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SOMMAIRE 

Dans cet ouvrage, l’étude de la relation entre la transcription et la structure de riborégulateurs 

répondant à la thiamine pyrophosphate chez Escherichia coli est décrite. Par des expériences 

de cinétique de transcription employant le facteur de transcription NusA et couplées à des 

expériences de mutagenèse dirigée, une structure de type tige-boucle induisant une 

augmentation de la demi-vie apparente de deux pauses transcriptionnelles dans le 

riborégulateur thiC a été découverte. 

Par la suite, la présence de structures similaires situées près du codon d’initiation des 

riborégulateurs tbpA, thiM, lysC et btuB a été investiguée par des méthodes similaires. Les 

résultats suggèrent la présence de tige-boucles induisant une augmentation des pauses près du 

codon d’initiation de ces riborégulateurs, mais des expériences supplémentaires seront 

nécessaires pour la confirmer. 

Afin de nous aider dans l’étude des systèmes comportant plusieurs pauses consécutives, 

l’utilisation du 6-nitropiperonyloxyméthyl (NPOM), une modification chimique de l’ADN 

agissant comme barrage transcriptionnel amovible, a été développée. Le NPOM a ensuite été 

utilisé pour étudier les deux pauses du riborégulateur thiC qui sont influencées par la tige-

boucle en amont de la première et déterminer que l’effet apparent sur la seconde pause est 

seulement dû à la première pause, qui désynchronise les complexes transcriptionnels. 

Finalement, le développement de méthodes de production de complexes transcriptionnels 

marqués avec des fluorophores, dans un but d’étude à l’appareillage d’observation de 

molécule uniques, est discuté. Premièrement, de l’ADN marqué avec deux fluorophores et 

faisant partie d’un complexe transcriptionnel lié à une lame de miscroscope via l’ARN a été 

utilisé pour faire une preuve de concept utilisant la perte de signal de ces fluorophores pour 

mesurer le temps requis pour transcrire un riborégulateur.. Deuxièmement, la production de 
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complexes transcriptionnels dont l’ARN est doublement marqué à des endroits spécifiques 

avec des fluorophores est discutée. Les méthodes employées, incluant une combinaison de 

transcriptions par étapes, d’incorporations de nucléotides non naturels dans l’ARN, de 

réactions chimiques spécifiques entre un groupement azoture et un DBCO ou un alcyne, ont 

donné des résultats variables, mais qui ont permis d’infirmer plusieurs hypothèses, en plus de 

produire un complexe transcriptionnel dont l’ARN est doublement marqué pour la première 

fois au laboratoire. Cela étant dit, l’utilisation du NPOM pour transcrire sur de longues 

distances a permis de marquer spécifiquement l’ARN à des positions jusqu’ici inaccessibles, 

ouvrant la voie à l’étude de l’ARN natif impliquant des marquages éloignés du site de départ 

de la transcription. 

Mots-clés : Pauses transcriptionnelles, riborégulateurs, sm-FRET, marquage fluorescent, 

NPOM, barrage transcriptionnel. 
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CHAPITRE 1  

INTRODUCTION GÉNÉRALE 

1.1 L’acide ribonucléique. 

Selon le paradigme central de la biologie moléculaire (Crick, 1970), l’information génétique 

contenue dans l’acide désoxyribonucléique (ADN) est copiée temporairement sous forme 

d’acide ribonucléique (ARN) avant d’être traduite en protéines, qui constituent la machinerie 

moléculaire des cellules. Structurellement, l’ARN est constitué d’une chaîne principale de 

riboses liés par des groupements phosphates de la position 3’ d’un ribose à la position 5’ du 

prochain (Figure 1A). À la position 1’ du ribose (en chaîne latérale) sont liées les bases 

azotées, dont font partie l’adénine et la guanine (qui font partie des purines) ainsi que l’uracile 

et  la cytosine (qui font partie des pyrimidines). Les nucléotides (association d’un ribose et 

d’une base azotée) représentent l’unité de base des acides nucléiques, et la séquence dans 

laquelle ils se trouvent constitue la structure primaire de l’ARN. 

Les bases azotées des nucléotides ont la capacité d’interagir de plusieurs façons avec d’autres 

bases azotées. La première implique une interaction spécifique avec leur base complémentaire 

par l’entremise de ponts hydrogène (l’adénine et l’uracile s’échangent deux ponts hydrogène, 

alors que la cytosine et la guanine s’en échangent trois) (Rich & Davies, 1956; Watson & 

Crick, 1953). Cette interaction se nomme “paire de bases canonique” ou “paire de bases 

Watson-Crick”. L’appariement bancal (de l’anglais, wobble pairing) d’abord observé dans 

l’acide ribonucléique de transfert (ARNt), implique deux ponts hydrogènes entre la guanine et 

l’uracile, ou entre l’inosine (une guanine désaminée) et l’adénine, l’uracile ou la cytosine 

(Varani & Mcclain, 2000). Malgré son nom, ce type d’appariement a une stabilité comparable 

à celle des paires de bases Watson-Crick. 
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Un autre type d’appariement, impliquant une face différente des bases azotées que celle 

impliquée dans l’appariement Watson-Crick, a été observé en 1963 (Hoogsteen, 1963). Ce 

constat a pavé la voie vers le paradigme actuel, selon lequel les paires de bases peuvent 

interagir entre elles via trois côtés (le côté “Watson-Crick”, impliqué dans l’appariement du 

même nom, le côté “Hoogsteen”, impliquant l’azote N7 de la purine comme accepteur 

d’hydrogène pour les purines ou le carbone C5 des purines et le côté “Sucre”, impliquant le 

OH en position 2’ du ribose (Halder & Bhattacharyya, 2013; Leontis & Westhof, 2001; 

Stombaugh, Zirbel, Westhof, & Leontis, 2009; Westhof & Fritsch, 2000). Malgré cette 

multitude de façons différentes de s’apparier, l’appariement Watson-Crick reste majoritaire 

(60% des paires de bases observées (Leontis & Westhof, 2001)), entre autres en raison de son 

isostérisme (A-U par rapport à C-G) remarquable. 

Les interactions entre les bases azotées rendent possible le repliement de l’ARN en structures 

complexes. La structure dite secondaire d’une région d’ARN consiste principalement en 

différentes combinaisons d’appariement et de non appariement (Figure 1B). Par exemple, on 

retrouve les tiges, où deux brins antiparallèles sont appariés, et les boucles (terminales ou 

internes), les hernies et les jonctions, où l’ARN ne l’est pas. La structure dite tertiaire, quant à 

elle (Figure 1C), inclut des éléments d’interactions à longue portée, tel les pseudonoeuds, les 

interactions boucle-boucle et les quadruplexes de guanines. Finalement, la structure 

quaternaire implique les interactions entre deux ARN liés de façon non-covalente. Les 

structures quaternaires d’ARN observées à ce jour impliquent surtout des interactions boucle-

boucle et peuvent inclure des structures planaires formées de cinq à six sous-unités (ARN 

prohead du bactériophage φ29) (Jones & Ferré-d’Amaré, 2015). 
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Figure 1. Éléments de structure de l’ARN 

L’ARN adopte une structure primaire (A), secondaire (B), tertiaire (C) et 

quaternaire (non illustré ici). Les flèches pointillées indiquent les donneurs 

(flèches partant de l’atome) et accepteurs (flèches arrivant sur l’atome) 

d’hydrogène participant dans l’appariement Watson-Crick. 

La complexité structurale de l’ARN lui permet, en plus d’agir en tant que vecteur 

d’information génétique (Jacob & Monod, 1961), de jouer différents rôles non codants, 
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dépendant de sa structure. En 1965, l’élucidation de la structure de l’ARN de transfert (ARNt), 

un ARN non codant, constitue la première caractérisation de la structure d’un acide nucléique 

(Holley et al., 1965). En 1982, puis en 1983, respectivement, il a été démontré que l’intron 

catalytique du groupe I chez Tetrahymena termophila (Kruger et al., 1982) et l’ARN de la 

ribonucléase P (Guerrier-Takada, Gardiner, Marsh, Pace, & Altman, 1983) possèdent des 

activités catalytiques. La découverte de ces ARN catalytiques (ribozymes) a mené à 

l’élaboration de l’hypothèse du monde d’ARN (Gilbert, 1986), selon laquelle l’ARN aurait pu 

jadis constituer à la fois le vecteur d’information génétique et la machinerie moléculaire 

nécessaire à sa réplication. En 2002, les riborégulateurs, une autre classe d’ARN non codants 

jouant un rôle de régulation, ont été découverts (voir section 1.1.3) (Mironov et al., 2002; 

Nahvi, Sudarsan, Ebert, & Zou, 2002; Winkler, Nahvi, & Breaker, 2002). 

1.1.1. La cartographie de l’ARN 

Afin d’étudier la structure de l’ARN, de nombreuses techniques ont été développées, et varient 

dans leur facilité d’exécution ainsi que dans l’information qu’elles permettent d’obtenir. Une 

famille de techniques particulièrement répandue est celle des cartographies chimiques et 

enzymatiques, qui permettent l’obtention de nombreuses informations, notamment au niveau 

de la structure secondaire de l’ARN. 

La cartographie chimique par alignement est basée sur la tendance naturelle de l’ARN à se 

dégrader lorsque l’oxygène 2’ d’un nucléotide, le phosphore du lien phosphodiester avec le 

nucléotide en aval et l’oxygène 5’ du nucléotide en aval atteignent un certain alignement 

(Regulski & Breaker, 2008). L’oxygène 2’ peut alors effectuer une attaque nucléophile sur le 

phosphore, clivant ainsi le lien avec l’oxygène 5’ du nucléotide en aval (qui agit donc comme 

nucléofuge), et clivant par le fait même la chaîne d’ARN. La vitesse du clivage dépend de la 

structure locale de chaque lien phosphodiester. L’ARN non apparié n’est pas figé par une 

structure secondaire et peut adopter plusieurs conformations, incluant celle présentant 
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l’alignement propice au clivage. Par conséquent, l’ARN non apparié se clive plus rapidement 

que l’ARN apparié, qui est plus rigide.  

La cartographie chimique de l’ARN à l’acétate de plomb (Tao Pan, 2000) est basée sur un 

principe similaire à la cartographie par alignement. En solution aqueuse, l’ion Pb2+ est 

impliqué dans la déprotonation de l’oxygène en 2’, ce qui augmente sa nucléophilie et 

favorisant donc l’attaque nucléophile décrite dans la description de la cartographie par 

alignement. L’efficacité de la déprotonation de l’oxygène en 2’ dépend de contraintes 

stériques, et la vitesse de clivage peut être utilisée pour examiner la participation de 

nucléotides dans des structures tertiaires. 

La cartographie enzymatique, quant à elle, est basée sur l’utilisation de nucléases. La nucléase 

S1 clive spécifiquement les acides nucléiques non appariés et relâche des mononucléotides ou 

oligonucléotides portant un phosphoryle à l’extrémité 5’. Elle est utilisée pour détecter les 

régions simple brin d’ARN et d’ADN (Vogt, 1973). Finalement, la RNase A est une 

ribonucléase pancréatique bovine qui clive sélectivement l’ARN non apparié (Cuchillo, 

Nogués, & Raines, 2011). 

1.1.2. La transcription 

La transcription est le processus par lequel la polymérase d’ARN (RNAP, de l’anglais 

ribonucleic acid polymerase) synthétise de l’ARN à partir d’une matrice d’ADN. La 

transcription nécessite, en plus de la RNAP et de la matrice, les quatre triphosphates de 

nucléosides (ATP, UTP, CTP et GTP) ainsi que du magnésium divalent (Mg2+). Le processus 

se déroule en trois étapes : l’initiation, l’élongation et la terminaison (Boyer, 2006), et sont 

décrits plus bas. 

La RNAP est un système enzymatique complexe constitué de cinq sous-unités (α2ββ’ωσ) 

(Finn, Orlova, Gowen, Buck, & Heel, 2000; Ruff, Record, & Artsimovitch, 2015) ayant un 
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poids moléculaire total de 465 kDa. Le cœur de l’enzyme est constitué de α2ββ’ω, qui contient 

les sites de liaison du substrat et le site catalytique, alors que σ est nécessaire surtout lors de 

l’initiation de la transcription (Burgess, Travers, Dunn, & Bautz, 1969; Travers & Burgess, 

1969). 

L’initiation se déroule lorsque la RNAP se lie à une section d’ADN pour laquelle elle 

démontre plus d’affinité se situant au début du gène à transcrire, appelée le promoteur. Deux 

régions importantes se retrouvent dans les promoteurs procaryotes : la région -35 et la région -

10, aussi appelée la boîte de Pribnow, ont respectivement la séquence consensus TTGACA  et 

TATAAT. La RNAP peut lier l’ADN de façon non-spécifique, puis se dissocie et s’associe de 

nouveau suivant le mouvement aléatoire de la diffusion jusqu’à ce qu’elle rencontre un 

promoteur auquel elle se liera plus fortement (Friedman, Mumm, & Gelles, 2013; F. Wang et 

al., 2013). Cette liaison va causer le déroulement de la double hélice d’ADN. La section 

d’ADN ainsi déroulée par la RNAP, appelée bulle de transcription, est constituée d’environ 12 

à 15 nucléotides (Boyer, 2006). 

La transcription débute alors avec l’entrée du premier nucléotide (complémentaire à l’ADN en 

position +1 du brin matrice), suivie de l’entrée du second (complémentaire à la position +2) et 

de leur liaison catalysée par la RNAP. La polymérisation se poursuit ensuite dans la direction 

de l’extrémité 5’ vers l’extrémité 3’ de l’ARN, c’est-à-dire que chaque nouveau lien 

phosphodiester est formé par une attaque nucléophile du groupement hydroxyle en 3’ de la 

chaîne d’ARN sur le phosphate en α (5’) du nucléoside triphosphate (Figure 2) (Boyer, 2006). 

La formation du lien mène à l’éjection d’un pyrophosphate qui sera hydrolysé en deux 

phosphates. 

Lors de l’initiation, plusieurs transcrits dits abortifs, d’une longueur allant jusqu’à 10 

nucléotides, sont relâchés par la RNAP (Levin, Krummel, & Chamberlin, 1987). Lorsqu’un 

complexe arrive au seuil des 10 nucléotides sans qu’il n’y ait d’avortement de la transcription, 

le facteur σ est relâché (Travers & Burgess, 1969), et l’étape d’élongation débute. 
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Figure 2. Réaction de polymérisation de l’ARN par la RNAP. 

Chaque étape d’élongation d’un nucléotide implique l’addition d’un nucléotide 

libre (NTP) à une chaîne d’ARN (NMP)n par la RNAP et résulte en une chaîne 

d’ARN allongée d’un nucléotide (NMP)n+1 accompagnée d’un pyrophosphate 

(PPi). 

Durant l’élongation, la RNAP se déplace le long de la matrice d’ADN et incorpore des 

nucléotides à la chaîne d’ARN à une vitesse moyenne de 20 à 25 nucléotides par seconde, 

mais allant jusqu’à 89 nucléotides par seconde (Proshkin, Rahmouni, Mironov, & Nudler, 

2010; Vogel & Jensen, 1994). Durant cette étape, la RNAP peut parcourir de grandes 

distances interrompues par des pauses transcriptionnelles (voir section 1.1.2.1). 

La terminaison, quant à elle, implique un arrêt de la transcription et un relâchement de l’ADN 

et de l’ARN par la RNAP. Deux mécanismes de terminaison ont été découverts chez 

Escherichia coli. Le premier dépend du facteur de terminaison Rho, une protéine hexamérique 

qui se lie à l’ARN avant de se déplacer vers l’extrémité 3’ pour y déstabiliser le complexe 

transcriptionnel (Richardson, 2003). Le second dépend de la formation d’une tige-boucle 

(appelée tige-boucle terminatrice) stable et riche en paires de bases G-C, suivie d’une région 

poly-U d’environ 9 nucléotides de long. Présentement, deux modèles de terminaison 

impliquant une tige-boucle terminatrice sont suggérés. Selon le premier modèle, la relâche du 

complexe transcriptionnel serait due à une translocation en aval de la RNAP et de la bulle de 

transcription causée par la tension que la formation de la tige-boucle terminatrice exerce sur 

l’ARN (Santangelo & Roberts, 2004). Selon le second, la formation de la tige-boucle 

terminatrice induit un changement conformationnel de la RNAP qui mène à la relâche du 

complexe (Epshtein, Cardinale, Ruckenstein, Borukhov, & Nudler, 2007). 
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1.1.2.1 Les pauses transcriptionnelles 

Durant la transcription, il a été observé que, à certains endroits, la RNAP retarde 

temporairement l’élongation de la chaîne d’ARN (Maizels, 1973). Les pauses 

transcriptionnelles permettent, entre autres, la synchronisation de la transcription et de la 

traduction, les interactions opportunes avec des facteurs de transcription, l’arrêt de la 

transcription (sans relâche du complexe), ainsi que la terminaison dépendante et indépendante 

du facteur Rho (Landick, 2006, 2021; Larson et al., 2014; Mayer, Landry, & Churchman, 

2017). Une étude a démontré une prépondérance de pauses situées au codon d’initiation chez 

E. coli et Bacillus subtilis. La présence d’une pyrimidine (U ou C) à l’extrémité 3’ de l’ARN 

transcrit, d’une purine en position +1 (G chez E. coli et A chez B. subtilis), et de deux G 

consécutifs aux positions -10 et -11 de l’ARN transcrit (par rapport au site de pause) semble 

constituer un consensus pour l’observation de pauses transcriptionnelles (Larson et al., 2014). 

Un modèle proposé pour décrire la cinétique des pauses transcriptionnelles implique une 

compétition cinétique entre l’addition d’un nucléotide (kE) et le passage à l’état inactif (kP) 

(Figure 3) (Herbert et al., 2006). Il est à noter que ce modèle implique l’approximation que la 

constante de vitesse d’élongation est la même pour tous les nucléotides. En réalité, la vitesse 

d’addition de nucléotides doit certes dépendre de plusieurs facteurs, notamment l’identité du 

nucléotide à incorporer (et sa concentration respective), ainsi que l’environnement avoisinant 

(constitué par exemple de nucléotides en amont et en aval). Certains modèles, beaucoup plus 

complexes, impliquent plusieurs étapes différentes, dont certaines à l’équilibre, et chacune 

impliquant sa propre constante de vitesse, pour chaque addition de nucléotide (Ray-Soni, 

Mooney, & Landick, 2017). 
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Figure 3. Modèle cinétique d’une pause transcriptionnelle 

Le passage à l’état inactif (pause transcriptionnelle) est en compétition 

cinétique avec l’élongation. kE représente la constante de vitesse de 

l’incorporation d’un nucléotide à la chaîne d’ARN, kP représente la constante 

de vitesse du passage à l’état inactif et k-P représente la constante de vitesse du 

passage à l’état actif. Adapté de (Herbert et al., 2006). 

Les pauses transcriptionnelles dites élémentaires sont dues à un changement de conformation 

de la RNAP qui implique la présence d’une hélice α (constituante structurale de la RNAP) 

encombrant le site actif (Weixlbaumer, Leon, Landick, & Darst, 2013). Une fois le complexe 

en état de pause élémentaire, il peut redevenir actif et reprendre la transcription, ou entrer dans 

un état de pause à plus longue durée, dépendamment de trois types de signaux différents. 

Le premier type de signal de pause correspond à une tige-boucle d’ARN qui interagit avec la 

RNAP. Cette interaction engendre une inhibition de la polymérisation de l’ARN en stabilisant 

l’extrémité en 3’ de l’ARN en une position effilochée (où l’extrémité 3’ de l’ARN est séparée 

de l’ADN) ou hypertransloquée (où l’extrémité 3’ de l’ARN est tirée hors du site catalytique) 

(Artsimovitch & Landick, 1998; Chan, Wang, & Landick, 1997). Ce type de pause est 

influencé par la séquence d’ADN en aval du site de pause (jusqu’à 14 nucléotides) (Lee, 

Phung, Stewart, & Landick, 1990), l’identité du nucléotide à l’extrémité 3’ de l’ARN au site 
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de pause, la longueur de la tige-boucle (environ 11 nucléotides), et la séquence entre la tige-

boucle et l’extrémité 3’ de l’ARN (Chan & Landick, 1993). Les pauses dues à des tige-boucles 

sont modulées par le facteur de transcription NusA, qui augmente significativement leur durée 

de vie (Artsimovitch & Landick, 2000). 

Bien qu’aucun consensus de structure influençant ce type de pauses et l’effet de NusA n’ait 

encore été découvert, il est possible d’observer certaines tendances basées sur les différentes 

études effectuées (Tableau 1). Chez E. coli, la tige-boucle précédant la pause de l’opéron his 

(Figure 4A) a une longueur de 5 paires de bases, une boucle de 8 nucléotides et une distance 

de 11 nucléotides entre l’extrémité 3’ de l’ARN et la base de la tige-boucle (Chan & Landick, 

1993; Chan et al., 1997). Si la tige est perturbée par des mutations, une diminution de la demi-

vie est observée, sauf dans le cas de la paire A78-U87, ce qui pourrait indiquer qu’une tige de 

4 paires de bases et une boucle de 10 nucléotides peuvent aussi constituer un signal de pause 

tige-boucle (Chan & Landick, 1993). 

Pour ce qui est de la boucle de la pause his, il a été démontré que ni la séquence, ni le fait de 

passer d’une boucle de 8 nucléotides à une boucle de 4 nucléotides (conférant une importante 

stabilité à la tige-boucle) avait un effet significatif sur la pause. Cependant, la boucle de 4 

nucléotides réduisait l’effet de NusA d’un facteur 2, comparé à la boucle de 8 nucléotides 

(Chan & Landick, 1993). 

Si la distance entre l’extrémité 3’ de l’ARN et la base de la tige-boucle est réduite, par 

exemple en introduisant une mutation en amont de la tige-boucle, ce qui permet d’ajouter une 

paire de bases (G-C) à la tige-boucle et de réduire d’un nucléotide la distance entre la base de 

la tige et l’extrémité 3’ de l’ARN (résultant en une tige de 6 nucléotides à une distance de 10 

nucléotides de l’extrémité 3’ de l’ARN), une réduction de la demi-vie de la pause est 

observée. Si une deuxième mutation similaire est incorporée (résultant en une tige de 7 

nucléotides à une distance de 9 nucléotides de l’extrémité 3’ de l’ARN), le phénomène de 

pause transcriptionnelle fait place à de la terminaison (Chan et al., 1997). Dans une autre étude 
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(Toulokhonov, Artsimovitch, & Landick, 2001), il a été démontré qu’une augmentation de la 

distance entre la base de la tige-boucle et l’extrémité 3’ de l’ARN de 11 à 12 nucléotides 

augmentait la durée de la pause. Bien qu’une augmentation de la distance à 13 nucléotides ou 

une réduction à 10 et même 9 nucléotides cause une diminution de la durée de la pause, la 

présence de NusA lors de la transcription était toujours accompagnée d’une augmentation de 

la durée (lorsque la distance est de 9, 10, 11, 12 ou 13 nucléotides). Il est à noter que, lorsque 

la distance est fixée à 12 nucléotides et que la taille de la tige est augmentée de 5 à 8 paires de 

bases, la durée de la pause diminue grandement, mais l’effet de NusA est spectaculairement 

augmenté. 

Toujours concernant la pause his chez E. coli, des expériences impliquant des oligonucléotides 

ont démontré qu’une substitution de la tige-boucle de 5 paires de bases par un duplexe 

ARN:ARN de 8 paires de bases (formé à l’aide d’un oligonucléotide) permet de conserver 

l’effet de NusA sur la pause. (Ha, Toulokhonov, Vassylyev, & Landick, 2010). Des duplexes 

plus longs ont été testés et une augmentation de la pause dépendant de la structure a été 

observée avec un duplexe ARN:ARN allant jusqu’à 22 paires de bases, avec un effet égal à 

celui observé avec le duplexe de 8 paires de bases. Concernant l’effet de NusA, un duplexe de 

10 paires de bases et plus semblait optimal, seulement si l’ARN en amont ne formait pas de 

structure (Kolb, Hein, & Landick, 2014). Bien que ces résultats soient basés sur des 

expériences où la structure était constituée de duplexes d’ARN (et non d’une tige-boucle 

naturelle), ils semblent indiquer que la boucle n’est pas importante pour l’effet de NusA sur la 

pause. 

Chez E. coli, d’autres pauses que la pause de l’opéron his ont été scrutées afin de voir 

l’influence de la structure sur la pause transcriptionnelle. L’opéron trp contient plusieurs 

pauses, dont une près de la tige-boucle 1:2 et sur laquelle NusA a une influence (Farnham, 

Greenblatt, & Platt, 1982). En comptant 8 nucléotides faisant partie de la bulle de 

transcription, la tige-boucle en amont de cette pause comporterait 7 paires de bases (séparés 

d’un renflement), une boucle de 5 nucléotides et une distance entre la base de la tige et 
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l’extrémité 3’ de l’ARN de 10 nucléotides. Trois autres opérons, mentionnés par Simon 

Jeanneau (Jeanneau, Jacques, & Lafontaine, 2022) contiennent aussi une pause située en aval 

d’une tige-boucle : leuL (tige de 4 paires de bases, boucle de 7 nucléotides et distance de 12 

nucléotides, retrouvée chez S. Typhimurium mais validée avec la RNAP d’E. coli), pheA (tige 

de 6 paires de bases, boucle de 6 nucléotides et distance de 11 nucléotides) et thrL1 (tige de 7 

paires de bases, séparées par un renflement, boucle de 3 nucléotides et distance de 11 

nucléotides). Dans ces trois cas, il a été démontré expérimentalement que NusA augmente la 

durée de vie de la pause et que des mutations perturbant la structure en amont de la pause 

diminuait la durée de vie de la pause. Cependant, il n’a pas été possible de retrouver l’effet de 

la structure en la rétablissant à l’aide de mutations compensatoires. 

Chez Bacillus cereus, deux pauses ont été détectées dans le riborégulateur crcB répondant au 

fluorure, en utilisant la RNAP d’E. coli (Chauvier, Ajmera, Yadav, & Walter, 2021). La 

première, située à la position U48 (tige de 3 paires de bases, boucle de 4 nucléotides et 

distance de 11 nucléotides), a une demi-vie augmentée d’un facteur 10 en présence de NusA, 

en absence de ligand durant la transcription, et une demi-vie augmentée d’un facteur 2 en 

présence de NusA, en présence de ligand. La seconde, située à la position U72 (située dans 

une tige de 13 paires de bases, avec une boucle de 4 nucléotides), a une demi-vie augmentée 

d’un facteur 2 en présence de NusA et en absence de ligand lors de la transcription. En 

présence de ligand, la pause n’est plus observée du tout. 

Ensemble, ces résultats semblent indiquer que, pour les pauses transcriptionnelles retrouvées 

dans E. coli, une structure tige-boucle de 3 à 7 paires de bases, sans restriction pour la boucle, 

et située de 10 à 12 nucléotides de l’extrémité 3’ de l’ARN semble optimale pour augmenter la 

durée de vie de la pause en aval (Figure 4B). 
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Tableau 1. Résumé des caractéristiques des structures tige-boucles influençant des 

pauses transcriptionnelles chez E. coli. 

Étude(s) Organisme Opéron Pause Tige Boucle Distance 

Chan & Landick 

1993 
E. coli his U102 4 – 51 8-101 11 

Chan et al., 1997 E. coli his U102 5 8 ≥ 101 

Toulokhonov et al., 

2001 
E. coli his U102 51 8 11 - 121 

Ha et al., 2010 E. coli his U102 82 02 11 

Kolb et al., 2014 E. coli his U102 ≥ 81,2 02 11 

Farnham et al., 1982 E. coli trp U92 
7 + 

renflement 
5 10 

Jeanneau et al., 2022 S. Typhimurium3 leuL - 4 7 12 

Jeanneau et al., 2022 E. coli pheA - 6 6 11 

Jeanneau et al., 2022 E. coli thrL thrL1 
7 + 

renflement 
3 11 

Chauvier et al., 2021 B. cereus3 crcB U48 3 4 11 

Chauvier et al., 2021 B. cereus3 crcB U72 x4 4 13-x4 

Compilation E. coli - - 3 - 7 - 10 - 12 

1Vérifié expérimentalement. 2Tige-boucle imitée par un duplexe ARN:ARN. 3Bien que ces 

pauses soient observées chez d’autres organismes qu’E. coli, les expériences de cinétique de 

transcription confirmant la contribution d’une structure tige-boucle ont été effectuées avec la 

RNAP d’E. coli. 4La pause étant dans une tige de 13 paires de bases, il est difficile d’établir 

une valeur exacte pour la taille de la tige et la distance entre la tige et le site de pause, outre 

que la somme des deux doit être égale à 13. 
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Figure 4. Structures tige-boucles stimulant des pauses transcriptionnelles. 

(A) Caractéristiques de la tige-boucle immédiatement en amont de la pause 

transcriptionnelle retrouvée dans l’opéron his. (B) Caractéristiques compilées 

de plusieurs tige-boucles ayant un effet stimulant sur des pauses 

transcriptionnelles effectuées par la RNAP d’E. coli. 

Le second type de signal de pause correspond à une faible interaction entre l’ADN et l’ARN, 

ce qui induit une marche arrière de la part de la RNAP. Lorsque l’enzyme est dans cet état, le 

site actif est occupé par de l’ARN et le complexe d’élongation est temporairement inactif 

(Komissarova & Kashlev, 1997; E Nudler, Mustaev, Lukhtanov, & Goldfarb, 1997). Les 

pauses de suppression de polarité d’opéron (ops, de l’anglais operon polarity suppressor) 

dépendent de ce mécanisme et sont retrouvées dans des opérons qui encodent ou affectent la 

synthèse de macromolécules extracytoplasmiques chez E. coli. Les pauses dues à une marche 

arrière de la RNAP sont modulées, entre autres, par le facteur de transcription NusG, qui 
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diminue leur durée de vie (Artsimovitch & Landick, 2000), ainsi que par la présence du 

ribosome, qui empêche la RNAP de reculer (Proshkin et al., 2010). 

Finalement, le troisième type de signal de pause, récemment découvert dans le riborégulateur 

répondant au preQ1, implique la stabilisation d’une pause par une structure de type pseudo-

nœud en absence de ligand (Widom et al., 2018). La présence du ligand semble libérer la 

RNAP de la pause et inhiber la pause transcriptionnelle, encore une fois par l’intermédiaire 

d’un pseudo-noeud. Aucun clivage de l’ARN par GreB n’a été détecté lorsque les EC sont 

pausés, ce qui indique que la marche arrière de la RNAP n’est pas impliquée dans ce type de 

pause. De façon similaire aux pauses stabilisées par des tige-boucles, le pseudo-nœud du 

riborégulateur répondant au preQ1 se situe à 12 nucléotides du site de pause qu’il module, et 

sa première région appariée contient 4 paires de bases. De plus, la pointe du rabat (traduction 

de l’auteur de flap tip) de la RNAP semble nécessaire à la reconnaissance du signal de pause 

(Widom et al., 2018), tout comme dans le cas des pauses dépendant des tige-boucles (Hein et 

al., 2014). Cependant, contrairement aux pauses stabilisées par des tige-boucles, NusA n’a 

aucune influence sur les pauses stabilisées par des pseudo-nœuds (Widom et al., 2018). 

L’étude des pauses transcriptionnelles dépendant de la formation d’une tige-boucle présentes 

dans les riborégulateurs est particulièrement intéressante en raison de la modulation structurale 

induite par les ligands respectifs, qui peut induire une modulation au niveau des pauses. En 

effet, les pauses présentes dans le riborégulateur répondant au magnésium (Hollands, 

Sevostiyanova, & Groisman, 2014), dans le riborégulateur répondant au pH (Nechooshtan, 

Elgrably-Weiss, Sheaffer, Westhof, & Altuvia, 2009; Nechooshtan, Elgrably-Weiss, & 

Altuvia, 2014) et dans le riborégulateur thiC (Chauvier et al., 2017) sont toutes influencées par 

la présence de leur ligand respectif. 

Traditionnellement, les pauses transcriptionnelles sont étudiées à l’aide d’expériences 

impliquant la prise d’aliquots d’une réaction de transcription in vitro après des périodes de 

temps définies (Landick, Wang, & Chan, 1996). La plupart des expériences portant sur les 
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pauses transcriptionnelles dépendant de la formation d’une tige-boucle ont été effectuées avec 

des concentrations de nucléotides allant de 10 μM à 250 μM (Tableau 2). Il est à noter que ces 

concentrations sont inférieures aux concentrations retrouvées in vivo (chez E. coli, 3,5 mM 

pour l’ATP, 667 μM pour l’UTP, 325 μM pour le CTP et 1,66 mM pour le GTP) (Buckstein et 

al., 2008). Comme l’étude des pauses implique toujours une facette cinétique, la concentration 

des nucléotides utilisée et, par conséquent, la vitesse de transcription, ont un impact sur les 

résultats observés. Il est donc important de tenir compte de la différence entre la concentration 

des nucléotides utilisée et celle retrouvée in vivo. 

Tableau 2. Exemples de pauses et conditions de transcription utilisées pour leur étude. 

Pause 

transcriptionnelle 
Organisme [rNTP] Références 

Leader his E. coli 
150 μM ATP, UTP et 

CTP; 

(Artsimovitch & Landick, 2000; 

Yakhnin, Yakhnin, & Babitzke, 2008) 

Leader trp B. subtilis 10 μM GTP 
(Yakhnin & Babitzke, 2002; Yakhnin 

et al., 2008) 

Leader mgtA 
Salmonella 

enterica 

150 μM UTP, CTP et 

GTP, 150 μM ou 10 μM 

ATP 

(Hollands et al., 2014) 

Riborégulateur ribD B. subtilis 50 μM 
(Wickiser, Winkler, Breaker, & 

Crothers, 2005) 

Riborégulateur btuB E. coli 200 μM 
(Perdrizet, Artsimovitch, Furman, 

Sosnick, & Pan, 2012) 

Riborégulateur thiC E. coli 50 μM (Chauvier et al., 2017) 

Riborégulateur thiM E. coli 25 - 100 μM (Wong & Pan, 2009) 

Leader alx E. coli 100 μM 
(Nechooshtan et al., 2009; 

Nechooshtan et al., 2014) 

rnpB B. subtilis 250 μM 
(T Pan, Artsimovitch, Fang, Landick, 

& Sosnick, 1999) 

Leader glyQS B. subtilis 
150 μM ATP. UTP et 

CTP; 20 μM GTP 
(Grundy & Henkin, 2004) 
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1.1.3. Les riborégulateurs 

Les riborégulateurs sont des structures d’ARN généralement retrouvées en amont du cadre de 

lecture ouvert d’un ARN messager et qui, sous l’effet de la liaison spécifique d’une molécule 

(appelée ligand), subissent un changement conformationnel induisant une régulation de 

l’expression du gène situé en aval (Mironov et al., 2002; Nahvi et al., 2002; Winkler et al., 

2002). Le plus souvent, le ou les gènes régulés par des riborégulateurs encodent des protéines 

impliquées dans la biosynthèse ou le transport du ligand (Serganov & Nudler, 2013), 

permettant donc une régulation de la concentration du ligand. 

Il a été observé que certains riborégulateurs lient des cofacteurs comme la thiamine 

pyrophosphate (TPP) (Mironov et al., 2002; Winkler et al., 2002) et son précurseur, le 

diphosphate de 4-amino-5-hydroxyméthyl-2-méthylpyrimidine (HMP-PP) (Atilho, 

Arachchilage, Greenlee, Knecht, & Breaker, 2019), la flavine mononucléotide (FMN) 

(Mironov et al., 2002; Winkler, Cohen-Chalamish, & Breaker, 2002), la 5’-désoxy-

5’adénosylcobalamine (AdoCbl) (Nahvi et al., 2002), le tétrahydrofolate (Ames, Rodionov, 

Weinberg, & Breaker, 2010) et le NAD+ (Malkowski, Spencer, & Breaker, 2019), ainsi qu’un 

cosubstrat, la S-adénosylméthionine (SAM) (Epshtein, Mironov, & Nudler, 2003). Des 

riborégulateurs lient aussi des bases azotées, comme la guanine (Mandal, Boese, Barrick, 

Winkler, & Breaker, 2003) et l’adénine (Mandal & Breaker, 2004), des nucléotides tels le c-

di-GMP (Sudarsan et al., 2008), le c-di-AMP (X. Wang et al., 2019) et le cGAMP 

(Kellenberger et al., 2015), des précurseurs et intermédiaires de biosynthèse de nucléotides 

(preQ1 (Roth et al., 2007), ZMP & ZTP (Kim, Nelson, & Breaker, 2015)), des dérivés de 

purines (xanthine, 8-azaxanthine et acide urique (Yu & Breaker, 2020)) ainsi que le 

tétraphosphate de guanosine (Sherlock, Sudarsan, & Breaker, 2018). 

D’autres riborégulateurs lient des ions, comme le cation magnésium (Mg2+) (Cromie, Shi, 

Latifi, & Groisman, 2006; Dann et al., 2007), l’anion fluorure (F-) (Baker et al., 2012), le 

cation de nickel (Ni2+), le cation de cobalt (Co2+) (Furukawa et al., 2015), le cation manganèse 
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(Mn2+) (Dambach et al., 2015; Price et al., 2015; Shi, Zhao, & Kong, 2014), le cation sodium 

(White, Sadeeshkumar, Sun, Sudarsan, & Breaker, 2022b) et le cation lithium (White, 

Sadeeshkumar, Sun, Sudarsan, & Breaker, 2022a). Diverses autres molécules, comme la 

lysine (Sudarsan, Wickiser, Nakamura, Ebert, & Breaker, 2003), la glutamine (Klähn et al., 

2018), la glucosamine-6-phosphate (Winkler, Nahvi, Roth, Collins, & Breaker, 2004), les 

aminoglycosides (Jia et al., 2013) et la guanidine (Nelson, Atilho, Sherlock, Stockbridge, & 

Breaker, 2017) lient aussi certains riborégulateurs, montrant la diversité chimique des 

composés agissant comme ligand envers ceux-ci. Certains ARN régulateurs réagissent même à 

des conditions physicochimiques comme le pH (Nechooshtan et al., 2009) et la température 

(Morita et al., 1999), bien que leur statut en tant que riborégulateurs soit contesté (voir 

définition ci-haut). 

Conceptuellement, un riborégulateur fonctionne comme un interrupteur, constitué d’un 

senseur et d’un effecteur. La région jouant le rôle de senseur, l’aptamère, possède la capacité 

de lier le ligand et, donc, de détecter un signal chimique. La région jouant le rôle d’effecteur, 

la plateforme d’expression, induit une régulation génétique en réponse à la liaison du ligand 

selon des mécanismes très diversifiés. 

Les mécanismes les plus simples impliquent une séquestration ou une libération du site de 

liaison du ribosome par la modulation de la formation d’une tige-boucle séquestratrice 

(régulation traductionnelle) (Winkler et al., 2002; Winkler et al., 2002) et/ou une terminaison 

de la transcription (régulation transcriptionnelle). La régulation transcriptionnelle peut être 

dépendante de la formation d’une tige terminatrice (Mironov et al., 2002) ou de la liaison sur 

l’ARN du facteur de terminaison Rho (Hollands et al., 2012), qui vont mener à la terminaison 

de la transcription. Un autre mécanisme implique la régulation de l’accessibilité d’un ou des 

site(s) de clivage par une ribonucléase. Ce mécanisme a été observé en concomitance avec une 

régulation traductionnelle (Caron et al., 2012) et avec une régulation transcriptionnelle 

dépendante du facteur Rho (Takemoto, Tanaka, & Inui, 2015). 
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La régulation génétique peut aussi s’effectuer par des mécanismes plus complexes. Dans le cas 

du ribozyme-riborégulateur glmS, la liaison du ligand (GlcN6P) entraine un clivage de la 

région 5’ non traduite (5’-UTR, de l’anglais 5’ untranslated region) suivi d’une dégradation 

de l’ARN par la RNase J1 (Collins, Irnov, Baker, & Winkler, 2007). Chez Listeria 

monocytogenes, le riborégulateur liant la SAM, une fois activé par le ligand, régule 

l’expression d’un autre gène (PrfA), en interagissant avec la région 5’-UTR (Loh et al., 2009). 

Le riborégulateur yybP-ykoY, répondant au manganèse, a la particularité d’agir en tandem avec 

le promoteur au niveau de la régulation génétique. Le promoteur de ce gène répond aussi au 

manganèse de façon indépendante, en recrutant Fur et MntR, deux facteurs de transcription 

qui antagonisent H-NS, une protéine causant la répression du gène (Dambach et al., 2015). 

Selon une étude récente, le riborégulateur crcB, répondant à l’ion fluorure en prévenant la 

formation d’une tige terminatrice, module aussi la rétention du facteur de transcription NusA 

qui, en absence de ligand, ralentit la transcription et favorise la terminaison (Chauvier, 

Ajmera, et al., 2021). 

Chez les eucaryotes, les riborégulateurs répondant au TPP induisent une régulation génétique 

en modulant l’épissage des gènes sur lesquels ils se retrouvent (Cheah, Wachter, Sudarsan, & 

Breaker, 2007; Wachter et al., 2007). Le riborégulateur du gène de virulence CD3246, en 

présence de c-di-GMP, engendre l’épissage (par le GTP) de la 5’-UTR et assemble le site de 

liaison du ribosome, menant donc à une activation du gène dépendante de deux métabolites 

(Chen, Sudarsan, & Breaker, 2011). 
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1.1.3.1 Les riborégulateurs répondant au TPP 

La thiamine pyrophosphate (TPP, Figure 5) est un coenzyme impliqué dans la glycolyse ainsi 

que dans le cycle de Krebs. Elle est présente chez tous les organismes vivants et est essentielle 

pour les vertébrés, qui n’ont pas la capacité de la synthétiser (Rodionov, Vitreschak, Mironov, 

& Gelfand, 2002). 

 

Figure 5. Structure chimique de la thiamine pyrophosphate (TPP). 

 

Les riborégulateurs répondant au TPP sont parmi les premiers riborégulateurs à avoir été 

découverts (Winkler et al., 2002). Ils constituent les riborégulateurs les plus abondants 

(Breaker, 2012) et sont les seuls retrouvés dans les trois domaines du vivant à ce jour 

(Kubodera et al., 2003; Sudarsan, Barrick, & Breaker, 2003). Structurellement, les 

riborégulateurs liant le TPP possèdent tous un élément conservé, appelé THI-box, commun à 

tous les organismes chez lesquels il sont retrouvés (Miranda-Ríos, 2007). Chez Escherichia 

coli, trois riborégulateurs lient le TPP : tbpA, thiC et thiM (Figure 6) (Rodionov et al., 2002). 

Le riborégulateur tbpA est situé dans la 5’-UTR de l’opéron tbpAPQ, qui encode un 

transporteur ABC (de l’anglais, ATP binding cassette) ayant pour fonction le transport de la 

thiamine, de la thiamine monophosphate (TMP) et du TPP vers l’intérieur de la cellule (Webb, 

Claas, & Downs, 1998). Bien que le riborégulateur tbpA n’ait pas encore été caractérisé, il est 

prédit que son mécanisme de régulation est traductionnel en raison de la tige boucle 

(théorique) séquestrant le site de liaison du ribosome. 
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Le riborégulateur thiC est situé en amont de l’opéron thiCEFSGH, qui encode des protéines 

impliquées dans la synthèse du TMP, précurseur du TPP (Jurgenson, Begley, & Ealick, 2009). 

Des expériences in vitro (cartographie chimique et enzymatique), ainsi que des expériences in 

vivo ont permis de prédire que son mécanisme d’action est à la fois traductionnel et 

transcriptionnel ( Winkler et al., 2002). 

Le riborégulateur thiM, quant à lui, se trouve en amont de l’opéron thiMD, qui encode des 

protéines impliquées dans la récupération du thiazole et de la pyrimidine nécessaire à la 

synthèse de TPP (Jurgenson et al., 2009). Ce riborégulateur a été caractérisé de façon 

exhaustive par plusieurs équipes de recherche. 
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Figure 6. Structure secondaire prédite des riborégulateurs répondant au TPP. 

Dans le cas de thiM, les nucléotides interagissant avec le ligand tel que 

démontré par l’élucidation de la structure cristallographique sont représentés en 

rouge. Figure adaptée d’une image composée par Daniel Lafontaine avec son 

autorisation. 
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1.1.4. L’étude de l’ARN natif 

Présentement, beaucoup d’études in vitro sur les riborégulateurs sont effectuées sur de l’ARN 

renaturé thermiquement, ce qui ne fournit aucune information sur le repliement natif de l'ARN 

pendant la transcription. Pourtant, il a été observé que le ribozyme du groupe I de 

Tetrahymena se replie plus rapidement in vivo que in vitro. Ce résultat suggère que la 

transcription par la RNAP de l’organisme est importante au repliement fonctionnel de l’ARN 

(Tao Pan & Sosnick, 2006). En effet, les structures d’ARN se forment (et se modifient) durant 

l’élongation, et l’étude du repliement durant la transcription est particulièrement pertinente 

dans le cas des riborégulateurs, puisque leur formation dépend d’événements reliés à la 

transcription (par exemple, les pauses transcriptionnelles décrites à la section 1.1.2.1.). 

