Fe2S] cluster is coordinated by Cys35, Asp37, Cys61 and Cys104 of ISCU.

Interestingly, the kinetic analysis of the thiol-based Fe–S cluster assembly process with A. Vinelandii

IscU showed that the dimer loaded with one [2Fe2S] cluster is a precursor of the dimer loaded with

two [2Fe2S] clusters [61]. Therefore, the second [2Fe2S] cluster seems to be assembled by gathering

of two iron and two sulfide ions in the empty subunit of the dimer loaded with one [2Fe2S] cluster,

thus without requirement for a bridged [2Fe2S] cluster. A similar mechanism was recently proposed

for GSH-based Fe–S cluster assembly with E. coli IscU [78]. It thus seems that the non-physiological

DTT-based route proceeds via sequential accumulation of iron and sulfide ions on a single subunit of

dimeric IscU/ISCU while the physiological FDX2-based route involves formation of a still ill-defined

transient bridged [2Fe2S] cluster.

In conclusion, although a bridged [2Fe2S] cluster has not been isolated, the ability of IscU/ISCU to

dimerize provides credence to a mechanism based on merging of two mononuclear [1Fe1S] precursors.

The conformational flexibility of the NFS1–ISD11–ACP complex further raises the possibility that NFS1

could promote dimerization of ISCU, but it is unclear whether bacterial IscS are also capable of such a

structural change.

3.5. Regulation of Fe–S Cluster Assembly by Frataxin

3.5.1. Effect of Frataxin on Cysteine Desulfurase Activity: The Key Question of the Rate-Limiting Step

The Pastore group reported that the bacterial frataxin homolog, CyaY, modulates the activity of

IscS in the IscS–IscU complex [160]. CyaY decreases the rate of l-alanine production, the by-product of

the desulfurization process and this was correlated with a concomitant decrease in the rate of Fe–S

cluster production by the IscS–IscU complex in a DTT-based reconstitution. Moreover, the inhibitory

effect of CyaY was more pronounced in the presence of iron. Thereby, a function as a gate-keeper

preventing uncontrolled production of sulfide ions in the absence of iron, was proposed. In contrast,

in DTT-based reconstitutions with the human and mouse ISC system, the eukaryotic frataxin protein

(FXN) stimulates the cysteine desulfurase activity of NFS1 [88,164,191]. Moreover, it was shown that

the stimulatory effect of FXN is only seen in the presence of ISCU [88,164,191]. These data thus indicate

that frataxin affects the activity of cysteine desulfurases in the IscS/NFS1–IscU/ISCU complex, but in

different ways depending on the organism.
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Several groups have thus studied the cysteine desulfurase activity in more details to determine

the kinetic parameters of this reaction [88,158,162–164,191–194]. Most of these assays were conducted

in multiple turnover kinetics by monitoring the rates of sulfide or l-alanine productions in the

presence of DTT to reduce the persulfide of NFS1 (Figure 8A) [88,158,162–164,191–194]. In multiple

turnover kinetics, the rate-limiting step (i.e., the slowest step) dictates the global rate of the reaction.

As the cysteine desulfurase assay encompasses two main reactions: persulfide formation (Figure 8A,

reaction 1) and persulfide reduction (Figure 8A, reaction 2), either of these reactions could be

rate-limiting. In some studies, saturation behaviors were apparently observed upon increase of

l-cysteine, which was interpreted as formation of a complex between l-cysteine and NFS1 for persulfide

formation (Figure 8A, reaction 1) [158,162–164,191–193]. Since l-cysteine was thought to be involved

only at the first step, it was assumed that persulfide formation is the rate-limiting step. Thereby,

the effects of FXN and CyaY were interpreted as a modulation of the rate of persulfide formation.

The Michaelis–Menten formalism was applied and KM and kcat values were reported.

β
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Figure 8. Effect of FXN on persulfide reduction and transfer. (A) The cysteine desulfurase assay

encompasses two reactions: (1) formation of the persulfide and (2) its reduction by thiols (RSH).

