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Abréviations 

 

ADN :  Acide désoxyribonucléique 
ADNc : ADN complémentaire 
ADNr : ADN ribosomal 
ARN :  Acide ribonucléique 
ARNm : ARN messager  
ARNr :  ARN ribosomal 
ARNt :  ARN de transfert 
CDB :  Cassure double brin 
Cpm :  Coup par minute 
DAPI :  Diaminophenylindol  
DEPC : DiEthyl PyroCarbonate 
DO :  Densité optique 
dNTP :  dATP + dCTP + dGTP + dTTP  
dXTP :  Désoxy (A=adénosine, C=cytosine, G=guanosine, T=thymidine, U=uridine)- 

5’ tri-phosphate  
GFP:  Green Fluorescent Protein 
h :  Heure 
HA :  Hémaglutinine du virus de l’influenza 
IP :  Immunoprécipitation 
min :  Minute  
nt :   Nucléotide 
ORF :   Open reading frame, phase ouverte de lecture  
pb :   Paire de base  
PCR :   Polymerase chain reaction, réaction de polymérisation en chaîne  
PIC :  Complexe de préinitiation  
Pol :  ARN Polymérase 
Rap :  Rapamycine 
RFB :  Replication Fork Barrier 
SDS :  Dodécyl sulfate de sodium 
sec :  Seconde  
sn ARN : Small nuclear RNA, petit ARN nucléaire  
sno ARN : Small nucleolar RNA, petit ARN nucléolaire  
TBP:  Tata Binding Protein 
TCA :  Acide Tri-chloro acétique  
UAF :  Upstream Activating Factor 
UE :  Upstream Element 
UV :  Ultra-Violet 
WT :  Wild Type, sauvage 
YPD :  Yeast extract (extrait de levure)- Bactopeptone - D-glucose 
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Introduction  

 

La première étape de l’expression des gènes est la transcription qui permet l’expression 

de l’information génétique contenue dans l’ADN en une copie d’ARN. L’enzyme centrale 

de la transcription est l’ARN polymérase ADN dépendante qui catalyse la polymérisation 

de ribonucléotides triphosphates de façon complémentaire à la matrice d’ADN. 

L’existence de cette activité enzymatique est établie en 1957 dans un extrait de foie de 

rat (Weiss and Gladstone, 1959). Cette nouvelle activité est alors recherchée et 

détectée dans divers organismes vivants (Huang et al., 1960; Hurwitz et al., 1960). En 

1969, Burgess publie la purification et l’analyse moléculaire de l’ARN polymérase ADN 

dépendante d’Escherichia coli. La même année, Roeder et Rutter mettent en évidence la 

présence de trois formes d’ARN polymérase ADN-dépendantes dans des cellules 

eucaryotes (Roeder and Rutter, 1969). Cette observation est depuis lors devenue 

générale puisque trois formes d’ARN polymérase nucléaires (Pol I, Pol II et Pol III) ont 

été mises en évidence chez tous les eucaryotes étudiés à ce jour. Ces enzymes se 

différencient par leur composition sous-unitaire, leur localisation cellulaire, leur 

sensibilité à une toxine l’α-amanitine ainsi que par les classes de gènes qu’elles 

transcrivent et les facteurs de transcription qui leur sont associés. 

L’ARN polymérase I (Pol I), constituée de 14 sous-unités, est responsable de la synthèse 

d’environ 60% des ARN cellulaires. Elle est localisée dans le nucléole et est dédiée à la 

transcription d’un gène unique l’ADNr 35S qui code le précurseur des ARNr 25S, 18S et 

5,8S. 

L’ARN polymérase II (Pol II) constituée de 12 sous-unités transcrit la plus grande 

partie du génome. Elle est localisée dans le nucléoplasme et est responsable de la 

synthèse de tous les ARN messagers et de nombreux petits ARN non traduits (SnARN). 