Dans un contexte in vitro, il a été découvert dans le cas du riborégulateur répondant au FMN 

que la régulation de l’expression génétique s’effectue avant que l’équilibre thermodynamique 

entre le riborégulateur et le ligand ne soit atteint (Wickiser et al., 2005). En outre, des sites de 

pause nécessaires au fonctionnement du riborégulateur ont été observés entre l’aptamère et la 

tige-boucle terminatrice. De plus, plusieurs méthodes employées dans les études mentionnées 

ci-haut impliquent l’utilisation de la RNAP du bactériophage T7, qui n’est pas native à E. coli, 

ce qui peut influencer le repliement de l'ARN transcrit. En effet, la vitesse d’élongation, en 

plus des patrons de pauses (Artsimovitch, Svetlov, Anthony, & Burgess, 2000), varie selon la 

RNAP utilisée, ce qui mène à des variations de vitesse de repliement (Heilman-Miller & 

Woodson, 2003). Afin d’atteindre une compréhension plus satisfaisante des modifications 

conformationnelles des riborégulateurs, il est donc impératif d’étudier l’élongation de ces 

structures par la RNAP des organismes respectifs dans lesquelles ils se trouvent. 

1.2 Les techniques d’étude à l’échelle de la molécule unique 

Traditionnellement, les techniques les plus utilisées pour l’étude de la structure de l’ARN sont 

la cartographie chimique par alignement (en anglais in line probing), basée sur la dégradation 
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de l’ARN en fonction de la flexibilité des nucléotides, et le SHAPE (de l’anglais, selective 2’-

hydroxyl acylation analyzed by primer extension), basé sur la réactivité de nucléotides en 

fonction de leur accessibilité. Bien que ces techniques soient extrêmement utiles, elles 

permettent l’obtention d’informations représentant la moyenne des molécules étudiées et, dans 

le cas de populations hétérogènes, ne permettent pas l’observation des différents états. 

Les premières observations de fluorescence à l’échelle de la molécule unique, effectuées dans 

des cristaux à des températures extrêmement basses (hélium liquide) (Moerner & Kador, 

1989), ont mené à des techniques permettant l’observation de molécules uniques à température 

ambiante (Betzig & Chichester, 1993), puis de molécules uniques d’ATP interagissant avec la 

myosine dans un milieu aqueux (Funatsu, Harada, Tokunaga, Saito, & Yanagida, 1995), 

ouvrant la voie à l’étude de biomolécules isolées. 

1.2.1. Le transfert d’énergie par résonance de type Förster (sm-FRET) 

Le transfert d’énergie par résonance de type Förster (FRET, de l’anglais Förster Resonance 

Energy Transfer) est un transfert d’énergie entre deux fluorophores (un donneur et un 

accepteur,), via une interaction dipôle-dipôle (sans émission de photon), et a été décrit de 

façon quantitative pour la première fois en 1948 par Theodor Förster. Le transfert se fait 

lorsque les deux fluorophores sont situés à environ une dizaine de nanomètres (nm) de 

distance, et l’efficacité du transfert, qui dépend de la distance, se calcule par l’équation 

suivante : 

                                                 𝐸𝐹𝑅𝐸𝑇 =
1

1 + (𝑅 𝑅0⁄ )6
                                                      é𝑞. 1.1 
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Où EFRET représente l’efficacité du FRET, R correspond à la distance entre les deux 

fluorophores, et R0 correspond à la distance caractéristique (appelée rayon de Förster), pour 

une paire de fluorophores donnée, à laquelle EFRET = 0,5. 

La cyanine 3 (Cy3) et la cyanine 5 (Cy5) (Figure 7) sont deux fluorophores fréquemment 

utilisés comme donneur et accepteur, respectivement, en raison de leurs propriétés de 

fluorescence (Tableau 3). Les deux composés ont été synthétisés pour la première fois en 

1993 dans le but d’obtenir des composés plus fluorescents, plus stables, moins phototoxiques 

et démontrant peu de liaisons non spécifiques dans des systèmes biologiques (Mujumdar, 

Ernst, Mujumdar, Lewis, & Waggoner, 1993). Ces molécules sont constituées de deux 3,3-

diméthylindoles-5-sulfonates liés par des chaines polyméthines de 3 ou 5 carbones, 

respectivement, en position 2 (Figure 7). La longueur de la chaine polyméthine détermine les 

caractéristiques fluorescentes des composés (et détermine leur nom respectif), alors que les 

sulfates ont été introduits pour augmenter la solubilité des composés dans l’eau, sans pour 

autant changer leurs propriétés fluorescentes (Mujumdar et al., 1993).  

 

Figure 7. Structure chimique de la cyanine 3 et de la cyanine 5. 

 

Tableau 3. Propriétés fluorescentes de la cyanine 3 et de la cyanine 5. 

Fluorophore λmax (absorption) λmax (émission) ε (L/(mol cm)) Φ 

Cy3 550 nm 565 nm 150 000 0,04 

Cy5 650 nm 667 nm 250 000 0,27 

λmax (absorption) et λmax (émission) représentent la longueur d’onde à laquelle le maximum 

d’absorption et d’émission sont observés, respectivement. ε représente le coefficient 

d’extinction molaire et ϕ représente le rendement quantique (rapport du nombre de photons 

émis par rapport au nombre de photons absorbés). 
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Comme les variations de FRET permettent de quantifier des mouvements nanoscopiques (du 

même ordre de grandeur que les changements conformationnels de biomacromolécules), le 

phénomène a été utilisé en biologie pour étudier des interactions intramoléculaires 

(dynamiques conformationnelles de l’ADN, de l’ARN et de protéines) et intermoléculaires 

(entre plusieurs molécules du même type ou de type différent). Le FRET à l’échelle de la 

molécule unique (sm-FRET, de l’anglais single-molecule Förster Resonance Energy 

Transfer) est considéré comme étant une technique qui s’adapte extrêmement bien à l’étude de 

la biologie (Joo, Balci, Ishitsuka, Buranachai, & Ha, 2008; Roy, R.; Hohng, S.; Ha, 2013). En 

effet, en raison de l’amplitude de mouvement que la technique peut détecter et de sa capacité 

de détection d’états indétectables par d’autres méthodes, le sm-FRET est une technique 

extrêmement adéquate pour l’étude de biomolécules. De plus, comme la technique est non 

destructive et ne nécessite pas de chromatographie, elle permet l’obtention de données en 

temps réel (Tao Pan & Sosnick, 2006). 

Le sm-FRET a déjà été utilisé pour observer la génération de transcrits abortifs et l’évasion du 

promoteur lors de la transcription (Margeat et al., 2006). Concernant les riborégulateurs, le 

sm-FRET a été utilisé pour étudier, entre autres, les riborégulateurs répondant à l’adénine 

(Dalgarno et al., 2013; Lemay, Penedo, Tremblay, Lilley, & Lafontaine, 2006), au TPP 

(Duesterberg, Fischer-Hwang, Perez, Hogan, & Block, 2015; Lang, Rieder, & Micura, 2007) 

et à la S-adénosylméthionine (Heppell et al., 2011). Récemment, le sm-FRET a été utilisé pour 

étudier la contribution des mécanismes d’ajustement induit et de capture conformationnelle 

dans la fonction du riborégulateur au magnésium (Sung & Nesbitt, 2019). Une autre étude, 

publiée en 2020 (Hua et al., 2020), décrit l’utilisation du sm-FRET pour étudier le 

riborégulateur répondant au ZTP en temps réel durant sa relâche par une superhélicase à une 

vitesse d’environ 60 nucléotides par seconde, une vitesse comparable à celle atteinte lors de la 

transcription par la RNAP procaryote. Finalement, le sm-FRET a aussi été utilisé pour étudier 

la topologie énergétique (traduction de l’auteur d’energy landscape) du riborégulateur SAM-I 

(Manz et al., 2021). 



  

 27 

1.3 Objectif du doctorat 

L’objectif principal poursuivi est l’étude de la relation réciproque entre la transcription, les 

structures d’ARN et la fonction des ARN structurés. Dans cette optique, par leur nature 

structurée et modulable, les riborégulateurs constituent un sujet particulièrement propice à 

l’étude de cette relation. Ultimement, l’observation par sm-FRET de riborégulateurs 

doublement marqués durant la transcription permettrait l’obtention de résultats sans précédent, 

puisqu’ils contiendraient de l’information à la fois sur les changements structuraux opérant 

durant la transcription en temps réel et sur les phénomènes rares ou isolés qui sont 

normalement perdus dans l’observation moyenne d’une population. Une telle observation 

constitue un défi considérable, notamment parce qu’elle implique l’obtention de complexes 

d’ARN doublement marqués avec deux fluorophores différents. Chemin faisant, la poursuite 

de cet objectif permettra donc sans doute de développer nos connaissances sur le marquage 

d’ARN en complexe transcriptionnel.  



  

  

CHAPITRE 2  

ROLE OF A HAIRPIN-STABILIZED PAUSE IN THE ESCHERICHIA COLI THIC 

RIBOSWITCH FUNCTION 

2.1 Originalité du travail, contribution à la science et contribution des auteurs 

Dans cet article, des expériences de transcription in vivo ont démontré que le facteur de 

transcription NusA a un effet sur la demi-vie des trois pauses contenues dans la plateforme 

d’expression du riborégulateur thiC d’E. coli (A138, C158 et C187), suggérant que des 

structures d’ARN de type tige-boucle pourraient avoir un effet sur ces pauses. Par la suite, des 

expériences de mutagenèse dans une version minimale contenant seulement la région 87-155 

du riborégulateur ont confirmé que la tige-boucle a un impact sur la demi-vie de la pause 

A138 ainsi que sur l’effet de NusA sur cette pause. Dans le riborégulateur entier, il a ensuite 

été démontré que la tige-boucle a un effet sur les pauses A138 et C158, ainsi que sur l’activité 

du riborégulateur. 

Il avait déjà été démontré que des riborégulateurs possédaient une fenêtre de liaison 

déterminant les structures et, par conséquent, les moments où la liaison du ligand était 

possible. Ces fenêtres sont délimitées en aval par la formation d’une tige antiterminatrice dans 

le cas de ribD (Wickiser et al., 2005) d’une tige terminatrice dans le cas de pbuE (Lemay et 

al., 2011) et d’une tige Anti-P1 dans le cas de thiC (Chauvier et al., 2017). L’existence de ces 

fenêtres de liaison implique que la liaison du ligand et l’activité du riborégulateur sont 

influencés par la vitesse de transcription, qui elle-même est influencée par la concentration de 

NTP, la présence de pauses transcriptionnelles et le facteur de transcription NusA. Alors que 

l’importance de ces trois facteurs sur la réponse des riborégulateurs à leur ligand respectif a 

été démontrée pour ribD et pbuE (Lemay et al., 2011; Wickiser et al., 2005), l’importance de 

NusA n’avait pas été démontrée pour thiC. Finalement, bien que l’influence de NusA sur les 

pauses transcriptionnelles présentes dans le riborégulateur avait été confirmée pour ribD (mais 
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pas pour pbuE), la présence d’éléments structuraux modulant cette interaction n’avait pas été 

scrutée. 

Les travaux ici présentées démontrent que NusA influence aussi l’activité du riborégulateur 

thiC. Nous avons également démontré le rôle crucial de la structure. Nous avons également 

démontré le rôle crucial Nous avons également démontré le rôle crucial de la structure tige-

boucle A138 sur plusieurs aspects : la demi-vie des pauses transcriptionnelles, l'effet de NusA 

sur ces pauses, ainsi que sur l'activité du riborégulateur. Il s'agit du premier cas documenté où 

une structure spécifique influe sur une pause transcriptionnelle ayant un impact sur l'activité 

d'un riborégulateur. Bien que la structure en question ne soit pas impliquée dans le 

changement de conformation associé à la liaison du ligand (elle se retrouve autant dans la 

structure en son absence qu’en sa présence), les travaux ouvrent la voie à la recherche de 

mécanismes de régulation impliquant des pauses transcriptionnelles influencées par des 

structures, qui elles-mêmes sont modulées par la liaison du ligand. 

Adrien Chauvier a eu l’idée originale du projet, a exécuté la plupart des expériences in vitro et 

a réalisé l’analyse des résultats en découlant. Jean-François Nadon a exécuté les expériences in 

vivo, a fait l’analyse des résultats in vivo et de certains résultats in vitro et a réalisé l’écriture et 

la correction du manuscrit. Jonathan P. Grondin a reproduit l’expérience de cinétique de 

transcription in vitro sur la construction isolant la pause A138. Anne-Marie Lamontagne a 

supervisé les expériences in vivo. Daniel A. Lafontaine a fourni les fonds, l’équipement et les 

produits nécessaires à la réalisation du projet, a fait l’analyse des résultats, a revu le manuscrit 

et conseillé son écriture ainsi que sa correction. 

2.2 Manuscrit 

Adrien Chauvier, Jean-François Nadon, Jonathan P. Grondin, Anne-Marie Lamontagne & 

Daniel A. Lafontaine (2019) Role of a hairpin-stabilized pause in the Escherichia coli thiC 

riboswitch function, RNA Biology, 16:8, 1066-1073, DOI: 10.1080/15476286.2019.1616354  
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2.3 ABSTRACT 

Transcriptional pauses have been reported in bacterial riboswitches and, in some cases, their 

specific positioning has been shown to be important for gene regulation. Here, we show that a 

hairpin structure in the Escherichia coli thiamin pyrophosphate (TPP) thiC riboswitch is 

involved in transcriptional pausing and ligand sensitivity. Using in vitro transcription kinetic 

experiments, we show that all three major transcriptional pauses in the thiC riboswitch are 

affected by NusA, a transcriptional factor known to stimulate hairpin-stabilized pauses. Using 

a truncated region of the riboswitch, we isolated the hairpin structure responsible for 

stabilization of the most upstream pause. Destabilization of this structure led to a weaker 

pause and a decreased NusA effect. In the context of the full-length riboswitch, this same 

mutation also led to a weaker pause, as well as a decreased TPP binding affinity. Our work 

suggests that RNA structures involved in transcriptional pausing in riboswitches are important 

for ligand sensitivity, most likely by increasing the time allowed to the ligand for binding to 

the riboswitch.  
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2.4 INTRODUCTION 

Riboswitches are non-coding RNA structures that modulate gene expression in response to 

specific metabolite or ion concentrations.1 They are composed of two domains: the aptamer, 

which acts as a metabolite sensor, and the expression platform, which is involved in 

controlling gene expression.2,3 It has been previously suggested that cotranscriptional RNA 

folding might play a crucial role in the formation of functional structures of many RNA such 

as riboswitches.4,5 The cotranscriptional folding process depends on transcription elongation 

parameters such as the RNA polymerase (RNAP), the elongation rate and transcriptional 

pausing.5 The process of transcriptional pausing is directly involved in cotranscriptional RNA 

folding as it may allow more time for upstream RNA segments to adopt structures before 

downstream sequences might interfere.4 Transcriptional pausing has been reported to be 

important for the regulation of various riboswitches. For example, transcriptional pause sites 

have been detected in the Bacillus subtilis ribD6 and pbuE7 riboswitches, the Salmonella 

enterica mgtA8 as well as the Escherichia coli btuB, lysC, tbpA, ribB, thiC and thiM 

riboswitches.9-12 Interestingly, both the S. enterica mgtA8 and E. coli thiC9 riboswitches 

modulate Rho-dependent transcription termination occurring at a transcriptional pause site in 

the expression platform, suggesting that strategically located pause sites may be used by 

riboswitches to control gene expression. 

NusA is an elongation factor that contributes to RNA folding during transcription by 

enhancing transcriptional pausing.5,13-16 NusA has been reported to be involved in 

transcriptional pausing within the his leader region, which contains a hairpin located 11 

nucleotides upstream of the pause site.17 The role of the hairpin in the his pause has been 

extensively characterized and various parameters such as the hairpin stability, the distance 

between the stem and the pause site, and the sequence of the loop have been shown to be 

important for NusA-dependent transcriptional pausing.18 The increase in NusA-dependent 

transcriptional pausing is due to its N-terminal domain, which interacts with the nascent RNA 

hairpin located near the RNAP exit channel.19,20 In this process, NusA stabilizes nascent 
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hairpin structures interacting with RNAP, thereby increasing the half-life of transcriptional 

pauses.5,21 Interestingly, the fact that NusA has been shown to modulate riboswitch 

transcriptional pausing6,7,11 suggests the presence of hairpin motifs that might be important for 

transcriptional pausing and genetic regulation. However, due to the small number of known 

NusA target sites,5 hairpin-stabilized NusA regulatory domains are difficult to predict. 

In this study, we have characterized a novel stem-loop structure that interacts with NusA in the 

E. coli thiC riboswitch and shown that NusA impacts all transcriptional pauses as well as 

riboswitch metabolite sensing. To identify the structural determinants involved in NusA 

activity on transcriptional pausing, we isolated the stem-loop upstream of the first 

transcriptional pause site (A138) and showed that it constitutes an independent hairpin-

stabilized pause signal. We also report that the stability of the stem-loop is important for 

transcriptional pausing and riboswitch activity. Taken together, our results support the notion 

that NusA and an RNA hairpin structure act together to stimulate transcriptional pausing, 

which constitutes an important control mechanism of riboswitch activity. 

2.5 RESULTS 

2.5.1. Impact of NusA on thiC riboswitch transcriptional pausing 

The thiC riboswitch is located upstream of the thiCEFSGH operon, which is involved in the 

biosynthesis of thiamin pyrophosphate (TPP) and related metabolites.22 Upon TPP binding, 

the thiC riboswitch downregulates gene expression by sequestering the Shine-Dalgarno (SD) 

sequence and AUG start codon (Fig. 8A),23 thereby preventing the initiation of translation.9 

However, in the absence of TPP, it was determined that the RNA adopts an alternative highly 

structured configuration (Fig. 8B) in which thiC translation initiation is allowed.9 Kinetics of 

transcription elongation previously revealed that the thiC riboswitch expression platform 

exhibits transcriptional pause sites at positions A138, C158 and C187.9,11 In contrast to A138 

and C158, it was observed that pausing at C187 is increased by ~3-fold upon TPP binding, 
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which was found to be important for Rho-dependent transcription termination at position 

C187.9 

 

Figure 8. Structure of the thiC riboswitch. 

Secondary structures of the thiC riboswitch representing the TPP-bound (A) 

and the TPP-free (B) states.9 Transcriptional pause sites are indicated by black 

circles.9 The nomenclature of the helical domains is based on a previous 

study.23 
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To determine if NusA modulates transcriptional pausing in the context of the thiC riboswitch, 

transcription elongation reactions were monitored over time in the presence of NusA. For 

these experiments, we performed single-round in vitro transcription assays and analyzed 

transcripts at various time points (Fig. 9A). Analysis of our data, when compared with our 

previous study, showed that NusA increased by ~3 to ~4-fold the half-life of all pauses in the 

absence of TPP (Fig. 9B, Tableau S1, Rows 1, 3 and 5). However, in the presence of TPP, we 

observed that NusA increased the half-life of pause sites A138 and C158—but not C187—by 

~4 to ~5-fold (Fig. 9B, Tableau S1, Rows 2, 4 and 6). We also observed that NusA only had a 

minor effect (~1.3-fold) on the C187 pause half-life in the presence of TPP (Fig. 9B, Tableau 

S1, Row 6). Together, our results indicate that NusA significantly modulates transcriptional 

pausing in the thiC riboswitch for all sites in the absence of TPP, suggesting that NusA may 

affect the riboswitch regulation mechanism. 

2.5.2. Impact of NusA on thiC riboswitch metabolite sensing  

Since the thiC riboswitch was previously shown to perform metabolite sensing within a 

narrow transcriptional window enclosing A138 and C158 pause sites,9 we postulated that the 

NusA-dependent increased transcriptional pausing at these pause sites might favor the 

cotranscriptional recognition of TPP. To demonstrate this, we monitored the TPP-dependent 

riboswitch structural transition (Fig. 8) in the presence of NusA by using an RNase H cleavage 

assay9,24 with a DNA oligonucleotide designed to monitor the accessibility of the SD region. 

As previously observed,9 increasing the concentration of TPP led to a protection of the SD 

region (Fig. 9C, -NusA), indicative of the riboswitch adopting the OFF state upon TPP 

binding (Fig. 8A). Analysis of the cleaved fraction as a function of TPP concentration yielded 

a Kswitch value of 653 ± 42 nM and 300 ± 21 nM in absence and in presence of NusA, 

respectively (Fig. 9D). This NusA-induced ~2.2-fold increase in affinity is consistent with 

NusA allowing more time for the thiC riboswitch to bind TPP within a narrow transcriptional 

window before the elongating RNAP reaches the C187 pause site, a position where nascent 

riboswitches possess a low TPP affinity.9  
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Figure 9. NusA-dependent transcriptional pausing in the thiC riboswitch. 

(A) Transcription kinetics experiments performed on the thiC riboswitch using 

25 µM NTP, in presence of 50 nM NusA, and in absence and presence of 10 

µM TPP. This specific NTP concentration was used to facilitate detection of 

pausing. Pause sites A138, C158 and C187, and full-length products (FL) are 

indicated on the right, and sampling times are indicated on top of the gel. (B) 

Quantification of the half-lives of all three transcriptional pauses in the 

presence of 50 nM NusA. Experiments were performed using 100 µM NTP in 

absence and presence of 10 µM TPP. Values obtained in the absence of NusA9 

are shown for comparison. (C) Kswitch determination experiment using the SD 

probe9 in absence (-NusA) and presence (+NusA) of 50 nM NusA during 
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Figure 9 (continued) transcription reactions (1 mM NTP). In vitro 

transcription experiments were performed using increasing TPP concentrations 

ranging from 100 pM to 100 µM. The full-length (FL) and. cleavage products 

(P) are indicated on the right of the gel. (D) Quantification analysis of 

experiments shown in (C), yielding a Kswitch value of 653 ± 42 nM in absence of 

NusA and 300 ± 21 nM in presence of 50 nM NusA. 

2.5.3. Isolation of the hairpin-stabilized pause signal responsible for the effect of NusA on 

the pause at position A138 

 

To study the influence of NusA on thiC riboswitch activity, we characterized the pause site at 

position A138, which represents the first transcriptional pause site within the riboswitch 

expression platform. Close inspection of the thiC riboswitch secondary structure in the TPP-

free conformation (Fig. 8B) suggests that the stem-loop encompassing residues 105 to 126 

might be in close proximity to the RNAP when pausing occurs at A138. To determine if this 

stem-loop (A138 stem-loop) could be involved in transcriptional pausing at A138, a construct 

corresponding to the region comprising nucleotides 87 to 155 of the thiC riboswitch was 

designed (see Materials and Methods). Kinetics of transcription elongation revealed that a 

pause corresponding to position A138 site was present (Fig. 10A), confirming that the region 

including nucleotides 87 to 155 was sufficient to induce transcriptional pausing. Similar 

transcription elongation reactions in the presence of NusA, showed that the A138 pause half-

life was increased by ~1.8-fold (Fig. 10B, Tableau S1, Rows 7 and 8), in agreement with the 

data obtained with the full-length thiC riboswitch (Fig. 9B). To determine if the transcriptional 

pausing was caused by the presence of the stem-loop encompassing residues 105-126, we 

introduced mutations to destabilize the stem structure by changing residues 119-122 for their 

Watson-Crick counterpart (stem mutant). Kinetics of transcription elongation (Fig. 10A) 

showed that the pause half-life in the stem mutant was reduced by ~1.9-fold compared to the 

wild-type construct (Fig. 10B, Tableau S1, Rows 7 and 9), consistent with the integrity of the 

stem-loop being important for transcriptional pausing. Furthermore, we observed that NusA 
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decreased its effect on pausing by ~2.2-fold, when comparing the mutant and the wild-type 

constructs (Fig. 10B, Tableau S1, Rows 7, 8, 9 and 10). These results show that the stability 

of the stem-loop is important both for hairpin- and NusA-dependent pausing. (Fig. 10B). 

Together, these results show that the isolated stem-loop is sufficient to observe stabilization of 

the pause at position A138 by NusA and that the stability of the stem is directly related to the 

efficiency of transcriptional pausing. 

 

Figure 10. Transcriptional pausing in the isolated A138 stem-loop region. 

 (A) Transcription kinetics experiments performed on the A138 stem-loop 

region of the thiC riboswitch using 25 µM NTP, in absence and presence of 50 

nM NusA. The A138 pause site and full-length product (FL) are indicated on 

the right, and sampling times are indicated on top of the gel. (B) Quantification 

of the half-life of the A138 pause in absence and presence of 50 nM NusA for 

the wild-type (WT) and mutant (Stem mutant) construction. 
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2.5.4. Impact of the A138 stem-loop structure on thiC riboswitch transcription and activity 

To determine if the stability of the A138 stem-loop is important in the context of the thiC 

riboswitch for transcriptional pausing at position A138, we performed kinetics of transcription 

elongation (Fig. 11A) by using a version of the riboswitch containing the same mutations as 

those used in the stem mutant (Fig. 10A). Analysis of transcription reactions data showed that 

the half-life of the A138 pause site in the mutant was reduced by ~2.7-fold in absence of TTP 

and ~2.0-fold in presence of TPP compared to the wild-type (Fig. 11B, Tableau S1, Rows 11, 

12, 15 and 16), a result consistent with the stability of the A138 stem-loop being important for 

transcriptional pausing. The half-life of the C158 pause was also reduced by ~2.3-fold and 

~1,8-fold in absence and presence of TPP, respectively (Tableau S1, Rows 13, 14, 17 and 

18), suggesting that A138 and C158 pauses might be interdependent and/or potentially 

controlled by the same RNA signal. On the other hand, we were unable to characterize the 

pause at position C187 when transcriptions reactions were performed under the same 

conditions. 

 

Figure 11. Importance of the A138 stem-loop for riboswitch transcriptional pausing. 

(A) Transcription kinetics experiments performed on the wild-type and stem 

mutant thiC riboswitch using 25 µM NTP, in absence and presence of 10 µM 

TPP. Pause sites A138, C158 and C187, and full-length product (FL) are 
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Figure 11 (continued) indicated on the right, and sampling times are indicated 

on top of the gel. (B) Quantification of the half-life of the A138 transcriptional 

pause in the context of the wild-type and stem mutant thiC riboswitch, in 

absence and presence of 10 µM TPP. 

Following RNase H cleavage assays performed on the mutated riboswitch (Fig. 12A), we 

obtained a Kswitch value of 1454 ± 110 nM (Fig. 12B), which represents a decrease of ~2.2-fold 

in affinity when compared to the wild-type riboswitch (Figure 12D, -NusA). These data are 

consistent with a model where the stability of the A138 stem-loop is important for 

transcriptional pausing at A138 and for the riboswitch ligand sensing. To determine the effect 

of the mutant in an in vivo context, transcriptional lacZ chromosomal E. coli constructs 

including the thiC riboswitch sequence and the first 10 codons of the thiC open reading frame 

(ORF) were designed. In the presence of 1 mM TPP, the β-galactosidase activity was 

repressed by 38% for the wild-type construct and 52% for the stem mutant construct (Fig. 

12C).  
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Figure 12. Effect of the A138 stem-loop on riboswitch TPP sensing. 

(A) Kswitch determination experiment using the SD probe.9 In vitro transcription 

experiments (1 mM NTP) were performed using increasing TPP concentrations 

ranging from 100 pM to 100 µM. The full length (FL) and cleavage products 

(P) are indicated on the right of the gel. (B) Quantification analysis of 

experiments shown in (A), yielding a Kswitch value 1454 ± 110 nM. (C) β-

Galactosidase assays of transcriptional thiC-LacZ (trX) fusions for the wild-

type and stem mutant. Values were normalized to the activity obtained for the 

wild-type construct in absence of TPP. The average values of two independent 

experiments consisting of three technical replicates each, with standard 

deviations, are shown.  
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2.5.5. Structural analysis of the thiC riboswitch elongation complex at the A138 pause site 

To probe the structure of the thiC riboswitch when RNAP is paused at position A138, we 

performed in-line probing assays on transcriptional complexes stalled at the A138 pause site 

using a biotin-streptavidin complex (Fig. 13).9 Control experiments showed that elongation 

complexes were stably formed during the in-line probing assays (Fig. S1), thus ensuring that 

probing data was obtained from intact transcriptional complexes. Upon TPP binding, 

variations in nucleotide flexibility were observed for positions A15, G33, G52, U60, C68, 

U93, U97 and C128, consistent with the formation of a TPP-riboswitch complex.23 

Importantly, no change in probing was observed in the A138 pause hairpin (Fig. 13), 

suggesting that this region is not involved in the TPP-induced conformational change. This 

result is consistent with the hypothesis that the loss of riboswitch ligand affinity observed in 

the stem mutant (Fig. 12B) is due to a change in the A138 pause half-life rather than to a 

structural change caused by the mutation. However, we cannot exclude that the mutation 

causes undesirable structural rearrangements (see Discussion). 
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Figure 13. In-line probing assays of EC-138. 

In-line probing of the thiC riboswitch in absence (-) or presence (+) of 10 µM 

TPP. Reactions were either quenched immediately (non-treated, NT) or after 40 

hours (in-line probing, IL). Regions showing significant cleavage changes are 

indicated to the right. The determination of in-line probing cleavage sites was 

performed using 3’-OMe NTPs in the transcription reaction (lanes A, U, C and 

G) The A138 stem-loop region is shown in the box. 
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2.6 DISCUSSION 

In this work, we have characterized transcriptional pausing occurring within the expression 

platform of the E. coli thiC riboswitch. We have shown that the transcription factor NusA 

enhances all three riboswitch transcriptional pause sites in the absence of TPP (Fig. 9B). Since 

NusA has mainly been shown to modulate RNAP pausing in the presence of nascent stem-

loop structures,5,14,15,21 it suggests that pausing at positions A138, C158 and C187 is 

modulated at least in part by RNA structural domains such as RNA hairpins that would form 

inside the RNA exit channel of the RNAP, leading to pausing.21,25 Interestingly, NusA also 

increased transcriptional pausing at C187 only in absence of TPP (Fig. 9B), suggesting that 

the TPP-induced pausing at this position is due to a NusA-independent feature.9 In addition, 

we report here that NusA allowed the thiC riboswitch to sense TPP at lower concentrations 

(Fig. 9D). These results suggest that the presence of NusA allows more time for the riboswitch 

to bind TPP within a narrow transcriptional window located upstream of C187.9 Therefore, in 

addition to the B. subtilis ribD and pbuE riboswitches, the thiC riboswitch constitutes the third 

occurrence for which the riboswitch metabolite sensing activity is affected by the transcription 

factor NusA.6,7 Interestingly, while the downstream limit of the operational window of these 

two examples is the formation of a terminator hairpin, it is the formation of the anti-P1 stem 

that constitutes the same limit in the thiC riboswitch. While regulation of thiC is partly 

transcriptional (Rho-dependent), the fact that the anti-P1 stem constitutes the end of the 

transcriptional window suggests that the kinetic mode of regulation might not be limited to 

transcriptional riboswitches only. 

We have determined here that the presence of a stem-loop comprising residues 105-126 (the 

A138 stem-loop) was involved in RNAP pausing at position A138. The NusA-dependent 

increase of transcriptional pausing by ~4-fold at position A138 both in the absence and 

presence of TPP (Fig. 9B)11 suggests that NusA stabilizes the A138 stem-loop in the context 

of a transcriptional complex paused at this position. Transcriptional pausing at position A138 

was observed when using a region corresponding to positions 87-155, suggesting that the 
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stem-loop is sufficient to induce pausing at position A138. Furthermore, we found that 

destabilizing the stem-loop decreased the pause half-life by ~1.9-fold and ~2.7-fold in the 

context of the isolated stem-loop (Fig. 10B) and the riboswitch (Fig. 11B), respectively, 

suggesting that the integrity of the stem-loop is important for the half-life of the pause at 

position A138. The fact that the mutation did not affect regulation in vivo (Fig. 12C) could be 

due to a multitude of factors, one of which being the high concentration of TPP (1 mM) used 

in the in vivo experiments. Since the TPP concentration used was substantially higher than the 

observed Kswitch value, relatively subtle effects of transcriptional pausing might not be 

detectable under these conditions. 

Given that transcriptional pausing was found to be unaffected by the loop size of a stem-loop 

but strongly affected by the stability of the stem in the his leader region,26,27 the reduced half-

life of the A138 pause might primarily be due to the introduction of mutations destabilizing 

the stem. However, the stem-loop mutant is predicted to be less stable than the his leader 

region stem-loop due to a fewer number of base pairs and the presence of a C-bulge (Fig. 8A). 

We speculate that, in the case of a weaker stem, the loop size may have a stronger influence on 

the formation of the stem-loop. Further experiments will be required to determine if other 

secondary structure elements—such as those in the aptamer domain—are important for 

transcriptional pausing at A138. 

The thiC riboswitch metabolite sensing and regulatory activity was previously found to occur 

cotranscriptionally,9 suggesting that the fate of gene expression is determined during a short 

time window. In agreement with this, we found that the rate of transcription elongation is 

important for TPP sensing.9 The results reported here extend these previous results by 

establishing that the rate of transcription elongation is controlled by the presence of 

transcriptional pausing within the sensing window by the presence of pause sites A138 and 

C158, which are in turn modulated by the presence of NusA. The stability of the A138 stem-

loop was found to be particularly important since a riboswitch containing a mutated stem-loop 

required ~2.2-fold more TPP to undergo cotranscriptional folding (Fig. 12B). An alternative 
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explanation could be that the disruption of the stem could favor the formation of the TPP-free 

structure (Fig. 8B). However, several lines of evidence suggest that it is unlikely to be the 

case. First, the A138 stem-loop is predicted to be formed in the TPP-free as well as TPP-

bound structures. In addition, no change in probing was reported for this region upon TPP 

binding. These two observations are consistent with the hairpin not being involved directly in 

riboswitch conformational change. Thus, these lines of evidence suggest that the stem 

mutation does not affect the riboswitch structure.  

Although no direct experimental results have been obtained to show that transcriptional 

pausing at C158 is important for TPP sensing, the fact that this pause is located in the binding 

window suggests that this pause is important for TPP recognition. Since no hairpin upstream 

of the C158 position is apparent from the thiC ON or OFF structure (Fig. 8), further work will 

be required to dissect which part(s) of the riboswitch is involved in C158 transcriptional 

pausing, thus allowing to determine the importance of the pause site in the riboswitch 

metabolite sensing activity. 

Overall, our data demonstrate that transcriptional pausing is important for the E. coli thiC 

riboswitch activity and suggests that this effect is mediated by the NusA transcription factor. It 

has previously been observed that E. coli riboswitches exhibit several transcriptional pause 

sites in their expression platform.9-11 Further work will be required to elucidate to which extent 

E. coli riboswitches rely on transcriptional pausing to modulate metabolite sensing and genetic 

control, and whether such pause sites may be involved in additional cellular 

mechanisms.(Larson et al., 2014)  
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2.7 MATERIALS AND METHODS 

2.7.1. DNA oligonucleotides and bacterial strains 

DNA oligonucleotides were purchased from Integrated DNA Technologies. Strains used in 

this study are derived from E. coli MG1655, described previously.29 Strain genotypes are 

listed in Tableau S3. The thiC transcriptional fusions, containing the riboswitch domain with 

the first 10 codons of the ThiC ORF, were constructed by inserting a PCR product into pFRΔ. 

The PCR strategy is described in Tableau S4 and the oligonucleotides are described in 

Tableau S5. Mutations in thiC were introduced using a three step PCR strategy. Briefly, 

PCR1 and PCR2 were performed using genomic DNA and PCR3 was performed using PCR1 

and PCR2 products. PCR products were ligated into EcoRI/BamHI-digested pFRΔ using NE 

Builder HiFi DNA Assembly and transformed into EC100Dpir+ Chemically Competent E. 

coli using the NE Builder HiFi DNA Assembly Transformation Protocol, selecting for 

ampicillin resistance (100 µg/mL). Insertion of pfrΔ-PLacUV5-thiC10cd-LacZ (WT and stem 

mutant) into the bacterial chromosome of MG1655 was achieved by delivering a single copy 

of the thiC transcriptional fusion at the λatt site.30 Stable lysogens were screened for single 

insertion by PCR reaction.31 All obtained lacZ fusions were sequenced to ensure the integrity 

of the constructs. 

2.7.2. Single-round in vitro transcription assays 

The PCR strategy to obtain DNA templates used for transcription reactions is described in 

Tableau S2. Oligonucleotides are described in Tableau S5. The full-length thiC riboswitch 

containing the stem-loop destabilizing mutations was prepared using a three-step PCR 

strategy. Briefly, PCR1 and PCR2 were performed using genomic DNA and PCR3 was 

performed using PCR1 and PCR2 products. In vitro transcriptions were performed in 20 mM 

Tris-HCl pH 8.0, 20 mM MgCl2, 20 mM NaCl, 14 mM 2-mercaptoethanol and 0.1 mM 

EDTA. The DNA template (200 nM), sigma70 factor (200 nM) and RNAP (100 nM) were 
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incubated at 37 °C for 5 min. The corresponding trinucleotide (UAA for the riboswitch and 

CAA for the synthetic stem-loop, both purchased from IBA Lifesciences) (10 µM), a set of 

two unlabeled nucleotides (CTP/GTP for the whole riboswitch and ATP/GTP for the synthetic 

stem-loop) (2.5 µM) and [α-32P] UTP (0.3 µCi/µL) were then added and the reaction 

incubated at 37 °C for 8 min, yielding synchronized halted complexes stalled at position 14 for 

the riboswitch and at position 11 for the synthetic stem-loop. The sample was then filtered 

through a G50 column to remove free nucleotides. Transcription reactions were completed by 

adding all four nucleotides (25 µM or 100 µM) with heparin (0.45 mg/mL) to allow only one 

round of transcription. When needed, TPP and NusA were added at 10 µM and 50 nM, 

respectively. Aliquots were taken at indicated times. A chase reaction was done by adding 1 

mM NTP for an additional 5 min at the end of the time course experiment. Autoradiograms of 

phosphorescent screens exposed to gels containing migrated RNA were taken using a 

Typhoon Phosphorimager, and quantitation was carried using Quantity One software. The 

half-life of transcriptional pausing was found by determining the fraction of each RNA species 

compared with the transcription readthrough for each time point, which was then analyzed 

with pseudo-first-order kinetics using the Prism software.32 For each determination, the 

background signal was subtracted. The experiments were performed at least two times and the 

average values with standard deviations are reported. Images have been cropped for 

presentation. 

2.7.3. RNase H cleavage assays 

The PCR strategy to obtain DNA templates used for transcription reactions is described in 

Tableau S2. Transcriptions were performed using 1 mM NTP for 5 min to ensure the 

completion of the transcription reaction and increasing TPP concentrations (from left to right 

on the gels: No TPP, 100 pM, 250 pM, 500 pM, 1 nM 2.5 nM, 5 nM, 10 nM, 25 nM, 50 nM, 

100 nM, 250 nM, 500 nM, 1 µM, 2.5 µM, 5 µM, 10 µM, 25 µM, 50 µM, 100 µM). The 

different transcription reactions were mixed separately with 20 µM DNA oligonucleotides for 

5 min to allow hybridization with the RNA target. RNase H cleavage was initiated by adding 
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an equal volume of a solution of RNase H (0.12 U/µL) in 5 mM Tris-HCl, pH 8.0, 20 mM 

MgCl2, 100 mM KCl, 50 mM EDTA and 10 mM 2-mercaptoethanol at 37 °C for 5 min. 

Reactions were stopped by adding an equal volume of a stop solution (95% formamide, 20mM 

EDTA and 0.4% SDS). Images have been cropped for presentation. 

2.7.4. β-galactosidase assays 

Kinetic assays for β-galactosidase experiments were performed as described previously.9,33-35 

Briefly, an overnight bacterial culture grown in M63 0.2% glucose with 1 µM FeSO4 minimal 

medium at 37 ˚C was diluted to an OD600 of 0.03 in 50 ml of fresh medium. The culture was 

incubated at 37 ˚C until an OD600 of 0.1 was obtained. TPP (1 mM) was then added when 

indicated. Vmax were measured using a BioTek Synergy™ HT multi-mode microplate reader. 

Specific activities were calculated using the formula Vmax/OD600. Each specific β-

galactosidase activity has been relativized to the specific activity of the WT construct obtained 

in the absence of TPP. The experiments, consisting of three technical replicates, were 

performed in duplicate and the average values with standard deviations (s.d.) are reported.  

2.7.5. In-line probing assays 

To stall the transcription complexes at the desired position, we used DNA templates 

containing a biotin moiety inserted by PCR at the 5’ end of the template strand.9 Prior to 

transcription, the modified DNA template was incubated with streptavidin with a 1:2.5 ratio to 

ensure that all DNA templates are bound to streptavidin. The biotin-streptavidin acts as a 

roadblock for the RNAP, blocking its progression with no release or dissociation of the 

transcription complex. Transcription of the streptavidin-bound DNA templates was performed 

as described above to form the EC stalled at the corresponding position. Then, the reaction 

was either stopped (non-treated) or incubated at room temperature for 40 hours for the in-line 

probing reaction. For control experiments presented in Figure S1, reactions were performed 

on avidin beads,36 then the non-treated or the in-line probing reactions were submitted to 
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separation between the beads and the supernatant, then stopped by adding an equal volume of 

a stop solution (95% formamide, 20mM EDTA and 0.4% SDS).  
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Figure S1. Control assays showing the integrity of EC used for the in-line probing 

assay. 

Roadblocked complexes bound to avidin beads via an histidine tag on the 

RNAP, and washed using in-line probing buffer (100 mM KCl, 10 mM Tris pH 

8.0 and 20 mM MgCl2). Total (supernatant + beads, T), beads (B) and 

supernatant (S) samples were collected immediately after washing (Non-

treated) or after two days (In-line).  
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Tableau S1. Half-life values determined in this study. 

Row Templates Pause TPP NusA [NTP] Half-lives 

1 Wild-type A138 - + 100 µM 31 ± 7 s 

2  A138 + + 100 µM 29 ± 6 s 

3  C158 - + 100 µM 38 ± 3 s 

4  C158 + + 100 µM 36 ± 3 s 

5  C187 - + 100 µM 101 ± 16 s 

6  C187 + + 100 µM 122 ± 12 s 

7 Synthetic stem-loop, wild-type A138 - - 25 µM 22 ± 6 s 

8  A138 - + 25 µM 40 ± 4 s 

9 Synthetic stem-loop, mutant A138 - - 25 µM 12 ± 3 s 

10  A138 - + 25 µM 16 ± 4 s 

11 Wild-type A138 - - 25 µM 45 ± 2 s 

12  A138 + - 25 µM 43 ± 4 s 

13  C158 - - 25 µM 48 ± 1 s 

14  C158 + - 25 µM 44 ± 1 s 

15 Stem mutant A138 - - 25 µM 17 ± 2 s 

16  A138 + - 25 µM 22 ± 3 s 

17  C158 - - 25 µM 20 ± 2 s 

18   C158 + - 25 µM 24 ± 2 s 
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Tableau S2. Constructs used for in vitro transcription. 

Constructs  Oligonucleotides 

In vitro transcription assays  

  

thiC full-length wild-type 1041 AC – 1042 AC (genomic DNA) 

 

thiC full-length stem mutant PCR1: 1041 AC – 2332 AC (genomic DNA) 

PCR2: 2333 AC – 1042 AC (genomic DNA) 

PCR3: 1041 AC – 1042 AC (PCR1 + PCR2) 

  

thiC EC-138 1041 AC – 2247 AC (genomic DNA) 

  

thiC EC-187 1041 AC – 2249 AC (genomic DNA) 

 

thiC Synthetic pause wild-type 

 

3006 AC – 3007 AC (genomic DNA) 

 

thiC Synthetic pause stem mutant 3006 AC – 3008 AC (genomic DNA) 
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Tableau S3. Summary of strains used in this study. 

Strains Relevant markers References 

EM1055 MG1655 ΔlacZ X74 Massé and Gottesman, 20021 

43 JFN EM1055::pfrΔ-PLacUV5-thiC10cd-LacZ This study 

71 JFN EM1055::pfrΔ-PLacUV5-thiC10cd-StemMut-LacZ This study 
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Tableau S4. Summary of lacZ fusions used in this study. 

Strains Constructs Oligonucleotides 

   

43 JFN pfrΔ-PLacUV5-thiC10cd-LacZ 3465 JFN – 3466 JFN (genomic DNA) 

 

71 JFN pfrΔ-PLacUV5-thiC10cd-

StemMut-LacZ 

PCR1: 4 AL – 2332 AC (genomic DNA) 

PCR2: 2333 AC – 3466 JFN (genomic DNA) 

PCR3: 3465 JFN – 3466 JFN (PCR1 + PCR2) 
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Tableau S5. Summary of oligonucleotides used in this study. 