Reduction by thiols is the slowest step (rate-limiting step, dashed black arrows). (B) FXN accelerates

the reduction of the persulfide of NFS1 by thiols in the NFS1–ISCU complex with ISCU metallated by

iron (red ball) or zinc (gray ball). (C) FXN accelerates the transfer of the persulfide of NFS1 to ISCU in

the NFS1–ISCU complex with ISCU metallated by iron (red ball) or zinc (gray ball). The solid blue

arrow describes the transfer of persulfide. The blue arrows filled in white refer to acceleration by FXN.

However, a clear demonstration that persulfide formation is rate-limiting in those assays was not

provided. Two kinetic studies have addressed the question of the rate-limiting step, with mouse NFS1

and Synechocystis IscS [88,195]. In both cases, the rate of l-alanine production was found proportional to

the concentration of DTT and additionally to TCEP and β-mercaptoethanol in the case of Synechocystis

IscS. Since DTT, TCEP and β-mercaptoethanol are not involved in the formation of the persulfide but

in its reduction, this indicates that the reduction is the rate-limiting step. Second, it was shown that
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l-cysteine is also able to reduce the persulfide of NFS1, thus that the saturation behaviors previously

observed could also be interpreted as formation of a complex between l-cysteine and persulfidated

NFS1 at the second step (Figure 8A, reaction 2) [88].

A definitive proof that reduction is the rate-limiting step was provided by monitoring persulfide

formation and reduction independently in single turnover kinetics with the mouse NFS1–ISD11–ACP

complex, using an alkylation assay to quantify protein bound persulfides [88]. Our group showed that

persulfide formation is much faster than its reduction by DTT, hence that persulfide reduction, not its

formation, is rate-limiting. Moreover, FXN was shown to directly accelerate persulfide reduction by

DTT and to the same order of magnitude as its stimulatory effect on the global cysteine desulfurase

activity, which further strengthens that persulfide reduction is the rate-limiting step (Figure 8B).

Consequently, the ability of FXN to modulate the cysteine desulfurase activity of NFS1 indicates

that it facilitates the reduction of the persulfide of NFS1 by thiols (Figure 8A reaction 2, Figure 8B).

Even though other studies reported that FXN modulates the rate of persulfide formation, as this

reaction is not rate-limiting, this effect of FXN is not expected to impact the cysteine desulfurase activity

of NFS1 [89,194].

Moreover, no saturation behavior was observed with mouse NFS1 at low l-cysteine concentrations

that could be consistent with the KM and kcat values reported in other studies [88]. Saturation curves

were observed but at high, non-physiological, l-cysteine concentrations (above 50 mM). This was

attributed to inhibitory effects by l-cysteine and/or DTT in other systems [43,195]. Anomalous behaviors

were also reported for IscS and NifS from E. coli and A. vinelandii, which precluded determination of the

kinetic parameters using the Michaelis–Menten formalism [41,43,196,197]. Altogether, this indicates

that persulfide reduction does not proceed through formation of an enzyme-substrate complex but is a

bimolecular reaction and that determination of KM and kcat for l-cysteine is not applicable [88].

Similar extensive studies have not been carried out yet with the E. coli system. However,

the analysis of Synechocystis IscS affords evidence that persulfide reduction is also rate-limiting with a

bacterial protein, which suggests that this could be a common feature of class I cysteine desulfurases.

This would indicate that CyaY and FXN have opposite effects. However, this differential effect is rather

due to the nature of the cysteine desulfurase, since exchanging IscS for the NFS1–ISD11–ACP complex

turns CyaY into an activator [163]. Altogether, these data indicate that FXN, and probably CyaY too,

modulates the rate of persulfide reduction by DTT and other thiols. However, as discussed in the

previous sections, the thiol-based reaction is not physiologically relevant, which means that the effects

of FXN and CyaY on the reduction of the persulfide of NFS1 by thiols are unrelated to Fe–S cluster

biosynthesis in vivo.

3.5.2. Effect of Frataxin on Persulfide Transfer

Strikingly, assays of persulfide transfer and 35S labeling experiments showed that mouse and

human FXN have a strong impact on persulfide transfer to ISCU (Figure 8C) [23,88,158]. Mouse FXN

was shown to enhance the rate of this reaction with both Zn–ISCU and Fe–ISCU (Figure 8C) [23,88].