L’ARN polymérase III (Pol III) constituée de 17 sous-unités, est également localisée 

dans le nucléoplasme, la Pol III synthétise l’ARNr 5S, les ARN de transfert (ARNt) et 

d’autres petits ARN non traduits. (Figure 1)  

Beaucoup plus récemment, deux formes supplémentaires d’ARN polymérase ADN-

dépendantes nucléaires (Pol IV et Pol V) ont été mises en évidence chez les plantes. 
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Elles sont responsables de la synthèse de siARN et du silencing respectivement 

(Wierzbicki et al., 2008)  

Mon travail de thèse a porté sur l’étude de la relation entre l’activité Pol I et la 

structure du nucléole ainsi que sur le rôle du facteur de transcription Rrn3 dans la 

transcription des gènes de classe I. Dans cette introduction, j’aborderai plus 

particulièrement les mécanismes de la transcription par l’ARN polymérase I et je 

rappellerai l’état des connaissances sur un domaine nucléaire particulier qui est le site 

de la biogenèse des ribosomes : le nucléole. 
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Figure 1. Composition sous-unitaire des ARN polymérases nucléaires de Saccharomyces 
cerevisiae: 
(A) La composition sous-unitaire des Pol I, II et III de la levure S. cerevisiae a été analysée par 
électrophorèse (gradient de 8 à 15% de polyacrylamide) en condition dénaturante et les 
protéines sont colorées au bleu de Coomassie. (B) Représentation schématique de la composition 
sous-unitaire des ARN polymérases de S. cerevisiae. Les sous-unités paralogues sont de même 
couleur et les sous-unités spécifiques à une forme d’enzyme sont représentées en noir. 
 

 

 

 

 

 



 12 

I) La transcription par l’ARN Polymérase I  

I-1) Organisation des copies d’ADNr 
 
Chez les eucaryotes, la Pol I est dédiée à la transcription d’un gène unique (ADNr 35S 

chez la levure S. cerevisiae et ADNr 47S chez les vertébrés). Ce gène est présent en 

très grand nombre de copies par génome et selon l’espèce considérée, les génomes 

nucléaires peuvent contenir des dizaines, des centaines voire des milliers de copies 

d’ADNr comme chez les plantes (Long and Dawid, 1980; Rogers et al., 1993). Ces copies 

sont présentes sous deux formes : les copies accessibles à la machinerie 

transcriptionnelle de classe I (dites actives) et qui représentent 50% des copies 

présentes dans le génome, et les copies non accessibles (dites inactives) (Conconi et al., 

1989; Dammann et al., 1993).  

Chez la levure S. cerevisiae, toutes les copies d’ADNr, dont le nombre varie entre 150 

et 200 copies par génome haploïde sont regroupées au sein du locus RDN1 localisé sur le 

bras droit du chromosome XII. Dans une souche mutante où le locus RDN1 est supprimé 

et remplacé par un plasmide multicopies porteur d’une seule copie d’ADNr, les cellules ne 

présentent pas de défaut de croissance (Nogi et al., 1991b; Oakes et al., 1998),  

démontrant ainsi que la localisation chromosomique et la structure en tandem du locus 

RDN1 ne sont essentielles ni pour la transcription par l’ARN Pol I, ni pour l’assemblage 

des ribosomes. Chez la levure S. cerevisiae, l’unité d’ADNr a une taille de 9,1KB et code 

un transcrit de 6,7Kb et une séquence intergénique de 2,4Kb  

Une unité d’ADNr est constituée de deux régions transcrites (RDN37 et RDN5) et de 

deux régions non transcrites NTS1 et NTS2 (Non Transcribed Sequence). La 

transcription des gènes RDN37 (par la Pol I) et RDN5 (par la Pol III) se  fait de 

manière divergente. (figure 2) 

Une unité d’ADNr contient en plus des séquences des ARNr 25S, 18S et 5,8S deux 

séquences externes 5’ETS et 3’ETS (External Transcribed Spacer), localisées aux 

extrémités et deux séquences internes ITS1 et ITS2 (Internal Transcribed Sequence) 

qui séparent les séquences 18S-5,8S et 25S. Les séquences ETS sont éliminées lors du 

processus de maturation de l’ARNr 35S (Allmang and Tollervey, 1998).   
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Figure 2. Structure du locus ADNr 
Deux unités d’ADNr sont représentées. Les boîtes noires représentent les régions promotrices. 
Les flèches indiquent le site d’initiation de la transcription. UAS = Upstream Activating 
Sequence, CE = Control Element, UCE = Upstream Control Element. (A) Organisation du locus 
d’ADNr chez la levure S. cerevisiae. Le gène codant l’ARNr 5S est transcrit de façon divergente. 
(B) Organisation du locus d’ADNr de cellules humaines. La longueur des séquences est indiquée en 
kilobases. 
 