Oligonucleotides Sequences 5'-3' 

  

4 AL GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAA

TGTGTGGTAATTTCTTGTCGGAGTGCCT 

 

1041 AC 

 

CGCCCGCGTCAAACATCCTGCTTGA 

 

1042 AC TTGTTCGCGGCGGGTCAGTTTTGTTGCAGA 

 

2332 AC GCAAGAGACGATGCGGGCAGGGGCGATG 

 

2333 AC CATCGCCCCTGCCCGCATCGTCTCTTGC 

 

2247 AC 5’Biotin-GACGACGGATGAAGCAAGAGACG 

 

2249 AC 5’Biotin-TTTGTTGCAGACATAGCTCATTCCAAA 

 

3006 AC 

 

 

3007 AC 

 

3008 AC 

GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAA

TGTGTGGCAAGAGTTAATCTGCTATCGCATCGC 

 

GCTTGTCAGACGACGGATGAAG 

 

GCTTGTCAGACGACGGATGAAGCAAGAGACGATGCGGGCA

GGGGCGA 

  

3465 JFN TGCCAGGAATTGGGGATCGGGGGCACCCCAGGCTTTACACT

TTATGCTTCCGGCTCGTATAATGTGTGGTAATTTCTTGTCGG

AGTGCC 

  

3466 JFN TAAAGAAAGTTAAAATGCCGTTCGCGGCGGGTCAGTTT 
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CHAPITRE 3  

RÔLE DES STRUCTURES SUR LES PAUSES TRANSCRIPTIONNELLES DANS LES 

RIBORÉGULATEURS CHEZ E. COLI 

3.1 Introduction 

Il avait été démontré précédemment que des pauses transcriptionnelles sont plus fréquentes près 

des codons d’initiation chez E. coli (Larson et al., 2014), possiblement pour aider la 

synchronisation entre la transcription et la traduction. Adrien Chauvier avait démontré, à son 

tour, que plusieurs riborégulateurs d’E. coli contiennent une pause située près du codon 

d’initiation (Chauvier et al., 2017). Par la suite, une étude portant sur les pauses 

transcriptionnelles du riborégulateur thiC a démontré que des structures influencent ces pauses 

(Chauvier, Nadon, Grondin, Lamontagne, & Lafontaine, 2019). En effet, la tige-boucle 105-126 

du riborégulateur thiC augmente la durée de vie apparente des pauses A138 et C158. Afin de 

voir la généralité des mécanismes similaires, le rôle des structures sur les pauses 

transcriptionnelles dans les riborégulateurs chez E. coli a été scruté. 

3.2 Matériel et méthodes 

3.2.1. Préparation des matrices d’ADN par réaction en chaîne de polymérisation 

Les réactions de polymérisation en chaîne (PCR, de l’anglais polymerase chain reaction) ont été 

effectuées dans un tampon aqueux contenant du Tris-HCl (pH = 8,8, 20 mM), du MgCl2 (3 mM) 

et du KCl (100 mM). Les réactions ont été réalisées en ajoutant des dNTPs (200 μM), une 

amorce sens (500 nM. Tableau 4 et Tableau 5), une amorce antisens (500 nM. Tableau 4 et 

Tableau 5) et la polymérase d’ADN EasyTaq (0.05 U/μL, Transgen Bioetch), dans un volume 

total de 600 μL. Les températures utilisées sont: 95 °C durant 2 min, 30 cycles (95 °C durant 30 

s, 58 °C durant 30 s et 72 °C durant 1 min) et 72 °C durant 5 min. La mutation C96G a été 

insérée en employant une stratégie de PCR en trois étapes. La PCR1 et la PCR2 ont été 
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effectuées avec de l’ADN génomique alors que le PCR3 a été effectuée avec les produits de la 

PCR1 et de la PCR2. 

3.2.2. Cinétiques de transcription 

Les réactions de transcription ont été réalisées dans un tampon aqueux contenant du Tris-HCl 

(pH = 8,0, 20 mM), du MgCl2 (20 mM), du NaCl (20 mM) ou du KCl (20 mM) pour lysC et de 

l’EDTA (pH = 8.0, 100 µM). Les complexes de transcription ont été assemblés en utilisant la 

matrice d’ADN appropriée (200 nM), le facteur d’initiation σ70 (200 nM) et la RNAP d’E. coli 

(200 nM) dans un volume total de 10 μL à 37 °C durant 5 min. L’initiation de la transcription a 

ensuite été déclenchée en ajoutant une combinaison de polynucléotide initiateur (GUU (10 µM) 

pour tbpA, CUGC (10 µM) pour thiM, GUA (10 µM) pour lysC et GCC (10 µM) pour btuB), de 

deux triphosphates de nucléosides (ATP et CTP (25 µM) pour tbpA, ATP et GTP (25 µM) pour 

thiM, ATP et CTP (25 µM) pour lysC, CTP et GTP pour btuB) et de [α-32P] UTP (0.3 µCi/µL), 

en laissant la réaction se dérouler à 37 oC durant 8 min, produisant des complexes 

transcriptionnels synchronisés. Le volume total a été augmenté à 30 µL en utilisant du tampon de 

transcription et les complexes ont été purifiées en utilisant une colonne G-50. L’élongation a été 

déclenchée par l’ajout de NTPs (25 µM pour tbpA, thiM et btuB, 50 µM pour lysC), d’héparine 

(0,45 mg/mL) et de NusA ou NusG (50 nM) lorsqu’indiqué, dans un volume total de 60 µL. Des 

aliquots de 4 µL ont été prélevés aux temps indiqués et ajoutés à 8 µL de solution dénaturante 

(formamide (95%), EDTA (20 mM, pH = 8,0), SDS (0,4%), bleu de bromophénol et xylène 

cyanol). Après migration des échantillons sur un gel SDS-PAGE et exposition du gel sur un 

écran phosphorescent, puis numérisation au Typhoon Phosphorimager, les signaux 

correspondant à l’ARN aux sites de pause ont été quantifiés en utilisant le logiciel Quantity One. 

À chaque point temporel, le ratio du signal (moins le bruit de fond) correspondant au site de 

pause divisé par le signal (moins le bruit de fond) correspondant au site de pause et des positions 

en aval a été calculé. La relation entre ce ratio et le temps a ensuite été modélisé selon une 

fonction exponentielle décroissante en utilisant GraphPad Prism, ce qui a permis de calculer la 

demi-vie de chaque pause. Purification de complexes transcriptionnels en utilisant la résine G-50 
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Les colonnes de purification ont été préparées en ajoutant 500 µL d’une suspension de résine G-

50 (Résine fine qualité ADN Illustra™ Sephadex™ (2.13 g), Tris (10 mM, pH = 8,0) et EDTA 

(1 mM, pH = 8,0) dans un volume total de 40 mL, conservé au minimum 3 h à t.a.) à une colonne 

Micro Bio-Spin™ Column (Bio-Rad) vide. La colonne a été centrifugée à 600 g durant 1 min et 

lavée avec du tampon de transcription (100 µL, centrifugée à 600 g durant 1 min) avant d’ajouter 

20 µL ou plus de réaction à purifier (en ajoutant du tampon de transcriptions si le volume est trop 

petit) à la colonne. L’élution a été effectuée en centrifugeant à 600 g durant 1 min. 

3.2.3. Séquençage par incorporation de 3’-OMe-NTP 

Des complexes transcriptionnels synchronisés ont été préparés tels que décrits dans la section 

« 3.2.2 Cinétiques de transcription ».  Le volume a été augmenté jusqu’à 42 µL en utilisant du 

tampon de transcription et les complexes ont été purifiés par G-50. La solution résultante a été 

séparée en 4 x 10 µL et 10 µL d’une solution de 3’-OMe-NTP (soit 3’-OMe-ATP (200 µM), 3’-

OMe-UTP (50 µM), 3’-OMe-CTP (200 µM) ou 3’-OMe-GTP (100 µM), de l’héparine (0,45 

mg/mL) et des NTP (50 µM) dans du tampon de transcription) a été ajouté. Le mélange résultant 

a été laissé à 37 oC durant 10 min, et la réaction a été arrêtée en ajoutant 20 µL de solution 

dénaturante (voir la section « 3.2.2 Cinétiques de transcription »). 

3.2.4. Cartographie chimique de l’ARN par alignement 

Des complexes transcriptionnels synchronisés ont été preparés en double (20 µL) tels que décrits 

dans la section « 3.2.2 Cinétiques de transcription », puis purifiés en utilisant une colonne G-50. 

Le volume a été divisé en 2 x 10 µL et l’élongation a été déclenchée par l’ajout de NTPs (1 mM), 

d’héparine (0,45 mg/mL) et de TPP (100 µM) lorsqu’indiqué, dans un volume total de 20 µL. Le 

volume a encore une fois été divisé en 2 x 10 µL. Deux échantillons (un sans TPP et un avec 

TPP) ont été dénaturés à l’aide de 10 µL de solution dénaturante et deux autres (sans/avec TPP) 

ont été laissés à t.a. durant 40 h, avant de les dénaturer à l’aide de 10 µL de solution dénaturante.  

3.2.5. Cartographie chimique de l’ARN à l’acétate de plomb 
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Des réactions de transcription avec et sans TPP ont été effectuées tel que décrit dans la section 

« 3.2.5 Cartographie chimique de l’ARN par alignement », puis purifiés en utilisant une colonne 

G-50 lavée avec 100 µL de tampon contenant du Tris (100 mM), KCl (10 mM), MgCl2 (10 mM) 

et du TPP (1 mM) lorsqu’indiqué, puis divisées en 2 x 8 µL. Deux échantillons (un sans TPP et 

un avec TPP) ont été dénaturés à l’aide de 12 µL de solution dénaturante et deux autres 

(sans/avec TPP) ont été traitées avec (PbOAc)2 (5 mM) dans un volume total de 10 µL à 37 oC 

durant 2 min, avant de les dénaturer à l’aide de 10 µL de solution dénaturante. 

3.2.6. Cartographie enzymatique de l’ARN par RNase A 

Des réactions de transcription avec et sans TPP ont été effectuées tel que décrit dans la section 

« 3.2.5 Cartographie chimique de l’ARN par alignement », puis purifiés en utilisant une colonne 

G-50 lavée avec 100 µL de tampon contenant du Tris (100 mM), KCl (10 mM), MgCl2 (10 mM) 

et du TPP (1 mM) lorsqu’indiqué, puis divisées en 2 x 9 µL. Deux échantillons (un sans TPP et 

un avec TPP) ont été utilisés comme contrôles (H2O (1 µL) a été ajouté) et deux autres 

(sans/avec TPP) ont été traitées avec la RNase A (1 µL, dilué 1/500) à 37 oC durant 1 min. La 

réaction a été arrêtée en ajoutant un mélange de phénol, chloroforme et isoamyle (20 µL), puis 

centrifugée à 13 ktr/min à 4 oC durant 10 min. Un aliquot 15 µL a été retiré de la phase aqueuse 

et dénaturé avec la solution dénaturante (15 µL). L’extérieur des pipettes a été décontaminé avec 

du SDS aqueux (10%) puis avec de l’éthanol (95%). 

3.2.7. Cartographie enzymatique de l’ARN par RNase S1 

Des réactions de transcription avec et sans TPP ont été effectuées tel que décrit dans la section 

« 3.2.5 Cartographie chimique de l’ARN par alignement », puis purifiés en utilisant une colonne 

G-50 lavée avec 100 µL de tampon contenant NaOAc (40 mM, pH = 4,5), NaCl (300 mM), 

ZnSO4 (2 mM), MgCl2 (10 µM) et du TPP (1 mM) lorsqu’indiqué, puis divisées en 2 x 9 µL. 

Deux échantillons (un sans TPP et un avec TPP) ont été dénaturés en utilisant la solution, 

dénaturante (10 µL) et deux autres (sans/avec TPP) ont été traitées avec la RNase S1 (5 U/µL, 1 

µL) à 37 oC durant 1 min. La réaction a été arrêtée en ajoutant la solution dénaturante (10 µL). 

L’extérieur des pipettes a été décontaminé avec de l’éthanol (95%).  
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3.2.8. Matrices d’ADN et oligonucléotides 

Tableau 4. Constructions utilisées pour la transcription in vitro. 

 

Construction  Oligonucléotides 

  

tbpA LacUV5 10 Codons 275 AL (amorce sens) 

918 AC (amorce antisens) 

 

tbpA LacUV5 10 Codons C96G 275 AL (amorce sens pour PCR1 et PCR3) 

2596 JFN (amorce antisens pour PCR1) 

2597 JFN (amorce sens pour PCR2) 

918 AC (amorce antisens pour PCR2 et PCR3) 

  

tbpA LacUV5 10 Codons G119C 275 AL (amorce sens) 

2726 JFN (amorce antisens) 

  

tbpA LacUV5 10 Codons G119C A120U 275 AL (amorce sens) 

2727 JFN (amorce antisens) 

  

thiM LacUV5 10 Codons 1372 AC (amorce sens) 

2020 AC (amorce antisens) 

  

lysC LacUV5 100 nt ORF 1168 AC (amorce sens) 

1194 AC (amorce antisens) 

  

btuB LacUV5 25 Codons 5 AL (amorce sens) 

765 LB (amorce antisens) 
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Tableau 5. Séquences des oligonucléotides utilisés. 

Oligonucléotide Séquence 5'-3' 

  

5 AL GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAA

TGTGTGGGCCGGTCCTGTGAGTTAATAG 

  

275 AL GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAA

TGTGTGGGTTCTCAACGGGGTGCCAC 

  

765 LB CGGGCTGGTATCCTGTG 

  

918 AC CAACAGCAGGGGCAGACATTTTTTTAACAC 

  

1168 AC GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAA

TGTGTGGGTACTACCTGCGCTAGCGCA 

  

1194 AC GCACGTTGGCATCAGAAAGCA 

  

1372 AC GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAA

TGTGTGGCTGCGATTTATCATCGCAACCAAAC 

  

2020 AC TTGCGCTGAACCCAGCAGGTCGACT 

  

2596 JFN GGCAAAGGACTTCAGAAGGAGCCTC 

  

2597 JFN GAGGCTCCTTCTGAAGTCCTTTGCC 

  

2726 JFN CAACAGCAGGGGCAGACATTTTTTTAACACTTTGCACCTGA

AAAAAGAG 

  

2727 JFN CAACAGCAGGGGCAGACATTTTTTTAACACTTTGCACCAGA

AAAAAGAG 
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3.3 Résultats 

3.3.1. Structures influençant la transcription dans le riborégulateur tbpA 

Afin de voir si des structures pourraient influencer des pauses dans le riborégulateur tbpA, des 

expériences de cinétique de transcription ont d’abord été effectuées sur ce riborégulateur, en 

absence et en présence de NusA et en absence et en présence de TPP (Figure 14 et Figure 15, 

Tableau 6). De plus, le facteur de transcription NusG, reconnu pour réduire la demi-vie des 

pauses affectées par une marche arrière (Artsimovitch & Landick, 2000), a aussi été utilisé afin 

de déterminer si de telles pauses se trouvaient dans le riborégulateur tbpA.. En absence de NusA 

et de NusG, le TPP a un effet négligeable sur les pauses 83, 104 et 136 (diminution d’un facteur 

de 1,2, 1,0 et 1,1, respectivement, de la demi-vie) et un effet considérable sur la pause 117-118 

(diminution d’un facteur de 1,5), ce qui est cohérent avec ce qui avait été observé précédemment 

(Chauvier et al., 2017). 

La présence de NusA lors de la transcription, quant à elle, n’a pas d’effet considérable sur les 

pauses 83 et 104 (augmentation d’un facteur de 1,3 et aucune augmentation, respectivement) 

mais augmente significativement la demi-vie des pauses 117-118 et 136 (augmentation d’un 

facteur 2,2 et 4,2, respectivement). Lorsque NusA et du TPP sont présents, la demi-vie diminue 

d’un facteur 1,4 pour la pause 117-118 et d’un facteur 3,8 pour la pause 136, comparé à leur 

demi-vie en présence de NusA et en absence de TPP. Ces résultats indiquent que les pauses 117-

118 et 136 sont modulées par NusA. Comme il a été observé que NusA augmente la demi-vie 

des pauses stabilisées par une tige-boucle (Artsimovitch & Landick, 2000; Guo et al., 2018), les 

pauses 117-118 et 136 pourraient donc être influencées par de telles structures en amont de ces 

pauses. 

Pour ce qui est de NusG, la présence du facteur de transcription ne semble pas influencer la 

demi-vie des pauses observées dans le riborégulateur tbpA. Cependant, sa présence, 

conjointement à celle du TPP, mène à une diminution de la demi-vie de chaque pause observée 

(diminution d’un facteur 1,9, 1,6, 1,8 et 2,1 pour les pauses 83, 104, 117-118 et 136, 

respectivement, lorsque comparées aux demi-vies observées en absence de NusG et de TPP. 
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Figure 14. Cinétique de transcription du riborégulateur tbpA. 

Expériences de cinétique transcriptionnelle du riborégulateur tbpA. Les 

expériences ont été réalisées sans facteurs de transcription (A), en présence de 

NusA (B) ou en présence de NusG (C). 
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Tableau 6. Demi-vie des pauses transcriptionnelles du riborégulateur tbpA en absence et 

en présence de NusA ou de NusG et en absence ou en présence de TPP. 

Rangée Riborégulateur Pause NusA NusG TPP [NTP] Demi-vie (s) 

1 tbpA 83 - - - 25 µM 13 ± 2 s 

2 tbpA 83 - - 10 µM 25 µM 11 ± 1 s 

3 tbpA 83 50 nM - - 25 µM 17 ± 3 s 

4 tbpA 83 50 nM - 10 µM 25 µM 15,0 ± 0,3 s 

5 tbpA 83 - 50 nM - 25 µM 13 ± 1 s 

6 tbpA 83 - 50 nM 10 µM 25 µM 7 ± 1 s 

7 tbpA 104 - - - 25 µM 13 ± 2 s 

8 tbpA 104 - - 10 µM 25 µM 13 ± 1 s 

9 tbpA 104 50 nM - - 25 µM 13 ± 4 s 

10 tbpA 104 50 nM - 10 µM 25 µM 17 ± 4 s 

11 tbpA 104 - 50 nM - 25 µM 14,0 ± 0,3 s 

12 tbpA 104 - 50 nM 10 µM 25 µM 8 ± 2 s 

13 tbpA 117-118 - - - 25 µM 19 ± 2 s 

14 tbpA 117-118 - - 10 µM 25 µM 13 ± 2 s 

15 tbpA 117-118 50 nM - - 25 µM 42 ± 5 s 

16 tbpA 117-118 50 nM - 10 µM 25 µM 29,1 ± 0,3 s 

17 tbpA 117-118 - 50 nM - 25 µM 19,6 ± 0,3 s 

18 tbpA 117-118 - 50 nM 10 µM 25 µM 10,48 ± 0,02 s 

19 tbpA 136 - - - 25 µM 22 ± 4 s 

20 tbpA 136 - - 10 µM 25 µM 20,7 ± 0,4 s 

21 tbpA 136 50 nM - - 25 µM 90 ± 20 s 

22 tbpA 136 50 nM - 10 µM 25 µM 24 ± 1 s 

23 tbpA 136 - 50 nM - 25 µM 25 ± 4 s 

24 tbpA  136 - 50 nM 25 µM 25 µM 10,5 ± 0,3 s 
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Figure 15. Résultats compilés de cinétique de transcription du riborégulateur tbpA. 

Les graphiques illustrent les demi-vies des pauses du riborégulateur tbpA obtenues 

lors d’expériences de cinétique de transcription en absence et en présence de 

NusA, de NusG et de TPP.  
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Afin d’obtenir plus d’informations sur la structure du riborégulateur tbpA, des expériences de 

cartographie chimique (Figure 16) et enzymatique (Figure 17) ont été effectuées. Dans tous les 

cas, la transcription du riborégulateur tbpA a été effectuée en absence et en présence de TPP. Le 

riborégulateur ainsi produit a été soumis à des expériences de cartographie. Afin d’établir la 

position des clivages, les réactions de cartographie chimique et enzymatique ont été comparées à 

des séquençages par arrêt transcriptionnel (à l’aide de 3’-OMe-NTP). Comme contrôle négatif, 

un aliquot de chaque réaction de transcription a été prise et chargée sur le gel d’électrophorèse 

(sans cartographie), afin de ne pas confondre le clivage chimique ou enzymatique avec un arrêt 

transcriptionnel. 

Les résultats obtenus lors des expériences de cartographie et indiquant les nucléotides du 

riborégulateur tbpA plus ou moins susceptibles de clivage en présence de TPP ont été compilés 

(Figure 18). Dans la boucle 2, la région 37 à 41 voit une alternance de nucléotides moins 

accessibles et plus accessibles au clivage par l’acétate de plomb en présence de TPP. Dans la 

jonction principale du riborégulateur, le nucléotide G47 voit une augmentation de son 

accessibilité (cartographie à l’acétate de plomb) et le nucléotide G50 voit une diminution de son 

accessibilité (cartographie par alignement) en présence de TPP. Dans la région de la jonction J4-

5, le nucléotide U55 voit son accessibilité diminuer (cartographie par alignement) et augmenter 

(cartographie à la RNase S1), et les nucléotides C73 et G74 voient leur accessibilité diminuer 

(cartographie à l’acétate de plomb) en présence de TPP. Dans la boucle L5, les nucléotides G62, 

A63 et A66 voient leur accessibilité augmenter (cartographie à l’acétate de plomb pour les trois, 

et cartographie par alignement pour le nucléotide A63) en présence de TPP. Dans la tige P1, le 

nucléotide G86 voit son accessibilité augmenter en présence de TPP (cartographie par 

alignement). Dans la région entre la tige P1 et la tige séquestratrice du site de liaison du 

ribosome, le nucléotide U89 voit son accessibilité augmenter (cartographie par RNase A), les 

nucléotides C91 et C92 voient leur accessibilité diminuer (cartographie par RNase S1) et les 

nucléotides C94, U95 et C96 voient leur accessibilité augmenter (cartographie à l’acétate de 

plomb pour les trois et cartographie par alignement, RNase A et acétate de plomb pour C96) en 

présence de TPP. Finalement, dans la tige séquestratrice du site de liaison du ribosome, les 

nucléotides A97 et A98 voient leur accessibilité augmenter (cartographie à l’acétate de plomb) 

en présence de TPP. 
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Figure 16. Cartographie chimique du riborégulateur tbpA. 

(A) Cartographie chimique par alignement. (B) Cartographie à l’acétate de 

plomb. Les expériences ont été réalisées en absence et en présence de TPP. 

Les sites où une variation (augmentation ou diminution) du clivage est 

observée lors de l’ajout du TPP sont indiqués à droite du gel.  
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Figure 17. Cartographie enzymatique du riborégulateur tbpA. 

(A) Cartographie à la RNase A. (B) Cartographie à la RNase S1. Les expériences 

ont été réalisées en absence et en présence de TPP. Les sites où une variation 

(augmentation ou diminution) du clivage est observée lors de l’ajout du TPP sont 

indiqués à droite du gel). 
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Figure 18. Résultats compilés des cartographies chimiques et enzymatiques du 

riborégulateur tbpA. 

La figure compile les résultats décrits dans la Figure 10 et dans la Figure 11. 

Pour chaque symbole associé à un nucléotide, la couleur indique si les expériences 

de cartographie (précisées par la forme) est plus accessible ou moins accessible en 

présence de TPP, 

Ensemble, les résultats obtenus lors des expériences de cartographie suggèrent que la J2-3 subit 

des changements au niveau de la disponibilité des nucléotides suite à la liaison du TPP. De plus, 
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La L5 devient moins accessible, ce qui serait cohérent avec son implication dans une interaction 

lorsque le riborégulateur est dans sa conformation liée. Finalement, la section de la tige Anti-P1 

subit plusieurs changements de disponibilité, ce qui est cohérent avec l’implication de cette 

partie du riborégulateur dans le changement conformationnel mentant à une régulation génétique 

(impliquant le système de tiges P1/Anti-P1/tige séquestratrice du site de liaison du ribosome). 

Afin de confirmer que l’augmentation de la durée des pauses 117-118 et 136 par NusA est bel et 

bien due à des structures d’ARN, des expériences de cinétique de transcription impliquant des 

constructions du riborégulateur tbpA présentant des mutations déstabilisant la tige anti-P1 et la 

tige séquestratrice du ribosome ont été effectuées (Tableau 7 et Figure 19). Selon les résultats, 

le mutant C96G n’a aucun effet sur la pause 117-118, mais élimine l’effet de NusA 

(augmentation d’un facteur 2,2 pour le type sauvage mais seulement d’un facteur 1,2 pour le 

mutant) sur cette pause. La même mutation n’a pas d’effet non plus sur la pause 136, mais 

diminue aussi grandement l’effet apparent de NusA sur la pause (augmentation d’un facteur 4,1 

pour le type sauvage et d’un facteur 1,6 pour le mutant). Ces résultats pourraient indiquer que la 

tige Anti-P1 est impliquée dans la modulation des pauses 117-118 et 136. Concernant les 

mutants de la tige-séquestratrice du ribosome, les mutations G119C et G119C/A120U n’ont pas 

d’effet significatifs sur la durée de pause 136. Cependant, les mutations semblent avoir un effet 

cumulatif sur l’effet de NusA sur la pause (augmentation d’un facteur 4,1 pour le type sauvage, 

d’un facteur 2,7 pour le mutant G119C et d’un facteur 2,5 pour le mutant G119C/A120U), 

indiquant que la tige séquestratrice du ribosome est probablement impliquée dans la modulation 

de la pause 136. 
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Tableau 7. Demi-vies des pauses transcriptionnelles 117-118 et 136 du riborégulateur 

tbpA en absence et en présence de NusA pour la construction de type sauvage 

(WT) et les mutants C96G, G119C et G119C/A120U. 

Rangée Riborégulateur Pause NusA [NTP] Demi-vie 

1 tbpA WT 117-118 0 25 µM 19 ± 2 s 

2 tbpA WT 117-118 50 nM 25 µM 42 ± 5 s 

3 tbpA C96G 117-118 0 25 µM 19 ± 7 s 

4 tbpA C96G 117-118 50 nM 25 µM 22 ± 7 s 

5 tbpA WT 136 0 25 µM 22 ± 4 s 

6 tbpA WT 136 50 nM 25 µM 91 ± 16 s 

7 tbpA C96G 136 0 25 µM 23 ± 5 s 

8 tbpA C96G 136 50 nM 25 µM 37 ± 7 s 

9 tbpA G119C 136 0 25 µM 26 ± 1 s 

10 tbpA G119C 136 50 nM 25 µM 70 ± 20 s 

11 tbpA G119C/A120U 136 0 25 µM 24,81 ± 0,02 s 

12 tbpA G119C/A120U 136 50 nM 25 µM 62 ± 6 s 
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Figure 19. Compilation des résultats de l’effet des mutations de la tige-boucle 

séquestratrice du site de liaison du ribosome sur la pause 136 du 

riborégulateur tbpA. 

Les graphiques illustrent les demi-vies des pauses du riborégulateur tbpA obtenues 

lors d’expériences de cinétique de transcription en absence et en présence de 

NusA, pour le type sauvage et pour des constructions contenant les mutation 

C96G, G119C et/ou A120U. 

3.3.2. Structures influençant la transcription dans les riborégulateurs thiM, lysC et btuB 

Finalement, afin de voir si la présence de tige-boucles près du codon d’initiation était un 

phénomène observé dans d’autres riborégulateurs chez E. coli, des expériences de cinétique de 

transcription ont été effectuées sur les riborégulateurs thiM, lysC et btuB, en absence et en 

présence de NusA, en portant une attention particulière aux pauses situées près du codon 

d’initiation (Figure 20, Figure 21, Figure 22, Figure 23 et Tableau 8). Lorsqu’il est présent 

durant la transcription, NusA augmente d’un facteur 2,1 la pause 152 du riborégulateur thiM, 

d’un facteur 3 et 2,8, respectivement, les pause 244 et 309 du riborégulateur lysC, et d’un facteur 

3,7 et 2,9, respectivement, les pauses 225 et 235 du riborégulateur btuB. Ces résultats suggèrent 

que des tige-boucles sont impliquées dans la régulation de ces pauses, toutes situées près du 

codon d’initiation de leur riborégulateur respectif. 
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Figure 20. Cinétique de transcription du riborégulateur thiM en absence et en présence 

de NusA. 

Expériences de cinétique transcriptionnelle du riborégulateur thiM. Les 

expériences ont été réalisées en absence et en présence de NusA. 
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Figure 21. Cinétique de transcription du riborégulateur lysC en absence et en présence 

de NusA. 

Expériences de cinétique transcriptionnelle du riborégulateur lysC. Les 

expériences ont été réalisées en absence et en présence de NusA. 
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Figure 22. Cinétique de transcription du riborégulateur btuB en absence et en présence 

de NusA. 

Expériences de cinétique transcriptionnelle du riborégulateur thiM. Les 

expériences ont été réalisées en absence et en présence de NusA. 
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Tableau 8. Demi-vies des pauses transcriptionnelles en vicinité du codon d’initiation des 

riborégulateurs thiM, lysC et btuB. 

Rangée Riborégulateur Pause NusA [NTP] Demi-vie 

1 thiM 152 0 25 µM 19 ± 4 s 

2  152 50 nM 25 µM 41 ± 3 s 

3 lysC 244 0 50 µM 12 ± 1 s 

4  244 50 nM 50 µM 36 ± 2 s 

5  309 0 50 µM 16 ± 3 s 

6  309 50 nM 50 µM 44,7 ± 0,7 s 

7 btuB 225 0 25 µM 19 ± 4 s 

8  225 50 nM 25 µM 71 ± 1 s 

9  235 0 25 µM 27 ± 7 s 

10   235 50 nM 25 µM 78 ± 4 s 

 

 

Figure 23. Résultats compilés de cinétique de transcription des riborégulateurs thiM, 

lysC et btuB. 

Les graphiques illustrent les demi-vies des pauses des riborégulateurs thiM, lysC 

et btuB obtenues lors d’expériences de cinétique de transcription en absence et en 

présence de NusA. 

 

  



  

  

CHAPITRE 4  

 

SITE-SPECIFIC PHOTOLABILE ROADBLOCKS FOR THE STUDY OF 

TRANSCRIPTION ELONGATION IN BIOLOGICALLY COMPLEX SYSTEMS 

4.1 Originalité du travail, contribution à la science et contribution des auteurs 

Dans cet article, le 6-nitropiperonyloxyméthyl (NPOM) est utilisé pour la première fois comme 

barrage transcriptionnel amovible de la polymérase d’ARN d’E. coli. La position d’arrêt, les 

caractéristiques du barrage transcriptionnel, incluant la capacité des complexes transcriptionnels 

à redémarrer après clivage du NPOM par irradiation ultraviolette, et finalement la possibilité 

d’utiliser le NPOM pour observer sélectivement le phénomène de la sortie de pause ont été 

confirmées par des expériences de transcription in vitro. Cette dernière caractéristique a été 

employée pour confirmer que des éléments (notamment, une longue étendue d’ARN ou une autre 

pause) en amont de la pause étudiée peuvent affecter sa demi-vie apparente lorsque la méthode 

classique d’étude des pauses est employée (Landick et al., 1996). Cela étant dit, l’effet du facteur 

de transcription NusA sur la sortie de pause est réellement affecté par l’ARN en amont de la 

pause, potentiellement en raison de contacts avec cet ARN. Ensemble, ces résultats suggèrent 

que la synchronisation de complexes d’élongation par le NPOM constitue une nouvelle approche 

permettant l’étude des pauses transcriptionnelles en permettant de caractériser les effets de 

certains éléments en amont des pauses. 

Dans la réalisation de ce projet, Jean-François Nadon a eu l’idée originale du projet, a exécuté la 

majorité des expériences, a réalisé l’analyse des résultats en découlant et a rédigé le manuscrit, le 

tout sous la supervision de Daniel Lafontaine; Vitaly Epshtein, sous la supervision de Evgeny 

Nudler, a réalisé les expériences impliquant GreB; Étienne Cameron a fourni des conseils tant 

qu’à l’utilisation de l’équation de Bateman pour modéliser la décroissance de deux pauses 

consécutives; et Mikhail R. Samatov, sous la supervision d’Andrey S. Vasenko, a calculé la 

demi-vie théorique de la pause C158 de thiC, en utilisant l’équation de Bateman.  
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Jean-François Nadon, Vitaly Epshtein, Étienne Cameron, Mikhail R. Samatov, Andrey S. 

Vasenko, Evgeny Nudler & Daniel A. Lafontaine (2022) Site-specific photolabile roadblocks for 

the study of transcription elongation in biologically complex systems, Communications Biology, 

5:457, 1-12, DOI: https://doi.org/10.1038/s42003-022-03382-0  
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4.3 ABSTRACT 

Transcriptional pausing is crucial for the timely expression of genetic information. Biochemical 

methods quantify the half-life of paused RNA polymerase (RNAP) by monitoring restarting 

complexes across time. However, this approach may produce apparent half-lives that are longer 

than true pause escape rates in biological contexts where multiple consecutive pause sites are 

present. We show here that the 6-nitropiperonyloxymethyl (NPOM) photolabile group provides 

an approach to monitor transcriptional pausing in biological systems containing multiple pause 

sites. We validate our approach using the well-studied his pause and show that an upstream RNA 

sequence modulates the pause half-life. NPOM was also used to study a transcriptional region 

within the Escherichia coli thiC riboswitch containing multiple consecutive pause sites. We find 

that an RNA hairpin structure located upstream to the region affects the half-life of the 5' most 

proximal pause site—but not of the 3' pause site—in contrast to results obtained using 

conventional approaches not preventing asynchronous transcription. Our results show that 

NPOM is a powerful tool to study transcription elongation dynamics within biologically complex 

systems.  
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4.4 INTRODUCTION 

Transcriptional pausing is essential in prokaryotes and in eukaryotes1–5. In Escherichia coli, it is 

observed that pause sites occur at approximately every 100 nucleotides throughout the genome6. 

Pausing in bacteria plays a central role in biological processes such as the coordination of 

transcription and translation7, RNA folding8,9, cotranscriptional sensing10–13, and Rho 

transcription termination12,14. In eukaryotes, transcriptional pausing is found to maintain RNA 

polymerase II in the vicinity of promoters to ensure a rapid response following sensing of 

extracellular growth factors15,16. Pausing of RNA polymerase II is also important to keep an 

active chromatin architecture, to be critical for coordinating rapid tissue development in 

Drosophila17,18, and to be involved in the differentiation of mouse and zebrafish embryonic stem 

cells19–21. Clearly, transcriptional pausing is extensively involved in genetic regulation 

mechanisms occurring in all living organisms. 

Kinetic models describe transcriptional pausing as an elongating complex (EC) entering an 

unproductive state that may be caused by numerous factors such as structural rearrangements, 

reverse translocation, or RNA polymerase-nascent RNA contacts22. In vitro characterization of 

transcriptional pausing relies on kinetic assays where RNAP complexes escaping from a single 

pause site are modeled to an exponential decay function to determine the half-life (t1/2) of the 

pause (Fig. 24a, top panel; Supplementary Methods)23. In such a case, the half-life of a pause 

site is directly affected by variations in EC escaping rates (Fig. 24b)24. However, the 

measurement of the pause half-life may yield an apparent dwell time that is longer than the true 

pause escape rate in the presence of multiple consecutive pause sites25–27. In this context, 

incoming EC from upstream pause sites may increase the EC occupancy of downstream sites 

(Fig. 24a, bottom panel). It is anticipated that variations (10- to 30-folds) in the rate of incoming 

EC could significantly affect the apparent half-life of downstream pause sites when fitting the 

data with a single-exponential decay (Fig. 24c; Supplementary Methods). Importantly, multiple 

consecutive pause sites are observed in several biological systems9,10,12,28, suggesting that 

asynchronous transcription in such contexts may complicate the determination of the actual rate 

of pause escape and therefore the biological relevance of transcriptional pause sites. 
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Figure 24. Transcriptional pausing in the context of single and multiple pause sites. 

(a) Schematics of single (top panel) and multiple (bottom panel) pause sites. The 

pause half-life is characterized by the rate of EC escape from the pause site 

(indicated by dotted rectangle). In the case of multiple pause sites, EC escaping 

from upstream sites may enter in downstream pause sites. (b) Simulations of 

single pause site occupancy by EC as a function of time. The rate of pause escape 
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Figure 24 (continued) is inversely proportional to the pause half-life, as observed 

by the faster decrease of pause site occupancy when increasing the rate of EC 

escape. (c) Simulation of multiple pause sites occupancy by EC as a function of 

time. The variation in upstream pause escape modulates the observed half-life of a 

downstream pause. It can be observed that decreasing rates of upstream pause 

escape increases the observed half-life of the downstream pause (green curves). 

The occupancy of a single pause site is shown as reference (orange curve). (d) 

Chemical structure of an NPOM-caged dT and an unmodified dT following 

cleavage by ultraviolet (λ = 365 nm) irradiation. 

Nucleic acid scaffolds may be used to reconstitute transcriptional complexes to study the his 

pause RNA hairpin29. Although such scaffolds are ideal to specifically introduce structural 

probes within the RNA sequence, they are limited to the study of a single pause site and may 

prove challenging to reconstitute EC harboring long RNA fragments (>30 nucleotides). Other 

methods employing biotin-streptavidin complexes12,30–32 and EcoRI (Q111) roadblocks are 

employed to synchronize ECs at specific pause sites by sterically blocking elongating RNAP33. 

However, since the biotin-streptavidin complex is highly stable34, it is not practical to release 

stalled RNAP without disrupting elongation complexes. Although the EcoRI (Q111) roadblock is 

readily removable using high salt concentrations, it is expected that high salt concentrations—

and the added EcoRI restriction site sequence—are most probably affecting nascent RNA 

structures. In addition, it is possible to use the catalytically dead Streptococcus pyogenes 

CRISPR-Cas9 enzyme (dCas9) to block E. coli RNAP elongation35. However, since the 

roadblock only partially stalls E. coli RNAP elongation, its use to study pause site escape is 

compromised. Lastly, a promising new chemical transcriptional roadblocking system is also 

available36 but due to the permanent nature of the compound, its use is restricted to the study of 

stalled complexes. 

The compound 6-nitropiperonyloxymethyl (NPOM) is a photocaging group37 that inhibits DNA 

base pairing when incorporated in a thymine base (Fig. 24d). However, the use of UVA light 

selectively removes NPOM from DNA, thus allowing thymine to perform base pairing 

interactions (Fig. 24d)38–41. Importantly, the use of UVA light to remove NPOM allows to probe 
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biological processes without altering native properties of biomolecules42–44. NPOM can be used 

for the modulation of transcription initiation by selectively allowing access to the DNA by the 

nuclear factor κB45 or triplex-forming oligonucleotides46. NPOM may also be used to block the 

DNA extension of oligonucleotides by the T4, Taq, and Phusion DNA polymerases47. Based on 

these results, we reasoned that NPOM could be used as a transcriptional roadblock to stall EC at 

specific pause sites, effectively allowing the synchronization of transcriptional complexes. Then, 

upon exciting NPOM with UVA light, we hypothesized that NPOM removal would permit 

stalled EC to be released from the pause site and therefore to directly measure the pause half-life 

by monitoring escaping ECs. Due to the stepwise synchronization and release of elongating ECs, 

NPOM is expected to provide an approach to quantify the half-life of transcriptional pausing.  

In this work, we characterized NPOM as a removable transcriptional roadblock. We found that 

NPOM efficiently stalls elongating E. coli RNAP one residue upstream of the NPOM 

incorporation site. We observed that NPOM-stalled ECs remain stably formed even when 

exposed to extensive washing steps. Our results also showed that UVA light removes NPOM-

roadblocking groups and that unrestricted ECs may resume transcription elongation upon the 

addition of nucleotide triphosphates (NTP). No evidence of RNAP backtracking was detected 

when subjecting NPOM-stalled ECs to the GreB transcription factor. As a control, we used 

NPOM to monitor the well-studied his pause site. We found that the pause half-life obtained 

using NPOM was very similar to that obtained using synchronized transcription reactions, 

indicating that NPOM can be used to reconstitute ECs that are transcriptionally paused. We also 

used NPOM to elucidate the role of a hairpin structure in the E. coli thiC riboswitch that was 

previously reported to modulate the half-life of multiple consecutive downstream pauses. Using 

NPOM-modified templates, we found that the half-life of the 3′ pause site is not directly affected 

by the hairpin structure. Instead, our results show that the half-life of the 3′ pause site is 

artificially increased by the presence of asynchronous ECs escaping the upstream pause site. 

Together, our data demonstrate that NPOM can be used to unambiguously study the half-life of 

pause sites within biologically complex regulatory systems relying on transcriptional pausing to 

coordinate gene expression. 
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4.5 RESULTS 

4.5.1. NPOM efficiently blocks elongating E. coli RNAP. 

We first prepared DNA templates containing the NPOM group to be used for in vitro 

transcription reactions. To do so, we engineered a DNA construct containing a lacUV5 promoter 

and an NPOM-caged dT nucleotide incorporated at position 90 relatively to the transcription 

start site (TSS) (Fig. 25a). Due to the presence of NPOM, it is expected that no base pair is 

formed between the NPOM-containing nucleotide and the corresponding A90 residue (Fig. 25a). 

The transcript sequence was derived from the tbpA riboswitch48 and an extension of five 

nucleotides was added to the riboswitch 5′ region to enhance transcription efficiency (Figure 

S2a, b). As NPOM was previously reported to block PCR amplification47, a primer extension 

approach using an NPOM-caged DNA primer was employed to prepare the DNA template 

(Figure S3a). After the elongation of the NPOM-containing primer, electrophoretic mobility 

shift assays (EMSA) showed that the double-stranded NPOM DNA template was readily 

obtained (Figure S3b). 

To assess the ability of NPOM to block transcription elongation, we performed in vitro 

transcription experiments using the E. coli RNAP. When transcription reactions were performed 

using a DNA template not containing an NPOM group, a unique transcript species corresponding 

to the full-length sequence was observed (Fig. 25b). However, when employing an NPOM-

containing DNA template, a shorter RNA species was detected after a 10 min transcription 

reaction (Fig. 25b), suggesting that NPOM successfully blocks RNAP elongation. Furthermore, 

only ~1 to ~3% of transcription readthrough could be observed when incubating transcription 

reactions for longer periods up to 1 h (Fig. 25b), consistent with NPOM completely blocking 

RNAP progression. RNA sequencing transcription reactions performed using 3′-O-methyl 

nucleotides revealed that NPOM caused ECs to stall at position G89 (Fig. 25c), which 

corresponds to one nucleotide prior to the NPOM-caged dT. This finding is consistent with data 

obtained for the T4, T7, Taq, and Phusion DNA polymerases indicating that polymerization is 

arrested one residue prior to the NPOM-incorporated site47. These results can be explained by the 

fact that NPOM is a relatively small chemical group that might be accommodated by the RNAP 
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catalytic site, thus preventing transcription elongation through the inhibition of Watson–Crick 

base pairing with incoming ATP. Alternatively, it is also possible that NPOM-dT fails to 

translocate into the active site, which would result in transcripts having the same 3′ end in halted 

complexes. 

To determine whether transcription elongation complexes remain intact when stalled by 

NPOM—and that they do not dissociate from DNA—hexahistidine-tagged RNAP was 

immobilized on Ni-NTA agarose beads and was used to produce NPOM-stalled ECs. In these 

assays, it is expected that nascent transcripts remain associated to RNAP after a washing step if 

NPOM-stalled ECs remain intact. Upon washing complexes, a large fraction of transcripts was 

still detected in the RNAP fraction after extensive washing, suggesting that ECs remain stably 

formed when stalled by NPOM (Fig. 25d, NPOM). Very similar results were obtained when 

using the high affinity biotin-streptavidin complex as a transcription roadblock (Fig. 25d, 

Strept)12,31, suggesting that NPOM is as efficient as the biotin-streptavidin complex to yield 

stable ECs. Control experiments showed that no run-off transcript remained bound to the RNAP 

after washing in the absence of a transcriptional roadblock (Fig. 25d, run-off). Together, these 

results show that ECs remain stably bound to the DNA template when encountering the NPOM 

transcriptional roadblock. 

It was previously shown that the biotin-streptavidin complex may lead to RNAP backtracking 

when used as a transcriptional roadblock31. In such a case, NPOM would be hard to use as a 

transcriptional roadblock for the study of transcriptional pausing as it would leave an uncertainty 

relatively to the RNAP position. Thus, to test whether NPOM leads to RNAP backtracking, 

NPOM-stalled ECs were incubated with the GreB transcription elongation factor that cleaves 

extruded RNA 3′ ends from backtracked ECs (Fig. 25e)49. When the biotin-streptavidin 

roadblock was used to stall ECs, cleaved roadblock (RB) transcripts were detected (Fig. 25e, 

Streptavidin), as expected from backtracking occurring in this context. No such cleaved 

transcripts were observed when NPOM was used to induce EC stalling (Fig. 25e, NPOM), 

suggesting that ECs do not backtrack upon encountering the NPOM roadblock. In both cases, 

GreB cleavage activity was found to occur on transcription initiation complexes (Fig. 25e, see 

backtracked initiation complexes), consistent with backtracking taking place within initiation 
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complexes. Thus, our results show that NPOM roadblocking does not induce ECs to undergo 

backtracking. Importantly, although these results show that NPOM and streptavidin produce 

different backtracking effects, further experiments are required to determine whether 

backtracking is either inhibited with NPOM or promoted with streptavidin. 

 

Figure 25. Characterization of NPOM as a transcriptional roadblock. 