The acceleration with Fe–ISCU was directly correlated to its stimulatory effect on Fe–S cluster assembly

in FDX2-based reconstitution assays since persulfide transfer was identified as the rate-limiting step of

the whole process [23]. Therefore, the sole function of mammalian FXN that appears relevant to the

stimulation of the FDX2-based Fe–S cluster biosynthesis is the stimulation of persulfide transfer.

These data raise the question of the mechanism by which FXN stimulates persulfide transfer.

Interestingly, the acceleration of persulfide transfer by FXN is metal-dependent as is persulfide

transfer itself, with zinc and iron equally efficient [23]. This strengthens the idea that FXN

accelerates the reaction, but does not modify its overall mechanism. The structure of the pentameric

NFS1–ISD11–ACP–ISCU–FXN complex with zinc in the assembly site shows that FXN induces a

rearrangement of the coordination sphere of the zinc ion (Figure 2C) [73]. The asparagine N141 and the

Trp155–Arg165 pair of FXN tears out Cys35 and His103 from the metal ion through specific interactions.

The movements induced by FXN thus seems to open the access to Cys104 by pushing aside Cys35 and
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His103. Moreover, Cys104 comes closer to the metal ion as His103 is pulled out. Altogether, this may

facilitate direct persulfide transfer to Cys104. However, FXN also interacts with the flexible loop of

NFS1 and stabilizes the catalytic Cys381 halfway between the PLP and ISCU, which is difficult to

rationalize with the stimulation of persulfide transfer and even persulfide formation on NFS1 [73].

However, this position should correspond to an intermediate state since the flexible loop needs to

move back to the PLP pocket for persulfide loading.

Another important feature of the stimulation provided by FXN is that it does not modify the

nature of the Fe–S cluster formed, i.e., a [2Fe2S] cluster [23]. This behavior fits the notion of a kinetic

activator or an co-enzyme rather than an allosteric modulator as earlier proposed [162]. The term

“allos” indeed comes from the ancient Greek “ἄλλoς”, meaning “other”, and, thus, “allostery” applies

to regulators that do not bind to the active site of the enzyme but at another site to modulate its activity,

while FXN actually binds to the active site of the ISCU protein.

3.6. Toward a Model of [2Fe2S] Cluster Biosynthesis by the ISC Machinery

Altogether, the current data provide a more complete picture of the mechanism of Fe–S cluster

assembly by the ISC machinery. Figures 9–11 depict the models based on these data. Since most

mechanistic information originates from the eukaryotic systems, essentially the mouse and human ones,

the mammalian nomenclature is used here to describe the mechanisms. Nonetheless, several features

of the bacterial machineries suggest that the mechanism of Fe–S cluster assembly is conserved across

species. A first striking conclusion is that Fe–S clusters can be assembled via two different routes:

the FDX2-based reaction that is physiologically relevant (Figures 9 and 10) and the thiol-based one

that is also productive of Fe–S clusters, but only in vitro and is thus not considered as physiologically

relevant (Figure 11) [23]. The second breakthrough is the elucidation of the first steps of the FDX2-based

reaction leading to production of the sulfide ions and its encounter with iron. The next steps are more

elusive. The formation of a dinuclear [2Fe2S] cluster is supposed to rely on dimerization of ISCU and

two mechanisms are postulated: either ISCU dimerizes within the complex with assistance from NFS1

(Figure 9) or the NFS1–ISCU complex dissociates and ISCU auto-dimerizes (Figure 10).

The first steps of the FDX2-based reaction are common to both hypothesis (Figures 9 and 10).

The reaction is initiated by insertion of a ferrous iron in the assembly site of ISCU, which may require a

still ill-defined metallochaperone to remove the zinc ion. It is unclear whether zinc removal and iron

insertion in ISCU occur in the NFS1–ISCU complex or in free ISCU, or both. The iron site of ISCU is

mononuclear and iron is stable as a high spin Fe(II) center. Upon formation of a complex with the

cysteine desulfurase NFS1, a persulfide is transferred to the Cys104 of ISCU, in an iron dependent

manner. This iron-assisted reaction allows synchronization of sulfur supply with the presence of iron.

This mechanism is referred to the iron-first model since iron comes first then sulfur. Then, FDX2 reduces

the persulfide bound to ISCU. The reduction is also iron-dependent, which probably ensures that the

production of the sulfide ion is coordinated with the presence of iron, thereby allowing the iron center

to trap the nascent sulfide ion.

The reduction by FDX2 would lead to a mononuclear [1Fe1S] species and the dimerization of

ISCU would enable formation of a bridged dinuclear [2Fe2S] cluster, either within the NFS1–ISCU

complex (Figure 9, internal dimerization) or as a free protein upon dissociation of the NFS1–ISCU

complex (Figure 10, external dimerization). In both cases, the transient inter-subunit [2Fe2S] cluster

would quickly segregate on one monomer and the chaperone/co-chaperone system HSPA9/HSC20

would enable the transfer of the [2Fe2S] cluster to client proteins. A last important feature of the

FDX2-based process is that the rate of Fe–S cluster biosynthesis is controlled by frataxin that accelerates

persulfide transfer, the rate-limiting step of the whole process.
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Figure 9. Model of FDX2-based Fe–S cluster biosynthesis by the eukaryotic ISC machinery relying

on NFS1-assisted dimerization of ISCU. The reaction is initiated by insertion of iron in apo-ISCU,

which may require a still ill-defined metallochaperone to remove the zinc ion (1). In the complex formed

with NFS1–ISD11–ACP, a persulfide is formed on NFS1 (2) and transferred to ISCU (3). The persulfide

of ISCU is reduced by FDX2, possibly into a mononuclear iron–sulfide intermediate (4). Then NFS1 in

its open conformation enables the dimerization of ISCU, which leads to formation of a bridged [2Fe2S]

cluster in ISCU (5). The bridged [2Fe2S] cluster segregates on one subunit (6) and is transferred to

client proteins by the HSC20/HSPA9 chaperone system while a ferrous iron is inserted into apo-ISCU

(7). FXN stimulates the whole reaction by accelerating persulfide transfer to ISCU (3). The solid blue

arrow describes sulfur transfer to ISCU and the dashed blue arrow refers to the rate-limiting step that

is accelerated by FXN.
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Figure 10. Model of FDX2-based Fe–S cluster biosynthesis by the eukaryotic ISC machinery relying

on dimerization of free ISCU. Steps (1)–(4) are common to the mechanism described in Figure 9 until

formation of the putative mononuclear iron–sulfide intermediate ([Fe–S]). Then [1Fe1S]-loaded ISCU

dissociates from NFS1 either by exchange with Fe-loaded ISCU or spontaneously (5), which allows

dimerization of ISCU and formation of a bridged [2Fe2S] cluster (6). The bridged [2Fe2S] cluster

segregates on one subunit (7) and the dimer dissociates (8). The monomer of [2Fe2S]-loaded ISCU is

recognized by the HSC20/HSPA9 chaperone system which enables the transfer of the [2Fe2S] cluster to

client proteins while a ferrous iron is inserted into apo-ISCU (9). FXN stimulates the whole reaction by

accelerating persulfide transfer to ISCU (3). The solid blue arrow describes sulfur transfer to ISCU and

the dashed blue arrow refers to the rate-limiting step that is accelerated by FXN.

A distinct reaction occurs when thiols are used instead of Fdx/FDX2 as a reducing agent (Figure 11).

Thiols such as DTT, GSH and l-cysteine reduce the persulfide of IscS/NFS1, which leads to release of

sulfide ions in solution. The sulfide ions then combine with iron, either in solution or in the assembly

site, to form [2Fe2S] and [4Fe4S] clusters. This process is not considered as physiologically relevant

since production of sulfide is not confined to IscU/ISCU and is not synchronized with the presence of

iron. In a biological context, the sulfide ions will diffuse outside of the ISC complex and the likelihood

of iron and sulfur encounter will be very low.