(a) Schematic representation of the DNA template used for the characterization of 

NPOM as a transcriptional roadblock. Only the 3′ extremity of the template is 

shown. NPOM-dT has been incorporated on the template strand at the 90th 

position. Upon UVA exposure, NPOM is cleaved, thus yielding an unmodified 

dT. (b) In vitro transcription experiments performed in the absence (−) or    

presence (+) or NPOM. Transcription was allowed to proceed for indicated 

amounts of time. The full-length (FL) and roadblocked (RB) species are shown. 

(c) Mapping of NPOM-roadblocked transcripts using 3′-OMe RNA sequencing 

reactions. The 3′-OMe nucleotide is shown above each lane and the nucleotide 

sequence is shown on the left. (d) Transcription assays performed in presence of 

streptavidin and NPOM roadblocks that were treated without (−) and with (+) 
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Figure 25 (continued) washing steps. ECs were bound to Ni-NTA agarose beads 

for washing steps. Run-off transcription was used as a negative control. (e) 

NPOM-roadblocked and biotin/streptavidin-roadblocked ECs were subjected to 

GreB before and after UV irradiation. As a positive control, internal 

biotin/streptavidin roadblocked templates were used31. Roadblock (RB) and 

cleaved roadblock transcripts (cleaved RB) are shown on the left. The 

experiments were performed at least two times and variations were less than 5%. 

4.5.2. Removal of NPOM allows stalled RNAP to resume elongation. 

We next investigated the efficiency of UVA light to remove NPOM from the DNA template 

(Fig. 26a). We first performed a time-dependent exposure of NPOM-containing DNA templates 

to UVA light and subsequently used the resulting templates for in vitro transcription assays. As 

expected, while the presence of the NPOM roadblock is associated with strong RNAP stalling, 

UVA illumination of NPOM-containing DNA templates leads to the transcription of the full-

length RNA species (Fig. 26b). In particular, these results revealed that NPOM was removed 

from ~85% of DNA templates only after 8 min of UVA illumination (Fig. 26b). Control 

experiments performed in the absence of NPOM showed that transcription initiation complexes 

(EC14) exposed to UVA light for an identical time (8 min) resumed elongation very efficiently 

(~85%) (Figure S4). Together, these experiments suggest that UVA light efficiently removes 

NPOM from DNA templates while minimally perturbing elongation complexes. 

In addition to efficiently blocking elongating RNAP, it is crucial for NPOM to be readily 

removed by UVA even when engaged within roadblocked ECs. To investigate this, we prepared 

NPOM-stalled ECs and subjected them to UVA light to determine the efficiency of transcription 

elongation restart. In these assays, the removal of NPOM should allow ECs to resume elongation 

due to the presence of unincorporated NTPs in the reaction. UVA illumination of NPOM-stalled 

ECs revealed that a large proportion (~73%) of ECs resumed elongation (Fig. 26c), consistent 

with NPOM being efficiently removed from DNA even in the presence of stalled ECs. 
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The sequence specificity of transcription restart of NPOM-stalled ECs was next investigated 

using stepwise transcription reactions. In these experiments, NPOM-stalled ECs were passed 

through gel filtration columns to wash unincorporated NTP and were subsequently exposed to 

UVA light to remove the NPOM roadblock. Importantly, given that ECs are expected to stall at 

position G89, the addition of ATP allowed the incorporation of a single nucleotide, thus resulting 

in transcripts being extended at position A90 (Fig. 26d, ATP). However, no elongation was 

observed when using either UTP, CTP, or GTP (Fig. 26d). A longer transcript species was 

observed when adding a mixture of ATP and GTP, corresponding to position G92 (Fig. 26d). In 

all cases where transcription restart was monitored, elongation efficiencies reached ~50% (Fig. 

26d) suggesting that a fraction of ECs are not in an active conformation to restart elongation. 

Although more work is required to characterize this process, G50 columns used for washing 

steps during EC preparation may lead to a fraction of complexes not resuming transcription 

elongation. Thus, our data show that stalled ECs that are obtained following NPOM removal 

efficiently resume transcription elongation and are performed as expected from the template 

sequence. 

NPOM was also tested to determine its ability to roadblock the bacteriophage T7 RNAP during 

elongation. To do this, we produced DNA templates with and without NPOM and in which the 

T7 RNAP promoter was incorporated. Transcription reactions performed using the T7 RNAP 

showed that NPOM effectively blocks RNAP elongation (Fig. 26e, + NPOM). However, 

NPOM-removal using UVA illumination did not yield full-length transcripts (Fig. 26e, + UVA), 

which is in contrast to experiments performed using the E. coli RNAP (Fig. 26c). Our results 

suggest that although NPOM successfully blocks transcription elongation by the T7 RNAP, the 

UVA-dependent removal of NOMA does not allow ECs to resume transcription elongation. 

Additional work will be needed to determine whether stable T7 RNAP complexes are obtained 

through NPOM roadblocking or if such complexes are unstable. 

It was previously reported that NPOM could be used to modulate polymerase chain reaction 

reactions through the selective binding of NPOM-containing DNA primers41,50. To determine if 

NPOM could also be used to selectively control DNA polymerization through roadblocking, we 

performed primer extension assays using the Taq and Phusion DNA polymerases. Upon allowing 
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both DNA polymerases to extend a radioactively labeled DNA primer, we observed that the 

extension was blocked by NPOM in both cases (Fig. 26f), in agreement with previous findings47. 

Importantly, when removing NPOM using UVA, we found that both DNA polymerases resumed 

polymerization (Fig. 26f). These results suggest that the elongation process of Taq and Phusion 

DNA polymerases may be selectively controlled through NPOM roadblocking activity. Thus, 

our data show that NPOM can be employed to synchronize and monitor specific steps of 

coreplicational regulatory events such as G-quadruplex formation51.  
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Figure 26. NPOM removal allows transcription elongation to resume. 

(a) Transcriptional roadblocking by NPOM, followed by transcription restart upon 

UV irradiation. (b) NPOM-caged DNA templates were subjected to UV light (λ = 

365 nm) for increasing amounts of time, before transcription. (c) NPOM-

roadblocked ECs were subjected to UV light with NTPs still present in the 

reaction mixture. Production of the full-length transcript indicates that 

transcription resumes after NPOM cleavage. (d) NPOM-roadblocked templates 
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Figure 26 (continued) were purified on a G50 column and water (−) or ATP, 

UTP, CTP, GTP, ATP, and GTP or NTPs (50 μM) were added before ultraviolet 

irradiation. Transcription resumes after the addition of ATP, but not UTP, CTP, or 

GTP. When ATP was present (A, AG, and NTP), ultraviolet exposition allowed 

transcription to resume up to positions A90, G92, and U97, respectively. (e) 

NPOM efficiently blocks transcription by the T7 RNAP, but does not allow restart 

upon UV irradiation. Transcription was performed using a template containing the 

T7 promoter, and a GCG upstream of the 5′ GUU. (f) NPOM efficiently blocks 

replication by the Taq and Pfu DNAPs. NPOM cleavage by UV irradiation allows 

elongation to resume. NPOM removal was performed in the presence of 

nucleotides for panels (c–f). The experiments were performed at least two times 

and variations were less than 10%. 

4.5.3. Use of NPOM to study the his pause half-life. 

To demonstrate the use of NPOM to monitor transcriptional pausing and the associated half-life, 

NPOM was employed to study the well-characterized his pause52. The his pause is a non-

backtracked pause that is stabilized through interactions occurring between RNAP and the 

nascent RNA hairpin, which is constituted by five base pairs and a loop of eight nucleotides (Fig. 

27a)53. The his pause was also shown to be increased through the hairpin by the elongation factor 

NusA10,52–57.  

We designed templates for in vitro transcription reactions allowing to produce the first 132 

nucleotides of the his transcript in which the pause site is located at position U102 (Fig. 27a, 

full-length). We also constructed a minimal template not containing most of the sequence located 

upstream of the his RNA hairpin (Fig. 27a, minimal length). We first monitored the kinetics of 

transcription elongation in the absence of NPOM in the context of the full-length construct. In 

these experiments, we first generated EC20 complexes by omitting UTP in the transcription 

reactions. Following a washing step, we then added NTPs and monitored transcription elongation 

at different time points (Figure S5). We observed that the his pause exhibited an apparent half-

life of 37 ± 5 s (Fig. 27b and Tableau S6), which is similar to previous data29,52. To allow 
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elongating complexes to stall at the his pause site (U102), we next prepared a G103A mutant 

DNA template to incorporate NPOM. No significant effect of the G103A mutation was observed 

on the apparent half-life (44 ± 2 s) when compared to the wild-type sequence (Tableau S6). 

Control transcription reactions showed that the NPOM-containing template efficiently stalled EC 

(Figure S6), consistent with the presence of NPOM. However, following UVA light exposure, 

high yield of full length transcripts was observed as expected from the removal of NPOM. Using 

this technique to synchronize EC at the his pause site, we monitored EC escaping from the his 

pause upon adding NTP. We observed that released EC exhibited a shorter pause half-life (12 ± 

1 s) (Fig. 27b, d and Tableau S6), which is ~3.5-fold lower than the half-life measured using the 

non-NPOM template (Fig. 27b). We reasoned that the shorter pause half-life was caused by the 

NPOM synchronization of ECs at the his pause site, thereby resulting in the half-life strictly 

representing pause escape (Fig. 27b). This is in contrast to transcription reactions performed 

without NPOM where incoming asynchronous ECs may continuously populate the his pause site 

during half-life measurement, most likely resulting in a larger value (44 ± 2 s) not representing 

the intrinsic pause half-life.  



  

 103 

 

Figure 27. EC synchronization at the pause site using NPOM allows observation of the 

his pause. 

(a) The different templates that were used allowed transcription of the entire his 

transcript (Full length, FL) or only a small section containing the pause hairpin 

(Minimal length, ML). (b) Observed half-life values of the his pause using the 

various constructs in the absence of NusA. The average values of independent 

experiments with standard deviations (SD) are shown. (c) Observed half-life 

values of the his pause using the various constructs in the presence of NusA. (d) 

Transcription kinetics experiment using the full-length (FL) his template with ECs 

synchronized at the his pause using a NPOM roadblock. (e) Transcription kinetics 

experiment using the minimal length (ML) his template with ECs synchronized at 

the his pause using a NPOM roadblock. The pause site and full-length species are 

shown. NPOM removal was performed in the absence of NTPs for panels (d, e). 

The experiments were performed at least two times and variations were less than 

10%. 
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Using our approach to synchronize EC at the his pause site through NPOM, we next assessed the 

importance of the his hairpin for the pause half-life by disrupting the hairpin structure through 

mutations (Fig. 27a, see insert)52. Transcription kinetics experiments showed that the first time 

point already contained a near maximal amount of full-length transcripts (Figure S7), suggesting 

that the pause is severely affected when the hairpin is mutated. These results indicate that ECs 

escaping the pause site after NPOM removal are still regulated by the hairpin-stimulated his 

pause, which is in good agreement with previous results53. 

According to our data, reducing the upstream sequence of the his pause site should decrease the 

proportion of upstream asynchronous incoming EC, which is expected to reduce the apparent 

half-life. In agreement with this, transcription reactions of templates harboring a smaller 

transcript (Fig. 27a, minimal length, ML) yielded a shorter apparent pause half-life of 13 ± 1 s 

(Fig. 27b, e). Interestingly, a nearly identical value (12 ± 2 s) was obtained using an NPOM-

containing minimal length construct (Fig. 27b, e and Tableau S6). These results are in 

agreement with the idea that asynchronous ECs do not artificially increase the his pause half-life 

in the smaller construct. Since the half-lives calculated for the full-length and minimal constructs 

are determined using different initially halted complexes (EC20 vs EC102), it is possible that the 

respective rate of escape of these complexes may contribute to some extent to the observed 

differences in pause half-life.  
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4.5.4. Use of NPOM to investigate the role of NusA. 

We next employed our approach to study the influence of NusA on ECs escaping the his pause 

site52,57,58. When transcribing the full-length his transcript in the presence of NusA, we measured 

an apparent half-life of 127 ± 5 s (Fig. 27c and Tableau S6). This result indicates that NusA is 

increasing by ~3.5-fold the his pause half-life, as previously reported29,52. Using NPOM-

containing templates, we allowed ECs to restart from the his pause site in the presence of NusA 

and obtained a half-life of 44 ± 5 s (Fig. 27c and Tableau S6). When comparing to the value 

obtained without NusA (12 ± 1 s) (Tableau S6), it suggests that NusA binding to ECs 

specifically slows pause escape by ~3.6-fold. Our data are in good agreement with a previous 

study using reconstituted nucleic acid scaffolds where NusA was found to affect EC pause 

escape29. Thus, our results show that NPOM may be used to directly monitor the effects of NusA 

on pause escape without interference from asynchronous elongations. 

It has been previously reported that NusA may contact RNA upstream of the nut hairpin59, likely 

through its extended RNA binding surface60. To investigate whether the upstream RNA sequence 

of the his pause is important for NusA-dependent pause escape, we next used the NPOM 

approach to monitor transcription reactions using the minimal length template. In the presence of 

NusA, we determined half-lives of 20 ± 2 and 18 ± 2 s (Fig. 27c) using templates without and 

with NPOM, respectively, which represents a half-life increase of ~1.5-fold compared to values 

obtained in the absence of NusA (Fig. 27b). Thus, in the context of NPOM templates where only 

the his pause escape is monitored because NusA had a larger effect on full-length (~3.6-fold) vs 

minimal length (~1.5-fold), it suggests that NusA modulates the pause half-life at least partly by 

interacting with upstream RNA sequence. This is consistent with the NusA positively charged 

flank, which constitutes an RNA binding surface allowing continuous scan for regulatory 

structures61. 
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4.5.5. Study of transcriptional pausing within a multiple consecutive pause sites region. 

Several complex biological systems contain consecutive pause sites9,10,12,28. One such system is 

found in the E. coli thiC 5′ untranslated region, which contains a riboswitch domain regulating 

the expression of proteins involved in TPP biosynthesis62. In the riboswitch, three consecutive 

pauses have been observed at positions A138, C158, and C18712,63, the latter acting as a 

regulatory checkpoint for gene expression12. In such a complex regulatory system, it is possible 

that EC escaping the A138 pause may enter the downstream C158 pause, which would 

artificially increase the observed half-life of the pause C158 (Fig. 28a, top panel). We recently 

showed through mutational analysis that the half-life of the A138 pause is decreased when 

preventing the formation of an upstream hairpin structure (Figure S8a)28. Unexpectedly, it was 

observed that the A138 hairpin mutant also decreased the apparent half-life of the C158 pause28. 

These results could indicate that the C158 pause half-life is decreased due to faster incoming of 

upstream ECs that are escaping from the weaker A138 pause site (Fig. 28a, middle panel).  

To investigate how the A138 hairpin modulates the half-life of the C158 pause, we employed the 

NPOM approach to specifically monitor the rate of C158 pause escape. We first designed 

templates to transcribe a section of the thiC riboswitch encompassing the A138 hairpin and both 

A138 and C158 pause sites. Sequencing transcription reactions revealed that both pause sites 

were preserved in the context of this construct (Figure S8b). We determined that the apparent 

pause half-lives of A138 and C158 were of 14 ± 3 and 26 ± 7 s, respectively (Tableau S6), 

consistent with previously obtained data using the full-length riboswitch28. To synchronize 

transcription complexes at the C158 pause, we next verified that the use of a G159A variant 

required for NPOM attachment did not affect transcriptional pausing at positions A138 and C158 

(16 ± 2 and 27 ± 2 s, respectively) (Tableau S6). Lastly, we also engineered a disrupted A138 

hairpin construct and assessed both pause half-lives, which yielded values of 8 ± 1 and 16 ± 4 s 

for A138 and C158, respectively. Thus, our results indicate that the disruption of the A138 

hairpin decreased the half-lives of both A138 and C158 pauses, as previously observed in the 

context of the full-length riboswitch28. 
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We next prepared a similar template in which NPOM was incorporated at the position G159A to 

synchronize ECs at the C158 pause site (Fig. 28a, bottom panel). Control experiments showed 

that while NPOM-containing DNA templates efficiently cause roadblocking, the use of UVA 

light resulted in the transcription of the full-length species (Figure S6c). Using the NPOM 

template to synchronize ECs at the C158 pause site, we next monitored pause escape by adding 

NTP and determined a pause half-life corresponding to 16 ± 3 s (Fig. 28b and Tableau S6). 

Strikingly, when performing a similar experiment in the context of a A138 hairpin mutant, we 

determined that the C158 pause half-life corresponded to a value of 18 ± 3 s (Fig. 28b, c and 

Tableau S6). This value is very similar to what observed using the wild-type A138 hairpin 

construct (16 ± 3 s), suggesting that the stability of the A138 hairpin does not modulate the rate 

of C158 pause escape. Together, our data indicate that the use of NPOM may allow us to remove 

the indirect effect of the A138 hairpin on the C158 pause half-life28. 

The results obtained here clearly suggest that the apparent dwell time of RNAP at the C158 

pause site depends on ECs escaping both A138 and C158 pauses. In such a situation, it is 

possible to estimate the half-life of the C158 pause by performing numerical analysis using a 

two-step kinetic model. Using our data obtained in the absence of NPOM, we used the equation 

of Bateman to calculate the half-life of the C158 pause using a two-step kinetic model taking into 

account incoming ECs (see “Methods”). When performing these calculations using the wildtype 

and the A138 hairpin mutant, we found that the C158 pause half-life was not significantly 

changed (16 ± 4 s and 15 ± 5 s, respectively). Thus, these results support our NPOM data 

suggesting that the apparent half-life of the C158 pause is modulated by incoming ECs from the 

A138 pause, which are modulated by the integrity of the A138 hairpin structure. 
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Figure 28. Application of NPOM for the study of the C158 pause in the E. coli thiC 

riboswitch. 

(a) The thiC riboswitch contains two consecutive transcriptional pauses. Due to its 

upstream location, ECs escaping the A138 pause may artificially increase the half-

life of the C158 pause. In the context of a A138 hairpin mutant, ECs escape the 

A138 pause at a faster rate, therefore artificially decreasing the C158 pause half-

life. Using an NPOM-containing template to synchronize EC at the C158 pause 

site, the measured C158 pause half-life is expected to strictly represent the rate of 
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Figure 28 (continued) pause escape, which should not be affected by the half-life 

of the A138 pause. (b) Observed half-life values of pauses A138 and C158 in the 

context of the wild-type and mutant hairpin constructs. Experiments were 

performed with and without NPOM when monitoring the C158 pause. The 

average values of independent experiments with standard deviations are shown. 

(c) Transcription kinetics experiment monitoring the half-life of the C158 pause in 

the context of the hairpin mutant. ECs were synchronized at the C158 pause site 

using a NPOM roadblock. NPOM removal was performed in the absence of 

NTPs. The experiments were performed at least two times and variations were 

less than 10%. 

4.6 DISCUSSION 

Numerous factors such as incoming elongation complexes and the rate of pause escape may 

influence the calculated half-life obtained from traditional transcription kinetics experiments. 

Half-life measurements rely on the prior synchronization of EC upstream to the pause site by 

omitting a nucleotide from the transcription reaction, thus resulting in halted elongation 

complexes. This is important to minimize the upstream continued arrival of complexes at the 

pause site, which could introduce errors in calculating the rate of pause escape and pause half-

life23. Nucleic acid scaffolds and artificially stalled complexes have been routinely used to 

synchronize EC upstream of pause sites and both approaches are expected to yield relevant data 

when using relatively short transcribed templates. However, in transcribed regions spanning 

several hundreds of nucleotides and containing multiple consecutive pause sites—as observed in 

biologically complex systems6,12,64,65—it may be practically impossible to accurately determine 

the pause half-life when using conventional approaches due to ECs asynchronization. In 

principle, although it could be attractive to remove upstream RNA stretches and/or extraneous 

pause sites to obtain better EC synchronization, this would result in non-native transcripts being 

produced, therefore potentially overlooking the influence of upstream RNA in the transcription 

assays. Furthermore, the removal of upstream pause sites could induce misfolded RNA as 

previously observed in ribozymes and riboswitches1. Importantly, even when not altering the 

transcribed region of interest, prior experimental evidence suggests that transcriptional 
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asynchronization occurs in presence of at least two consecutive pauses, which leads to a biased 

interpretation of a hairpin-dependent pause site in the thiC riboswitch28. It is expected that 

biological systems relying on more pause sites for regulating gene expression will be even more 

complex to study using conventional approaches. 

Several chemical roadblocks have been developed to biochemically characterize specific nascent 

RNA molecules12,33,36,66,67. Notably, the lac repressor was also employed to specifically block 

elongating transcription complexes at specific sites in vivo67. Importantly, because such 

techniques are compatible with multi-subunits RNA polymerases such as bacterial RNAPs, they 

allow to study correctly folded bacterial nascent transcripts. However, due to the intrinsic 

properties of these roadblock systems, it is unpractical to remove the roadblock and to release 

stalled ECs without disrupting nascent RNA-protein and RNA–RNA contacts. The recently 

obtained dCas9 roadblock provides a significant advance toward this goal as it enables the 

independent control of multiple ECs through guide RNAs35. In contrast, although NPOM 

roadblocking system described here may only be used to study a single pause at a time, it allows 

to minimally alter the pause site sequence. This feature is mostly possible due to the fact that 

NPOM can be cleaved from dT following UVA exposure, which is a non-invasive technique that 

is routinely used to control biological processes42,43,50. Furthermore, we show here that NPOM 

may also be used as a roadblock for Taq and Phusion DNAPs. 

NPOM-dependent synchronization of ECs at a pause site may allow to directly monitor pause 

escape and to accurately assess the associated half-life. The use of NPOM in the study of the his 

pause is in agreement with a previous study showing that the rate of pause escape is both 

influenced by the upstream hairpin and the interaction with NusA29. Interestingly, our results 

revealed that the full-length template showed an increased pause half-life compared to the 

minimal length in the absence of NPOM synchronization (Fig. 27b). These results suggest that 

the increased half-life obtained with the full-length template is probably due to the presence of 

asynchronous incoming EC populating the his pause, a feature that is most likely less occurring 

in the minimal length template. NPOM-containing templates are complementary to nucleic acids 

scaffolds as they can allow to block elongating RNAP at virtually any site along a DNA template 

which thus can be used to study the influence of upstream RNA sequences on pause escape. A 
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recent example of transcriptional pausing was found in the E. coli thiC riboswitch where a 

crucial pause site is located at position C187 in the 5′ UTR12. Although it was found in that study 

that the pause half-life is affected by the riboswitch-ligand interaction, the sequence and 

structural requirements for transcriptional pausing are still under investigation (Hien, Nadon, and 

Lafontaine, in preparation) and may require a long RNA stretch upstream of the pause site in the 

ligand-free form. NPOM-containing templates will be instrumental in characterizing 

transcriptional pausing mechanisms relying on complex upstream RNA structures such as those 

found in bacterial riboswitches and ribozymes1. 

In our study, NPOM was also employed to investigate two consecutive pause sites (A138 and 

C158) of the thiC riboswitch12,28. We previously observed that mutations introduced in the A138 

hairpin affected the half-life of both A138 and C158 pauses28. The influence of the A138 hairpin 

on the C158 pause half-life could not readily be explained by a direct effect from the RNA 

structure, which therefore prompted us to investigate the cause of the C158 pause half-life 

variation. Using NPOM-containing templates, our results clearly indicated that the 

destabilization of the A138 hairpin does not influence the rate of C158 pause escape (Fig. 28b). 

Because the calculated C158 pause half-life is decreased in the mutant A138 hairpin without 

NPOM (Fig. 28b), it strongly suggests that asynchronous ECs escaping the A138 pause site 

affects the determined half-life of the C158 pause (Fig. 28a, upper panel). As a result, when 

employing conventional approaches not relying on NPOM synchronization, it suggests that the 

calculated half-life of the C158 pause does not represent the actual pause half-life that strictly 

depends on the rate of pause escape28 (Fig. 28b). Due to the prevalence of transcriptional pause 

sites recently identified6,64,65, our study suggests that NPOM could be used to characterize the 

transcriptional regulation of bacterial mRNAs. 

Based on our findings, NPOM constitutes a powerful tool to study transcriptional complexes at 

virtually any locations on a DNA template. Compared to other EC synchronization methods, 

NPOM is a unique transcriptional roadblock as it can be removed using conditions compatible 

with co-transcriptional studies. Importantly, in contrast to other approaches relying on 

conventional DNA templates, the use of NPOM-containing templates allows to monitor specific 

properties of ECs restarting from a given position along the DNA template. For example, NPOM 
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could be used in a vast array of biochemical assays requiring the use of stable ECs, such as 

single-molecule fluorescence, RNA-protein cross-linking, and cryo-electron microscopy studies. 

Furthermore, although stepwise transcription reaction could in principle be used to specifically 

position RNAP at any site, the loss of material at each step precludes its use to study pause sites 

located remotely from the TSS (~75 nt). The incorporation of NPOM may be performed by 

inserting a single point mutation in case no dT is present at the desired location. It is possible that 

such a single point mutation may alter the half-life or pause efficiency and control experiments 

are required to avoid such a situation. Alternatively, it is possible to insert NPOM at a naturally 

occurring dT residue and to perform stepwise transcription to position the RNAP at the 

downstream pause site to be studied. Our study also indicates that although NPOM can be used 

to prevent elongation for a variety of polymerases, NPOM removal does not always allow to 

resume elongation as observed for the T7 RNAP. Further studies will be required to specifically 

address the interaction between T7 RNAP and NPOM, which could either result in ECs being 

unstable or blocked in an inactive conformation. 

4.7 METHODS 

4.7.1. Simulation of transcriptional pause half-life 

The analysis of transcriptional pausing may be achieved by fitting the fraction of escaping ECs 

using single or multiple exponential decays1–3. It is expected that ECs transiting via a unique 

transcriptional pause are characterized using a single kinetic constant, which is dictated by the 

strength of the pause. However, in the case where upstream pause sites are also present, it is 

likely that multiple kinetic constants are involved, due to asynchronous transcription elongation, 

which could affect the apparent half-life obtained using single-exponential decay. To 

demonstrate this aspect, we provide here a theoretical example showing that variations in the rate 

of incoming EC may affect the apparent rate of downstream pause sites obtained when fitting the 

data with a single-exponential decay. 

For a single transcriptional pause in which there is no incoming RNAPs, the number of RNAPs 

follows an exponential decay that can be calculated using: 
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                                                                                   𝑁(𝑡) = 𝑁0𝑒−𝜆𝑡                                                              é𝑞. 4.1 

where N(t) is the number of paused RNAP molecules, N0 is the initial population, λ is the decay 

constant (relative to the half-life (t1/2), λ = ln2/t1/2) and t is time. 

The rate of decay is proportional to the population and is given by: 

                                                                             
𝑑𝑁

𝑑𝑡
=  −𝜆𝑁                                                                 é𝑞. 4.2 

In a context where a second transcriptional pause (PB) is located downstream of the first (PA), its 

decay will also follow an exponential decay. 

                                                                     
𝑑𝑁𝐵𝐷𝑒𝑐𝑎𝑦

𝑑𝑡
=  −𝜆𝐵𝑁𝐵                                                         é𝑞. 4.3 

However, since RNAPs are escaping PA and feeding the PB population, the rate of PB formation 

is given by: 

                                                                    
𝑑𝑁𝐵𝐹𝑜𝑟𝑚𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛

𝑑𝑡
=  𝜆𝐴𝑁𝐴                                                       é𝑞. 4.4 

Hence, the rate of total variation of PB is given by: 

                                                       
𝑑𝑁𝐵

𝑑𝑡
=  

𝑑𝑁𝐵𝐹𝑜𝑟𝑚𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛

𝑑𝑡
+ 

𝑑𝑁𝐵𝐷𝑒𝑐𝑎𝑦

𝑑𝑡
                                            é𝑞. 4.5 

                                                                   
𝑑𝑁𝐵

𝑑𝑡
=  𝜆𝐴𝑁𝐴 − 𝜆𝐵𝑁𝐵                                                         é𝑞. 4.6 

An analytical solution to this equation can be given as: 
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                                                         𝑁𝐵 =
𝜆𝐴

𝜆𝐵 − 𝜆𝐴
 𝑁𝐴0

(𝑒−𝜆𝐴𝑡 − 𝑒−𝜆𝐵𝑡)                                          é𝑞. 4.7 

This solution corresponds to the Bateman’s equation. Using this formula and simulating two 

pauses (PA (t1/2 = 0.1, 1, 10 or 30 s) and PB (t1/2 = 5 s), and try to fit the population of PB with a 

single exponential decay, we find that, even though the half-life (t1/2) of PB is fixed at 5 s, its 

apparent value is of 5.0, 5.6, 13.7 and 41.1 s for a PA half-life of 0.1, 1, 10, and 30 s, 

respectively.  Our simulations are based on the assumption that the efficiency of both pause sites 

is 100%. 

4.7.2. Calculations of thiC C158 pause half-life using a two-step kinetic model 

Using GraphPad Prism, the A138 population (N(t)) was first fit with a single-exponential decay 

to obtain the values of λA138, NA138(0) and the Plateau of the function. 

                                            𝑁𝐴138(𝑡) = (𝑁𝐴138(0) − 𝑃𝑙𝑎𝑡𝑒𝑎𝑢) ∗ 𝑒−𝜆𝐴138∗𝑡                                   é𝑞. 4.8 

To calculate λC158, we used Bateman’s equation using C158 population (NC158(t)), the initial 

A138 population (NA138(0) - Plateau) and λA138, the last two obtained via the previous fitting of 

A138 population to a single exponential decay. Using a C++ program, the Bateman’s equation 

was solved by the iteration method. The program is using values of NA138(0), λA138, and an array 

of values of NC158(t). After multiple iterative calculations allowing to reach a specified accuracy 

of 10−6, the program obtains an array of λC158 values which are then averaged and converted to 

half-live values.  
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4.7.3. DNA templates preparation by primer extension and polymerase chain reaction (PCR) 

Primer extensions were performed in Tris-HCl pH 8.8 (20 mM), MgCl2 (3 mM) and KCl (100 

mM) when using the EasyTaq DNA polymerase and Tris-HCl pH 8.8 (20 mM), ammonium 

sulfate (10 mM), KCl (10 mM), Triton X-100 (1%), MgSO4 (2 mM) and BSA (100 μg/mL) 

when using the Pfu DNA polymerase. The reaction was performed by adding dNTPs (200 μM), 

the forward template (500 nM), the reverse primer (500 nM), and EasyTaq or Pfu DNA 

Polymerase (0.05 U/μL, Transgen Biotech), in a total volume of 600 μL. The temperatures used 

were: 95 °C for 2 min, 2 cycles (95 °C for 30 s, 58 °C for 30 s, 72 °C for 1 min), 72 °C for 5 min. 

Polymerase chain reactions were performed like primer extensions, with the addition of E. coli 

genomic DNA (10 μg/mL) in the reaction, which underwent 30 cycles instead of 2. 

4.7.4. Purification of transcriptional complexes using Ni-NTA agarose beads 

10μL of Qiagen Ni-NTA Agarose beads washed thrice with transcription buffer were added to 

the transcription reaction, which was then incubated at 37 °C for 10 min. The beads bound to the 

transcription complexes via the E. coli RNAP histidine tag were then washed twice with 1 mL of 

solution containing MgCl2 (10 mM), KCl (700 mM), and Tris (pH 8.0, 40 mM) and twice with 

1mL of transcription buffer. 

4.7.5. GreB cleavage assay 

5 μL of pT7A1-tbpA-21-92(85-NPOM) or pT7A1-tbpA-21-92(85-biotin) DNA were mixed with 1 

μL (18 pmol) of HIS-tagged core RNAP with 0.25 μL (2.5 μg) σ70 in 20 μL of TB50 (40 mM 

Tris-HCl pH 8.0; 10mM MgCl2; 50mM NaCl). Samples were incubated for 5 min at 37 °C. AUC 

RNA primer (10 μM) plus ATP and GTP (25 μM) were then added to the reaction. Incubation 

was continued at 37 °C for 5 min. Samples were transferred to 20 μL Co2+ NTA beads with 

heparin 1.5 mg/ml and shaken 5 min at 22 °C. A volume of 2 μL of [α-32P] CTP was next added 

the reaction was incubated for 5 min at 22 °C. Samples were washed twice with 1 mL of TB1000 

(40 mM Tris-HCl pH 8.0; 10 mM MgCl2; 1 M NaCl, 0.003% Igepal-60) and twice with 1 mL of 

TB100 (40 mM Tris-HCl pH 8.0; 10 mM MgCl2; 100 mM NaCl, 0.003% Igepal-60). Samples 
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were chased for 2 min by 1 mM NTPs and washed with 1 mL of TB100 4 times. One 10 μL 

aliquot from each experiment (out of 90 μL) was quenched by 10 μL of SB (1X TBE, 20 mM 

EDTA; 8 M Urea, 0.025% xylene cyanol, 0.025% bromophenol blue). Samples were split into 

50 and 120 μL aliquots each bigger one from each set was transferred into a 96 wells plate in six 

20 μL parts. The plate was irradiated at 22 °C in a Strato-Linker at 365 nm, 200 J/cm for 5 min, 

then samples were transferred back into Eppendorf tubes and spun down, giving a volume of ~50 

μL. One 10 μL aliquot was taken from both parts and chased by 1mM NTPs in the presence of 

1.5 mg/mL heparin for 5 min at 22 °C, then quenched by 10 mL of SB. The rest were treated by 

300 nM, 1 μM, or 3 μM GreB for 5 min at 37 °C before quenching as above. The samples were 

heated for 5 min at 100 °C in a dry bath and loaded at 10% (20 × 20 cm) (19:1) polyacrylamide 

gel with 7 M Urea and 1X TBE. The gel was run 30 min at 50 W. The gel was exposed at 

phosphor screen overnight. 

4.7.6. Mapping by 3′-OMe-NTP incorporation 

Synchronized halted complexes were prepared as described in E. coli RNAP transcription 

reactions, but using half the quantity of DNA template, σ70 and E. coli RNAP. The complexes 

were purified using G-50 resin. The solution was split in 4 × 10 μL, and 10 μL of 3′-OMe NTP 

solution (either 3′-OMe-ATP (200 μM), 3′-OMe-UTP (50 μM), 3′-OMe-CTP (200 μM) or 3′-

OMe-GTP (100 μM), NTP (100 μM), and heparin (0.45 mg/mL), in transcription buffer) was 

added. The reaction was allowed to proceed for 10 min at 37 °C, before adding 20 μL of stop 

solution. 

4.7.7. T7 RNAP transcription reactions 

The T7 RNAP was obtained at the Plateforme de purification des protéines (Université de 

Sherbrooke). The purification procedure was done accordingly to a previous study4. 

Transcription reactions were done in a buffer containing 40 mM Tris-HCl pH 7.5, 15 mM 

MgCl2, 5 mM DTT and 2 mM spermidine. Transcription complex formation was carried using 

350 nM DNA template, 25 μM CTP/GTP, 0.185 MBq [α-32P] UTP and 350 nM T7 RNAP (in a 

total of 10 μL) at 37 °C for 2 min. Transcription elongation was then allowed by incubation with 
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5 mM ATP, 1.25 mM UTP, 5 mM CTP, 5 mM GTP and 4.5 mg/mL heparin (in a total of 20 μL) 

at 37 °C for 10 min. Reactions were stopped using at least twice the volume of stop solution. 

4.7.8. GreB factor 

For purification of the GreB protein Bl21 (DE3) cells carrying pET45 GreB- 6XHIS (cloned 

between XhoI and NcoI) plasmid were grown from a single colony overnight at 37 °C with 

shaking in 10 mL of LB broth and 0.1 mg/ml carbenicillin. Next day 2 L of LB broth were 

inoculated with overnight culture and grown at 37 °C with shaking till OD600 = 0.5. GreB 

expression was induced by addition of 1 mM IPTG for 2 h and cells were harvested 10 min at 

5000 g. Resulting cell paste was re-suspended in 40 mL of the lysis buffer (GLB) [50 mM Tris-

HCl pH 7.0, 1.2 M NaCl, 5% glycerol, 1 mM 2-mercaptoethanol (ME)] with Complete EDTA-

free protease-inhibitor cocktail (Roche), 0.1% Tween 20 and 1 mg per milliliter lysozyme. The 

resulting mix was incubated 1 h at +4 °C with stirring and sonicated at maximum output for 10 

min on ice to complete cell lysis. The lysate was cleared by centrifugation (27,000 × g, 30 min at 

+4 °C). The cleared lysate was mixed with 10 mL of Co2+–NTA agarose (Invitrogen) slurry in 

GLB buffer and incubated with rotation for 30 min at +4 °C. The slurry was poured into a single-

use gravity-flow column and drained. The column was washed with 100 mL of GLB buffer and 

50 mL of the same buffer with 10 mM imidazole. Elution was carried out with 50 mL of GLB 

buffer with 500 mM imidazole. Eluate was concentrated to approximately 3 ml using an Amicon 

Ultra-15 3000 MW filter-device and loaded onto a HiLoad Superdex 75 16/60 column (GE 

Healthcare) using an AKTA Purifier system (GE Healthcare) at 0.5 ml per minute. The column 

was washed with high salt GF buffer [10 mM Tris-HCl pH 7.9, 1M NaCl, 2 mM dithiothreitol 

(DTT)]. The resulting peak of GreB protein was concentrated as above, diluted twice with 100% 

glycerol, flash-frozen in liquid nitrogen, and kept at −80 °C for storage. 

4.7.9. E. coli RNAP transcription reactions 

The E. coli RNAP, E. coli σ70 and E. coli NusA factors were obtained at the Plateforme de 

purification des protéines (Université de Sherbrooke). The purification procedures were done 

accordingly to previous studies68,69. Transcription reactions were done in a buffer containing 



  

 118 

Tris-HCl pH 8.0 (20 mM), MgCl2 (20 mM), NaCl (20 mM) and EDTA pH 8.0 (100 μM). 

Transcription complex formation was performed using the appropriate DNA template (400 nM), 

σ70 (400 nM), and E. coli RNAP (200 nM) in a total of 10 μL at 37 °C for 5 min. Transcription 

initiation was then allowed by adding a combination (described in Tableau S7) of initiator di- or 

trinucleotide (10 μM), a subset of two nucleoside triphosphates (2.5 μM), and a radiolabeled 

nucleoside triphosphate (0.3 μCi/μL), letting the reaction proceed for 8 min at 37 °C, yielding 

synchronized halted complexes. Transcription elongation was then performed by adding NTPs (1 

mM), heparin (0.45 mg/mL) and, when present, NusA (50 nM) in a total volume of 20 μL. The 

mixture was then left to react at 37 °C for 5 min, before adding twice its volume of stop solution 

(95% formamide, 20 mM EDTA (pH 8.0), and 0.4% SDS, bromophenol blue and xylene 

cyanol). The DNA templates used in this study are shown in Tableau S8 and the required DNA 

oligonucleotides are presented in Tableau S9. Oligonucleotides bearing an NPOM-bearing 

nucleotide were ordered from IDT (4 nmol, standard desalting). 

4.7.10. Purification of transcriptional complexes G-50 resin 

Purification columns were prepared by adding 500 μL of G-50 slurry (2.13 g illustra™ 

Sephadex™ G-50 Fine DNA Grade resin, Tris (pH 8.0, 10 mM), and EDTA (1 mM, pH 8.0) in a 

total volume of 40 mL, kept at least 3 h at rt) to an empty Micro Bio-Spin™ Column (Bio-Rad). 

The column was centrifuged at 600 × g for 1 min and washed with 100 μL of transcription buffer 

(centrifuge at 600 × g for 1 min) before adding 20 μL or more of the transcription reaction (using 

transcription buffer if the volume was too small) to the column. Elution was done by centrifuging 

at 600 × g for 1 min. 

4.7.11. NPOM cleavage by UVA irradiation 

Transcription reactions were performed using NPOM-containing DNA templates to obtain 

roadblocked ECs. These complexes (50 μL reaction) were irradiated using a handheld UV lamp 

(Fisher Scientific) set at 365 nm (8 W). Roadblocked ECs were put in a 96 wells plate and 

irradiation was performed by directly positioning the lamp on the top of the plate at room 

temperature for 8 min. In such as setup, the lamp is positioned < 3 cm from the irradiated 
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samples and where indicated, different exposure times were used. The UV tube used in these 

assays corresponds to the model UVP 34000601 (Fisher Scientific). 

4.7.12. Transcription kinetics experiments 

Synchronized complexes halted either after a first step of transcription (NPOM-less templates) or 

at the position -1 from NPOM (NPOM templates) were prepared as described in E. coli RNAP 

transcription reactions. The volume of reaction mixtures was increased to 40 μL using 1X 

transcription buffer, and the complexes were then purified using either G-50 resin (NPOM-less 

templates) or Ni-NTA agarose beads (NPOM templates). When applicable, NPOM was cleaved 

following NPOM cleavage by UVA irradiation. Transcription elongation was restarted by adding 

NTPs (150 μM ATP, UTP and CTP, and 10 μM GTP for his templates, 150 μM UTP, CTP and 

GTP, and 10 μM ATP for his G103A and his NPOM templates, or 25 μM for thiC templates) 

and heparin (0,45mg/mL) in a total volume of 80 μL. Aliquots of 4 μL were taken at the 

indicated time intervals and added to 8 μL of stop solution. When Ni-NTA agarose beads were 

used, the beads were resuspended quickly before each aliquot was taken. After the last time 

point, 1 mM NTP were added and transcription reactions were chased for 5 min. 

4.7.13. Roadblocking and restarting DNA polymerization by the Taq and Phusion DNAPs 

The 3257 JG primer (40 pmol) was radiolabeled using the T4 polynucleotide kinase (New 

England Biolabs) and [γ-32P]-ATP, then purified using a G-50 column on the reaction, the 

volume of which has been raised to 50 μL prior to purification. The radiolabeled primer (4 pmol) 

was then added to a reaction mixture containing pLacUV5-tbpA(+5)-92 or pLacUV5-tbpA(+5)-

92(85-NPOM) DNA template (1 pmol), dNTPs (200 μM) and EasyTaq or Pfu DNA Polymerase 

(0.05 U/μL, Transgen Biotech), in 100 μL of the appropriate buffer. The reaction mixtures were 

subjected to a temperature of 95 °C for 2min 30 s, 58 °C for 5min and 72 °C for 5min. Where 

relevant, NPOM was then cleaved following NPOM cleavage by UVA irradiation. The reactions 

were stopped by adding the stop solution (200 μL). 
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4.8 DATA AVAILABILITY 

The source data underlying Figs. 27 and 28 are provided as a source data file. Other data are 

available in the Supplementary Information and from the corresponding author upon reasonable 

request. 
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SUPPLEMENTARY INFORMATION

  

Figure S2. In vitro transcription reactions performed using the Escherichia coli tbpa 

riboswitch. 

(a) Schematic representing the formation of EC9 (top) and EC14 (bottom). While EC9 is 

produced using the wild-type riboswitch, EC14 is obtained by incorporating five nucleotides 

within the sequence (indicated in red). For both EC9 and EC14, transcription reactions are 

performed using GUU, ATP, UTP and CTP. The omission of GTP does not allow RNAP to 

incorporate guanosine (indicated in light gray).  

(b) Transcription reactions using the natural sequence (WT) and the 5- nucleotide extension 

(WT +5). EC9 and EC14 were obtained by adding GUU, ATP, [α-32P] UTP and CTP. The full 

length (FL) was obtained by purifying EC9 or EC14 using G50 columns and by adding 1 mM 

of NTP. The production of EC9 appears to produce more abortive transcripts that do not 

restart upon NTP addition, compared to EC14 (compare EC to FL products for both WT and 

WT +5 constructs). The experiments were performed at least two times and variations were 

less than 10%.  
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Figure S3. Preparation of the NPOM DNA template.  

(a) Schematic of the primer extension approach used to prepare the NPOM tbpA DNA 

template. A reverse oligonucleotide containing an NPOM-caged dT at the 8th position was 

used as a primer to allow extension by the Taq DNA polymerase. The forward full-length 

single strand ultramer (146 nucleotides) was used as a template.  

(b) Agarose gel (4%) stained with ethidium bromide showing the results of the primer 

extension compared to the single strand template. The starting single strand ultramer (coding 

strand) and products of the primer extension reaction were loaded on the gel. A "co-spot" lane 

was used to show that both the single strand ultramer and primer extension products were well 

resolved during the migration. After two temperature cycles, disappearance of the single 

stranded template and formation of double stranded NPOM DNA were observed. The 

experiments were performed at least two times and variations were less than 10%.  
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Figure S4. Effect of UVA illumination on stalled ECs at position 14.  

In vitro transcribed EC14 were illuminated with UVA for various times. After illumination, 

NTP were added to the reaction mixture to resume transcription elongation. Even after 24 

minutes of UVA exposition, transcription elongation proceeds to yield full-length products, 

indicating that the UVA light does not prevent ECs to resume transcription. The experiments 

were performed at least two times and variations were less than 10%.  
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Figure S5. Kinetics of transcription elongation using NPOM templates.  