However, the thiol-based reduction may compete with sulfur delivery to IscS/ISCU and thus could

impede Fe–S cluster assembly. Moreover, in eukaryotes, FXN accelerates this reaction. Since the rate of

the thiol-based reduction is proportional to the concentration of the thiol, the turning point at which

this reaction starts to compete with Fe–S cluster assembly relies on its concentration. The relevant

thiols that should be considered are the most abundant ones in the cells, i.e., GSH (5–10 mM) and

l-cysteine (≈0.1 mM) [198–200]. Based on the kinetic constants determined for mouse NFS1 with GSH

and l-cysteine, the thiol-based reduction would compete with transfer at concentrations of GSH and

l-cysteine of 1 M and 15 mM, respectively, thus far from their physiological concentrations [88]. It is

thus unlikely that persulfide reduction could compete with persulfide transfer in vivo.
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Figure 11. Thiol-based Fe–S cluster synthesis by the eukaryotic ISC machinery. The thiol-based reaction

is described for the zinc- and iron-loaded ISCU. In both cases, the reaction is initiated by formation of

an NFS1–ISD11–ACP–ISCU complex persulfidated on both NFS1 and ISCU, then thiols, (RSH) such

as l-cysteine, DTT, GSH or β-mercaptoethanol, reduce the persulfide of NFS1, which leads to sulfide

release. In the presence of iron, the sulfide ions generate Fe–S clusters in ISCU via a poorly defined

mechanism. The dashed blue arrows refer to the rate-limiting steps that are accelerated by FXN.

4. Fe–S Assembly by the NIF Machinery

4.1. Iron Insertion in NifU

The NIF machinery comprises two main proteins, the scaffold protein NifU and the cysteine

desulfurase NifS. NifU is a modular protein containing three distinct domains [36,41,201].

An N-terminal domain with very high homology to IscU/ISCU, a central domain harboring a permanent

[2Fe2S] cluster homolog to ferredoxin and a C-terminal domain called NfU that has been proposed to

function as a scaffold of [4Fe4S] clusters and a Fe–S cluster carrier.

The N-terminal domain contains all the well-conserved amino acids that bind the ferrous iron

in IscU/ISCU: Cys35, Asp37, Cys61 and His103. It also contains the persulfide receptor Cys104 [23].

The N-terminal domain of NifU was shown to bind a mononuclear iron ion, most likely via Cys35,

Cys61 and Cys104. However, in contrast to IscU/ISCU iron binds in the ferric state and Asp37 is

not involved in its coordination [201]. Moreover, binding of Fe3+ to NifU is only observed below

2 ◦C, which questions its role in Fe–S cluster biosynthesis. In another study, time-course analysis by

Mössbauer spectroscopy suggested that ferrous iron binds to NifU in a cysteine-rich site, which may

correspond to the assembly site of the N-terminal IscU/ISCU domain [38]. Thereby an iron-first

mechanism may also apply to NifU as reported for IscU/ISCU.

4.2. Still Elusive Steps Leading to Formation of the [2Fe2S] and [4Fe4S] Clusters

It is still unclear how NifU acquires sulfur. Although NifU and NifS form a complex, persulfide

transfer to NifU has not been reported. Yet NifS-mediated Fe–S cluster reconstitutions in NifU

were reported in DTT-based assays, which provide an idea of which domain binds Fe–S clusters.

A truncated form of NifU containing only its N-terminal domain was shown to assemble a labile
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[2Fe2S] cluster, as observed for IscU/ISCU [202]. Time-course experiments further suggested that this

[2Fe2S] is converted into a [4Fe4S] cluster by reductive coupling [38]. However, as these reactions

were performed with DTT as a reductant, it is still unclear whether assembly of [4Fe4S] clusters by the

N-terminal domain is physiologically relevant. Moreover, no reductase has been identified in the NIF

operon that could achieve the reduction of a persulfide transferred to NifU. An appealing hypothesis is

that the permanent [2Fe2S] cluster of the central domain of NifU fills up this function, as described for

FDX2. NifU may thus combine the functions of IscU/ISCU and Fdx/FDX2 within the same polypeptide

for the biosynthesis of [2Fe2S] clusters.

Fe–S cluster reconstitution assays with the full-length NifU protein afforded evidence that the

NfU domain binds [4Fe4S] clusters [38]. The formation of [4Fe4S] clusters is supposed to proceed via

reductive coupling of two [2Fe2S] clusters and ferredoxin is able to catalyze this type of reaction [203].

As no reductase has been identified in the NIF operon, the permanent [2Fe2S] cluster of NifU may

also fulfill this function. Thereby, the permanent [2Fe2S] cluster might play a bifunctional role,

in persulfide reduction and in reductive coupling of the [2Fe2S] clusters. This process would require an

external reductase to deliver electrons to the permanent [2Fe2S] cluster, but as for the ISC machinery,

this reductase may not be encoded by the NIF operon. In analogy with NfU homologs that are involved

in the assembly and/or transfer of [4Fe4S] clusters, the NfU domain of NifU might be the place for

reductive coupling of the [2Fe2S] clusters leading to formation of the [4Fe4S] cluster [6].

5. Fe–S Assembly by the SUF Machinery

5.1. Overall Description of the SUF Machinery

There are several striking differences between the ISC and SUF machineries that are likely related

to the higher resistance of the SUF machinery under stress conditions [26]. As the description of the

SUF machinery has been extensively reviewed in other reports, the reader is referred to these reviews

for more details [26,47,204]. We attempt, here, to focus on comparative elements between the ISC and

SUF machineries.

Like the ISC machinery, the genes encoding the components of the SUF machinery are organized

in operons [47]. The SUF system contains two to six genes depending on the organisms. The main

components are SufS, the cysteine desulfurase providing sulfur and a scaffolding complex formed by

the SufB, SufD and SufC proteins. Complexes containing various stoichiometries of the SufB, SufD and

SufC proteins can be isolated by mixing the purified proteins in vitro, but the physiologically active

complex is most likely a SufBC2D complex [26,205]. The crystal structure of the SufBC2D complex

shows that SufB and SufD form a heterodimer with two SufC proteins bound to each subunit [206].

The site of Fe–S cluster assembly has been localized at the interface of the SufB–SufD heterodimer with

Cys405, Glu434 or Glu432 and His433 from SufB and His360 from SufD as putative ligands of the Fe–S

cluster [26]. SufC is an ATPase that drives structural changes to the SufB–SufD complex for proper Fe–S

cluster assembly. The SUF operons also encode SufE or SufU, two sulfur relay proteins shuttling the

persulfide generated by SufS to the scaffolding complex. SufE and SufU occur in a mutually exclusive

manner in bacterial genomes and can complement each other, which indicates that they play very

similar roles [47,207–210].

The persulfide transfer processes involving SufE or SufU have been particularly well studied.

In contrast, it is still unclear how and where iron is inserted in the SufBC2D scaffold and whether

or not persulfide supply is coupled with the presence of iron as observed with the ISC machinery.

The mechanism of persulfide reduction is also still elusive.

5.2. Iron Insertion in the SufBC2D Scaffold

The few data available on the process of iron insertion in the SufBC2D complex suggest distinct

mechanisms for the ISC and SUF machineries. Strains lacking SufC are impaired in the utilization of

iron and a specific disruption of the ATPase activity of SufC lowers the iron content of the SufBC2D
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complex in vivo [211,212]. These data raise the possibility that SufC is important for iron acquisition

by the SufBC2D complex. An active process relying on the ATPase activity of SufC may provide a

rationale to the higher ability of the SUF machinery to cope with iron-poor conditions, as compared

to the ISC machinery for which a passive mode of iron insertion is postulated (see Section 3.1.2).

Moreover, the SufBC2D complex was proposed to function as a reductase of ferric iron [205,211].

The SufBC2D complex isolated from E. coli co-purifies with one molecule of reduced FADH2 per

complex. This FADH2 was shown to mobilize iron from ferric citrate and the ferric-loaded form of

CyaY. This suggests that the SUF system is able to mobilize the poorly soluble ferric iron, which could

provide a significant advantage under iron-poor conditions. However, the iron-binding site in the

SufBC2D complex has not been yet identified to test these hypotheses.

5.3. Sulfur Insertion in the SufBC2D Complex

5.3.1. SufS, the Source of Sulfur

SufS belongs to the class II of the desulfurase family that are characterized by a shorter flexible

loop carrying the catalytic cysteine [26]. The formation of the persulfide is also slower in class II than in

class I, but accelerated by binding of SufU or SufE [26,213]. The reduction of the persulfide of SufS by

thiols is apparently rate-limiting as for class I, which emphasizes that the persulfide is largely excluded

from solvent [208,213–215]. Thereby, sulfur delivery is confined to the surrounding of the PLP-binding

pocket and specific sulfur acceptors (SufE, SufU) are needed to mediate sulfur transfer to the SufBC2D

complex, most likely to ensure shielding of the persulfide.