In the first step of the procedure, elongation complexes are allowed to reach the NPOM 

roadblock, thus resulting in the synchronization of RNAPs at the NPOM site. In the second 

step, unincorporated NTPs are washed using G50 columns. The third step involves UVA 

irradiation of ECs to remove the NPOM roadblock. In the last step, transcription elongation 

can be resumed by adding NTPs and the pause half-life can thus be monitored.  
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Figure S6. Single-round transcription assays of NPOM-containing DNA templates. 

(a) Transcription reactions performed using the his NPOM construct. In the absence of UVA 

light (-), elongating complexes are stalled at the roadblock (RB), thus generating a 101-nt 

transcript. Upon exposing to UVA light (+), transcription elongation was resumed to yield the 

full-length (FL) products. The experiments were performed at least two times and variations 

were less than 10%. 

(b) Transcription reactions performed using the minimal length his NPOM construct. The 

roadblock (RB) species corresponds to a 40-nt transcript. Exposition to UVA light (+) allows 

transcription reactions to resume, thus yielding the full-length product (FL). 

(c) Transcription reactions performed using the thiC NPOM construct. The roadblock (RB) 

product corresponds to a transcript of ~70-nt and exposition to UVA light (+) permits the 

production of the full-length transcript (FL). Experiments were performed using the wild-type 

(WT) and a A138 stem mutant (G119C, G120C, C121G, G122C). NPOM removal was 

performed in the presence of NTPs for panels (a-c).  
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Figure S7. Transcription kinetics experiments monitoring the his pause half-life using 

the NPOM stem mutant template.  

Transcription reactions were performed using 150 µM UTP, CTP and GTP, and 10 µM ATP. 

Aliquots of the reaction were taken at the indicated time. A chase reaction was also done. A 

large fraction of full-length products is observed at 15 s, suggesting that the stem mutant 

disrupts transcriptional pausing. NPOM removal was performed in the absence of NTPs. The 

experiments were performed at least two times and variations were less than 10%.  
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Figure S8. Mapping of pause sites using thiC 87-175 templates.  

(a) RNA sequence of thiC 87-175 in the context of the wild-type and the stem mutant. The 

mutations introduced to destabilize the A138 stem are shown in red. The pause sites A138 and 

C158 are shown in blue circles.  

(b) Mapping of pause sites using 3’-OMe RNA sequencing reactions. For each transcription, 

the 45 s sample, containing a population of ECs paused at the A138 as well as the C158 pause 

sites, was loaded next to the ladders. Aliquots of reactions were taken at the indicated time and 

chase reactions were also performed. Experiments were performed for the wild-type and the 

A138 mutant stem. The experiments were performed at least two times and variations were 

less than 10%.   
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Tableau S6. Half-life values determined in this study. 

Row Template Pause NusA Half-lives 

1 pLacUV5-his-132-WT (FL) U102 - 37 ± 5 s 

2 pLacUV5-his-132-WT (FL) U102 + 127 ± 5 s 

3 pLacUV5-his-132-G103A (FL) U102 - 44 ± 2 s 

4 pLacUV5-his-132-NPOM (FL) U102 - 12 ± 2 s 

5 pLacUV5-his-132-NPOM (FL) U102 + 44 ± 5 s 

6 pLacUV5-his-132-NPOM-StemMut (FL) U102 - N/A 

7 pLacUV5-his-62-132 (ML) U102 - 13 ± 1 s 

8 pLacUV5-his-62-132 (ML) U102 + 20 ± 2 s 

9 pLacUV5-his-62-132 NPOM (ML) U102 - 12 ± 2 s 

10 pLacUV5-his-62-132 NPOM (ML) U102 + 18 ± 2 s 

11 pLacUV5-thiC-87-175-G159A A138 - 16 ± 2 s 

12 pLacUV5-thiC-87-175-G159A C158 - 27 ± 2 s 

13 pLacUV5-thiC-87-175-G159A-StemMut A138 - 8 ± 1 s 

14 pLacUV5-thiC-87-175-G159A-StemMut C158 - 16 ± 4 s 

15 pLacUV5-thiC-87-175 A138 - 14 ± 3 s 

16 pLacUV5-thiC-87-175 C158 - 26 ± 7 s 

17 pLacUV5-thiC-87-175-NPOM C158 - 16 ± 3 s 

18 pLacUV5-thiC-87-175-NPOM-StemMut C158 - 18 ± 3 s 

19 pLacUV5-thiC-87-175-G159A1 C158 - 16 ± 4 s 

20 pLacUV5-thiC-87-175-G159A-StemMut1 C158 - 15 ± 5 s 
1Values were calculated using a two-step kinetic model.  
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Tableau S7. Initiator di- or trinucleotide, subset of unlabeled nucleotides and radio-

labeled nucleotide used in transcription initiation of different templates. 

Templates Initiator di- 

or 

trinucleotide 

Subset of 

unlabeled 

nucleotides 

Radio-

labeled 

nucleotide 

EC length 

     

pLacUV5-tbpA-92 

pLacUV5-tbpA(+5)-92 GUU ATP + CTP 
[α-32P] 

UTP 

9 nt 

14 nt 

pLacUV5-tbpA(+5)-92(85-NPOM) 14 nt 

     

pT7A1-tbpA-21-92(85-NPOM) 
AUC ATP + GTP 

[α-32P] 

CTP 

20 nt 

pT7A1-tbpA-21-92(85-biotin) 20 nt 

     

pLacUV5-his-132-WT 

AU ATP + GTP 
[α-32P] 

CTP 
20 nt 

pLacUV5-his-132-G103A 

pLacUV5-his-132-NPOM 

pLacUV5-his-132-NPOM-StemMut 

     

pLacUV5-his-62-132 
None ATP + UTP 

[α-32P] 

CTP 
15 nt 

pLacUV5-his-62-132 NPOM 

     

pLacUV5-thiC-87-175-G159A 

CA ATP + GTP 
[α-32P] 

UTP 
11 nt 

pLacUV5-thiC-87-175-G159A-

StemMut 

pLacUV5-thiC-87-175 

pLacUV5-thiC-87-175-NPOM 

pLacUV5-thiC-87-175-NPOM-

StemMut 
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Tableau S8. DNA constructs used in this study. 

Constructs  Oligonucleotides 

E. coli RNAP in vitro transcription assays  

  

pLacUV5-tbpA-92 275 AL (Forward primer) 

1579 JFN (Reverse primer) 

  

pLacUV5-tbpA(+5)-92 2223 JFN (Forward primer) 

1579 JFN (Reverse primer) 

  

pLacUV5-tbpA(+5)-92(85-NPOM) 2392 JFN (Forward template) 

NPOM SEQUENCE 4 (Reverse primer) 

  

pT7A1-tbpA-21-92(85-NPOM) 3334 JFN (Forward template) 

NPOM SEQUENCE 4 (Reverse primer) 

  

pT7A1-tbpA-21-92(85-biotin) 3334 JFN (Forward template) 

3344 JFN (Reverse primer) 

  

pLacUV5-his-132-WT 3279 JFN (Forward template) 

3280 JFN (Reverse primer) 

  

pLacUV5-his-132-G103A 3281 JFN (Forward template) 

3282 JFN (Reverse primer) 

  

pLacUV5-his-132-NPOM 3281 JFN (Forward template) 

3283 JFN (Reverse primer) 

  

pLacUV5-his-132-NPOM-StemMut  3370 JFN (Forward template) 

3372 JFN (Reverse primer) 

  

pLacUV5-his-62-132 3406 JFN (Forward template) 

3280 JFN (Reverse primer) 

  

pLacUV5-his-62-132 NPOM 3492 JFN (Forward template) 

3283 JFN (Reverse primer) 

  

pLacUV5-thiC-87-175-G159A 3621 JFN (Forward template) 

3575 JFN (Reverse primer) 

  

pLacUV5-thiC-87-175-G159A-StemMut 3587 JFN (Forward template) 

3575 JFN (Reverse primer) 
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Tableau S8 (continued)  

  

pLacUV5-thiC-87-175 3006 AC (Forward primer) 

3540 JFN (Reverse primer) 

  

pLacUV5-thiC-87-175-NPOM 3621 JFN (Forward template) 

3609 JFN (Reverse primer) 

  

pLacUV5-thiC-87-175-NPOM-StemMut 3587 JFN (Forward template) 

3609 JFN (Reverse primer) 

  

  

  

  

T7 RNAP in vitro transcription assays  

  

pLacUV5-tbpA(+5)-97 2660 JFN (Forward template) 

1579 JFN (Reverse primer) 

  

pLacUV5-tbpA(+5)-97(90-NPOM) 2660 JFN (Forward template) 

NPOM SEQUENCE 4 (Reverse primer) 
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Tableau S9. Summary of oligonucleotides used in this study. 

Oligonucleotides Sequences 5'-3' 

  

275 AL GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAATGTGT

GGGTTCTCAACGGGGTGCCAC 

  

1579 JFN 5’-biotin-AGGAGCCTCAAATCCCTTCG 

  

2223 JFN GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAATGTGT

GGGTTCAAACCTCAACGGGGTGCCAC 

  

2392 JFN GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAATGTGT

GGGTTCAAACCTCAACGGGGTGCCACGCGTACGCGTGCGCTGAGAA

AATACCCGTCGAACCTGATCCGGATAACGCCGGCGAAGGGATTTGA

GGCTCCT 

  

2660 JFN TGTAATACGACTCACTATAGCGGTTCAAACCTCAACGGGGTGCCAC

GCGTACGCGTGCGCTGAGAAAATACCCGTCGAACCTGATCCGGATA

ACGCCGGCGAAGGGATTTGAGGCTCCT 

  

3006 AC GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAATGTGT

GGCAAGAGTTAATCTGCTATCGCATCGC 

  

3257 JG GGGCACCCCAGGCTTTACAC 

  

3279 JFN GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAATGTGT

GGATCGAGAGGGACACGGGGGATCCTCTAGTTTATGACACGCGTTC

AATTTAAACACCACCATCATCACCATCATCCTGACTAGTCTTTCAGG

CGATGTGTGCTGGAAGACATTCAGATCTTCCAGTGGTGCAT 

  

3280 JFN ATGCACCACTGGAAGATCTGAATGTCTTCCAGCACACATCGCCTGA

AAGACTAGTC 

  

3281 JFN GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAATGTGT

GGATCGAGAGGGACACGGGGGATCCTCTAGTTTATGACACGCGTTC

AATTTAAACACCACCATCATCACCATCATCCTGACTAGTCTTTCAGG

CGATGTGTGCTAGAAGACATTCAGATCTTCCAGTGGTGCAT 

  

3282 JFN ATGCACCACTGGAAGATCTGAATGTCTTCTAGCACACATCGCCTGA

AAGACTAGTC 
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Tableau S9 (continued) 

  

3283 JFN ATGCACCACTGGAAGATCTGAATGTCTTC/iNPOM-

dT/AGCACACATCGCCTGAAAGACTAGTC 

  

3334 JFN TCCAGATCCCGAAAATTTATCAAAAAGAGTATTGACTTAAAGTCTA

ACCTATAGGATACTTACAGCCATCGAGAGGGACACGGCGAATCACG

CGTACGCGTGCGCTGAGAAAATACCCGTCGAACCTGATCCGGATAA

CGCCGGCGAAGGGATTTGAGGCTCCT 

  

3344 JFN AGGAGCC/iBio-dT/CAAATCCCTTCGCCGGCGTTAT 

  

3370 JFN GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAATGTGT

GGATCGAGAGGGACACGGGGGATCCTCTAGTTTATGACACGCGTTC

AATTTAAACACCACCATCATCACCATCATATTAACTAGTCTTTCAGG

CGATGTGTGCTAGAAGACATTCAGATCTTCCAGTGGTGCAT 

  

3372 JFN ATGCACCACTGGAAGATCTGAATGTCTTC/iNPOM-

dT/AGCACACATCGCCTGAAAGACTAGTTAATATG 

  

3406 JFN GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAATGTGT

GGCATCACCATCATCCTGACTAGTCTTTCAGGCGATGTGTGCTGGA

AGACATTCAGATCTTCCAGTGGTGCAT 

  

3492 JFN GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAATGTGT

GGCATCACCATCATCCTGACTAGTCTTTCAGGCGATGTGTGCTAGA

AGACATTCAGATCTTCCAGTGGTGCAT 

  

3540 JFN TCCAAAAAGTTAAGGACGTGGCTTG 

  

3575 JFN TCCAAAAAGTTAAGGATGTGGCTTG 

  

3587 JFN GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAATGTGT

GGCAAGAGTTAATCTGCTATCGCATCGCCCCTGCCCGCATCGTCTCT

TGCTTCATCCGTCGTCTGACAAGCCACATCCTTAACTTTTTGGA 

  

3609 JFN TCCAAAAAGTTAAGGA/iNPOM-dT/GTGGCTTGTCAGACGACGGATG 

  

3621 JFN GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAATGTGT

GGCAAGAGTTAATCTGCTATCGCATCGCCCCTGCGGCGATCGTCTC

TTGCTTCATCCGTCGTCTGACAAGCCACATCCTTAACTTTTTGGA 

  

NPOM SEQUENCE 4 AGGAGCC/iNPOM-dT/CAAATCCCTTCGCCGGCGTTAT 
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4.14.1. Description of Additional Supplementary Files 

File name: Supplementary Data 1 

Description: Source file for graphs Figs. 4 and 5. 

 

Figure 4b    Half-live values (s) 

 Full length - NPOM  40,63 35,64 34,03 35,49 43,9 30,87 

  + NPOM  11,49 12,33 12,77 12,74   

          

 Minimal length - NPOM  13,18 13,98 11,83    

  + NPOM  14,37 9,75 11,76    

          

Figure 4c          

 Full length - NPOM  126,2 132,6 122,9    

  + NPOM  47,23 39,99     

          

 Minimal length - NPOM  18,77 22,99 18,82    

  + NPOM  15,99 20,25 18,87    

          

Figure 5b          

 A138 WT - NPOM  14,92 17,24     

 A138 Mutant - NPOM  9,15 7,09     

          

 C158 WT - NPOM  28,45 25,24     

 C158 Mutant - NPOM  13,47 19,42     

          

 C158 WT + NPOM  11,76 20,17 15,07 16,22 15,31  

 C158 Mutant + NPOM  15,1 21,55 13,86 19,5 17,59  
 



  

  

CHAPITRE 5  

MARQUAGE FLUORESCENT DE COMPLEXES TRANSCRIPTIONNELS 

5.1 Introduction 

Jusqu’ici, toutes les expériences décrites ont été effectuées in vitro, et employaient la 

radioactivité pour détecter la quantité de molécules d’ARN et les gels PAGE pour détecter les 

différentes tailles d’ARN. Bien que ces méthodes soient très puissantes et permettent 

l’obtention de quantités appréciable d’information, elles ne permettent pas l’observation de la 

transcription en temps réel, ce qui permettrait potentiellement d’observer des phénomènes 

jusqu’ici indétectables. 

Le présent chapitre traite de la préparation de complexes transcriptionnels dont une 

composante est marquée de façon fluorescente, dans le but ultime de détecter ces complexes à 

l’appareillage d’observation de molécules uniques. Dans un premier temps, le marquage de 

l’ADN, pour des expériences d’observation de la vitesse de transcription, est discuté. Dans un 

deuxième temps, le marquage de l’ARN, pour des expériences de sm-FRET, est abordé. 

5.1.1. Vitesse de transcription 

Bien que la concentration in vivo de nucléotides puisse varier selon plusieurs facteurs, des 

concentrations de 3,5 mM pour l’ATP, 667 μM pour l’UTP, 325 μM pour le CTP et 1,66 mM 

pour le GTP avaient été mesurées expérimentalement chez E. coli (Buckstein et al., 2008). Ces 

concentrations sont bien supérieures à celles utilisées dans le passé pour la plupart des études 

effectuées sur des pauses transcriptionnelles dépendant de structures (10 μM à 250 μM, 

Tableau 2), en raison de contraintes expérimentales. En effet, dans des expériences classiques 

de cinétique de transcription effectuées avec des concentrations observées in vivo, la 

transcription se passerait beaucoup trop rapidement pour la vitesse de pipetage, et les 
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différents aliquots contiendraient probablement toutes des transcrits pleine longueur, 

contrairement aux différentes populations de RNAP arrêtées à des sites de pause, tel 

qu’observé lorsque la transcription se fait à des concentrations plus faibles de NTP. 

Selon une expérience de cinétique transcriptionnelle effectuée par Adrien Chauvier sur le 

riborégulateur thiC, (Figure 29), l’utilisation de concentrations plus élevées de NTP mène, de 

façon prévisible, à une demi-vie plus courte de la pause C187. De façon très intéressante, 

cependant, la transcription à de plus grandes concentrations de NTP est aussi associée à une 

différence plus marquée entre la demi-vie observée en absence et celle observée en présence 

du ligand, le TPP. Selon ces résultats, l’utilisation de concentrations de NTP plus faibles que 

celles mesurées in vivo pourrait nous empêcher d’apprécier l’influence de certains facteurs sur 

les pauses transcriptionnelles. 

 

Figure 29. L’influence du TPP sur la pause C187 dépend de la vitesse de 

transcription. 
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Afin d’être en mesure d’effectuer des expériences de transcription employant des 

concentrations plus élevées de NTP, une méthode d’observation à l’appareillage d’observation 

de molécules uniques est proposée (Figure 30). Selon cette méthode, l’ADN serait 

doublement marqué à l’aide de deux Cy3, aux extrémités 5’ et 3’. Les complexes 

transcriptionnels, une fois formés, seraient liés à la lame de microscope par une biotine liée à 

l’extrémité 5’ de l’ARN. Les fluorophores seraient alors dans le champ d’évanescence du laser 

et les molécules seraient observables. Par la suite, des NTP seraient ajoutés, et la transcription 

se déroulerait, jusqu’à l’arrivée de la RNAP au bout de la matrice d’ADN. À ce moment, le 

complexe transcriptionnel serait relâché, et le lien entre la lame et l’ADN fluorescent serait 

brisé. Le signal associé aux deux fluorophores serait donc perdu, et le temps requis pour la 

transcription pourrait être calculé. Afin d’isoler le temps spécifique à chaque pause, 

l’utilisation de constructions tronquées excluant chaque pause serait envisagée. 
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Figure 30. Schéma expérimental de l’observation du temps de transcription de 

complexes fluorescents. 

(A) Liaison du complexe transcriptionnel arrêté à la position 18 et portant une 

biotine en 5’ de l’ARN et deux fluorophores (cyanine 3) sur l’ADN. (B) 

Redémarrage de la transcription par addition de nucléotides. (C) Fin de la 

transcription et dissociation du complexe transcriptionnel menant à une perte du 

signal fluorescent. 
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5.1.2. Marquage de l’ARN en complexe 

La technique du sm-FRET représente un puissant outil permettant d’observer des changements 

conformationnels de biomolécules durant la transcription, en temps réel. De plus, comme la 

technique opère en régime molécule unique, elle permet d’apprécier des détails qui seraient 

autrement perdus dans l’effet de la moyenne. 

Afin d’effectuer des expériences de sm-FRET sur des riborégulateurs, la production de 

complexes transcriptionnels arrêtés, prêts à redémarrer, et dont l’ARN est doublement marqué 

(avec, par exemple, la Cy3 et la Cy5) à des positions spécifiques, est requise. Dans ce chapitre, 

la transcription par étapes des riborégulateurs tbpA et thiC, l’incorporation de nucléotides 

fluorescents, l’incorporation de nucléotides portant un groupe réactif, le marquage fluorescent 

sur billes, le marquage fluorescent employant des colonnes G50, le marquage à l’alcyne et, 

finalement, l’utilisation du NPOM pour le marquage fluorescent d’ARN seront discutés. 

5.2 Matériel et méthodes 

5.2.1. Résumé des conditions 

Vu la quantité de conditions expérimentales différentes employées pour la transcription, la 

purification des complexes transcriptionnels et leur marquage durant les expériences discutées 

dans ce chapitre, ces conditions sont résumées dans le Tableau 9. 
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Tableau 9. Résumé des conditions expérimentales du chapitre 5 

Figure  Cahier ADN Initiation Purification Élongation Marquage 

       

Figure 31 JFN-08-28 

thiC WT 11Cd 

5’-Biotine 

thiC WT 11Cd 

5’-Cy3 3’-Cy3 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

10 µL total1 

G50 

(medium, 

Tris) 

25 µM NTP 

0,45 mg/mL 

héparine 

140 µL total 

32P: [α-32P] 

UTP à 

l’initiation 

       

Figure 32 JFN-08-28 
thiC WT 182 

thiC WT 152 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

10 µL total1 

G50 

(medium, 

Tris 10 mM) 

25 µM NTP 

0,45 mg/mL 

héparine 

140 µL total 

32P: [α-32P] 

UTP à 

l’initiation 

       

Figure 34 JFN-05-137 
thiC LacUV5 11Cd 

5’-Biotine 3’-Cy3 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

40 µL total2 

Billes cobalt 

(200 µL 

total) 

1 mM NTP 

0,45 mg/mL 

héparine 

50 µL total 

Cy3: ADN 

prémarqué 

       

Figure 36 JFN-08-19 
thiC WT 11Cd 

5’-Cy3 3’-Cy3 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

10 µL total1 

G50 

(medium, 

Tris 10 mM) 

NTP 1 mM ou 

25 μM 

0,45 mg/mL 

héparine 

100 µL total 

Biotine: 

Biotine-UAA 

lors de 

l’initiation 

Cy3: ADN 

prémarqué 

       

Figure 38A JFN-04-117 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

70 µL total3 

Billes cobalt 

(40 µL total) 

1 mM NTP 

0,45 mg/mL 

héparine 

40 µL total 

32P: [α-32P] 

CTP à 

l’initiation 

       

       



  

 

1
51

 

Tableau 9 (suite)       

       

Figure 38B JFN-04-129 
thiC WT 11Cd 

5’Biotine 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

30 µL total3 

Billes cobalt 

(20 µL total) 

1 mM NTP 

0,45 mg/mL 

héparine 

60 µL total 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 

       

Figure 38C JFN-05-124 
thiC LacUV5 11Cd 

5’-Biotine 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

30 µL total2 

Billes cobalt 

(25 µL total) 
N/A 

32P: [α-
32P]UTP lors 

de la 2e étape 

de 

transcription 

       

Figure 39A JFN-06-36 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

20 µL par piste3 

Billes cobalt 

(100 µL par 

piste) 

N/A 

32P: [α-
32P]UTP lors 

de la 2e étape 

de 

transcription 

       

Figure 39B JFN-07-85 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

60 µL total, 

séparé en 

5 x 10 µL 2 

G50 

(medium, 

Tris 10 mM) 

N/A 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 

Cy3 : Cy3-

GUU 

       

Figure 39C JFN-06-68 
thiC LacUV5 11Cd 

5’-Biotine 3’-N3 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

10 µL par piste3 

Billes cobalt 

(25 µL par 

piste) 

N/A 

32P: [α-32P] 

ATP lors de la 

2e étape de 

transcription 

Cy3 : Cy3-

UAA 
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Tableau 9 (suite)       

       

Tableau 15 JFN-06-30 

thiC LacUV5 11Cd 

5’-Biotine 

tbpA LacUV5 10Cd 

Biotine 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

10 µL par piste3 

Billes nickel 

(50 µL par 

piste) 

1 mM NTP 

0,45 mg/mL 

héparine 

100 µL total 

Cy3 :Cy3-

GUU 

       

Figure 40A JFN-07-35 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

400 nM σ70 

830 nM RNAP 

70 µL total1 

Billes nickel 

(70 µL total) 
N/A 

32P: [α-32P] 

UTP à 

l’initiation 

       

Figure 40B JFN-06-109 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

20 µL par piste3 

Billes cobalt 

(10 µL par 

piste) 

N/A 

32P: [α-32P] 

UTP lors de la 

2e étape de 

transcription 
 

       

Figure 40C 
JFN-09-87 

JFN-09-89 

tbpA LacUV5 +5 

92 85-NPOM 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

10 µL par piste1 

G50 (Fine, 

tampon de 

transcription) 

5 µM NTP 

0,45 mg/mL 

héparine 

20 µL par piste 

32P: [α-32P] 

UTP à 

l’initiation 

       

Figure 41A JFN-09-85 N/A N/A N/A N/A 

1 µM DBCO-

Cy3 

50 µM N3 

H2O 

10 µL par piste 

       

Figure 41B JFN-09-88 N/A N/A N/A N/A 

1 µM CF640R 

50 µM N3 

H2O 

10 µL par piste 
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Tableau 9 (suite)       

       

Figure 42A JFN-04-181 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

100 µL total2 

Billes cobalt 

(65 µL total) 
N/A 

32P: [α-32P] 

CTP à 

l’initiation 

Cy3 : DBCO-

Cy3 200 µM, 

1 h 

       

Figure 42B JFN-05-13 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

90 µL total3 

Billes cobalt 

(50 µL total) 
N/A 

32P: [α-32P] 

CTP à 

l’initiation 

Cy3/Cy5 : 

DBCO-

Cy3/DBCO-

Cy5 100 µM, 

1 h 

       

Figure 43A JFN-05-57 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

120 µL total3 

Billes cobalt 

(65 µL total) 
N/A 

32P: [α-32P] 

CTP à 

l’initiation 

Cy3 : DBCO-

Cy3 100 µM, 

30 min 

       

Figure 43B JFN-05-153 
thiC LacUV5 11Cd 

5’-Biotine 3’-N3 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

10 µL par piste2 

Billes cobalt 

(25 µL par 

piste) 

N/A 

Cy3 : DBCO-

Cy3 100 µM, 

30 min 
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Tableau 9 (suite)       

       

Figure 43C JFN-05-128 
thiC LacUV5 11Cd 

5’-Biotine 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

40 µL total2 

Billes cobalt 

(100 µL 

total) 

50 µM NTP 

0,45 mg/mL 

héparine 

50 µL par piste 

32P: [α-
32P]UTP lors 

de la 2e étape 

de 

transcription 

       

Figure 43D JFN-05-149 

thiC LacUV5 11Cd 

5’-Biotine 3’-Cy3 

thiC LacUV5 11Cd 

5’-Biotine 3’-N3 

thiC LacUV5 11Cd 

5’-Biotine 

 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

10 µL par piste3 

Billes cobalt 

(50 µL par 

piste) 

N/A 

Cy3 : ADN 

pré-

marqué/DBCO

-Cy3 100 µM, 

30 min 

       

Figure 43E JFN-05-157 thiC LacUV5 11Cd 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

50 µL total2 

Billes cobalt 

(125 µL 

total) 

N/A 

Cy5 : DBCO-

Cy5 100 µM, 

40 min, mais 

aucun azoture 

       

Figure 44A JFN-07-57 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

20 µL total1 

G50 

(medium, 

Tris 10 mM) 

N/A 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 

       

Figure 44B JFN-07-97 tbpA LacUV5 10Cd 

1200 nM ADN 

1200 nM σ70 

600 nM RNAP 

10 µL total1 

G50 

(medium, 

Tris 10 mM) 

N/A 

32P: [α-
32P]CTP à 

l’initiation 

Cy5 : DBCO-

Cy5 500 µM, 1 

h 
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Tableau 9 (suite)       

       

Figure 44C JFN-07-125 
tbpA lacUV5 15Cd 

3’-Biotine 

300 nM ADN 

300 nM σ70 

150 nM RNAP 

10 µL par 

condition1 

G50 

(medium, 

Tris 10 mM) 

50 µM NTP, 

20 µL par 

condition 

32P: [α-
32P]UTP lors 

de l’élongation 

(1/10 v/v) 

Cy5 : DBCO-

Cy5 100 µM, 1 

h 

       

Figure 44D JFN-07-140 tbpA LacUV5 10Cd 

300 nM ADN 

300 nM σ70 

150 nM RNAP 

10 µL par 

condition1 

G50 

(medium, 

Tris 10 mM) 

50 µM NTP, 

20 µL par 

condition 

32P: [α-
32P]UTP lors 

de l’élongation 

(1/10 v/v) 

Cy5 : DBCO-

Cy5 100 µM, 1 

h 

       

Figure 45 JFN-07-111 
tbpA LacUV5 92 

3’-Biotine 

1200 nM ADN 

1200 nM σ70 

600 nM RNAP 

10 µL par 

condition1 

G50 

(medium, 

Tris 10 mM) 

1 mM NTP 

Cy3: Cy3-

GUU à 

l’initiation 

Cy5 : DBCO-

Cy5 100 µM, 1 

h 

       

Figure 46A JFN-07-111 
tbpA LacUV5 92 

3’-Biotine 

1200 nM ADN 

1200 nM σ70 

600 nM RNAP 

10 µL par 

condition1 

G50 

(medium, 

Tris 10 mM) 

1 mM NTP 

Cy3: Cy3-

GUU à 

l’initiation 

Cy5 : DBCO-

Cy5 variable, 1 

h 

       

       



  

 

1
56

 

Tableau 9 (suite)       

       

Figure 46B JFN-07-147 
tbpA LacUV5 92 

3’-Biotine 

300 nM ADN 

300 nM σ70 

150 nM RNAP 

10 µL par 

condition1 

G50 

(medium, 

Tris 10 mM) 

1 mM NTP 

Cy3: Cy3-

GUU à 

l’initiation 

Cy5 : DBCO-

Cy5 100 µM, 1 

h 

       

Figure 47 JFN-07-111 
tbpA LacUV5 92 

3’-Biotine 

1200 nM ADN 

1200 nM σ70 

600 nM RNAP 

10 µL total1 

G50 

(medium, 

Tris 10 mM) 

1 mM NTP 

Cy3: Cy3-

GUU à 

l’initiation 

Cy5 : DBCO-

Cy5 100 µM, 1 

h 

       

Figure 48A JFN-07-175 

tbpA LacUV5 92 

3’-Biotine 

tbpA LacUV5 +5 

92 3’-Biotine 

tbpA LacUV5 +10 

92 3’-Biotine 

tbpA LacUV5 +15 

92 3’-Biotine 

150 nM ADN 

150 nM σ70 

75 nM RNAP 

20 µL par 

condition1 

G50 

(medium, 

Tris 10 mM) 

1 mM NTP 

0,45 mg/mL 

héparine 

40 µL par 

condition 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 
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Tableau 9 (suite)       

       

Figure 48B JFN-07-177 

tbpA LacUV5 92 

3’-Biotine 

tbpA LacUV5 

U05A 92 3’-Biotine 

tbpA LacUV5 +5 

92 3’-Biotine 

tbpA LacUV5 +10 

92 3’-Biotine 

tbpA LacUV5 +15 

92 3’-Biotine 

150 nM ADN 

150 nM σ70 

75 nM RNAP 

20 µL par 

condition1 

G50 

(medium, 

Tris 10 mM) 

1 mM NTP 

0,45 mg/mL 

héparine 

40 µL par 

condition 

32P: [α-
32P]UTP lors 

de l’élongation 

(1/20 v/v) 

Cy5 : DBCO-

Cy5 50 µ’, 1 h 

       

Figure 48C JFN-07-186 

tbpA LacUV5 92 

3’-Biotine 

tbpA LacUV5 +5 

92 3’-Biotine 

tbpA LacUV5 +10 

92 3’-Biotine 

tbpA LacUV5 +15 

92 3’-Biotine 

300 nM ADN 

300 nM σ70 

150 nM RNAP 

10 µL par 

condition1 

G50 

(medium, 

Tris 10 mM) 

1 mM NTP 

20 µL par 

condition 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 

       

Figure 49 JFN-05-155 thiC LacUV5 11Cd 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

50 µL total2 

Billes cobalt 

(125 µL 

total) 

N/A 

Cy5 : DBCO-

Cy5 ou 

Alcyne-Cy5 50 

µM, 1 h min, 

mais aucun 

azoture 
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Tableau 9 (suite)       

       

Figure 49 

(Molécule unique) 
JFN-05-174 thiC LacUV5 11Cd 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

40 µL par 

condition2 

Billes cobalt 

(100 µL par 

condition) 

N/A 

Cy5 : DBCO-

Cy5 ou 

Alcyne-Cy5 50 

µM, 1 h min 

       

Figure 50A JFN-05-181 

thiC 11Cd N3 

(amorce antisens, 

1451 JFN) 

N/A N/A N/A 

Cy5 :  

Alcyne-Cy5, 

conditions de 

Winz (10 µM 

ADN, 30 µL 

total), 2 h 

       

Figure 50B JFN-06-04 
thiC LacUV5 11Cd 

5’-Biotine 3’-N3 
N/A N/A N/A 

Cy5 :  

Alcyne-Cy5, 

conditions de 

Winz (10 µL 

total), 2 h 

       

Figure 50C JFN-06-09 
thiC LacUV5 11Cd 

5’-Biotine 3’-N3 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

10 µL par 

condition2 

Billes nickel 

(50 µL par 

condition) 

N/A 

Cy5 :  

DBCO-Cy5, 

100 µM, 37 

˚C, 2 h ou 

Alcyne-Cy5, 

conditions de 

Winz (30 µL 

total), 2 h 
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Tableau 16 JFN-06-11 

thiC LacUV5 11Cd 

5’-Biotine 

thiC LacUV5 11Cd 

5’-Biotine 3’-N3 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

120 µL par 

condition3 

Billes nickel 

(150 µL par 

condition) 

N/A 

Cy5 : DBCO-

Cy5 100 µM , 

2 h ou  

Alcyne-Cy5, 

conditions de 

Winz (150 µL 

total), 2 h 

       

Figure 51 JFN-06-15 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

30 µL total2 

Billes nickel 

(75 µL total) 

100 µM NTP 

0,45 mg/mL 

héparine 

40 µL total 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 

Cy5 :  

Alcyne-Cy5, 

conditions de 

Winz (60 µL 

total), 2 h 

       

Tableau 17 JFN-06-43 

tbpA LacUV5 10Cd 

5’Biotine 

ribB T7A1 FL 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

10 µL par 

condition2 

Billes nickel 

(25 µL par 

condition) 

100 µM NTP 

Cy5 :  

Alcyne-Cy5, 

conditions de 

Winz (30 µL 

par condition), 

2 h 
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Figure 52A JFN-06-101 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

90 µL total3 

Billes nickel 

(45 µL total) 

100 µM NTP 

0,45 mg/mL 

héparine 

10 µL par piste 

32P: [α-
32P]UTP lors 

de la 2e étape 

de 

transcription 

Cy5 :  

Alcyne-Cy5, 

conditions de 

Winz (30 µL 

par condition), 

2 h 

       

Figure 52B JFN-06-107 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

70 µL total3 

Billes nickel 

(35 µL total) 

100 µM NTP 

0,45 mg/mL 

héparine 

40 µL total 

32P: [α-
32P]UTP lors 

de la 2e étape 

de 

transcription 

Cy5 :  

Alcyne-Cy5, 

conditions de 

Winz (15 µL 

par condition) 

(aucun 

azoture), 30 

min 
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Tableau 9 (suite)       

       

Figure 52C JFN-06-115 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

80 µL total3 

Billes nickel 

(40 µL total) 
N/A 

32P: [α-
32P]UTP lors 

de la 2e étape 

de 

transcription 

Cy5 :  

Alcyne-Cy5, 

conditions de 

Winz (30 µL 

par condition), 

30 min 

       

Figure 53A JFN-06-120 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

30 µL total3 

Billes nickel 

(15 µL total) 

100 µM NTP 

0,45 mg/mL 

héparine 

20 µL par 

condition 

32P: [α-
32P]UTP lors 

de la 2e étape 

de 

transcription 

Cy5 : N3-Cy5, 

conditions de 

Winz (30 µL 

par condition), 

30 min 
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Tableau 9 (suite)       

       

Figure 53B JFN-06-125 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

80 µL total3 

Billes nickel 

(40 µL total) 

100 µM NTP 

0,45 mg/mL 

héparine 

40 µL total 

32P: [α-
32P]UTP lors 

de la 2e étape 

de 

transcription 

Cy3 : Cy3-

GUU lors de 

l’initiation 

Cy5 : N3-Cy5, 

conditions de 

Winz (30 µL 

par condition), 

30 min 

       

Figure 54 JFN-06-138 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

70 µL total3 

Billes nickel 

(35 µL total) 
N/A 

32P: [α-
32P]UTP lors 

de la 2e étape 

de 

transcription 

Cy5 : N3-Cy5, 

conditions de 

Samanta 
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Figure 55 JFN-06-140 tbpA LacUV5 10Cd 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

70 µL total3 

Billes nickel 

(35 µL total) 
N/A 

32P: [α-
32P]UTP lors 

de la 2e étape 

de 

transcription 

Cy3 : Cy3-

GUU lors de 

l’initiation 

Cy5 : N3-Cy5, 

conditions de 

Samanta 

       

Figure 56 JFN-06-165 
thiC LacUV5 167 

3’-Biotine 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

70 µL total3 

Billes avidine 

(80 µL total) 

NTP 2 mM, 

rifampicine 

0,024 mg/mL 

(50 µL total) 

Cy3 : Cy3-

UAA lors de 

l’initiation 

Cy5 : N3-Cy5, 

conditions de 

Samanta (40 

µL par 

condition) 

       

Figure 57 JFN-06-170 
thiC LacUV5 167 

3’-Biotine 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

100 µL total3 

Billes nickel 

(80 µL total) 

Streptavidine 1 

uM, 8 min 

NTP 2 mM, 

rifampicine 

0,024 mg/mL 

(50 µL total) 

Cy3 : Cy3-

UAA lors de 

l’initiation 

Cy5 : Alcyne-

Cy5 ou N3-

Cy5, 

conditions de 

Samanta (40 

µL par 

condition) 
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Figure 58 JFN-04-165 
tbpA LacUV5 10 

Cd 

200 nM ADN 

126 nM σ70 

300 nM RNAP 

50 µL total4 

Billes cobalt 

(45 µL total) 

100 µM NTP 

0,45 mg/mL 

héparine 

50 µL total 

32P: [α-
32P]CTP à 

l’initiation 

 

       

Figure 59A 
JFN-09-02 

JFN-09-04 

tbpA LacUV5 +5 

92 

85-NPOM 

150 nM ADN 

150 nM σ70 

75 nM RNAP 

2,5 µM 

ATP+CTP 

20 µL par 

condition1 

G50 (fine, 

tampon de 

transcription) 

NTP 1 mM, 50 

µM et 5 µM 

0,45 mg/mL 

héparine 

40 µL par 

condition 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 

 

       

Figure 59B 

JFN-09-07 

JFN-09-09 

JFN-09-03 

tbpA LacUV5 +5 

92 

85-NPOM 

150 nM ADN 

150 nM σ70 

75 nM RNAP 

2,5 µM 

ATP+CTP 

20 µL par 

condition1 

G50 (fine, 

tampon de 

transcription) 

NTP 1 mM et 

5 µM 

0,45 mg/mL 

héparine 

40 µL par 

condition 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 

 

       

Figure 60A JFN-09-18 

tbpA LacUV5 +5 

92 

85-NPOM 

300 nM ADN 

300 nM σ70 

150 nM RNAP 

2,5 µM 

ATP+CTP 

10 µL total1 

G50 (fine, 

tampon de 

transcription, 

seulement 

après 

barrage) 

NTP 5 µM 

0,45 mg/mL 

héparine 

20 µL total 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 
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Figure 60B JFN-09-112 

tbpA LacUV5 +5 

92 

85-NPOM 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

2,5 µM 

ATP+CTP 

10 µL total1 

G50 (fine, 

tampon de 

transcription, 

seulement 

après 

barrage) 

NTP 5 µM 

0,45 mg/mL 

héparine 

20 µL total 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 

       

Figure 60C JFN-09-28 

tbpA LacUV5 +5 

92 

85-NPOM 

300 nM ADN 

300 nM σ70 

150 nM RNAP 

2,5 µM 

ATP+CTP 

10 µL total1 

G50 (fine, 

tampon de 

transcription, 

seulement 

après 

barrage) 

NTP 5 µM 

0,45 mg/mL 

héparine 

20 µL total 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 

       

Figure 60D JFN-09-114 

tbpA LacUV5 +5 

92 

85-NPOM 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

2,5 µM 

ATP+CTP 

10 µL total1 

G50 (fine, 

tampon de 

transcription, 

seulement 

après 

barrage) 

NTP 5 µM 

0,45 mg/mL 

héparine 

20 µL total 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 

Cy5 : DBCO-

Cy5 100 µM, 1 

h 

       

Figure 61A JFN-09-149 

tbpA LacUV5 +5 

92 

85-NPOM 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

10 µL total3 

Billes nickel 

(10 µL total) 

NTP 1 mM 

0,45 mg/mL 

héparine 

50 µL total 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 
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Figure 61B JFN-09-166 

tbpA LacUV5 +5 

92 

85-NPOM 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

10 µL total3 

Billes nickel 

(10 µL total) 

NTP 1 mM 

0,45 mg/mL 

héparine 

20 µL total 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 

Cy5 : DBCO-

Cy5 200 µM, 

1,5 h 

       

Figure 61C JFN-10-135 

tbpA LacUV5 90 

+Ext C88A 88-

NPOM 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

10 µL total1 

Billes nickel 

(10 µL total) 

NTP 1 mM 

0,45 mg/mL 

héparine 

20 µL total 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 

       

Figure 61D JFN-10-136 

tbpA LacUV5 90 

+Ext C88A 88-

NPOM 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

10 µL total1 

Billes nickel 

(10 µL total) 

NTP 1 mM 

0,45 mg/mL 

héparine 

20 µL total 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 

       

Figure 61E JFN-10-138 

tbpA LacUV5 90 

+Ext C88A 88-

NPOM 

200 nM ADN 

200 nM σ70 

100 nM RNAP 

10 µL total1 

Billes nickel 

(10 µL total) 

NTP 1 mM 

0,45 mg/mL 

héparine 

20 µL total 

32P: [α-
32P]UTP à 

l’initiation 

Cy5 : DBCO-

Cy5 50 µM, 1 

h 

        

1 Tampon de transcription. 2TB100. 3TB100 KCl. 4TB100 KCl + 1 mM β-mercaptoéthanol
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5.2.2. Préparation des matrices d’ADN par réaction en chaîne de polymérisation 

Les réactions de polymérisation en chaîne (PCR, de l’anglais polymerase chain reaction) ont 

été effectuées dans un tampon aqueux contenant du Tris-HCl (pH = 8.8, 20 mM), du MgCl2 (3 

mM) et du KCl (100 mM). Les réactions ont été réalisées en ajoutant des dNTPs (200 μM), 

une amorce sens (500 nM, Tableau 11 et Tableau 12), une amorce antisens (500 nM, 

Tableau 11 et Tableau 12) et la polymérase d’ADN EasyTaq (0.05 U/μL, Transgen Bioetch), 

dans un volume total de 600 μL. Les températures utilisées sont: 95 °C durant 2 min, 30 cycles 

(95 °C durant 30 s, 58 °C durant 30 s et 72 °C durant 1 min) et 72 °C durant 5 min. 

5.2.3. Préparation des matrices d’ADN fluorescentes 

Les PCR ont été effectuées tel que décrit à la section 5.2.2, à la différence près que les 

amorces portant un groupement azoture (N3) en 5’ (10 µM) dans H2O ont été traitées au 

DBCO-Cy3 (100 µM) dans un volume total de 30 µL à 37 oC durant 16 h, puis utilisées telles 

quelles (sans purification). 

5.2.4. Tampons utilisés lors de la transcription 

Les réactions de transcription ont été réalisées soit dans du tampon TB100 (Tris (pH = 8,0, 40 

mM), MgCl2 (10 mM) et NaCl (100 mM)), TB100 KCl (Tris (pH = 8,0, 40 mM), MgCl2 (10 

mM) et KCl (100 mM)) ou dans du tampon de transcription (Tris-HCl (pH = 8.0, 20 mM), 

MgCl2 (20 mM), NaCl (20 mM) et EDTA (pH = 8.0, 100 µM)). 

5.2.5. Cinétique de transcription 

Les réactions de transcription ont été réalisées dans le tampon de transcription (voir section 

5.2.4). Les complexes transcriptionnels ont été assemblés en utilisant la matrice d’ADN 

appropriée (200 nM), le facteur d’initiation σ70 (200 nM) et la RNAP d’E. coli (100 nM) dans 
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un volume total de 10 μL à 37 °C durant 5 min. L’initiation de la transcription a ensuite été 

permise en ajoutant une combinaison de polynucléotide initiateur UAA (10 µM), de deux 

triphosphates de nucléosides (CTP et GTP (25 µM)) et de [α-32P] UTP (0.3 µCi/µL), en 

laissant la réaction se dérouler à 37 oC durant 8 min, produisant des complexes 

transcriptionnels synchronisés à la position 14 et radiomarqués aux positions 4, 5, 7, 8 et 10. 

Le volume total a été augmenté à 70 µL en utilisant du tampon de transcription et les 

complexes ont été purifiées en utilisant une colonne G-50. L’élongation a été déclenchée par 

l’ajout de NTPs (25 µM) et d’héparine (0,45 mg/mL) dans un volume total de 140 µL. Des 

aliquots de 4 µL ont été prélevés aux temps indiqués et ajoutés à 8 µL de solution dénaturante 

(formamide (95%), EDTA (20 mM) pH = 8,0, SDS (0,4%), bleu de bromophénol et xylène 

cyanol). Après que le dernier point ait été prélevé, des NTPs (1 mM) ont été ajoutés et laissés 

réagir 5 min à 37 oC pour laisser la réaction se compléter. 