5.3.2. Sulfur Transfer via SufE

SufE was shown to accept sulfur from SufS on its highly conserved cysteine residue, Cys51 [214,216].

The trans-persulfuration reaction relies on mutual changes in the structure of SufE and SufS [217–224].

The crystal structures of SufE show that the Cys51 is initially buried and protected from the solvent

in a hydrophobic pocket [225,226]. Although there is still no tri-dimensional structure of the

SufS–SufE complex, deuterium exchange experiments and comparison with the structure of the

closely related homolog CsdA–CsdE complex have provided information on the mechanism of

persulfide transfer [217–224]. Upon binding of CsdE to CsdA, the loop of CsdE carrying the receptor

cysteine is twisted and comes in close proximity of the catalytic cysteine of CsdA, a similar remodeling

is hypothesized for the SufS–SufE complex that would facilitate the nucleophilic attack by Cys51

of SufE. In addition, local changes in the SufS catalytic site and dimer interface may promote the

desulfurase reaction and an outward-facing position of the persulfidated Cys364. This could provide a

way to couple persulfide formation with its transfer. Upon dissociation of the SufS–SufE complex,

the persulfide transferred to SufE is protected from the solvent most likely through a backward

movement of the flexible to the hydrophobic cavity [225–227].

5.3.3. Sulfur Transfer via SufU

Due to its high homology with IscU/ISCU, SufU was initially proposed to function as a scaffold

for Fe–S cluster assembly [209,228]. However, SufU cannot complement the lack of IscU/ISCU,

which indicates that these proteins have different roles [159,207,210]. The main structural differences

between SufU and IscU/ISCU are an insertion of 18–21 residues between the second and third cysteine

residues and the lack of the well-conserved histidine H103 [23]. Since SufU accepts a persulfide from

SufS, the current view is that SufU is a sulfurtransferase, as SufE, that conveys the persulfide from SufS

to the SufBC2D complex [208,228,229].

Interestingly, SufU hosts a tightly bound zinc ion that is essential for persulfide transfer [159,230,231].

The structure of SufU proteins revealed that the zinc ion is coordinated in a tetrahedral geometry by the

three cysteines Cys41, Cys66, and Cys128 and the aspartate Asp43 (Figure 12A) [230,231]. These residues

are equivalent to Cys35, Cys61, Cys104 and the aspartate Asp37 in IscU/ISCU. Upon formation of a
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complex with SufS, SufU and SufS undergo major structural changes (Figure 12B) [232,233]. The mobile

loop of SufS carrying the catalytic cysteine Cys361 moves freely and the histidine residue His342 of SufS

becomes a ligand of the zinc ion of SufU by swapping with the cysteine C41. Consequently, Cys41 is

released and directed toward Cys361 of SufS. Soaking of the crystals of the SufS–SufU complex with

l-cysteine leads to extra electronic densities at Cys361 and Cys41 consistent with cysteine persulfides,

thus suggesting that persulfide transfer occurs between these residues [232].

 

Figure 12. Structural rearrangement at the zinc site of SufU upon binding of SufS. Zoom on the zinc site

of (A) Bacillus subtilis SufU (PDB 6JZV) and (B) Bacillus subtilis SufS–SufU complex (PDB 5XT5). SufU is

colored in pink with key amino acids coordinating the zinc ion (Cys41, Asp43, Cys66 and Cys128)

and SufS in orange with its catalytic cysteine Cys361 in green. The zinc ion is initially coordinated by

Cys41, Asp43, Cys66 and Cys128 of SufU. Upon binding to SufS, His342 of SufS exchanges with Cys41,

which comes close by Cys361, the catalytic cysteine of SufS.

This metal-dependent process is reminiscent of the persulfide transfer reaction reported for the

NFS1–ISCU complex (Figure 2), but is mechanistically different. The main difference relates to the

shorter length of the flexible loop carrying the catalytic cysteine in SufS that does not allow persulfide

transfer to the distal cysteine (Cys128) but to a proximal one (Cys41) that is released upon binding of

His342 to the zinc ion. This highlights two different ways of using a metal ion for persulfide transfer.

In IscU/ISCU, the metal center anchors the persulfide of the desulfurase in close proximity of the

receptor cysteine while in SufU, ligand exchange at the metal center expels the receptor cysteine and

drives it close to the catalytic cysteine.

5.4. Persulfide Transfer to SufBC2D and Reduction via FADH2?

SufE interacts with the SufBC2D complex and the cysteine Cys254 has been proposed as the

primary acceptor in SufB [26,51,227,234]. Then this persulfide would be conveyed to the cysteine Cys405

of SufB through a hydrophobic tunnel involving non-cysteine amino acids as sulfur relays [26,206,234].

In contrast to the ISC machinery, there is, as of yet, no indication that iron is involved or required

for persulfide transfer between SufE and SufB and within SufB. Moreover, the assembly site in the

SufBC2D complex is 20 A away from the entry point of sulfur on Cys254, it is thus still unclear how

sulfur insertion could be coupled with presence of iron in the SufBC2D complex. The sulfur transfer

process form SufU to SufBC2D has not been investigated yet, whether SufU transfers its persulfide to

Cys254 as SufE is not known.

The SUF operon does not encode any obvious reductase that could play a role in persulfide

reduction. Moreover, E. coli strains lacking Fdx that are thus defective in ISC-driven Fe–S cluster

assembly, are viable. This indicates that the SUF machinery is active under these conditions and

thus that Fdx is not the reductase of this machinery. Therefore, another reductase dedicated to the

SUF operon should exist [168,170]. As mentioned above, the SufBC2D complex isolated from E. coli

co-purifies with one molecule of reduced FADH2 per complex [205,211]. Although this cofactor is
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proposed to operate as a ferric reductase, it may also provide reducing equivalents for the reduction of

the persulfide transferred to the SufBC2D complex.

6. Concluding Remarks

The recent advances in the field of Fe–S cluster biogenesis have shed new light on the process of

their assembly. We are now close to provide a complete picture for the assembly of [2Fe2S] clusters by

the ISC machinery. Two key primary steps have been uncovered with the mouse system: persulfide

transfer to ISCU and its reduction by FDX2 that are both metal-dependent. This process is most likely

conserved in bacteria, but this is still awaiting confirmation. In the first step, iron comes first and

enables persulfide insertion in IscU/ISCU. In the second step, persulfide reduction is coupled to the

presence of iron. Altogether, these metal dependent steps probably allow allocation of the proper

amount of sulfur to the iron center of IscU/ISCU and coordinate sulfide release with the presence of

iron to generate the first iron-sulfide link. However, a number of key questions remain to be solved,

essentially the mechanism by which persulfide transfer and its reduction are coupled with iron and

how the mononuclear center of IscU/ISCU is converted into a dinuclear center to form the [2Fe2S]

cluster. By unravelling the primary steps of Fe–S cluster assembly, the functional role of frataxin is

also becoming more clear. There is now compelling evidence pointing to a role of frataxin as a kinetic

modulator of persulfide transfer.

Since the ISC and NIF systems are very similar in several ways, the data accumulated on the ISC

system will likely help unravel the mechanism by which the NIF machinery assembles Fe–S clusters.

In contrast, the comparisons of the ISC and SUF systems point to major differences. The persulfide

transfer process in the SUF systems is split into discrete steps involving sulfur relay proteins and a

trans-persulfuration reaction with the SufBC2D complex. In the first step, a buried area is created at the

interface of the SufS–SufE/U complex, to achieve the trans-persulfuration reaction. This protected area

probably shields the persulfide and the reactive cysteines from oxidants. The iron-insertion process also

seems very different, but its description is still too elusive to allow a clear description. Several other

questions are pending, essentially whether persulfide transfer is coupled with iron insertion, how the

persulfide is reduced into sulfide and how the [2Fe2S] cluster is formed. Addressing these questions

will improve our understanding of the mechanism by which the SUF machinery copes with iron-poor

and oxidative-stress conditions.
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