5.2.6. Purification de complexes transcriptionnels en utilisant la résine G50 

Les colonnes de purification ont été préparées en ajoutant 500 µL d’une suspension de G50 

(Résine qualité médium ou fine qualité ADN Illustra™ Sephadex™ (2.13 g), Tris (pH = 8,0, 

10 mM) et EDTA (pH = 8,0, 1 mM) dans un volume total de 40 mL, conservé au minimum 3 

h à t.a.) à une colonne Micro Bio-Spin™ Column (Bio-Rad) vide. La colonne a été centrifugée 

à 600 g durant 1 min et lavée avec du Tris 10 mM ou du tampon de transcription (100 µL, 

centrifugée à 600 g durant 1 min) avant d’ajouter 20 µL ou plus de réaction à purifier (en 

ajoutant du tampon de transcriptions si le volume est trop petit) à la colonne. L’élution a été 

effectuée en centrifugeant à 600 g durant 1 min. 

5.2.7. Purification de complexes transcriptionnels en utilisant des billes d’agarose Ni-NTA 

Un volume variable de billes d’agarose Qiagen Ni-NTA lavées trois fois avec le tampon utilisé 

pour la transcription ont été ajoutées à la réaction de transcription, et le mélange résultant a été 

incubé à 37 oC durant 5 min. Les billes liées aux complexes de transcription via l’étiquette 
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d’histidines de la RNAP ont été lavées deux fois avec 1 mL de TB1000 (Tris (pH = 8,0, 40 

mM), MgCl2 (10 mM et NaCl (1 M)) (lorsque le tampon utilisé pour la transcription était le 

TB100), 1 mL de TB1000 KCl (Tris (pH = 8,0, 40 mM), MgCl2 (10 mM et KCl (1 M)) 

(lorsque le tampon utilisé pour la transcription était le TB100 KCl) ou 1 mL de TB700 KCl 

(Tris (pH = 8,0, 40 mM), MgCl2 (10 mM et KCl (700 mM)) (dans le cas des expériences 

impliquant le NPOM), puis deux fois avec 1 mL de tampon utilisé pour la transcription. À 

chaque lavage, le milieu a été centrifugé durant 10 secondes et le surnageant a été retiré à la 

pipette. 

5.2.8. Transcription par étapes 

Étant donné le grand nombre de conditions différentes employées pour produire des 

complexes d’élongation (CE) avec des propriétés différentes, les conditions propres à chaque 

expérience sont résumées dans le Tableau 9. Les réactions de transcription ont été réalisées 

dans du tampon de transcription, du TB100 ou TB100 KCl (voir section 5.2.4). Les complexes 

transcriptionnels ont été assemblés en utilisant la matrice d’ADN appropriée, le facteur 

d’initiation σ70 et la RNAP d’E. coli à 37 °C durant 5 min. L’initiation de la transcription a 

ensuite été permise en ajoutant une combinaison de polynucléotide initiateur (10 µM) et de 

trois triphosphates de nucléosides (25 µM), en laissant la réaction se dérouler à 37 oC durant 8 

min, produisant des complexes transcriptionnels synchronisés. Les complexes ont alors été 

purifiés par colonnes de résine G50 (voir section 5.2.6) ou en utilisant des billes d’agarose Ni-

NTA ou des billes d’agarose comportant du cobalt (voir section 5.2.7). Pour les étapes 

subséquentes, des mélanges de triphosphates de nucléosides (voir ci-bas) ont été ajoutés, et la 

réaction s’est déroulée à 37 oC durant 5 min. Lorsqu’une piste de pleine longueur est présente 

ou que les CE ont été amenés à un barrage transcriptionnel, l’élongation a été déclenchée par 

l’ajout de NTPs, en absence ou en présence d’héparine. Les aliquots ont été ajoutés à au moins 

le double du volume de solution dénaturante (formamide (95%), EDTA (20 mM, pH = 8,0), 

SDS (0,4%), bleu de bromophénol et xylène cyanol). Lorsque le transcrit est marqué 

radioactivement, un triphosphate de nucléoside radiomarqué (0.3 µCi/µL) remplace le 
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triphosphate de nucléoside non radiomarqué à l’étape indiquée dans le Tableau 10. Lorsqu’un 

barrage transcriptionnel à la streptavidine est préparé, les complexes ont été mis en contact 

avec de la streptavidine (250 nM) et la liaison s’est déroulée à 37 ˚C durant 5 min. Lorsqu’un 

trinucléotide ou un triphosphate de nucléoside modifié par une biotine, un azoture ou un 

éthynyle ont été incorporés, la même concentration a été utilisée (10 µM pour un trinucléotide 

initiateur et 25 µM pour un triphosphate de nucléoside), sauf si indication contraire. Lorsqu’un 

trinucléotide modifié par un fluorophore a été incorporé, 50 µM a été utilisé, sauf indication 

contraire. Lorsque les complexes ont été produits sur billes et envoyés à l’appareillage 

d’observation de molécules uniques ou lorsqu’indiqué, de l’imidazole (100 mM) a été ajouté 

et le tout a été laissé au repos 30 min à 37 ˚C. 

Tableau 10. Mélanges de nucléotides utilisés pour l’obtention des différents complexes 

d’élongation. 

 

Riborégulateur  Étape atteinte À partir de 
Nucléotides 

ajoutés 

thiC CE14 - UAA, UTP, CTP et GTP 

thiC CE18 CE14 ATP, UTP et GTP 

thiC CE20 CE18 CTP 

thiC CE22 CE18 UTP et CTP 

thiC CE26 CE18 ATP, UTP et CTP 

tbpA CE9 - GUU, ATP, UTP et CTP 

tbpA CE17 CE9 UTP, CTP et GTP 

tbpA CE19 CE17 ATP et CTP 

tbpA CE22 CE17 ATP, CTP et GTP 

tbpA CE23 CE19 UTP, CTP et GTP 

tbpA CE28 CE23 ATP, CTP et GTP 

tbpA CE35 CE28 UTP, CTP et GTP 

tbpA CE43 CE35 ATP, UTP et GTP 

ribB CE11 - GCU, ATP, UTP et CTP 

ribB CE24 CE11 ATP, CTP et GTP 
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5.2.9. Essais d’activité par clivage à la RNase H 

La réaction de transcription (40 µL) a été séparée en 2 x 18 µL. Le ligan (TPP, 2 µL à 1 mM, 

pour une concentration finale de 100 µM) ou de l’eau ont été ajoutés et la liaison s’est faite à 

37 ˚C durant 5 minutes. À 8 µL du mélange ont été ajoutés 2 µL de l’oligonucléotide tbpA 

G119, ayant 10 nucléotides de long et étant complémentaire à la région 119-129 du 

riborégulateur tbpA (923 AC, 100 µM, pour une concentration finale de 10 µM) et la liaison 

s’est faite à 37 ˚C durant 5 minutes. À ce 10 µL ont été ajoutés 10 µL de RNase H à 0,12 U/µL 

(0,6 µL de solution stock à 10 U/µL dans 50 µL de tampon à RNase H (Tris HCl (5 mM, pH = 

8,0), MgCl2 (20 mM), KCl (100 mM), EDTA (50 µM, pH = 8,0) et β-mercaptoéthanol (10 

mM, ajouté juste avant l’utilisation))) et la réaction de clivage s’est déroulée à 37 ˚C durant 5 

min, après quoi 20 µL de solution dénaturante (formamide (95%), EDTA (20 mM, pH = 8,0), 

SDS (0,4%), bleu de bromophénol et xylène cyanol) ont été ajoutés. 

5.2.10. Réaction de cycloaddition catalysée par le cuivre (click) 

Méthode de Winz (Winz, Samanta, Benzinger, & Jäschke, 2012) : À de l’ADN ou de l’ARN 

portant un azoture a été ajouté de l’alcyne-Cy5 (100 µM final), un prémélange de CuSO4 (100 

µM final) et de THPTA (500 µM final), et de l’ascorbate de sodium (1 mM final). Le tout a 

réagi à t.a. durant 2 h ou 30 min, tel qu’indiqué. 

Méthode de Samanta (Samanta, Krause, & Jäschke, 2014) : À de l’ARN dans du tampon 

Phosphate (50 mM, pH = 7,0 (435 mg KH2PO4 et 1,455 mL NaOH 1 M dans 50 mL total) ont 

été ajoutés du Cy5-N3 (250 µM),  de l’ascorbate de sodium (5 mM), du THPTA (2,5 mM) et 

du CuSO4 (500 µM, ajouté en dernier). 
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5.2.11. Clivage du NPOM par irradiation ultraviolette 

Lorsque les complexes étaient liés à des billes Ni-NTA, les billes ont été remises en 

suspension avec plusieurs va-et-vient en utilisant une pipette munie d’un embout coupé. Le 

milieu réactionnel a été placé dans une plaque à 96 puits et une lampe manuelle ultraviolette (λ 

= 365 nm, 8 W) a été placée directement sur la plaque (sans couvercle), de façon à ce que le 

liquide se retrouve sous le centre du tube fluorescent. Le milieu réactionnel a ensuite été 

irradié durant 8 minutes, sauf lorsqu’indiqué. Les billes et le tampon utilisé ont ensuite été 

retransférés dans un tube Eppendorf à l’aide d’une pipette munie d’un embout coupé. 

5.2.12. Matrices d’ADN et oligonucléotides 

Tableau 11. Constructions utilisées pour la transcription in vitro. 

 

Construction  Oligonucléotides 

  

thiC WT 11Cd 
1041 AC (amorce sens) 

1042 AC (amorce antisens) 

  

thiC WT 11Cd 5’-Biotine 
1131 AC (amorce sens) 

1042 AC (amorce antisens) 

  

thiC WT 11Cd 5’-Cy3 3’-Cy3 
2268 JFN (amorce sens) 

1451 JFN (amorce antisens) 

  

thiC WT 182 
1041 AC (amorce sens) 

568 AC (amorce antisens) 

  

thiC WT 152 
1041 AC (amorce sens) 

811 AC (amorce antisens) 

  

thiC LacUV5 11Cd 
1429 AC (amorce sens) 

1042 AC (amorce antisens) 

  

thiC LacUV5 11Cd 5’-Biotine 
1344 AC (amorce sens) 

1042 AC (amorce antisens) 
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Tableau 11 (suite)  

  

thiC LacUV5 11Cd 5’-Biotine 3’-N3 
1344 AC (amorce sens) 

1451 JFN (amorce antisens) 

  

thiC LacUV5 11Cd 5’-Biotine 3’-Cy3 
1344 AC (amorce sens) 

1451 JFN (amorce antisens) 

  

thiC LacUV5 167 3’-Biotine 
1429 AC (amorce sens) 

1487 FPJ (amorce antisens) 

  

tbpA LacUV5 10Cd 
275 AL (amorce sens) 

918 AC (amorce antisens) 

  

tbpA LacUV5 10Cd 5’-Biotine 
1362 JFN (amorce sens) 

918 AC (amorce antisens) 

  

tbpA LacUV5 15Cd 3’-Biotine 
275 AL (amorce sens) 

2158 JFN (amorce antisens) 

tbpA LacUV5 92 3’-Biotine 
275 AL (amorce sens) 

1579 JFN (amorce antisens) 

  

tbpA LacUV5 U05A 92 3’-Biotine 
2222 JFN (amorce sens) 

1579 JFN (amorce antisens) 

  

tbpA LacUV5 +5 92 3’-Biotine 
2223 JFN (amorce sens) 

1579 JFN (amorce antisens) 

  

tbpA LacUV5 +10 92 3’-Biotine 
2224 JFN (amorce sens) 

1579 JFN (amorce antisens) 

  

tbpA LacUV5 +15 92 3’-Biotine 
2225 JFN (amorce sens) 

1579 JFN (amorce antisens) 

  

tbpA LacUV5 +5 92 

85-NPOM 

2392 JFN (ultramère sens) 

NPOM SEQUENCE 4 (amorce antisens) 

  

tbpA LacUV5 90 +Ext C88A 88-NPOM 
3084 JFN (ultramère sens) 

3086 JFN (amorce antisens) 
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Tableau 12. Séquences des oligonucléotides utilisés. 

Oligonucléotide Séquence 5'-3' 

  

275 AL GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAA

TGTGTGGGTTCTCAACGGGGTGCCAC 

  

568 AC CATAGCTCATTCCAAAAAGTTAAGGACGTG 

  

811 AC TGTCAGACGACGGATGAAGCAAGAGACG 

  

918 AC CAACAGCAGGGGCAGACATTTTTTTAACAC 

  

923 AC TTTGCACCTC 

  

1041 AC CGCCCGCGTCAAACATCCTGCTTGA 

  

1042 AC TTGTTCGCGGCGGGTCAGTTTTGTTGCAGA 

  

1131 AC Biotine-CGCCCGCGTCAAACATCCTGCTTGAGTTCT 

  

1344 AC Biotine-

GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAA

TGTGTGGTAATTTCTTGTCGGAGTGCCTTAACT 

  

1362 JFN Biotine-

GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAA

TGTGTGGGTTCTCAACGGGGTGCCAC 

  

1429 AC GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAA

TGTGTGGTAATTTCTTGTCGGAGTGCCTTAACT 

  

1451 JFN N3-TTGTTCGCGGCGGGTCAGTTTTGTTGCAGA 

  

1487 FPJ Biotine-GTTAAGGACGTGGCTTGTCAGACG 

  

1579 JFN Biotine-AGGAGCCTCAAATCCCTTCG 

  

2158 JFN Biotine-AGCGAAAACGGGCGCTGTGCACAGC 

  

2222 JFN GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAA

TGTGTGGGTTCACAACGGGGTGCCAC 
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Tableau 12 (suite)  

  

2223 JFN GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAA

TGTGTGGGTTCAAACCTCAACGGGGTGCCAC 

  

2224 JFN GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAA

TGTGTGGGTTCAAACCAAACCTCAACGGGGTGCCAC 

  

2225 JFN GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAA

TGTGTGGGTTCAAACCAAACCAAACCTCAACGGGGTGCCAC 

  

2268 JFN N3- CGCCCGCGTCAAACATCCTGCTTGA 

  

2392 JFN GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAA

TGTGTGGGTTCAAACCTCAACGGGGTGCCACGCGTACGCGT

GCGCTGAGAAAATACCCGTCGAACCTGATCCGGATAACGCC

GGCGAAGGGATTTGAGGCTCCT 

  

3084 JFN GGGCACCCCAGGCTTTACACTTTATGCTTCCGGCTCGTATAA

TGTGTGGGTTCTCAACGGGGTGCCACGCGTACGCGTGCGCT

GAGAAAATACCCGTCGAACCTGATCCGGATAACGCCGGCG

AAGGGATTTGAGGATCcaaacccaatctttcaacgtggtct 

  

3086 JFN agaccacgttgaaagattgggtttgGA/iNPOM-               

dT/CCTCAAATCCCTTCGCCGGCGT 

  

NPOM SEQUENCE 4 AGGAGCC/iNPOM-dT/CAAATCCCTTCGCCGGCGTTAT 
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5.3 Résultats 

5.3.1. Marquage fluorescent de l’ADN pour l’observation de la vitesse de transcription 

Afin de confirmer que la présence de Cyanine 3 aux positions 5’ et 3’ de l’ADN du 

riborégulateur thiC n’influençait pas les pauses transcriptionnelles, des expériences de 

cinétique de transcription ont été effectuées sur le riborégulateur thiC pleine longueur (jusqu’à 

11 codons) en absence et en présence de Cyanine 3 aux extrémités 5’ et 3’ de la matrice 

d’ADN (Figure 31). Selon les résultats obtenus (Tableau 13 et Figure 33), la présence de 

Cy3 n’influence pas significativement les pauses du riborégulateur thiC (changement d’un 

facteur 1,2 ± 0,2, 0,9 ± 0,2 et 1,1 ± 1 pour les pauses A138, C158 et C187, respectivement. Par 

la suite, des expériences de cinétique de transcription ont été effectuées sur des versions 

tronquées du riborégulateur thiC (allant jusqu’à 182 et 152 nucléotides, afin d’exclure la pause 

187 et les pauses 187 et 158, respectivement) (Figure 32). Selon les résultats obtenus 

(Tableau 13 et Figure 33), les matrices d’ADN menant à la transcription de 182 et 152 

nucléotides n’influencent pas de façon significative les pauses 158 et 138 (changement d’un 

facteur 0,95 ± 0,2 et 1,1 ± 0,1 pour le transcrit 182 et 1,1 ± 0,2, pour le transcrit 152, 

respectivement). Ensemble, ces résultats indiquent que la présence de Cy3 sur la matrice 

d’ADN ou le retrait de la section 3’ de l’ARN n’influence pas les pauses du riborégulateur 

thiC. 
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Figure 31. Cinétique de transcription du riborégulateur thiC lorsque la matrice 

d’ADN et marquée en 5’ et en 3’. 

Les expériences ont été réalisées en utilisant 25 µM NTP. Les pauses sont 

indiquées sur le gel. 
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Figure 32. Cinétique de transcription du riborégulateur thiC en utilisant des matrices 

d’ADN tronquées. 

Les expériences ont été réalisées en utilisant 25 µM NTP. Les pauses sont 

indiquées sur le gel. 
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Tableau 13. Demi-vie des pauses transcriptionnelles du riborégulateur thiC selon 

l’absence et la présence de Cy3 et selon la construction. 

Rangée Riborégulateur Construction Pause Cy3 Demi-vie 

1 thiC 11 codons (215 nt) A138 - 45 ± 3 s 

2 thiC 11 codons (215 nt) A138 + 52 ± 4 s 

3 thiC 182 nt A138 - 48 ± 2 s 

4 thiC 152 nt A138 - 48 ± 5 s 

5 thiC 11 codons (215 nt) C158 - 44 ± 6 s 

6 thiC 11 codons (215 nt) C158 + 40 ± 3 s 

7 thiC 182 nt C158 - 42 ± 5 s 

8 thiC 11 codons (215 nt) C187 - 178 ± 9 s 

9 thiC 11 codons (215 nt) C187 + 187 ± 4 s 

 

 

Figure 33. Effet de la présence des fluorophores en 5’ et en 3’ de la matrice d’ADN et 

d’un raccourcissement de la matrice d’ADN sur les pauses 

transcriptionnelles du riborégulateur thiC. 

 

Ensuite, afin de confirmer que l’ADN fluorescent est détecté seulement lorsque l’ADN n’est 

pas lié aux billes, des CE14 du riborégulateur thiC dont l’ADN était marqué par une Cy3 ont 
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été liés à des billes portant du cobalt par l’étiquette d’histidines de la RNAP (Figure 34). 

Comme contrôle positif, 150 fmol d’ADN fluorescent ont été chargés sur le gel (ADN 150 

fmol) Lorsque les complexes sont liés aux billes, très peu d’ADN fluorescent (7% par rapport 

à la piste PL) est détecté dans le surnageant (CE14 SN), indiquant que l’ADN est lié aux 

billes via le complexe. Lorsque de l’imidazole ou des NTP sont ajoutés aux billes (CE14 

Imidazole et PL, respectivement), de l’ADN fluorescent (82% par rapport à la piste PL pour 

l’imidazole ou 100% pour les NTP) est détecté dans le surnageant, indiquant que l’ADN n’est 

plus lié aux billes, parce que le lien RNAP-billes a été perturbé par l’imidazole dans le premier 

cas, et que les complexes transcriptionnels ont été relâchés une fois le transcrit pleine longueur 

produit dans le second cas. Ces résultats indiquent que la détection de la fluorescence peut être 

utilisée pour déduire la terminaison de la transcription dans ce contexte. 

 

Figure 34. Contrôle de l’intégrité des complexes transcriptionnels à différentes étapes 

de la transcription. 

(ADN 150 fmol) De l’ADN fluorescent (150 fmol) a été directement chargé 

dans le puit. Des complexes d’élongation (CE) arrêtés à la position 14 ont été 

lié à des billes via la RNAP et le surnageant a été chargé sur le gel avant (CE 

14 SN), après traitement à l’imidazole (100 mM à 37 oC) (CE14 Imidazole) ou 

élongation jusqu’au transcrit pleine longueur en ajoutant 1 mM de NTP (PL). 

Dans chaque cas, la quantité d’ADN a été quantifiée et normalisée par rapport à 

la piste PL. 
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Les CE14 du riborégulateur thiC, dont l’ADN est doublement marqué avec la Cy3, ont par la 

suite été observés à l’appareillage d’observation de molécules uniques (Figure 35). Lorsque le 

trinucléotide initiateur (UAA) ne porte pas de biotine (Figure 35A), environ 30 complexes 

fluorescents sont observés, après une dilution d’un facteur 5. Lorsqu’un trinucléotide initiateur 

biotinylé (Biotine-UAA) est utilisé (Figure 35B), environ 152 (110 et 194) complexes 

fluorescents sont observés, après une dilution d’un facteur 20, indiquant que la présence de 

biotine permet l’observation d’environ 20 fois plus de complexes.  Ces résultats sont cohérents 

avec le fait que la biotine se lie aux molécules de streptavidine sur la lame et permet la liaison 

indirecte de l’ADN doublement marqué à la lame par le biais de l’ARN. 

Afin de valider que la terminaison de la transcription est liée à une perte du signal fluorescent, 

une autre expérience similaire a été réalisée (Tableau 14). Encore une fois, lorsque la biotine 

est présente, environ 33 fois plus de complexes fluorescents sont observés. Une injection de 

tampon de transcription sur la lame mène à une perte d’environ 14% des complexes observés, 

alors qu’une injection de NTP (1 mM et 25 µM) mène à une perte d’environ 81% et 83%, 

respectivement, des complexes observés, indiquant que la détection de la fluorescence peut 

être utilisée pour déduire la terminaison de la transcription dans le contexte de l’observation à 

l’appareillage d’observation de molécules uniques. 
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Figure 35. La liaison des complexes transcriptionnels fluorescents à la lame de 

microscope se fait de façon spécifique. 

(A) Complexes transcriptionnels (CE14) du riborégulateur thiC dont l’ADN 

porte deux Cy3 et dont l’initiation a été réalisée avec un trinucléotide initiateur 

non biotinylé (dilués d’un facteur 5 avant injection). (B) Mêmes complexes 

transcriptionnels, mais dont l’initiation a été réalisée avec un trinucléotide 

initiateur biotinylé (dilués d’un facteur 20 avant injection). L’expérience a été 

réalisée en duplicata. 
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Tableau 14. Contrôle de liaison spécifique du CE14 du riborégulateur thiC (dont l’ADN 

est doublement marqué avec la Cy3) et de transcription à l’appareillage 

d’observation de molécules uniques. Pour chaque condition, le nombre de 

complexes transcriptionnels fluorescents par film a été rapporté. 

Expérience 
Molécules/film 

Avant injection 

Molécules/film 

Après injection 
Ratio de perte 

Sans biotine 8 N/A N/A 

Avec biotine + injection 

de tampon 
110 92 14% 

Avec biotine + injection 

de NTP 1 mM 
194 36 81% 

Avec biotine + injection 

de NTP 25 μM 
383 ± 83 64 ± 5 83% 

 

Finalement, afin d’observer la transcription du riborégulateur thiC en temps réel, des NTP (25 

μM) ont été ajoutés à des lames de microscope sur lesquelles des complexes étaient déjà liés. 

Les tracés observés (Figure 36) peuvent être regroupés dans trois catégories. Dans la première 

catégorie (Figure 36A), l’intensité de la fluorescence observée correspond à l’intensité d’un 

seul fluorophore et tombe à 0, ce qui correspond soit à un événement de photoblanchiment ou 

de terminaison de la transcription. Dans la seconde catégorie (Figure 36B), l’intensité de la 

fluorescence observée correspond à l’intensité de deux fluorophores et tombe à l’intensité 

correspondant à un seul fluorophore, ce qui correspond forcément à un événement de 

photoblanchiment, puisque la terminaison de la transcription serait accompagnée de la perte de 

100% des fluorophores, soit deux dans ce cas-ci. Dans la troisième catégorie (Figure 36C), 

l’intensité de la fluorescence observée correspond à l’intensité de deux fluorophores et tombe 

à 0. En faisant l’approximation grossière que deux événements de photoblanchiment sont 

observés dans chaque tracé (ce qui n’est pas le cas), comme 6000 incréments de temps sont 

observés (résolution de 50 ms durant 300 s), la probabilité que deux événements de 

photoblanchiment se passent en même temps est de 1/6000. La vraie probabilité est bien 

inférieure à cette valeur, et correspond à 1/6000 multiplié par la probabilité que deux 

événements de photoblanchiment se déroulent durant le tracé. La troisième catégorie de tracé 
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correspond donc forcément à la terminaison de la transcription. Lorsque les différents temps 

de résidence correspondant à ce troisième cas ont été compilés (Figure 37), une distribution 

ayant certaines ressemblances avec une courbe Gaussienne a été obtenue, avec la moyenne 

étant située à 213 secondes. 

 

Figure 36. Exemples de tracés observés suite à l’acquisition du signal fluorescent dans 

le temps après l’addition de nucléotides aux complexes transcriptionnels 

fluorescents arrêtés et liés à la lame de microscope. 

(A) Tracé correspondant à un événement de photoblanchiment ou à la 

complétion de la transcription. (B) Tracé correspondant à un événement de 

photoblanchiment. (C) Tracé correspondant à la complétion de la transcription. 
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Figure 37. Distribution du nombre de tracés en fonction du temps de résidence 

observé. 

 

5.3.2. Transcription par étapes des riborégulateurs tbpA et thiC sur billes 

Une façon très répandue d’incorporer de façon spécifique des nucléotides modifiés dans 

l’ARN est la transcription par étapes. La première étape pour tenter l’incorporation de 

fluorophores à des endroits spécifiques dans les riborégulateurs tbpA et thiC a donc été de 

tenter la transcription par étapes pour ces riborégulateurs (Figure 38). 

Dans le cas du riborégulateur tbpA (Figure 38A), la transcription par étapes a semblé donner 

de bons résultats, c’est-à-dire que les transcrits obtenus sont relativement homogènes, en 

utilisant des mélanges de trois triphosphates de nucléosides différents, ce mène aux plus 

grandes étapes possibles, jusqu’à la position 19. L’addition d’ATP, de CTP et de GTP au 

CE17 a résulté en la production de deux populations (piste 22), ce qui n’est pas pratique dans 

l’optique de l’incorporation de nucléotides modifiés à des positions spécifiques. Une autre 

voie, impliquant de passer par un intermédiaire (CE19, par l’addition d’ATP et de CTP au 

CE17) pour se rendre à CE23 (par l’addition d’UTP, CTP et GTP), a donc été tentée, et a 
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mené à la production de CE23 homogènes. Dans les deux cas, l’addition de NTP au CE22 ou 

au CE23 a mené à la production de transcrits pleine longueur. 

Dans le cas du riborégulateur thiC (Figure 38B et Figure 38C), les deux premières étapes de 

transcription, chacune impliquant trois triphosphates de nucléosides différents et produisant 

respectivement les CE14 et CE18, ont mené à la production de transcrits homogènes. 

L’addition de NTP au CE18 a résulté en la production d’un transcrit pleine longueur. Pour 

pousser plus loin la transcription par étapes, un (CTP), deux (UTP et CTP) ou trois (ATP, 

UTP et CTP) triphosphates de nucléosides ont été ajoutés à CE18, ce qui a résulté en la 

production du CE20, CE22 et CE26, respectivement. 

 

Figure 38. Transcription par étapes de riborégulateurs répondant au TPP. 

(A) Transcription par étapes du riborégulateur tbpA. L’initiation (GUU + 

ATP + UTP + CTP) mène à la formation du CE-9. La seconde étape (UTP 
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Figure 38 (suite) + CTP + GTP) permet l’obtention du CE-17. À partir du 

CE-17, l’addition de deux (ATP + CTP) ou trois (ATP + CTP + GTP) 

nucléotides permet l’obtention du CE-22 et CE-23, respectivement. À partir 

du CE19, l’addition de trois nucléotides (UTP, CTP et GTP) permet 

l’obtention du CE-23. L’addition de NTP au CE-22 ou au CE-23 mène dans 

les deux cas à la formation du transcrit pleine-longueur (PL22 et PL23). (B) 

Transcription par étapes du riborégulateur thiC passant par une première 

étape à CE-14 (UAA + UTP + CTP + GTP), une seconde à CE-18 (ATP + 

UTP + GTP) et une transcription jusqu’au transcrit pleine-longueur (NTP, 

PL). (C) CE-18 du riborégulateur thiC soumis à du CTP, un mélange de 

UTP + CTP ou un mélange de ATP + UTP + CTP menant à la formation du 

CE20, du CE22 ou du CE26, respectivement. 

5.3.3. Incorporation de nucléotides modifiés par la RNAP d’E. coli sur billes 

Une fois notre capacité à effectuer la transcription par étapes confirmée, la possibilité pour la 

RNAP d’E. coli d’incorporer directement des nucléotides fluorescents a été testée (Figure 39). 

En premier lieu, lorsque des CE-9 du riborégulateur tbpA sont produits avec GUU, ATP, UTP, 

en absence ou en présence de CTP ou en présence de Cy3-CTP, puis allongés et radiomarqués 

à CE-17 (Figure 39A), un transcrit est seulement observé lorsque CE-9 a été produit en 

utilisant du CTP. Le fait que la piste où le CE-9 a été produit en utilisant du Cy3-CTP donne le 

même résultat que lorsqu’aucun CTP n’a été employé indique que la RNAP d’E. coli ne peut 

pas incorporer le Cy3-CTP. Cela étant dit, lorsque des CE-9 sont produits en employant Cy3-

GUU, ATP, [α-32P] -UTP et CTP (Figure 39B), des transcrits qui migrent légèrement plus 

haut que ceux obtenus en initiant avec GUU sont obtenus, indiquant que la RNAP d’E. coli 

peut incorporer Cy3-GUU lors de l’initiation. De plus, 50 µM de Cy3-GUU sont nécessaires 

pour obtenir environ autant de transcrit qu’en utilisant 10 µM de GUU. Lorsqu’une expérience 

similaire avec le riborégulateur thiC (Figure 39C), l’addition de  [α-32P] ATP, UTP et GTP à 

des CE-14 produits en utilisant Cy3-UAA a mené à la production de CE-18 migrant plus haut 
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que les CE-18 obtenus à partir de CE-14 ne contenant pas de Cy3. Concernant les quantités 

utilisées, l’utilisation de 10 µM de Cy3-UAA semblent donner la même quantité de transcrit 

que l’utilisation de 10 µM UAA, alors que l’utilisation de concentrations plus grandes (25 µM 

et 50 µM) mène à la production d’encore plus de transcrit (124% et 141%, respectivement). 

Ensemble, ces résultats indiquent que la RNAP d’E. coli ne peut incorporer de triphosphates 

de nucléosides portant une Cy3, mais qu’elle peut effectuer l’initiation lorsque le trinucléotide 

initiateur porte une Cy3 en 5’. 

 

Figure 39. Incorporation de la Cy3 par la RNAP d’E. coli. 

(A) Production du CE-17 du riborégulateur tbpA à partir du CE-9 produit 

avec GUU, ATP, UTP, en absence de CTP ou en présence de CTP ou de 

Cy3-CTP. L’addition de  [α-32P] UTP, CTP et GTP permet la production du 

CE-17 radiomarqué dépendant de la production du CE-9 à la première 

étape. (B) Production du CE-9 du riborégulateur tbpA produit avec de 

l’ATP, du CTP, du  [α-32P] UTP, en absence de GUU ou en présence de 



 

 189 

Figure 39 (suite) GUU ou de Cy3-GUU. L’intensité de chaque bande 

d’ARN a été quantifiée et normalisée par rapport au contrôle négatif (sans 

trinucléotide initiateur) et au contrôle positif (GUU), puis indiquée sous le 

gel. (C) Production du CE-18 du riborégulateur thiC à partir du CE-14 

produit avec UAA ou Cy3-UAA, et UTP, CTP et GTP. L’addition de  [α-

32P] ATP, UTP et GTP permet la production du CE-18 radiomarqué 

dépendant de la production du CE-14 à la première étape. L’intensité de 

chaque bande d’ARN a été quantifiée et normalisée par rapport au contrôle 

négatif (sans trinucléotide initiateur) et au contrôle positif (UAA), puis 

indiquée sous le gel. 

Puisque le but ultime du marquage fluorescent de l’ARN natif est l’observation à 

l’appareillage d’observation de molécules uniques, des CE-14 du riborégulateur thiC et dont 

l’ADN porte une biotine en 5’ ont été placés sur lame et observés au microscope (Tableau 

15). Lorsque l’initiation est effectuée avec Cy3-UAA, 566 molécules sont observées, soit 4,67 

fois plus que lorsque l’initiation est effectuée avec UAA. Afin de confirmer que l’observation 

de molécules fluorescentes est spécifique à l’incorporation de Cy3-UAA dans le CE-14, des 

complexes ont été préparés en utilisant UAA, suivis d’une exposition au Cy3-UAA après 

lavage des billes Ni-NTA auxquels les complexes étaient liés. Puisque les CE étaient déjà 

formés et que les réactifs en excès étaient retirés, aucune autre initiation n’a pu avoir lieu à 

cette étape et le Cy3-UAA n’a pu être incorporé dans le transcrit. De façon similaire, des 

complexes CE-9 du riborégulateur tbpA, dont l’initiation s’est faite avec GUU et Cy3-UAA, 

ont été produits. Puisque les premiers nucléotides transcrits sont GUU, Cy3-UAA n’a pas pu 

être incorporé. Dans les deux cas, le nombre de molécules observées était réduit d’un facteur 

de 14 et de 5,10, respectivement. Finalement, des NTP ont été ajoutés à des CE-14 du 

riborégulateur thiC dont l’initiation s’est faite avec Cy3-UAA, ce qui a mené à une diminution 

du nombre de molécules observées d’un facteur de 2,79. Ensemble, ces résultats indiquent que 

la détection de CE-14 du riborégulateur thiC fluorescents à l’appareillage d’observation de 
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molécules uniques est spécifique à l’incorporation de Cy3-UAA lors de l’initiation et à 

l’intégrité des complexes. 

Tableau 15. Nombre de molécules uniques observées au microscope après initiation de 

la transcription du riborégulateur thiC avec UAA, UAA suivi d’une 

exposition au Cy3-UAA, Cy3-UAA, Cy3-UAA puis NTP, et du 

riborégulateur tbpA avec GUU et Cy3-UAA. 

Riborégulateur Trinucléotide 

initiateur 

Nombre de 

molécules 

thiC UAA 121 

thiC Cy3-UAA 566 

thiC UAA puis Cy3-UAA 40 

tbpA GUU et Cy3-UAA 111 

thiC Cy3-UAA puis NTP 210 

 

Puisque deux fluorophores sont requis pour la technique du FRET et que la RNAP d’E. coli 

semble incapable d’incorporer directement un triphosphate de nucléoside fluorescent, une 

stratégie impliquant l’incorporation de triphosphates de nucléosides portant un groupement 

réactif plus petit qu’une cyanine, suivi d’un marquage subséquent, a été envisagée (Figure 

40). Dans un premier cas, du N3-UTP a été ajouté, avec du CTP et du GTP, à un CE-19 du 

riborégulateur tbpA, menant à la production du CE-23, identique à celui obtenu en utilisant de 

l’UTP, du CTP et du GTP (Figure 40A). De façon similaire, lorsque du 5-éthynyl-UTP, du 

CTP et du GTP ont été ajoutés au CE-9 du riborégulateur tbpA, un CE-17 a été obtenu, 

identique à celui obtenu à partir d’UTP, de CTP et de GTP (Figure 40B). Finalement, des 

versions modifiées d’ATP portant un azoture en position N6 ou 8 ont été utilisées pour tenter 

de redémarrer un CE-85 du riborégulateur tbpA produit en synchronisant la transcription à 

l’aide du NPOM (Figure 40C). Un redémarrage a été observé dans le cas du (8)N3-ATP, mais 

pas du (N6)N3-ATP. Ensemble, ces résultats indiquent que la RNAP d’E. coli peut incorporer 

le N3-UTP, le 5-éthynyl-UTP et le (8)N3-ATP. 
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Figure 40. Incorporation de nucléotides portant des groupements réactifs par la 

RNAP d’E. coli. 

(A) Transcription par étapes du riborégulateur tbpA. L’addition de CTP, de 

GTP et de UTP ou N3-UTP mène à la formation du CE-23. (B) Production du 

CE-17 du riborégulateur tbpA à partir du CE-9 produit avec GUU, ATP, UTP, 

en absence de CTP ou en présence de CTP ou de 5-éthynyl-CTP. L’addition de  

[α-32P] UTP, CTP et GTP permet la production du CE-17 radiomarqué 

dépendant de la production du CE-9 à la première étape. (C) CE du 

riborégulateur tbpA arrêté à un endroit où le nucléoside +1 est l’adénosine. Le 

redémarrage de la transcription a été tenté avec le (N6)N3-ATP et le (8)N3-

ATP. Il est à noter que la purification du CE-85 a ici été effectué en utilisant 

des colonnes G50. 

5.3.4. Marquage fluorescent de nucléotides modifiés sur billes 

Afin de confirmer la capacité de former le lien entre les nucléotides modifiés portant un 

azoture et le fluorophore, les nucléotides modifiés ont été mis en contact avec les fluorophores 

portant un alcyne rendu plus réactif sous forme de DBCO (DBCO-Cy3, Figure 41A) ou de 

BCN (CF640R, Figure 41B). Dans les deux cas, le fluorophore (10 pmol) était le réactif 

limitant et l’azoture a été ajouté en grand excès (500 pmol). De cette façon, si la formation du 

lien se faisait, il aura été possible de voir la disparition de la bande correspondant au 
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fluorophore libre et l’apparition d’une bande correspondant au produit de la réaction. Dans le 

cas du DBCO-Cy3, le fluorophore libre (piste DBCO-Cy3) a réagi de façon limitée avec le N3-

UTP, de façon complète avec le (N6)N3-ATP et pas du tout avec le (8)N3-ATP. Dans le cas du 

CF640R, le fluorophore a réagi presque complètement avec le (N6)N3-ATP et aucunement 

avec le N3-UTP et le (8)N3-ATP. Puisque le (N6)N3-ATP n’est pas incorporé par la RNAP 

d’E. coli, que le (8)N3-ATP ne réagit ni avec le DBCO-Cy3, ni avec le CF640R, et que le N3-

UTP semble réagir seulement avec le DBCO-Cy3, une approche impliquant le marquage entre 

un N3-UTP et une cyanine liée à un groupement DBCO a semblé être la plus appropriée. 

 

 

Figure 41. Réaction de liaison de fluorophores aux nucléotides N3-UTP, (N6)N3-ATP 

et (8)N3-ATP. 

Réaction de liaison du DBCO-Cy3 (A) et du CF640R (B). Dans les deux cas, le 

fluorophore est le réactif limitant (10 pmol) et le nucléotide est ajouté en grand 

excès (500 pmol) dans un volume total de 10 µL. La réaction a eu lieu à 37 ˚C 

durant 1 h 30 min. 
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Des essais de marquage fluorescent sur l’ARN en complexe transcriptionnel ont donc été 

effectués (Figure 42). Dans ces expériences, le N3-UTP est incorporé à la position 23 durant 

la transcription du riborégulateur tbpA, puis marqué lorsque la RNAP est à différentes 

positions. Bien que les résultats de la première expérience (Figure 42A) ne soient pas très 

clairs, il a été possible d’observer l’apparition d’une bande migrant plus haut que le CE-23 et 

le CE-35 après marquage, mais pas dans le cas du marquage du CE-28. Dans la seconde 

expérience (Figure 42B), le marquage de la position 23 a aussi été effectué lorsque la RNAP 

était à la position 43, avec le DBCO-Cy3 ainsi qu’avec le DBCO-Cy5. Dans tous les cas, le 

marquage a été observé. Ensemble, ces résultats indiquent qu’il est possible de marquer la 

position 23 lorsque la RNAP occupe la position 23, 35 ou 43 (mais pas la position 28), et que 

le marquage impliquant le DBCO-Cy3 et le DBCO-Cy5 semble équivalent. 

 

Figure 42. Marquage du riborégulateur tbpA à la position 23 par incorporation de N3-

UTP lors de la 4e étape de transcription (voir Figure 27). 

(A) Le marquage a été effectué sur le CE-23, le CE-28 et le CE-35. (B) Le 

marquage a été effectué sur le CE-35 et le CE-43 (ajout de ATP, UTP et GTP 

au CE-35) en utilisant DBCO-Cy3 et DBCO-Cy5. 
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Afin de tenter de réduire le bruit de fond causé par le marquage non spécifique des complexes 

transcriptionnels, la possibilité d’utiliser le DMSO, un solvant organique, dans les lavages, a 

été étudiée (Figure 43). Dans un premier temps, le CE-35 du riborégulateur tbpA marqué en 

position 23 avec du DBCO-Cy3 a été lavé en utilisant des quantités croissantes de DMSO 

(Figure 43A). Qualitativement, il est possible d’observer que le DMSO 50% semble retirer 

plus de fluorophore libre que les autres conditions. 

Dans un deuxième temps, la résistance du complexe transcriptionnel au DMSO a été testée en 

lavant des CE-14 du riborégulateur thiC dont l’ADN portait un azoture en 3’ avec un nombre 

variable de lavages au DMSO 50% et 75% suivis de deux lavages au TB 1M puis deux 

lavages au TB100 (Figure 43B). Selon les résultats obtenus, les complexes transcriptionnels 

ne tolèrent pas le DMSO 75% et le signal est perdu lors des lavages, possiblement à cause 

d’une relâche des complexes. 

Dans un troisième temps, l’impact du DMSO 50% sur la capacité d’élongation des complexes 

transcriptionnels a été testée en soumettant des CE-18 du riborégulateur thiC à des lavages au 

DMSO 50% (Figure 43C). Les CE-18 lavés au DMSO comme ceux lavés seulement avec du 

tampon redémarrent tous les deux aussi bien, indiquant que les lavages du DMSO 50% ne 

nuisent pas à l’activité de la RNAP d’E. coli. 

Dans un quatrième temps, afin de valider la viabilité du lavage au DMSO pour l’observation 

de molécules à l’appareillage d’observation de molécules uniques, des CE-14 du 

riborégulateur thiC dont l’ADN portait un azoture en 3’ ont été marqués en utilisant du 

DBCO-Cy3, puis lavés ou non avec du DMSO 50% (4x), puis du TB 1M (2x) et du TB100 

(2x) (Figure 43D). En plus d’être exposés sur gel, les complexes ont été observés à 

l’appareillage d’observation de molécules uniques. Le nombre de molécules observées pour 

chaque condition est indiqué sous le gel. L’observation sur gel d’ADN fluorescent semble être 

spécifique à la présence d’azoture, et le DMSO semble efficace pour retirer une partie des 

fluorophores libres. Cela étant dit, le bruit de fond semble rendre impossible l’observation 
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spécifique de complexes marqués à l’appareillage d’observation de molécules uniques. En 

effet, le nombre de molécules fluorescentes observées a été plus de 10 fois supérieur lorsque le 

marquage est effectué en complexe. De plus, le nombre de molécules observées lorsque le 

marquage a été effectué en complexe a même été supérieur en absence qu’en présence 

d’azoture, indiquant que la grande majorité des molécules observées sont dues au marquage 

non spécifique des complexes. 

Finalement, la capacité des colonnes G50 à retirer les fluorophores libres ont été testées 

(Figure 43E). Durant cette expérience, des CE-14 du riborégulateur thiC ont été exposés à du 

DBCO-Cy5, puis lavés avec du TB100 KCl (1x), du DMSO 50% (4x) ou non, puis du TB 1M 

KCl (2x) et du TB100 KCl (2x), puis passés sur colonne G50 ou non. Selon les résultats 

obtenus, le DMSO 50% semble très efficace pour retirer une bonne partie des fluorophores 

libres, mais les colonnes G50 semblent encore plus efficaces. 
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Figure 43. Réduction du bruit de fond fluorescent. 

 (A) Fluorophores libres suite au lavage du CE-35 du riborégulateur tbpA liés à 

des billes Ni-NTA, exposés à du DBCO-Cy3 (100 µM) durant 30 min, puis 

lavés deux fois avec du TB100 KCl contenant des quantités croissantes de 

DMSO, puis deux fois avec du TB100 KCl. Comme contrôle négatif (0% 

DMSO), les complexes ont été lavés deux fois avec TB 1M KCl, puis deux fois 

avec TB100 KCl. Le gel a été scanné en Cy3 et les fluorophores libres 

(marquage non spécifique) sont montrés ici. (B) Marquage de l’ADN de CE-14 
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Figure 43 (suite) du riborégulateur thiC portant un azoture en 3’. Les 

complexes sont liés à des billes Ni-NTA et lavés après marquage fluorescent 

(DBCO-Cy3) avec ou sans TB DMSO 50% ou 75% (4x), puis avec TB 1M (2x) 

et TB100 (2x). (C) Redémarrage de CE-18 du riborégulateur thiC après lavage 

du DMSO (50%). Les CE-14 ont été liés à des billes, lavés et allongés à CE-18 

en incorporant du  [α-32P] UTP lors de la 2e étape. Les complexes ont ensuite 

été lavés ou non avec TB DMSO 50% (4x), puis TB 1 M (2x) et TB100 (2x), 

puis redémarrés. (D) Marquage de l’ADN de CE-14 du riborégulateur thiC 

portant un azoture en 3’. Les complexes sont liés à des billes Ni-NTA et lavés 

après marquage fluorescent (DBCO-Cy3) avec ou sans TB DMSO 50% (4x), 

puis avec TB 1M (2x) et TB 100 (2x), avant d’être exposés à de l’imidazole 

(200 µM) durant 30 min. Comme contrôles, de l’ADN pré-marqué a été ajouté 

directement (150 fmol) ou mis en complexe, lié aux billes, lavé et exposé à 

l’imidazole. Sous le gel, le nombre de molécules observées lorsque les réactions 

ont été observées à l’appareillage de molécule unique. (E) Bruit de fond 

fluorescent suivant une exposition de CE-14 du riborégulateur thiC lié à des 

billes Ni-NTA à DBCO-Cy5 (100 µM, 40 min). Les complexes ont été lavés 

avec TB100 (1x), puis avec TB DMSO (50%) ou non, puis avec TB 1M (2x) et 

TB100 (2x). Ensuite, ils ont été traités ou non avec une colonne G50. 

5.3.5. Transcription par étapes par colonnes G50 et marquage fluorescent 

Vu la capacité des colonnes G50 à retirer les fluorophores libres, la possibilité de remplacer la 

purification des complexes transcriptionnels sur billes par une purification par colonnes G50 

entre chaque étape de transcription a été testée (Figure 44). Premièrement, la capacité des 

colonnes G50 à retirer les nucléotides a été vérifiée en soumettant des CE-9 du riborégulateur 

tbpA (préparés avec du GUU, de l’ATP, de l’UTP et du CTP) à 0, 1, 2 ou 3 lavages par 

colonne G50, avant d’ajouter de l’UTP, du CTP et du GTP, ce qui devrait mener à la 

production du CE-17, si la purification des complexes s’est bien déroulée (Figure 44A). Selon 
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les résultats obtenus, l’addition d’UTP, de CTP et de GTP après aucun lavage par colonne 

G50 a mené à l’obtention du transcrit pleine longueur, ce qui est cohérent avec la présence des 

4 NTP, puisque de l’ATP était présent dans le mélange d’initiation. L’addition du même 

mélange après deux ou trois lavages a mené à la production d’une seule bande, ce qui serait 

cohérent avec l’obtention du CE-17. Dans le cas du lavage unique, deux bandes sont obtenues, 

dont une migre plus haut que celle obtenue avec deux ou trois lavages. Cette deuxième bande 

pourrait être due à la présence d’une population de CE-23 correspondant à la prochaine 

position en aval du CE-17 nécessitant l’incorporation d’un ATP, ce qui serait cohérent avec un 

retrait partiel de l’ATP du milieu réactionnel. Malgré ces résultats, en raison de résultats 

obtenus par Adrien Chauvier (résultats non montrés ici), un seul lavage a été utilisé dans les 

expériences subséquentes pour la transcription par étapes en purifiant les CE par colonne G50.  

Cette technique a d’ailleurs été utilisée pour produire des CE-17 (Figure 44B) et des CE-173 

(Figure 44C) du riborégulateur tbpA portant une Cy5 en position 5 (et, dans le cas du CE-173, 

une Cy3 à l’extrémité 5’ du transcrit). Finalement, la transcription par étapes en utilisant les 

colonnes G50 a été utilisée pour produire le riborégulateur tbpA pleine longueur (10 codons) 

doublement marqué (Cy3 à l’extrémité 5’ et Cy5 en position 5, appelé « vecteur 1-5 ») sur 

lequel une expérience d’activité par la RNase H a été effectuée (Figure 44D). Lors de cette 

expérience, un oligonucléotide ayant 10 nucléotides de long a été hybridé à la région 119-129 

du riborégulateur tbpA, ce qui correspond à son site de liaison du ribosome. Au complexe 

riborégulateur-oligonucléotide a été ajouté la RNase H, qui clive les complexes ADN-ARN. 

Étant donné que l’oligonucléotide d’ADN se lie au site de liaison du ribosome du 

riborégulateur tbpA, dont l’accessibilité est modulée par la liaison du TPP, la différence de 

clivage en absence et en présence de TPP peut être utilisée pour attester de l’activité du 

riborégulateur. Selon les résultats obtenus, la présence de TPP est accompagnée d’une 

diminution du clivage relativement similaire (facteur 3,0 pour le riborégulateur non marqué et 

facteur 4,5 pour le riborégulateur marqué), indiquant que le riborégulateur tbpA pleine 

longueur (10 codons) maintient son activité dans le contexte du vecteur 1-5. 
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Ensemble, ces résultats indiquent que la purification des complexes par colonne G50 peut être 

employée pour former le vecteur 1-5 du riborégulateur tbpA, et que ce vecteur ne nuit pas à 

l’activité du riborégulateur. 

 

Figure 44. Transcription par étapes et marquage subséquent en utilisant des colonnes 

G50. 

(A) CE-9 du riborégulateur tbpA exposé à de l’UTP, du CTP et du GTP, après 

0, 1, 2 ou 3 lavages par colonne G50. (B) et (C) Dans les deux cas, un UTP-N3 

a été incorporé en position 5 lors de la première étape de transcription. Puis, 

après purification le CE-17 (B) ou le CE-173 (C) a été produit en ajoutant de 

l’UTP, du CGP et du GTP, ou des NTP, respectivement. La cycloaddition a été 

effectuée à 37 ˚C durant 1 heure en ajoutant du DBCO-Cy5 (100 µM). Le retard 

sur gel causé par la liaison du DBCO-Cy5, seulement en présence d’azoture, est 

indicateur d’un marquage réussi. (D) Expérience de clivage à la RNase H en 

utilisant un oligonucléotide se liant au site de liaison du ribosome, en absence et 

en présence de TPP, avec le riborégulateur naturel (10 codons) et le         
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Figure 44 (suite) riborégulateur doublement marqué en positions 1 et 5 

(vecteur 1-5). 

Une fois que la production du vecteur 1-5 du riborégulateur tbpA a été maîtrisée, les 

observations à l’appareillage d’observation de molécules uniques a débuté (Figure 45, Figure 

46 et Figure 47). En premier lieu, des CE-83 ayant été produits sans N3-UTP ont été observés 

(Figure 45A). L’excitation de la Cy3 a mené à une détection en Cy3, puisque l’initiation a été 

effectuée avec Cy3-UAA. L’excitation de la Cy5 a mené à légèrement de détection en Cy5 ce 

qui serait dû au bruit de fond (marquage non spécifique). L’histogramme de population 

d’EFRET (Figure 45B) contenait seulement une population à bas FRET, probablement due au 

chevauchement entre le spectre d’émission de la Cy3 et la détection en Cy5, ce qui peut être 

interprété comme étant un signal à bas FRET.  Lorsque la même expérience est réalisée avec 

de l’azoture (Figure 45C et Figure 45D), des molécules de Cy5 sont observées lors de 

l’excitation en Cy5. L’excitation en Cy3 mène aussi à l’observation d’émission en Cy5 et à 

l’observation d’une population à haute EFRET (en plus de la population à basse EFRET causée 

par le chevauchement émission de la Cy3 – détection en Cy5). Ensemble, ces résultats 

indiquent que l’observation de molécules en Cy5 et de FRET est spécifique à la présence 

d’azoture dans le vecteur 1-5 du riborégulateur tbpA d’E. coli. 
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Figure 45. Observation du riborégulateur tbpA (CE-83) à l’appareillage sm-FRET. 

Une cyanine 3 est incorporée en 5’ et une cyanine 5 en position 5. 

(A) Images du miscroscope en absence d’azoture en position 5. (B) 

Histogramme des populations d’états de EFRET observées en absence d’azoture 

en position 5. (C) Images du miscroscope en présence d’azoture en position 5. 

(D) Histogramme des populations d’états de EFRET observées en présence 

d’azoture en position 5.  

En deuxième lieu, le titrage du DBCO-Cy5 a été effectué (Figure 46A). Qualitativement, la 

population de FRET élevé semble augmenter avec la concentration de DBCO-Cy5, jusqu’à 50 

µM, où elle semble se stabiliser. Selon ces résultats, 50 µM semblent donc être suffisants pour 

le marquage. De plus, l’effet du TPP sur la population de FRET élevé a été vérifié (Figure 

46B), mais semble négligeable. Le vecteur 1-5 du riborégulateur tbpA, bien qu’il soit le 

premier vecteur produit au laboratoire et qu’il ait pu nous aider à prendre confiance en la 
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technique, ne peut malheureusement être utilisé pour détecter des changements 

conformationnels dans ce riborégulateur. 

 

Figure 46. Expériences à l’appareillage sm-FRET avec le riborégulateur tbpA (CE-83) 

marqué en position 1 et en position 5. 

(A) Effet de la variation de DBCO-Cy5 lors du marquage en position 5 sur les 

populations d’états de EFRET. (B) Histogramme des populations d’états de EFRET 

observées en absence et en présence de TPP (100 µM).  
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Finalement, l’appareillage d’observation de molécules uniques a été utilisé pour observer 

l’effet de l’imidazole sur la fluorescence et le FRET observé (Figure 47). Lorsque l’imidazole 

est ajouté avant la réaction de marquage (Figure 47A et Figure 47B), l’observation de la 

population d’EFRET élevé est spécifique à la présence d’azoture, cohérent avec la nécessité du 

marquage spécifique avec la Cy5 pour leur observation. Cependant, lorsque l’imidazole est 

ajouté après la réaction de marquage (Figure 47C et Figure 47D), une population d’EFRET 

élevé est observée même en absence d’azoture. L’imidazole semble donc réagir d’une certaine 

façon avec la Cy5 marquée non spécifiquement, d’une manière interférant avec l’observation 

de la population d’EFRET élevé spécifique au marquage en position 5. 

 

Figure 47. Effet de l’imidazole sur les populations de EFRET observées avec le CE-83 

du riborégulateur tbpA marqué en position 1 et 5. 

(A) et (B) L’imidazole a été ajouté avant la réaction click avec le DBCO-Cy5, 

en absence (A) et en présence (B) d’azoture en position 5. (C) et (D)         
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Figure 47 (suite) L’imidazole a été ajouté après la réaction click avec le 

DBCO-Cy5, en absence (C) et en présence (D) d’azoture en position 5. 

Pour finir, une dernière série d’expériences a été effectuée dans l’optique de tenter de voir une 

différence de FRET suite à la liaison du TPP (Figure 48). Comme les positions 1 et 5 sont très 

rapprochées, notre hypothèse a été qu’un changement conformationnel ne pouvait induire 

assez de différence pour qu’on puisse voir une variation. Cependant, si les positions 1 et 5 

étaient plus éloignées, il serait possible que le vecteur 1-5 entre dans la zone de sensibilité 

maximale et qu’une petite variation induite par la liaison du TPP puisse être détectée par une 

variation de FRET. Des matrices d’ADN comportant une séquence allongée de 5, 10 et 15 

nucléotides (en utilisant une, deux ou trois répétitions du motif CAAAC en position 4) ont 

donc été utilisées pour produire des transcrits du riborégulateur tbpA de 92 nucléotides de 

long. 

Durant l’essai de transcription (Figure 48A), les matrices comportant une extension de 5, 10 

et 15 nucléotides ont semblé mener à une transcription adéquate. De plus, la portion ne 

redémarrant pas (CE-9, CE-14, CE-19 et CE-24 dans les pistes de pleine longueur) semble 

diminuer pour les matrices allongées comparé au type sauvage. Leur utilisation pourrait donc 

constituer un atout important lors des expériences de marquage, afin de diminuer la quantité 

de transcrit portant une Cy3 à l’extrémité 5’ mais n’incorporant pas de Cy5 en position 5. 

Un essai de marquage au DBCO-Cy5 (Figure 48B) montre qu’il est possible de marquer 

l’ARN produit par ces matrices lorsqu’un N3-UTP est incorporé lors de la première étape de 

transcription. De plus, un mutant U05A, ne pouvant pas incorporer de N3-UTP lors de cette 

étape ne peut se marquer de façon fluorescent, indiquant que le marquage est spécifique à cette 

incorporation. 

Finalement, un essai d’activité par clivage à la RNase H du riborégulateur tbpA allongé de 5 

nucléotides (Figure 48C) a démontré que la liaison du TPP mène à une protection du site de 
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liaison du ribosome d’un facteur 5,9 pour le type sauvage et d’un facteur de 16 pour la version 

allongée, indiquant que le riborégulateur reste actif dans ce contexte. 

Malgré tous ces résultats préliminaires encourageants, des expériences de sm-FRET n’ont 

malheureusement pas été effectuées en utilisant ces constructions. Cela étant dit, il est tout de 

même intéressant de garder en tête que d’ajouter une extension permettant d’obtenir un 

transcrit initial plus long mène à un meilleur redémarrage ainsi qu’à un riborégulateur 

fonctionnel et qu’il est possible de marquer. 

 

Figure 48. Transcription par étapes et marquage subséquent en utilisant des colonnes 

G50. 

(A) Transcription de matrices d’ADN comportant le riborégulateur tbpA et une 

à trois répétitions d’une extension CAAAC à la position 4, résultant en un 

transcrit ayant 5, 10 et 15 nucléotides supplémentaires. (B) Marquage      
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Figure 48 (suite) fluorescent du riborégulateur tbpA portant un N3-UTP ajouté 

lors de la première étape de transcription. La cycloaddition a été effectuée à 37 

˚C durant 1 heure en ajoutant du DBCO-Cy5 (50 µM). Le retard sur gel causé 

par la liaison du DBCO-Cy5, seulement en présence d’azoture, est indicateur 

d’un marquage réussi. (C) Expérience de clivage à la RNase H en utilisant un 

oligonucléotide se liant au site de liaison du ribosome, en absence et en 

présence de TPP, avec le riborégulateur de type sauvage et le riborégulateur 

portant une extension CAAAC en position 4. 

5.3.6. Marquage à l’alcyne 

Dans plusieurs types d’expériences, le bruit de fond reste un obstacle à surmonter afin d’avoir 

un signal plus clair. Dans le cas du FRET, le bruit de fond est surtout causé par le marquage 

non spécifique des fluorophores sur les complexes transcriptionnels. En raison du nombre 

particulièrement élevé d’atomes de carbone entrant dans la composition du DBCO, 

l’hypothèse selon laquelle l’alcyne, composé de seulement deux atomes de carbone, pourrait 

être moins lipophile (ou hydrophobe) que le DBCO, a été formulée. Comme les lavages sont 

faits avec un tampon aqueux, il est probable que le marquage non spécifique soit dû à des 

interactions hydrophobes. L’alcyne pourrait donc mener à moins de marquage non spécifique 

que le DBCO. 

Afin de vérifier cette hypothèse, une expérience impliquant de mettre en contact des CE-14 du 

riborégulateur thiC avec du DBCO-Cy5 et de l’alcyne-Cy5, suivi de lavages avec du DMSO 

50% ou non, puis du TB 1M (2x) et du TB100 (2x) a été effectuée (Figure 49). Comme 

contrôle négatif, les fluorophores ont été placés dans un microtube et dilués par le même 

facteur (TB 1M (2x) suivi de TB100 (2x)). Comme contrôle positif, 500 fmol du flurophore a 

été ajouté directement sur le gel (piste 500 fmol). 
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Premièrement, dans la piste « 500 fmol », l’alcyne semble détecté beaucoup plus fort que le 

DBCO. Puisque ce qui est détecté est la cyanine 5, et que le fluorophore ne devrait en théorie 

pas être affecté par le groupement liant (DBCO ou alcyne), il est probable que la différence 

vienne d’une erreur de dilution. Dans ce cas, l’alcyne serait dont beaucoup plus concentré que 

le DBCO. Malgré cette différence de concentration, le tampon et le DMSO semblent moins 

efficaces pour retirer le DBCO que l’alcyne, ce qui pourrait indiquer que l’alcyne contribue à 

moins d’interactions non spécifiques avec les complexes transcriptionnels que l’alcyne. De 

plus, même dans la piste « Dilution », le DBCO est encore détecté, alors que l’alcyne non, ce 

qui pourrait indiquer que le DBCO participe à plus d’interactions que l’alcyne avec les parois 

des microtubes. La même expérience (avec seulement les lavages impliquant du tampon) a été 

effectuée à l’appareillage d’observation de molécules uniques. Le nombre de molécules 

observées dans chaque cas est indiqué sous la figure. Dans le cas du DBCO, environ 5,7 fois 

plus de molécules ont été détectées que dans le cas de l’alcyne, indiquant encore une fois que 

l’utilisation du DBCO est relié à plus de marquage non spécifique que l’utilisation de l’alcyne. 

 

Figure 49. Différence entre le bruit de fond causé par les groupements DBCO et 

alcyne.  

Des CE-14 du riborégulateur thiC liés à des billes ont été exposés à de la Cy5 

liée à un alcyne ou un DBCO (100 µM, 1 h), puis lavés (piste DMSO) ou non 
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Figure 49 (suite) (piste Tampon) avec du DMSO (50%, 2x), puis TB 1M (2x) 

et TB 100 (2x). La même expérience a été effectuée sans CE-14 et sans billes, 

pour voir l’effet de la dilution (et, possiblement, de l’interaction entre le 

fluorophore et le tube) (piste Dilué). Du fluorophore libre (500 fmol) a été 

ajouté dans une piste pour comparaison. Sous le gel : nombre de molécules 

fluorescentes observées au microscope en utilisant la même méthode. 

Puisque la transcription introduit une étape supplémentaire, le marquage à l’alcyne a d’abord 

été testé sur de l’ADN (Figure 50). En premier lieu, un oligonucléotide d’ADN portant un 

azoture a été soumis aux conditions de click (méthode de Winz) (Figure 50A). Selon les 

résultats obtenus, le click à l’alcyne dans ces conditions fonctionne encore mieux que le 

marquage au DBCO-Cy5. En deuxième lieu, l’impact de la présence des différents types de 

billes sur la réaction de marquage a été vérifiée (Figure 50B). Selon les résultats, seules les 

billes de nickel et les billes magnétiques de cobalt sont compatibles avec la réaction, car les 

billes de cobalt et les billes photoclivables semblent l’inhiber. Finalement, le marquage a été 

tenté sur de l’ADN de thiC en complexe transcriptionnel (Figure 50C). La présence d’une 

bande détectée en Cy5 indique que l’ADN a bel et bien été marqué. 
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Figure 50. Marquage d’ADN avec la Cy5-Alcyne. 

(A) Marquage de l’oligonucléotide d’ADN « thiC antisens N3 » (1451 JFN) 

avec la méthode de Winz durant 2 h et scan en ultraviolets. La différence de 

migration indique le marquage. (B) Marquage de l’ADN thiC lacUV5 11Cd 

portant un azoture en 3’ en présence de différentes sortes de billes, avec la 

méthode de Winz durant 2 h et scan en Cy5. De gauche à droite, aucune bille (-

), des billes de cobalt (Co), des billes de cobalt magnétiques (CoM), des billes 

Ni-NTA (Ni), des billes photoclivables (PC) et un contrôle négatif (no ADN). 

(C) Marquage de l’ADN thiC lacUV5 11Cd portant un azoture en 3’ en 

complexe transcriptionnel (CE-14) sur des billes Ni-NTA à l’aide du DBCO-

Cy5 et du Cy5-Alcyne selon la méthode de Winz durant 2 h et scan en Cy5. 

Afin de confirmer l’hypothèse selon laquelle le marquage à l’alcyne mènerait à moins de bruit 

de fond que le marquage au DBCO, l’ADN du riborégulateur thiC en CE-14 et portant un 
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azoture en 3’ a été marqué selon les deux méthodes (durant 2 h), lavé avec TB100 (1x), TB 

1M (2x), encore TB100 (2x), soumis à l’imidazole pour retirer le complexe de la bille, puis 

passé sur une ou deux colonnes G50 et observé à l’appareillage d’observation de molécules 

uniques (Tableau 16). Selon les résultats obtenus, le marquage à l’alcyne mène à 

l’observation de 11 fois plus et 9,6 fois plus de molécules en présence qu’en absence 

d’azoture, après une ou deux purifications sur colonne G50, respectivement, comparé à un 

facteur 2,4 et 1,3 dans le cas du marquage au DBCO, indiquant que le marquage à l’alcyne 

mène bel et bien à moins de marquage non spécifique. 

Tableau 16. Nombre de molécules observées à l’appareillage d’observation de 

molécules uniques. 

Rangée Lavage Cy5 Azoture Molécules 

1 1x G50 DBCO - 980 

2 1x G50 DBCO + 2400 

3 1x G50 Alcyne - 64 

4 1x G50 Alcyne + 730 

5 2x G50 DBCO - 500 

6 2x G50 DBCO + 649 

7 2x G50 Alcyne - 48 

8 2x G50  Alcyne + 460 

 

Une fois la possibilité d’utiliser un alcyne pour un marquage fluorescent démontré sur l’ADN, 

le marquage de l’ARN en complexe a été testé sur un CE-17 du riborégulateur tbpA (Figure 

51). Au scan 32P, on observe que le marquage fluorescent s’est bien effectué sur le CE-17 et 

que les complexes transcriptionnels peuvent redémarrer, formant ainsi le transcrit pleine 

longueur. Au scan Cy5, les transcrit de 17 nucléotides fluorescent (17F) et pleine longueur 

fluorescent (PLF) sont visibles. Pour ce qui est du marquage non spécifique, beaucoup de bruit 

de fond est observé en fluorescence. 
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Figure 51. Marquage d’ARN avec la Cy5-Alcyne. 

Marquage fluorescent avec Alcyne-Cy5 selon la méthode de Winz durant 2 h 

sur le CE-17 portant un N3-UTP en position 5 du riborégulateur tbpA sur billes 

Ni-NTA. Les complexes marqués ont été lavés (1x TB100, 2x TB 1M, 2x 

TB100), puis redémarrés pour former le transcrit pleine longueur. 

Des complexes transcriptionnels CE-17 du riborégulateur tbpA et CE-24 du riborégulateur 

ribB ont ensuite été préparés et marqués en position 5 et 5’, respectivement, en utilisant un 

azoture sur l’ARN, un Cy5-Alcyne et la méthode de Winz, après quoi les complexes sur billes 

ont été lavés, décrochés à l’imidazole et purifiés sur colonne G50 avant d’être observés à 

l’appareillage d’observation de molécules uniques (Tableau 17).Selon les résultats, la 

présence d’azoture mène à l’observation de plus de molécules d’un facteur 7,5 et 3,5, 

respectivement, pour les riborégulateurs tbpA et ribB, comparé à l’absence d’azoture, 

indiquant que l’observation de molécules est spécifique au marquage de l’azoture dans l’ARN. 

De plus, l’ajout de NTP sur lames mène à une diminution du nombre de molécules observées 
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d’un facteur 2,2 et 3,9, respectivement, pour les riborégulateurs tbpA et ribB, indiquant que 

l’observation des molécules dépend de l’intégrité des complexes transcriptionnels et que leur 

relâche peut être détectée à l’appareillage d’observation de molécules uniques. 

Tableau 17. Nombre de molécules fluorescentes (Cy5) observées à l’appareillage 

d’observation de molécules uniques suite au marquage de CE-17 du 

riborégulateur tbpA en position 5 et de CE-24 du riborégulateur ribB en 

position 5’, selon la méthode de Winz, durant 2 h, et après quoi les 

complexes sur billes ont été lavés, décrochés à l’imidazole, et purifiés sur 

colonne G50.  

Riborégulateur Azoture 
Nombre de molécules 

avant NTP 

Nombre de molécules 

après NTP 

tbpA - 33 31 

tbpA + 246 111 

ribB - 46 161 

ribB + 19 41 

 

Par la suite, une tentative d’optimisation des conditions pour protéger l’ARN de la dégradation 

a été effectuée (Figure 52). Dans un premier temps, différents temps de marquage ont été 

tentés (Figure 52A, moitié de gauche), et il a été trouvé que, dans les conditions de Winz, 30 

min suffisaient à marquer le CE-17 du riborégulateur tbpA portant un azoture en position 5. 

Dans un deuxième temps, l’effet de différentes composantes sur la dégradation et la protection 

de l’ARN a été testée (Figure 52A, moitié de gauche, et Figure 52B). Selon les résultats 

obtenus, le cuivre et l’ascorbate de sodium dégradent l’ARN de façon très efficace. Le 

THPTA et le système PCA/PCD semblent très efficaces pour protéger l’ARN, alors que 

l’acétonitrile (ACN) et le dégazage des solvants utilisés semble inefficace. Finalement, des 

CE-17 du riborégulateur tbpA portant un azoture en position 5 ont été exposés aux conditions 

de Winz avec différentes concentrations de THPTA (Figure 52C). Selon les résultats obtenus, 

le ratio THPTA :Cuivre/Ascorbate 1 :1 semble optimal, et les ratios 5 :1 et 10 :1 semblent 

inhiber la réaction de marquage. 
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Figure 52. Protection de l’ARN contre les conditions de la cycloaddition. 

(A) Moitié gauche : Marquage dans le temps du CE-17 du riborégulateur tbpA 

portant un N3-UTP en position 5 selon la méthode de Winz durant 2 h, après 

quoi les complexes ont été lavés (3x TB 1M puis 2x TB100). Moitié droite : 

Riborégulateur tbpA pleine longueur (10 codons) exposé au cuivre et à 

l’ascorbate de sodium, en absence et en présence de THPTA ou d’ACN. (B) 

Riborégulateur tbpA pleine longueur (10 codons) exposé aux conditions de 

Winz durant 30 min, avec ou sans THPTA, dégazage des solvants et système 

PCA/PCD. (C) Titrage du THPTA pour le marquage du CE-17 du 

riborégulateur tbpA portant un azoture en position 5 selon les conditions de 

Winz durant 30 min. 

Ensuite, une stratégie de marquage inversée, impliquant l’incorporation d’un nucléotide 

modifié portant un alcyne et son marquage subséquent avec du Cy5-N3, a été investiguée 

(Figure 53). La première expérience (Figure 53A) a été effectuée sur un transcrit non marqué 

à la Cy3. Le marquage a été observé et le bruit de fond en scan Cy5 semble minime. La 
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deuxième expérience (Figure 53B) a été effectuée sur un transcrit marqué à la Cy3. De 

manière surprenante, tout le signal disparait du scan Cy3 une fois le marquage effectué. 

 

Figure 53. Marquage du riborégulateur tbpA avec la Cy5-N3. 

Marquage fluorescent avec Cy5-N3 selon la méthode de Winz durant 30 min 

sur le CE-17 portant un Alcyne-UTP en position 5 du riborégulateur tbpA sur 

billes Ni-NTA. Les complexes marqués ont été lavés (3x TB 1M, 2x TB100), 

puis redémarrés pour former le transcrit pleine longueur. (A) Initiation avec 

GUU. (B) Initiation avec Cy3-GUU. 

Un autre protocole de marquage impliquant des concentrations de réactifs différents a aussi été 

testé (Figure 54) pour le marquage entre l’UTP-alcyne et la Cy5-N3. Ce protocole, appelé ici 

« Méthode de Samanta » utilise un tampon à base de phosphate. Le milieu réactionnel a donc 

été changé pour du tampon phosphate à l’aide de deux lavages des billes sur lesquels les 

complexes se trouvent avant la réaction click. Selon les résultats obtenus, 15 minutes suffisent 

à obtenir un marquage complet. La méthode a ensuite été utilisée pour tenter d’obtenir le 

riborégulateur tbpA doublement marqué, en initiant avec un Cy3-GUU et en incorporant un 

UTP-alcyne en position 5 (Figure 55). Tel qu’observé précédemment lors du marquage avec 
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la méthode de Winz (Figure 53), le marquage est accompagné d’une perte complète du signal 

en Cy3. De plus, le lavage semble très efficace pour retirer la Cy5 libre, mais mène à une perte 

du signal de l’ARN, ce qui pourrait indiquer que les conditions de marquage nuisent aux 

complexes transcriptionnels et causent leur relâchement ou nuisent à la liaison entre les billes 

Ni-NTA et la RNAP. 

Afin de discriminer entre ces deux hypothèses, des CE-18 du riborégulateur thiC ont été fixés 

à des billes d’avidine via une biotine en 5’ de l’ADN et soumis aux conditions de marquage de 

Samanta, puis lavés (3x TB 1M, 2x TB100) (Figure 56). Selon les résultats, le lavage des 

billes après marquage mène à une perte significative de signal. Comme le lien biotine-

streptavidine est très fort, une baisse du signal après lavage indique probablement que les 

conditions de marquage nuisent à l’intégrité des complexes transcriptionnels. De plus, comme 

contrôle négatif, des complexes n’ayant pas subi de marquage ont aussi été lavés. La perte 

négligeable de signal est un bon indicateur que les lavages en tant que tel ne sont pas une 

cause significative de perte de signal (par exemple, à cause de l’aspiration accidentelle de 

billes). 

 

Figure 54. Première tentative de marquage d’ARN avec la Cy5-N3 en utilisant la 

méthode de Samanta. 

CE-17 du riborégulateur tbpA portant un UTP-alcyne en position 5 marqué par 

la Cy5-N3 selon la méthode de Samanta et chargé sur gel sans lavage. 
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Figure 55. Tentative de double marquage d’ARN avec Cy3-GUU et Cy5-N3 en 

utilisant la méthode de Samanta. 

CE-17 du riborégulateur tbpA portant une Cy3 à l’extrémité 5’ et un UTP-

alcyne en position 5 marqué par la Cy5-N3 selon la méthode de Samanta et 

chargé sur gel sans et avec lavage. 

 

Figure 56. Essai de relâchement des complexes transcriptionnels. 

CE-18 du riborégulateur thiC portant un UTP-alcyne en position 18 et chargé 

sur billes d’avidine, marqué par la Cy5-N3 selon la méthode de Samanta et 

chargé sur gel sans et avec lavage (3x TB 1 M, 2x TB100). 
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Finalement, afin d’élucider la différence flagrante de bruit de fond entre le marquage avec la 

Cy5-alcyne et la Cy5-N3, l’hypothèse selon laquelle la Cy5-N3, en raison de sa structure 

chimique particulière (l’azoture est un groupement portant deux charges), pourrait migrer de 

façon drastiquement différente, a été formulée. Afin de la vérifier, des CE-158 du 

riborégulateur thiC portant un azoture ou un alcyne en position 18 ont été marqués selon les 

conditions de Samanta, puis lavées (3x TB 1M, 2x TB100), décrochées des billes Ni-NTA à 

l’imidazole et purifiées sur une colonne G50 (Figure 57). Concernant le scan en Cy3, dans les 

deux cas (marquage avec Cy5-N3 et marquage avec Cy5-alcyne), le marquage suivi du lavage 

semble mener à des pertes importantes du signal. Concernant le scan en Cy5, le Cy5-N3 

semble encore une fois mener à moins de bruit de fond que le Cy5-alcyne. Cependant, lorsque 

le gel est migré en sens inverse, il est maintenant possible d’observer énormément de Cy5-N3 

libre. La Cy5-N3 ne cause donc finalement pas moins de bruit de fond que la Cy5-alcyne. 

 

Figure 57. Comparaison du bruit de fond causé par le Cy5-N3 et le Cy5-Alcyne. 

CE-158 du riborégulateur thiC portant un UTP-alcyne ou un UTP-N3 en 

position 18 marqué par la Cy5-N3 ou la Cy5-Alcyne selon la méthode de  
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Figure 57 (suite) Samanta et chargé sur gel sans et avec lavage (3x TB 1 M, 2x 

TB100), puis décrochés des billes Ni-NTA à l’imidazole et purifiés à l’aide 

d’une colonne G50. 

5.3.7. Utilisation du NPOM pour le marquage fluorescent d’ARN 

Jusqu’à maintenant, la transcription par étapes a été la méthode de prédilection pour 

l’incorporation de nucléotides modifiés dans le but de marquer l’ARN avec des fluorophores à 

des positions spécifiques. Bien que cette méthode soit en principe très prometteuse, elle reste 

limitée dans le nombre d’étapes qu’il est possible d’effectuer tout en maintenant des 

complexes transcriptionnels de taille désiré (Figure 58). En effet, plus le nombre d’étapes 

augmente, plus la taille des transcrits est diversifiée. Il est donc difficile d’atteindre des 

positions plus éloignées du site de démarrage de la transcription de cette façon. 
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Figure 58. Limitation de la technique de transcription par étapes. 

Transcription par étapes du riborégulateur tbpA effectuée en retirant les 

nucléotides à chaque étape à l’aide de billes Ni-NTA. La transcription par 

étapes mène à des pertes de transcrit et, surtout, à des erreurs cumulatives dans 

la position du complexe d’élongation (chaque étape est préparée à partir de 

l’étape à sa gauche). 

Pour pallier ce problème, le NPOM pourrait être utilisé comme barrage transcriptionnel 

amovible permettant l’arrêt et le redémarrage de la transcription sur de plus grandes distances. 

L’avantage de cette approche serait la possibilité de synchroniser toutes les RNAP à la même 

position, contrairement à la transcription par étapes. 
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Pour faire la preuve de concept qu’il est possible d’incorporer un nucléotide portant un azoture 

et de marquer l’ARN après arrêt par le NPOM et redémarrage, une construction de tbpA avec 

une séquence de 5 nucléotides (CAAAC) incorporée entre les positions 3 et 4, ayant une 

longueur de 92 nucléotides et portant un NPOM sur la dT en position 85 du brin antisens 

(tbpA +5 92 85-NPOM) a été utilisée. Un mélange de quatre NTP a été utilisé pour amener la 

RNAP au NPOM, puis les nucléotides ont été retirés par colonne G50. Le retrait des 

nucléotides allait permettre l’utilisation d’un mélange de triphosphates de nucléosides 

contenant un nucléoside modifié pour permettre son incorporation spécifique après le barrage 

transcriptionnel. 

Pour commencer, une optimisation des conditions permettant le retrait des NTP par colonne 

G50 et le redémarrage de la RNAP a été tentée (Figure 59). La première étape de cette 

optimisation a été de vérifier le nombre de colonnes G50 nécessaires au retrait des nucléotides 

libres du milieu réactionnel (Figure 59A). À chaque fois, des complexes transcriptionnels 

arrêtés au NPOM ont été soumis à du rayonnement ultraviolet (λ = 365 nm) et le redémarrage 

a été observé. Si les nucléotides ont bel et bien été retirés, la transcription ne devrait pas 

redémarrer. Lorsque le milieu réactionnel initial contient 1 mM ou 50 µM de NTP, une 

colonne G50 ne suffit pas pour retirer tous les nucléotides (37% de redémarrage est observé 

dans les deux cas). Cependant, lorsque 5 µM de NTP est utilisé, une colonne permet de retirer 

les NTP et significativement moins de redémarrage est observé (19%) après clivage du 

NPOM. Des résultats similaires (22% de redémarrage) sont observés lorsque deux colonnes 

G50 sont utilisées pour un milieu réactionnel contenant 1 mM de NTP. 

La seconde étape d’optimisation a été de tenter un redémarrage des complexes 

transcriptionnels après purification par colonne G50 (Figure 59B). Après une transcription 

effectuée en utilisant 5 µM de NTP et une purification du milieu réactionnel en utilisant une 

colonne G50, le redémarrage en utilisant 1000 µM ou 50 µM mène à 45% et 46% de 

redémarrage, respectivement. Cependant, lorsque deux colonnes G50 sont utilisées pour 

purifier un milieu réactionnel contenant 1000 µM de NTP, environ 21% de redémarrage est 
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observé. Ces résultats démontrent que les colonnes G50 nuisent au redémarrage des 

complexes transcriptionnels. Comme le nombre de colonnes requis pour retirer les NTP du 

milieu réactionnel dépend de la concentration de NTP utilisée pour atteindre le barrage 

transcriptionnel, une transcription à 5 µM, permettant d’utiliser seulement une colonne G50, 

semble être la meilleure option. 

  

Figure 59. Utilisation des colonnes G50 pour le changement de nucléotides lorsque les 

complexes d’élongation sont arrêtés au NPOM. 

Les expériences scrutent le redémarrage de transcrits arrêtés au barrage 

transcriptionnel (G89 (BT)) et l’obtention de transcrits pleine longueur (U97 

(PL)). À chaque fois, la fraction qui a redémarrée a été calculée en faisant le 



 

 222 

Figure 59 (suite) ratio du signal des bandes redémarrées sur celui des bandes 

arrêtées, en normalisant à chaque fois par rapport au ratio obtenu pour 

l’expérience sans irradiation UV. (A) Utilisation de colonnes G50 pour retirer 

les nucléotides du milieu réactionnel avant clivage. Le retrait des nucléotides 

est observé par absence de redémarrage. (B) Essai de plusieurs conditions pour 

le redémarrage après barrage transcriptionnel au NPOM et retrait des 

nucléotides. 

Ensuite, la capacité d’incorporer des nucléotides modifiés après arrêt par le NPOM et retrait 

des NTP par colonne G50 a été étudiée (Figure 60). Premièrement, le N3-UTP a été incorporé 

dans des complexes produits à partir de la matrice tbpA +5 92 85-NPOM arrêtés au NPOM 

puis été redémarrés en utilisant différentes concentrations d’ATP, CTP et GTP (25 µM pour la 

Figure 60A et 50 µM pour la Figure 60B) et de N3-UTP (25 µM pour la Figure 60A et 2 mM 

pour la Figure 60B). Dans les deux cas, environ la moitié des complexes (57% et 61%, 

respectivement) semble ne pas redémarrer. Dans la tentative impliquant du N3-UTP à 25 µM, 

environ la moitié (31% du total, comparé au 55% redémarré) de ce qui est redémarré semble 

s’arrêter avant d’atteindre la pleine longueur. Dans ces conditions, bien qu’environ la moitié 

des complexes ne redémarre pas, 2 mM de N3-UTP et 50 µM d’ATP, de CTP et de GTP 

semblent être les meilleures conditions pour l’incorporation de N3-UTP. 

Une tentative similaire a été réalisée pour l’incorporation du 5-éthynyl-UTP (Figure 60C). 

Encore une fois, environ la moitié (46% à 47%) des complexes semble ne pas redémarrer, 

mais avec 25 µM d’ATP, de 5-éthynyl-UTP, de CTP et de GTP, 100% des complexes qui 

redémarrent semblent atteindre la pleine longueur, indiquant que, dans ces conditions, le 5-

éthynyl-UTP pourrait être plus facile à incorporer que le N3-UTP. Finalement, des transcrits 

ayant été préparés en redémarrant avec N3-UTP, ATP, CTP et GTP ont été marqués avec du 

DBCO-Cy5 (Figure 60D). Deux bandes (celle arrêtée avant d’atteindre la pleine longueur et 

celle ayant la pleine longueur) semblent être décalées vers le haut suite au marquage, ce qui 

pourrait être indicatif d’un marquage réussi. Ceci serait cohérent avec le fait qu’il y a deux 
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positions avec un U après le barrage transcriptionnel au NPOM, ce qui signifierait qu’une 

partie des complexes s’arrêtent après incorporation du premier N3-UTP. 

 

 

Figure 60. Incorporation de nucléotides modifiés après arrêt au NPOM et retrait des 

nucléotides par colonne G50. 

Lorsqu’indiqué, la fraction qui a redémarrée a été calculée en faisant le ratio du 

signal des bandes redémarrées sur celui des bandes arrêtées. Lorsque deux 
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Figure 60 (suite) valeurs sont indiquées, la valeur supérieure correspond au 

transcrit pleine longueur, alors que la valeur inférieure correspond au transcrit 

qui a redémarré mais qui n’a pas atteint la pleine longueur. (A) Incorporation de 

N3-UTP (25 µM) lors du redémarrage, avec ATP, CTP et GTP (25 µM). (B) 

Incorporation de N3-UTP (2 mM) lors du redémarrage, avec ATP, CTP et GTP 

(50 µM) (C) Incorporation de 5-éthynyl-UTP (25 µM) lors du redémarrage, 

avec ATP, CTP et GTP (25 µM). (D) Incorporation de N3-UTP (2 mM) lors du 

redémarrage, avec ATP, CTP et GTP (50 µM) suivi d’un marquage au DBCO-

Cy5 (100 µM, 37 ˚C, 1 h). 

Ensuite, le redémarrage des complexes après un arrêt par le NOM et une purification des 

complexes transcriptionnels sur billes Ni-NTA plutôt que sur colonne G50 a été testé (Figure 

61). En premier lieu, l’interférence possible entre les billes et le clivage du NPOM a été testée 

en exposant des complexes transcriptionnels arrêtés au NPOM et fixés sur des billes Ni-NTA à 

de la lumière ultraviolette (λ = 365 nm) (Figure 61A), menant au redémarrage de 73% des 

complexes, indiquant que les billes ne nuisent pas au clivage du NPOM. En deuxième lieu, 

l’incorporation de N3-UTP après purification et redémarrage des complexes arrêtés au NPOM 

(en utilisant 2 mM d’ATP, de N3-UTP, de CTP et de GTP), suivi d’un marquage au DBCO-

Cy5 (100 µM, 37 ˚C, 1 h 30 min), a été vérifiée (Figure 61B). Selon les résultats obtenus, la 

purification sur billes Ni-NTA garde les complexes beaucoup plus actifs que la purification 

sur colonne G50. En effet, dans ces conditions, entre 66% et 84% des complexes redémarrent. 

De plus, l’ajout de N3-UTP mène encore à la production d’un transcrit résultant d’un 

redémarrage, mais qui n’a pas atteint la pleine longueur. Cependant, la fraction constitue 

seulement 19% du transcrit redémarré (16% total comparé à 83% redémarré), ce qui est 

inférieur à ce qui est observé lors de la transcription avec les colonnes G50 (Figure 60A). 

Lorsque le DBCO-Cy5 est utilisé pour marquer le N3-UTP incorporé, 60% des transcrits 

totaux semblent avoir atteint la pleine longueur et avoir formé un lien covalent avec le 

fluorophore. La bande juste en dessous du transcrit U97 marqué (18% des transcrits totaux) 

pourrait être un mélange de transcrits ayant redémarré et incorporé le N3-UTP, mais n’ayant 
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pas atteint la pleine longueur et ayant subi avec succès le marquage, ainsi que de transcrits 

ayant atteint la pleine longueur mais n’ayant pas subi le marquage. 

Finalement, une matrice d’ADN encodant le riborégulateur tbpA jusqu’à la position 90, 

portant la mutation C88A et un NPOM en position 88, ainsi qu’une extension de 20 

nucléotides, appelée « Ancre SMF », permettant l’éventuelle hybridation à une séquence 

d’ADN liée à une lame de microscope, a été préparée (tbpA LacUV5 90 +Ext C88A 88-

NPOM). Dans un premier temps, la concentration optimale d’ATP permettant le redémarrage 

après clivage du NPOM a été testée (Figure 61C). Selon les résultats obtenus, 2,5 µM et 25 

µM semblent des conditions adéquates menant au redémarrage avec l’incorporation d’un seul 

nucléotide (A en position 88). Les conditions de 200 µM et 2 mM, quant à elles, sont 

accompagnées d’incorporation non spécifique qui se traduisent par l’obtention d’un transcrit 

pleine longueur. Dans un deuxième temps, l’incorporation spécifique d’ATP et de N3-UTP (25 

µM) a été tentée (Figure 61D). Les résultats obtenus démontrent clairement que cette 

concentration convient parfaitement à l’incorporation d’ATP et de N3-UTP (72% de 

redémarrage), menant à la production du CE-90 portant un seul N3-UTP en position 90. En 

dernier lieu, le marquage fluorescent de ces complexes a été effectué avec DBCO-Cy5 

(Figure 61E). Le décalage de migration indique un marquage réussi (63% de marquage). 
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Figure 61. Utilisation de billes d’avidine pour le retrait de nucléotides après arrêt par 

le NPOM, incorporation de nucléotide modifié et marquage fluorescent. 

Lorsqu’indiqué, la fraction qui a redémarrée a été calculée en faisant le ratio du 

signal des bandes redémarrées sur celui des bandes arrêtées. Lorsque deux 

valeurs sont indiquées, la valeur supérieure correspond au transcrit pleine 

longueur, alors que la valeur inférieure correspond au transcrit qui a redémarré 

mais qui n’a pas atteint la pleine longueur. (A) Redémarrage de la transcription 

après arrêt par le NPOM, avec les NTP (1 mM) toujours présents dans le 

mélange, sur billes Ni-NTA. (B) Incorporation de N3-UTP lors du redémarrage 

(ATP, N3-UTP, CTP et GTP 2 mMTP 1 mM) et marquage fluorescent de tbpA 

+5 92. (C) Redémarrage de tbpA LacUV5 90 +Ext C88A 88-NPOM en fonction 

de la concentration d’ATP. Le transcrit pleine longueur obtenu par           
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Figure 61 (suite) l’incorporation non-spécifique est indiqué (161 (NS)). (D) 

Incorporation de N3-UTP dans le riborégulateur tbpA LacUV5 90 +Ext C88A 

88-NPOM après arrêt par le NPOM en utilisant ATP (25 µM) et N3-UTP (25 

µM). (E) Incorporation de N3-UTP dans le riborégulateur tbpA LacUV5 90 

+Ext C88A 88-NPOM après arrêt par le NPOM en utilisant ATP (25 µM) et 

N3-UTP (25 µM) et marquage fluorescent avec DBCO-Cy5 (100 µM), à 37 ˚C 

durant 1 h. 

  



 

  

CHAPITRE 6  

DISCUSSION GÉNÉRALE ET CONCLUSION 

6.1 Contributions réelles de l’auteur 

La grande majorité des expériences décrites dans cet ouvrage ont été effectuées par l’auteur, à 

l’exception des expériences décrites dans le chapitre 2, les expériences du chapitre 4 

impliquant GreB et les expériences à l’appareillage d’observation de molécules uniques 

décrites au chapitre 5. 

6.2 Structure du riborégulateur tbpA 

Les expériences effectuées sur le riborégulateur tbpA en utilisant les facteurs de transcription 

NusA et NusG montrent que les pauses 117-118 (avec et sans TPP) et 136 (sans TPP 

seulement) sont amplifiées par NusA, suggérant que les pauses sont stimulées par une tige-

boucle. Avant de rationnaliser le lien entre des structures potentielles et les pauses 

transcriptionnelles du riborégulateur tbpA, sa structure, jusqu’ici jamais confirmée 

expérimentalement, a été scrutée au moyen d’expériences de cartographie chimique et 

enzymatique. 

Les résultats compilés contribuent à confirmer la structure prédite de plusieurs façons. En 

effet, plusieurs similarités sont observées avec les résultats de cristallographie obtenus avec 

l’aptamère de thiM (Serganov, Polonskaia, Phan, Breaker, & Patel, 2006). Premièrement, dans 

le riborégulateur thiM, les nucléotides G40, G42 et A43, qui font partie de la J2-3, sont en 

contact avec le TPP. Dans le cas de tbpA, les nucléotides G37, A39 et A41, dans la J2-3, 

deviennent moins accessibles lorsque le ligand est présent. Il est possible que ces nucléotides 

contactent le TPP lors de la liaison. Le fait que les nucléotides A38 et A40 deviennent plus 
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accessibles en présence de TPP pourrait être dû simplement à une réorganisation de cette 

région. 

Dans le riborégulateur thiM, il est aussi observé que G60, le premier nucléotide avant la partie 

5’ de la J4-5 ainsi que C77 et G78, dans la partie 3’ de la J4-5, sont en contacts avec le TPP. 

Dans le riborégulateur tbpA, U56, le premier nucléotide avant la partie 5’ de la J4-5, et les 

nucléotides C73 et G74, dans la partie 3’ de la J4-5, sont moins accessibles lorsque le ligand 

est présent. Deuxièmement, dans la structure cristalline de thiM, une interaction entre la P3 et 

la L5 a été observée. Selon les résultats obtenus avec tbpA, les nucléotides G62, A63 et A66 

de la L5 deviennent moins accessibles en présence de TPP, cohérent avec la présence d’une 

interaction P3-L5 lors de la liaison du ligand. Ensemble, ces résultats suggèrent que la 

structure de tbpA pourrait être similaire à celle de thiM. 

Concernant le système de tiges P1/Anti-P1/Tige séquestratrice du ribosome, dont la formation 

est en compétition, la confirmation est plus difficile à faire, considérant que la plateforme 

d’expression d’un riborégulateur liant le TPP n’a jamais été cristallisée. Cela étant dit, il est 

possible d’effectuer certaines observations, résumées dans le Tableau 18 ci-bas. 

Concernant l’augmentation de l’accessibilité du nucléotide G86, qui passe de l’extrémité de la 

tige Anti-P1 à la base de la P1 en présence de TPP, il est possible que la tige séquestratrice du 

site de liaison du ribosome n’interagisse pas avec le reste de l’aptamère. Dans ce cas, la région 

non-appariée entre la P1 et cette tige pourrait être plus flexible qu’une boucle. Il pourrait alors 

être cohérent qu’un nucléotide situé à la base de la P1 ait une conformation moins rigide qu’un 

nucléotide situé à l’extrémité d’une tige-boucle, donc plus accessible aux expériences de 

cartographie. 

Concernant l’augmentation d’accessibilité des nucléotides U89, C94, U95 et C96, elle pourrait 

aussi être cohérente avec leur passage de la boucle ou de l’extrémité de la tige Anti-P1 à une 

région non-appariée en présence de TPP. Cela étant dit, les nucléotides C90 et C91 subissent 
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la même transition (boucle à région non-appariée), deviennent, eux, moins accessibles, ce qui 

est contradictoire avec l’explication proposée. 

Finalement, les nucléotides A97 et A98, qui deviennent plus accessibles en présence de TPP, 

passent de la tige Anti-P1 à la tige séquestratrice du site de liaison du ribosome. Comme ces 

nucléotides passent d’une structure appariée à une autre, il est difficile de prédire si nous 

aurions dû nous attendre à une augmentation ou à une diminution de l’accessibilité. 

Globalement, il est difficile de tirer des conclusions claires de ces résultats. Afin d’élucider la 

structure de tbpA, il sera nécessaire d’effectuer plus d’expériences. Bien que, ultimement, la 

cristallographie demeure un des outils les plus puissants pour obtenir de l’information 

structurale, des expériences de cartographie combinées à de la mutagenèse pourraient aussi se 

révéler fort utiles. De plus, il serait intéressant d’approfondir nos connaissances sur la relation 

entre les résultats de cartographie et la structure, afin de mieux pouvoir interpréter des 

résultats complexes comme ceux obtenus avec le riborégulateur tbpA.  
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Tableau 18. Résumé de la position et de la variation d’accessibilité des nucléotides de la 

plateforme d’expression dont les résultats de cartographie sont influencés 

par le TPP. 

Nucléotides 
Position 

sans TPP 

Position avec 

TPP 
Accessibilité avec TPP 

    

G86 

Extrémité 

de la tige 

Anti-P1 

Base de la P1 Plus accessible 

    

U89 

Boucle de 

la tige 

Anti-P1 

Non-appariée Plus accessible 

    

C90 et C91 

Boucle de 

la tige 

Anti-P1 

Non-appariée Moins accessible 

    

C94, U95 et C96 

Extrémité 

de la tige 

Anti-P1 

Non-appariée Plus accessible 

    

A97 et A98 Anti-P1 

Tige 

séquestratrice 

du site de 

liaison du 

ribosome 

Plus accessible 

 

6.3 Influence des structures d’ARN sur les pauses du riborégulateur tbpA 

Concernant l’effet de NusA sur la pause 117-118 du riborégulateur tbpA, une explication 

possible serait qu’il soit causé par la tige Anti-P1. Cette tige comprend à première vue 15 

paires de bases, est associée à une boucle 7 de nucléotides, et se trouve à une distance de 8 ou 

9 nucléotides (par rapport à la position 117 et 118, respectivement) de l’extrémité 3’ de l’ARN 

lorsque la RNAP est pausée. Selon les études portant sur les tige-boucles augmentant la demi-
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vie des pauses (voir Tableau 1), il a été observé que des tiges ayant une longueur de 5 à 7 

paires de bases et une distance de 10 à 12 nucléotides de l’extrémité 3’ de l’ARN sont 

typiquement responsables de la modulation de la pause, ce qui est beaucoup moins long que 

les 15 paires de bases de la tige Anti-P1. 

Cela étant dit, des expériences impliquant un duplexe ARN-ARN formé à l’aide 

d’oligonucléotides ont démontré qu’une tige ayant une longueur de 22 paires de bases avait un 

effet modulateur sur la pause en aval (Kolb et al., 2014). Pour ce qui est de la distance entre la 

base de la tige et l’extrémité 3’ de l’ARN, il a cependant été démontré qu’une distance de 9 

nucléotides avait plus tendance à causer de la terminaison que de la pause transcriptionnelle 

(Chan et al., 1997), ce qui est difficile à intégrer avec les résultats obtenus. 

Une possibilité serait que la tige Anti-P1 ne se forme pas complètement lorsque la RNAP est à 

la position 117-118, ce qui réduirait la taille de la tige et augmenterait la distance entre la tige 

et l’extrémité 3’ de l’ARN. Comme la tige comporte 15 paires de bases et est située à 8 ou 9 

nucléotides de la pause, si x paires de bases ne se formaient pas, la tige aurait une longueur de 

15 – x paires de bases et la distance entre la tige et la pause serait maintenant de 8 + x et 9 + x, 

rendant possible une tige de 13 paires de bases, située à 10 ou 11 nucléotides de l’extrémité 3’ 

de l’ARN, par exemple. De plus, la modulation de la pause 117-118 par la tige Anti-P1 est 

cohérente avec une diminution de la demi-vie de la pause en présence de TPP. En effet, il a été 

démontré précédemment que le riborégulateur tbpA peut lier le TPP durant la transcription, au 

moins à partir du moment où 104 nucléotides sont transcrits (Chauvier, St-Pierre, et al., 2021). 

La liaison du TPP favorisant la formation de la tige P1, au détriment de la tige Anti-P1, la 

pause 117-118 s’en retrouverait affaiblie dans ces conditions. 

Finalement, l’introduction du mutant C96G mène à une perte de l’effet de NusA sur la pause, 

ce qui est cohérent avec une modulation de cette pause par la tige Anti-P1. Ensemble, ces 

résultats indiquent une possibilité que la tige Anti-P1 module la pause 117-118, mais plus 

d’expériences seraient nécessaires pour le démontrer, principalement en ce qui a trait à la 
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longueur de la tige lorsque la RNAP est en position 117-118 et, surtout, à la distance entre la 

base de la tige et l’extrémité 3’ de l’ARN à ce moment. 

Concernant l’effet particulièrement prononcé de NusA sur la pause 136, celle-ci pourrait être 

expliquée par la modulation de la pause par la tige-boucle 109-123, qui a une longueur de 4 

paires de bases, une boucle de 6 nucléotides ainsi qu’une distance de 13 nucléotides avec 

l’extrémité 3’ de l’ARN. Premièrement, les caractéristiques de la tige-boucle semblent assez 

similaire à ce qui est observé avec d’autres tige-boucles modulant des pauses (Tableau 1). 

Deuxièmement, les mutations G119C et G119C, A120U, qui déstabilisent la tige 

séquestratrice du site de liaison du ribosome, semblent avoir un effet cumulatif sur l’impact de 

NusA sur la pause. La mutation C96G, qui déstabilise la tige anti-P1, cause elle aussi une 

diminution de l’impact de NusA sur la pause 136. Cependant, comme cette mutation cause 

également une perte de l’effet de NusA sur la pause 117-118, il est possible que l’effet 

apparent de la mutation C96G sur la pause 136 soit dû à une modulation de la pause 117-118, 

ce qui aurait un impact sur la quantité de RNAP se rendant à la pause 136 et ayant par le fait 

même un effet apparent sur la pause 136 (Nadon et al., 2022). 

Pour ce qui est de la perte totale de l’effet de NusA en présence de TPP, elle est plus difficile à 

expliquer, puisque la tige-boucle 109-123 devrait pouvoir être formée autant en absence qu’en 

présence de TPP. Il est possible que l’absence ou la présence de TPP produise deux conditions 

différentes qui influenceraient la structure de la tige-boucle 109-123 ou son interaction avec la 

RNAP, lorsque cette dernière est à la position 136. En absence de TPP, la tige 109-123 est 

immédiatement contiguë à la tige Anti-P1. En présence de TPP, la tige P1 se forme, au 

détriment de la tige Anti-P1, et la tige-boucle 109-123 se retrouve plutôt à l’extrémité d’une 

tige-boucle plus grande, mais qui ne peut se former en totalité en raison de la présence de la 

RNAP, tel qu’observé dans le cas de la pause his (Chan & Landick, 1993) et de la pause trp 

(Farnham et al., 1982). Cependant, dans ces deux exemples, la pause est modulée par la tige-

boucle et est influencée par NusA. Cette configuration de la tige-boucle 109-123 ne peut donc 

pas expliquer la perte de l’effet de NusA en présence de TPP. L’influence du TPP sur l’effet 



 

 234 

de NusA pourrait être expliquée par une modulation de la pause 136 par la tige Anti-P1 mais, 

dans ce cas, la pause serait située à 27 nucléotides de la base de la tige, ce qui n’a jamais 

encore été observé, et les mutants G119C et G119C, A120U ne devraient en théorie pas 

influencer l’effet de NusA sur la pause. 

Ensemble, ces résultats semblent indiquer que la pause 136 pourrait être modulée par la tige-

boucle 109-123, mais il serait intéressant de confirmer cette hypothèse par plus d’expériences 

de mutagenèse, et de trouver une explication sur la perte de l’effet de NusA en présence de 

TPP. De plus, avant de confirmer l’influence d’une structure prédite sur une pause, il serait 

impératif de confirmer empiriquement les structures des mutants, soit par des expériences de 

cartographie ou par des expériences de crystallographie. 

6.4 Influence des structures d’ARN sur les pauses des riborégulateurs thiM, lysC et 

btuB 

 

La présence potentielle de structures tige-boucles modulant des pauses dans la plateforme 

d’expression d’autres riborégulateurs d’E. coli a aussi été scrutée en effectuant des 

expériences de cinétique de transcription en absence et en présence de NusA, avec les 

riborégulateurs thiM, lysC et btuB, en portant une attention particulière aux pauses de la 

plateforme d’expression. Selon les résultats obtenus (Figure 23), la demi-vie de la pause 152 

de thiM, des pauses 244 et 309 de lysC, et des pauses 225 et 235 de btuB sont toutes 

augmentées en présence de NusA. 

En se basant sur les structures secondaires, il est possible de spéculer sur la nature de tige-

boucles en amont de ces pauses. Pour la pause 152 du riborégulateur thiM (Bastet et al., 2017), 

deux tige-boucles sont possibles, à une distance de 12 nucléotides de la pause. La première 

possibilité implique une tige de 4 paires de bases et une boucle de 5 nucléotides. La seconde 

implique une tige d’environ 25 paires de bases et une boucle de 4 nucléotides. 



 

 235 

Pour la pause 244 de lysC (Caron et al., 2012), une tige de 8 paires de bases, avec une boucle 

de 4 nucléotides et une distance de 5 nucléotides est prédite en amont de la pause. Pour la 

pause 309 de lysC, une tige de 11 paires de bases, agrémentée de 2 renflements, avec une 

boucle de 13 nucléotides, à une distance de 8 nucléotides, est prédite en amont de la pause.  

Pour les pauses 225 et 235 de btuB (Perdrizet et al., 2012), l’antiaptamère, une structure 

présentant une tige de 20 paires de bases, agrémentée de trois renflements et une jonction, 

avec une boucle de 8 nucléotides et une distance de 6 (pour la pause 225) ou 16 (pour la pause 

235) nucléotides avec la pause, est prédite en amont de la pause. Cependant, la perturbation de 

la première tige, présentant deux paires A-U, par l’hybride ADN-ARN, produirait une 

structure présentant une tige de 16 paires de bases, agrémentée de deux renflements et une 

jonction, à une distance de 12 (pour la pause 225) ou 22 (pour la pause 235) nucléotides de la 

pause. 

Bien que ces résultats semblent encourageants dans la découverte de tige-boucles modulant 

des pauses situées dans la plateforme d’expression de riborégulateurs, plusieurs des tige-

boucles décrites ci-haut ont des caractéristiques très différentes de celles des tige-boucles 

modulatrices de pauses connues, notamment au niveau de la taille de la tige et de la distance 

entre la tige et la pause. Plusieurs expériences seront donc nécessaires afin de prouver le lien 

entre les structures et ces pauses. Notamment, des expériences de mutagenèse couplées à des 

expériences de cartographie pour confirmer la structure et des expériences de cinétique de 

transcription permettraient de confirmer l’importance des structures dans la modulation des 

pauses. De plus, les expériences de cinétique de transcription ont ici été effectuées en absence 

de ligand. Des détails importants en ce qui a trait aux structures actives et inactives des 

riborégulateurs pourraient donc être obtenus en effectuant les expériences en présence de 

ligand. Finalement, des expériences de cinétique de transcription impliquant des constructions 

minimales permettraient de mieux cerner les critères essentiels à la modulation de pauses pas 

des tige-boucles. 
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Globalement, les résultats présentés dans ce chapitre suggèrent fortement que des structures 

pourraient moduler des pauses dans les riborégulateurs tbpA, thiM, lysC et btuB. Tel que 

mentionné précédemment, des études de mutagenèse seraient nécessaires à la confirmation du 

rôle de ces structures. Dans le cas où plusieurs pauses consécutives sont présentes (lysC et 

btuB), il serait intéressant d’utiliser des constructions minimales ou le NPOM afin d’étudier 

spécifiquement le phénomène de sortie de pause, afin de discriminer entre un effet réel et un 

effet apparent dû à l’arrivée de RNAP asynchrones à la seconde pause. 

Finalement, une étude bio-informatique a révélé l’existence potentielle de tige-boucles en 

amont des pauses transcriptionnelles détectées précédemment par NET-Seq (Jeanneau et al., 

2022). Bien que, dans cette étude, ces structures se trouvaient surtout dans des régions 

codantes, il serait intéressant de creuser plus en profondeur pour des structures près du codon 

d’initiation. Dans les riborégulateurs, la tige-boucle dans la plateforme d’expression semble 

servir à la fois d’effecteur, permettant de bloquer l’accès au ribosome si certaines conditions 

sont remplies, et de modulateur de pause, permettant de synchroniser la transcription et la 

traduction en plus d’augmenter la fenêtre de temps où la régulation est possible. Dans 

l’éventualité où les tige-boucles situées au codon d’initiation seraient un phénomène répandu à 

travers le génome (et non seulement dans les riborégulateurs), il serait tentant de spéculer que 

la barrière évolutive vers un aptamère régulant la formation de cette structure serait plus faible 

qu’en son absence. Ces structures pourraient alors nous guider dans la quête aux ancêtres des 

riborégulateurs. 

6.5 Marquage fluorescent d’ADN en complexe transcriptionnel 

En ce qui concerne le marquage fluorescent d’ADN, la méthode décrite dans cet ouvrage 

semble très robuste pour l’obtention d’ADN doublement marqué et ne semble pas influencer 

les pauses transcriptionnelles (Tableau 13). De plus, l’observation de molécules fluorescentes 

semble spécifique à la présence de biotine sur l’ARN et leur relâche semble être spécifique à 
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la complétion de la transcription suite à l’ajout des NTP, indiquant que la technique permet de 

détecter spécifiquement la fin de la transcription. 

Lorsque l’observation des complexes fluorescents suite à l’addition des NTP a été effectuée en 

temps réel à l’appareillage d’observation de molécules uniques, trois types de tracés ont été 

obtenus (Figure 36) et à chacun est attribuée une diminution de l’intensité de la fluorescence 

associée à un nombre de fluorophores vers une intensité associée à un nombre inférieur, soit : 

2 → 1, 1 → 0 et 2 → 0. Rappelons que, durant ces expériences, l’ADN est marqué avec deux 

fluorophores et l’ARN porte une biotine en 5’ et assure le lien avec la lame de microscope. 

Dans le premier cas (2 → 1), la diminution de l’intensité de la fluorescence est forcément due 

à un événement de photoblanchiment, puisque la relâche du complexe transcriptionnel aurait 

été accompagnée d’une perte des deux fluorophores à la fois. Dans le deuxième cas (1 → 0), 

un seul fluorophore était fonctionnel au début de l’expérience. Il est donc impossible de 

discriminer entre le photoblanchiment de ce fluorophore et la relâche du complexe 

transcriptionnel. Finalement, le troisième cas (2 → 0) est le seul où il est possible de dire avec 

confiance que la diminution de l’intensité de la fluorescence est due à une relâche du 

complexe transcriptionnel. Cela étant dit, il est aussi possible que deux événements de 

photoblanchiment se soient produits exactement au même moment, mais la faible probabilité 

de cet événement justifie qu’il soit négligé. 

Lorsque les temps de résidence obtenus correspondant au troisième type de tracés ont été 

compilés, une distribution ayant une allure générale ressemblant à celle d’une distribution 

Gaussienne a été obtenue (Figure 37), ce qui est en accord avec des résultats obtenus par 

d’autres équipes (Chauvier, Ajmera, et al., 2021; Rodgers & Woodson, 2019). Cependant, la 

transcription est maintenant considérée comme une succession d’étapes, chacune pouvant être 

représentée par une fonction exponentielle décroissante. Selon certains auteurs, une fonction 

exponentielle décroissante peut être utilisée pour chaque ajout de nucléotide (Herbert et al., 

2006) alors que, selon d’autres, chaque ajout de nucléotide est constituée d’une série d’étapes 
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impliquant un équilibre (Dangerfield, Huang, & Johnson, 2020; Nakajima, Costa, & Lemke, 

2020) ou une voie alternative où la RNAP peut entrer et sortir d’un état de pause élémentaire 

(Ray-Soni et al., 2017), complexifiant d’avantage les calculs cinétiques nécessaires à la 

modélisation du temps requis pour la transcription d’une matrice de plus d’une centaine de 

nucléotides. 

Afin de confirmer l’allure que devrait avoir la distribution des temps requis pour la 

transcription entière d’une matrice d’ADN, une simulation impliquant une population initiale 

de 1000 complexes transcriptionnels transcrivant une matrice de 250 nucléotides a été 

effectuée par Maxime Rondeau. À chaque unité de temps, 80% des complexes 

transcriptionnels à une position donnée passaient à la position suivante. À des fins de 

simplicité, aucune pause transcriptionnelle n’a été ajoutée à la simulation. 

Selon les résultats obtenus (Figure 62), bien que l’allure générale puisse ressembler à une 

courbe Gaussienne, elle est asymétrique, ce qui laisse supposer que la distribution des RNAP 

en fonction du temps requis pour transcrire une matrice en entier ne soit pas représentée par 

une distribution normale. Cela étant dit, l’allure de la courbe obtenue avec la simulation est 

aussi différente que la courbe obtenue lors de l’expérience (Figure 37), principalement au 

niveau de l’extrémité droite de la courbe exhibant plusieurs temps représentés par un nombre 

très faibles de molécules dans le cas de la simulation. Cette « trainée » de petites populations à 

l’extrémité droite ne semble pas observée dans l’expérience. 

Afin de déterminer le modèle à utiliser pour modéliser le temps requis pour qu’une RNAP 

transcrive une matrice d’ADN, plusieurs autres travaux seront nécessaires. Premièrement, des 

expériences supplémentaires seront utiles à déterminer le modèle exact à utiliser pour 

l’élongation productive par la RNAP. Deuxièmement, la résolution de l’équation de Bateman, 

d’abord utilisée pour décrire les réactions en chaîne de désintégration radioactive, mais 

applicable aux systèmes de transcription modélisés par plusieurs exponentielles décroissantes 

en chaîne (Nadon et al., 2022), restera un défi pour les systèmes de plusieurs centaines de 
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nucléotides, même en utilisant le modèle le plus simple, qui implique seulement une 

exponentielle décroissante par ajout de nucléotide (Herbert et al., 2006). 

Néanmoins, la technique peut en théorie être utile pour observer indirectement des pauses 

transcriptionnelles à des concentrations de NTP plus élevées que celles utilisées lors 

d’expériences classiques de cinétique de transcription. Afin d’observer les pauses, des 

transcrits tronqués ne contenant pas la pause transcriptionnelle pourraient être utilisées. Il 

serait alors possible, en comparant les résultats obtenus pour les différentes constructions, de 

déduire le temps de chaque pause en régime de transcription rapide. Ultimement, ces données 

permettront de mieux apprécier l’effet de différents facteurs (ligand, NTP, facteurs de 

transcription, structures d’ARN, etc.) sur la transcription. 
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Figure 62. Distribution de la population de 1000 RNAP fictives en fonction du temps 

requis pour transcrire une matrice d’ADN de 250 nucléotides en entier.  

Dans la modélisation, effectuée par Maxime Rondeau, à chaque unité de temps, 

80% des RNAP passaient à la position suivante. 
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6.6 Transcription par étapes 

En ce qui concerne la transcription par étapes, celle sur billes a ici été réalisée sur une distance 

de 43 nucléotides, en 7 étapes de transcription (Figure 42) pour le riborégulateur tbpA et sur 

une distance de 26 nucléotides en 3 étapes pour le riborégulateur thiC (Figure 38). Cela étant 

dit, une transcription sur autant d’étapes (7 pour tbpA) a été relativement difficile à reproduire, 

avec chaque étape devenant de moins en moins pure, probablement dû à la présence de NTP 

résiduels dans le mélange (Figure 58). 

Dans la littérature, une transcription sur billes a déjà été effectué sur une distance de 62 

nucléotides, en 8 étapes (E Nudler et al., 1997). En comparant notre méthode à celle menant à 

ces résultats (Evgeny Nudler, Gusarov, & Bar-Nahum, 2003), il est possible faire ressortir 

trois différences principales.. Premièrement, notre méthode utilise une RNAP purifiée par le 

service de purification de protéines de l’Université de Sherbrooke, en suivant un protocole 

impliquant une purification sur colonne à l’aide de l’étiquette poly-histidines sur la RNAP 

suivi d’une purification sur colonne d’affinité à l’héparine puis d’une colonne échangeuse 

d’anions (Svetlov & Artsimovitch, 2015). La méthode d’Evgeny Nudler, quant à elle, omet la 

purification à l’aide de l’étiquette d’histidines, mais ajoute une étape de chromatographie 

d’exclusion (5 kDa – 5 MDa)  (Evgeny Nudler et al., 2003). Deuxièmement, dans la méthode 

d’Evgeny Nudler, les NTP utilisés sont purifiés manuellement sur une colonne DOWX 

échangeuse d’anions, qui permet de lier temporairement les NTP et de laver les impuretés, 

avant d’éluer. Troisièmement, la concentration de NTP requise pour chaque étape devrait être 

déterminée empiriquement, afin de favoriser le redémarrage mais empêcher la RNAP de 

dépasser la position désirée. 

Les auteurs de la méthode comparée mentionnent que les méthodes de purification impliquant 

une étiquette d’histidines mène à une RNAP contenant des contaminants (nucléases et autres 

protéines interférant avec la transcription par étapes (Evgeny Nudler et al., 2003). Cependant, 

ils ne basent cette affirmation sur aucun résultat ou référence. Cela étant dit, comme ils 
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obtiennent de meilleurs résultats de transcription par étapes que nous, il pourrait être 

intéressant d’imiter leur méthode, selon les trois points mentionnés ci-haut. 

La transcription par étapes impliquant des purifications sur colonne G50, quant à elle, a permis 

la transcription sur une distance de 17 nucléotides, en deux étapes, pour le riborégulateur tbpA 

(Figure 44B). Dans la littérature, la purification sur colonnes G50 a été employée pour 

effectuer de la transcription par étapes sur une distance de 36 nucléotides, en 3 étapes (Levin 

et al., 1987). Selon les auteurs, chaque étape nécessite jusqu’à quatre purifications sur G50 et 

mène à une perte d’un peu moins de la moitié des transcrits. Dans notre cas, deux purifications 

sur colonnes G50 semblent suffisantes (Figure 44A), mais plus de pertes semblent observées 

qu’en utilisant la purification sur billes. De plus, l’utilisation de colonnes G50 mène à plus de 

transcrits qui ne redémarrent pas que dans le cas de la purification sur billes, lorsqu’un barrage 

transcriptionnel au NPOM est utilisé (comparer la Figure 60 à la Figure 61). L’utilisation 

d’extensions permettant la production de CE plus longs à la première étape semble cependant 

prometteuse pour réduire la quantité de transcrits abortifs ou de CE qui ne redémarrent pas 

(Figure 48). 

Bien que l’utilisation de billes semble plus adéquate que l’utilisation de colonnes G50 pour la 

production de CE à l’aide de la transcription par étapes, elle nécessite un décrochage à 

l’imidazole avant de pouvoir fixer les CE sur lames de microscope. L’imidazole semble 

malheureusement avoir un effet sur le bruit de fond en fluorescence (Figure 47). La meilleure 

méthode de purification (entre les billes et les colonnes G50) pour la production de CE dont 

l’ARN est marqué et qui sont arrêtés à une position, prêts à redémarrer, n’est donc pas 

clairement définie. 

6.7 Marquage fluorescent d’ARN en complexe transcriptionnel 

Pour ce qui est du marquage fluorescent avec le DBCO, les tests effectués ont permis 

d’exclure l’utilisation du N3-ATP. En effet, deux types de N3-ATP existent : le (N6)N3-ATP et 
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le (8)N3-ATP. Le (N6)N3-ATP réagit bien avec le DBCO-Cy3 (Figure 41) mais n’est 

malheureusement pas incorporé par la RNAP d’E. coli (Figure 40C), ce qui pourrait 

s’expliquer par l’azoture sur l’azote de l’amine en position 6, qui est normalement impliqué 

dans le pairage entre bases azotées. Comme le pairage est impliqué dans l’incorporation de 

NTP durant la transcription, des modifications chimiques sur les atomes clés pourraient 

expliquer que les NTP modifiés ne soient pas incorporés. Le (8)N3-ATP, quant à lui, semble 

bien incorporé par la RNAP (Figure 40C), mais ne réagit pas avec le DBCO-Cy3 (Figure 41). 

Comme l’utilisation d’un NTP modifié nécessite son incorporation et sa réaction avec le 

DBCO, aucune des deux versions du N3-ATP ne conviennent pour le marquage spécifique de 

l’ARN naissant. 

Cela étant dit, le N3-UTP est très bien incorporé par la RNAP d’E. coli (Figure 40A) et réagit 

complètement avec le DBCO (Figure 42 et Figure 44). L’utilisation de billes pour la 

transcription par étapes, l’incorporation de N3-UTP et le marquage de l’ARN naissant est 

associée à beaucoup marquage non spécifique et de bruit de fond fluorescent (Figure 43D et 

Figure 43E). Bien que les lavages au DMSO 50% semblent prometteurs pour réduire le bruit 

de fond (Figure 43A, Figure 43D et Figure 43E) et ne nuisent pas à la transcription (Figure 

43C), ils semblent moins efficaces que l’utilisation de colonnes G50 (Figure 43E). De plus, 

des expériences seraient nécessaires pour confirmer que les lavages au DMSO 50% ne 

perturbent pas les structures d’ARN naissant. 

Finalement, l’utilisation de colonnes G50 lors de la transcription par étapes a permis à la 

production de complexes transcriptionnels du riborégulateur tbpA dont l’ARN est marqué en 

position 5’ avec une Cy3 et en position 5 avec une Cy5 (Figure 45, Figure 46 et Figure 47). 

Bien que ce positionnement de fluorophores ne permette pas de détecter de changements 

conformationnels liés à la liaison du ligand (Figure 46B), l’observation de ces complexes 

transcriptionnels dont l’ARN naissant est doublement marqué constitue une première au 

laboratoire dans la quête de l’observation de changements conformationnels en temps réel 

durant la transcription. 
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Basé sur sa plus faible hydrophobie, l’alcyne a aussi été considéré pour le marquage 

fluorescent, au lieu du DBCO. Des expériences préliminaires ont indiqué que la cycloaddition 

impliquant un alcyne pouvait être employée pour marquer de l’ADN portant un azoture 

(Figure 50) et que son utilisation était associée à moins de marquage non spécifique et de 

bruit de fond (Figure 49 et Tableau 16). 

Sur gel, le marquage employant la Cy5-Alcyne a donné d’excellents résultats (Figure 51). 

L’utilisation de l’alcyne plutôt que le DBCO a même permis d’inverser la stratégie et 

d’incorporer un 5-éthynyl-UTP et de le marquer avec du Cy5-N3 (Figure 53). Lors du double 

marquage (Figure 53B), cependant, le signal lié à la Cy3 a été perdu immédiatement après 

l’incorporation de la Cy5 en position 5. Ceci pourrait être dû à un haut taux de FRET (tel 

qu’observé à l’appareillage d’observation de molécules uniques (Figure 45, Figure 46 et 

Figure 47), ce qui causerait une perte d’excitation de la Cy3 sans émission fluorescente, ce 

qui empêcherait sa détection) ou à une inactivation de la Cy3 par les conditions du marquage 

(mais pas de la Cy5, ce qui serait peu probable vu leur similarité chimique). Afin de 

discriminer entre ces deux possibilités, des expériences impliquant un marquage à la Cy3 à 

d’autres positions pourraient être envisagées. 

Le marquage de systèmes biologiques impliquant un azoture et un alcyne est connue pour 

poser plusieurs problèmes. Notamment, le cuivre, requis pour catalyser la réaction, oxyde 

l’imidazole sur les chaînes latérales des histidines (Uchida & Kawakishi, 1986) et réagit avec 

l’oxygène, ce qui peut mener à la dégradation des acides nucléiques (Paredes & Das, 2011). 

De plus, l’état du cuivre utilisé dans cette réaction (le cuivre (I)) est insoluble et doit être 

généré in situ par réduction par l’ascorbate de sodium, ce qui perturbe les interactions non-

covalentes des protéines (Q. Wang et al., 2003). Finalement, le déhydroascorbate, produit 

durant la réaction de réduction du cuivre (II) en cuivre (I), réagit avec les arginines dans les 

protéines (Presolski, Hong, & Finn, 2011). Les réactions avec les protéines peuvent causer 

problème en nuisant à la capacité de la RNAP à garder le complexe transcriptionnel intact et à 

transcrire. De plus, une réaction avec les histidines pourrait nuire à la liaison RNAP/bille, qui 
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repose sur une interaction entre un ion métallique et une étiquette d’histidines. La dégradation 

des acides nucléiques serait aussi problématique, car elle nuirait au rendement de la production 

d’ARN marqué. 

Durant nos expériences, il a en effet été observé que la réaction impliquant le sulfate de cuivre 

et l’ascorbate, sans aucun agent protecteur, mène à une dégradation de l’ARN (Figure 52A et 

Figure 52B). Afin de pallier ce problème, plusieurs méthodes de protection ont été tentées 

(Figure 52). De toutes ces méthodes, le système PCA/PCD et le THPTA semblent protéger 

l’ARN. Pour ce qui est du THPTA, il semble fonctionner surtout lorsqu’il est utilisé dans un 

ratio 1 :1 avec le cuivre. À des rapports plus élevés, le THPTA inhibe la réaction de 

cycloaddition (Figure 52C). Par contre, l’acétonitrile (Paredes & Das, 2012) et le dégazage 

des solvants n’ont pas semblé fonctionner pour protéger contre la dégradation de l’ARN. Pour 

ce qui est des perturbations protéiques, les pertes de signal observées suite au lavage des 

complexes transcriptionnels ayant été exposés aux conditions du marquage indique que ces 

conditions nuisent à la capacité de la RNAP à garder le complexe intact (Figure 55). 

Cependant, il serait aussi possible que cette perte de signal soit due à une perturbation du lien 

entre la RNAP et les billes, dans l’éventualité où l’étiquette d’histidines serait affectée. Afin 

de déterminer la cause exacte de cette perte causée par le lavage, des complexes liés à des 

billes d’avidine, via une biotine sur l’ADN, ont été soumises aux conditions de marquage au 

cuivre et lavées (Figure 56). Les pertes observées indiquent que la perturbation des complexes 

transcriptionnels, et non du lien RNAP/billes, est la source des pertes de signal associées au 

lavage suite au marquage au cuivre. 

Le marquage à l’alcyne a été utilisé avec succès pour produire des complexes transcriptionnels 

des riborégulateurs tbpA et ribB d’ont l’ARN était marqué et qui ont été observés à 

l’appareillage d’observation de molécules uniques (Tableau 17). Malgré cette réussite, il n’a 

jamais été possible d’observer de complexes doublement marqués à l’alcyne en sm-FRET, 

pour différentes raisons. Bien que les données de ces essais n’aient pas été conservés, les 
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problèmes les plus fréquents étaient liés au bruit de fond causé par le marquage non spécifique 

à la Cy5 et la difficulté d'observer la Cy3. 

Globalement, le marquage à l’alcyne n’a pas mené à des avancées significatives, quoiqu’il 

aura été intéressant de démontrer que la Cy5-Alcyne cause moins de bruit de fond que le 

DBCO-Alcyne. Pour faire un retour sur le DBCO-Cy5, l’avancée principale aura été la 

première observation de complexe doublement marqué du riborégulateur tbpA (aux positions 1 

et 5) à l’appareillage sm-FRET. Bien que cette construction ne puisse pas être utilisée pour 

observer les changements conformationnels, sa production aura constitué une étape importante 

dans le projet qui aura culminé ultimement, en collaboration avec Adrien Chauvier, Patrick St-

Pierre, Elsa Hien, Cibrán Pérez-González, Sébastien Eschbach et Anne-Marie Lamontagne, à 

l’observation de complexes du riborégulateur tbpA (marqués aux positions 1 et 17) à 

l’appareillage sm-FRET et à la publication d’un article dans Proceedings of the National 

Academy of Sciences (Chauvier, St-Pierre, et al., 2021). 

Finalement, jusqu’ici, le marquage en complexe transcriptionnel d’ARN naissant à la position 

17 (Chauvier, St-Pierre, et al., 2021) reste le marquage à la position la plus éloignée jamais 

publiée. Bien que le marquage en position 23 ait été discuté précédemment (Figure 42), 

l’utilisation de la transcription par étapes pour atteindre des positions beaucoup plus éloignées 

reste peu pratique en raison des pertes observées à chaque étape et des erreurs cumulatives 

liées à l’incorporation de nucléotides indésirés (Figure 58). L’utilisation du NPOM, une 

modification d’ADN, comme barrage transcriptionnel (Nadon et al., 2022), a permis 

l’incorporation et le marquage de N3-UTP à la position 89 du riborégulateur tbpA, une position 

jusqu’ici inaccessible par d’autres méthodes. Le double marquage aux positions 1 (avec 

l’utilisation de Cy3-GUU à l’initiation) et 89 (en utilisant le NPOM comme barrage 

transcriptionnel) permettrait de détecter en temps réel la formation de la tige P1 du 

riborégulateur tbpA, ce qui n’a jusqu’ici jamais été effectué en complexe transcriptionnel et 

ouvrirait la voie à l’observation en temps réel de la formation des structures nécessaires à la 

régulation par les riborégulateurs. 
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6.8 Conclusion générale 

La fonction des structures d’ARN et la régulation de la transcription sont inextricablement 

enchevêtrées, entre autres, par l’impact des structures sur les pauses transcriptionnelles ou sur 

le recrutement de facteurs de transcription, ainsi que par l’influence de pauses 

transcriptionnelles sur le repliement co-transcriptionnel des structures d’ARN et la définition 

des fenêtres temporelles d’action de ces structures. L’étude des molécules d’ARN, de leur 

structure et de leur fonction doit donc impérativement inclure l’étude de la transcription de ces 

mêmes molécules d’ARN et considérer les interactions avec l’ADN et la RNAP, qui forment 

le complexe transcriptionnel. 

Afin d’étudier la structure et la transcription de l’ARN, plusieurs méthodes ont été 

développées. Pour l’étude des structures, la cartographie chimique et enzymatique permet 

d’obtenir de l’information sur l’accessibilité de différentes régions d’ARN. Ces expériences 

sont souvent effectuées sur de l’ARN statique isolé, mais il est aussi possible de les effectuer 

sur de l’ARN en complexe transcriptionnel arrêté, dont la production est possible par la 

transcription par étapes et les barrages transcriptionnels. Pour l’étude de la transcription de 

l’ARN, les expériences de cinétique de transcription et la mutagenèse dirigée et sont utilisées 

pour valider l’influence de structures sur des pauses transcriptionnelles. Plus récentes, les 

techniques d’observation de molécules uniques permettent l’observation en temps réel de 

structures et de la transcription. Parmi ces techniques, le sm-FRET permet d’observer les 

changements conformationnels de l’ARN en temps réel, durant la transcription. 

Les riborégulateurs sont un exemple parfait de structures d’ARN illustrant la relation entre la 

transcription et les structures d’ARN. En effet, ces structures ont la capacité de lier un ligand 

et, par une modulation de structures, causer une régulation de la transcription dépendante de ce 

ligand. Ces structures peuvent cependant dépendre de pauses transcriptionnelles, en plus 

d’influencer d’autres pauses transcriptionnelles. Le riborégulateur thiC, par exemple, contient 
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trois pauses, dont une est modulée par la présence du ligand (le TPP), en plus de délimiter la 

fenêtre de liaison de ce ligand (Chauvier et al., 2017). 

Dans le présent ouvrage, l’impact d’une structure tige-boucle en amont de la pause 

transcriptionnelle A138 du riborégulateur thiC sur la pause A138 et, possiblement, sur la 

pause C158, a été démontré par des expériences de cinétiques de transcription en absence et en 

présence de NusA, couplées à de la mutagenèse dirigée. Par la suite, par les mêmes méthodes, 

la possibilité que d’autres structures soient responsables de la modulation de pauses 

transcriptionnelles dans d’autres riborégulateurs d’E. coli (tbpA, thiM, lysC et btuB), plus 

particulièrement près du codon d’initiation, a été scrutée. Selon les résultats obtenus, il est 

possible que les pauses près du codon d’initiation de ces riborégulateurs soit modulées par des 

structures tige-boucles, mais plus d’expériences seraient nécessaires pour le confirmer. 

Ensuite, le développement du NPOM, une modification chimique de l’ADN, en tant que 

barrage transcriptionnel amovible, a été discuté. En raison de ses propriétés, il a été possible 

d’utiliser le NPOM pour synchroniser des CE à des pauses transcriptionnelles et de 

discriminer les effets réels sur les pauses des effets apparents sur les pauses en aval dans les 

systèmes composés de plusieurs pauses transcriptionnelles consécutives. À l’aide de cet outil, 

il a été possible de confirmer que la tige-boucle en amont de la pause A138 n’influence pas 

réellement la pause C158, bien qu’un effet apparent soit observé lors d’expériences de 

cinétiques de transcription classiques. De plus, le NPOM a réussi à démontrer que la séquence 

en amont de la tige-boucle est importante pour l’effet de NusA, en contraction avec des 

résultats obtenus dans une autre étude (Kyzer, Kook, Landick, & Palangat, 2007). 

Finalement, le développement de méthodes pour l’observation de la transcription en temps 

réel a été tentée. Pour une première méthode impliquant de l’ADN doublement marqué et 

permettant l’observation du temps requis pour la transcription, la preuve de concept 

démontrant que la technique permettait de mesurer le temps de la transcription a été effectuée. 

Pour la méthode du sm-FRET, plusieurs tentatives de production de complexes 
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transcriptionnels arrêtés, prêts à redémarrer, et dont l’ARN est doublement marqué, ont été 

faites, avec des résultats variables mais, sommes toutes, mitigés. Les deux plus grand succès 

vécus durant le projet sont sans contredit la production du premier complexe transcriptionnel 

dont l’ARN est doublement marqué (le riborégulateur tbpA portant une Cy3 à l’extrémité 5’ et 

une Cy5 en position 5) et son observation au sm-FRET, et l’utilisation du NPOM pour 

marquer spécifiquement un ARN naissant à la position 89, position qui était jusqu’ici 

inaccessible à l’aide de la transcription par étapes. 

Dans un contexte plus large, les études démontrant l’importance de structures sur la 

transcription et scrutant les caractéristiques de ces structures sont importantes au niveau 

fondamental pour la compréhension de phénomènes comme la transcription et la régulation 

co-transcriptionnelle par les riborégulateurs, en plus de nous guider vers les potentiels 

intermédiaires évolutifs ayant mené aux riborégulateurs. D’un point de vue appliqué, plusieurs 

riborégulateurs dont la transcription est impliquée dans la régulation sont dans la mire des 

chercheurs pour le développement d’antibiotiques (Panchal & Brenk, 2021). Une meilleure 

compréhension du rôle des structures sur cette transcription ouvre la voie à la découverte de 

molécules pouvant influencer ces structures et ayant un potentiel antibiotique. De plus, la 

biologie synthétique se penche de plus en plus sur la synthèse de riborégulateurs synthétiques. 

Bien que plusieurs de ces riborégulateurs agissent au niveau traductionnel, la synthèse de 

riborégulateurs agissant sur la transcription permettrait une diversification des stratégies pour 

le développement de nouveaux riborégulateurs. Bien que des travaux sur la théorie derrière de 

tels développements aient été effectués,(Wachsmuth et al., 2015), des résultats empiriques 

contribuant à la compréhension de la relation entre les structures et la transcription apportera 

sans aucun doute une contribution intéressante la biologie synthétique des riborégulateurs. 

Pour ce qui est de l’utilisation du NPOM comme barrage transcriptionnel amovible, son 

importance fondamentale réside entre autres dans l’étude des pauses transcriptionnelles et 

dans le marquage spécifique de l’ARN naissant, permettant l’utilisation de techniques d’étude 

de la transcription en temps réel. À un niveau plus appliqué, une équipe a construit un 
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nanomoteur dont la force motrice provient de la RNAP du bactériophage T7 qui transcrit une 

matrice circulaire d’ADN (Valero, Pal, Dhakal, Walter, & Famulok, 2018). Bien que la RNAP 

du bactériophage T7 ne puisse pas redémarrer après son arrêt par le NPOM, dans l’éventualité 

où de tels moteurs employant des DNAP ou la RNAP d’E. coli (dont la capacité de redémarrer 

a été démontrée) serait envisagés, l’utilisation du NPOM fournirait un outil supplémentaire 

permettant de contrôler leur mouvement, ouvrant la voie vers des nanomachines pouvant 

démarrer suite à une irradiation lumineuse.
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