L’intégralité du promoteur se situe au niveau de l’espace intergénique NTS2. Des 

expériences de délétions au niveau de cette région ont montré que la séquence qui 

s’étend du nucléotide -146 au nucléotide +8 est suffisante pour la transcription et c’est 

cette région qui est définie comme le promoteur de l’ADNr de S. cerevisiae (Musters et 

al., 1989). Ce promoteur est bipartite, il comprend : l’élément aval strictement essentiel 

à l’initiation de la transcription qui s’étend du nucléotide -28 au nucléotide +8, il est 

appelé promoteur basal ou « core element » (CE), l’élément amont (appelé séquence 

activatrice amont ou « Upstream Activating Sequence », (UAS) qui s’étend du nucléotide 

-146 au nucléotide -50. Il exerce un effet stimulateur mais n’est a priori pas 

strictement requis pour l’initiation de la transcription. L’espace entre les deux éléments 

du promoteur ainsi que leur orientation sont des paramètres importants qui déterminent 
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la force du promoteur (Musters et al., 1989; Xie and Rothblum, 1992). La région NTS1 

située en aval du 35S comporte le site de terminaison de la transcription de l’ADN 35S. 

Deux courtes séquences semblent être indispensables à la terminaison de la 

transcription (Lang et al., 1994; Lang and Reeder, 1993; Lang and Reeder, 1995) il s’agit 

du site de fixation du facteur de terminaison Reb1 appelé terminateur T1 et d’une 

séquence riche en T qui code les douze derniers nucléotides du transcrit. Cette 

séquence serait nécessaire pour la dissociation des complexes ternaires. En plus de ces 

séquences, il existe des régions activatrices distales (« enhancer like ») qui 

augmenteraient la stabilisation des complexes de préinitiation assemblés aux 

promoteurs de l’ADNr. (Wai et al., 2001) 

 

Chez les eucaryotes supérieurs, les unités d’ADNr sont généralement regroupées au sein 

de régions chromosomiques appelées régions organisatrices du nucléole ou NOR 

(Nucleolar Organizer Region) dans lesquelles elles s’enchaînent le plus souvent en 

orientation directe. Les cellules diploïdes humaines contiennent 400 copies d’ADNr 

organisées en plusieurs NOR et localisées sur les 5 paires de chromosomes 

acrocentriques (13, 14, 15, 21 et 22).  

Chez les mammifères, l’ADNr a une taille de 43Kb, une séquence codante de 13,7Kb et 

une séquence intergénique de 29,2Kb. (figure 2) 

La structure bipartite du promoteur de l’ADNr est également retrouvée chez les 

mammifères (Closs and Kempe, 1986; Haltiner et al., 1986; Jones et al., 1988; Learned 

et al., 1983). Chez l’homme, l’élément amont (appelé « Upstream Control Sequence ») 

s’étend du nucléotide -156 au nucléotide -107 et l’élément aval s’étend du nucléotide -45 

au nucléotide +18.  

 

I-2) La transcription spécifique de l’ADNr 35S 
 

I-2-1) Initiation  

Bien qu’elle soit dédiée à la transcription d’un gène unique l’ADN 35S/47S, la Pol I seule 

est incapable de reconnaître le promoteur de l’ADNr. Des facteurs généraux de 
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transcription (dits de classe I) vont former un complexe de préinitiation qui permettra 

le recrutement de l’enzyme sur le promoteur. 

 

Formation du complexe de préinitiation : 

Un crible génétique réalisé par l’équipe du Pr. Nomura (Université de Californie, Irvine, 

USA) a permis d’identifier les deux facteurs généraux de transcription requis pour la 

formation du complexe de préinitiation qui va permettre le recrutement de la Pol I sur 

le promoteur de l’ADNr (Nogi et al., 1991a). . Il s’agit du « Core factor » (CF) et de 

« l’Upstream Activating Factor » (UAF, associé à TBP). Le CF reconnaît le promoteur 

basal, et UAF reconnaît la séquence activatrice. L’ensemble formé par l’association de 

ces deux facteurs de transcription avec le promoteur constitue le complexe de 

préinitiation. (figure 3) 

Ce crible repose sur l’idée démontrée par l’équipe du Pr. Nomura que la seule fonction 

essentielle de l’ARN polymérase I est la synthèse de l’ARNr 35S. Des cellules 

transformées avec le plasmide réplicatif portant une unité d’ADNr placée sous le 

contrôle du promoteur inductible du gène GAL7 sont mutagenisées à l’éthyl méthane 

sulfonate. Les mutants thermosensibles qui poussent en présence de galactose et qui 

sont incapables de pousser en présence de glucose à température restrictive (36°C) ne 

sont affectés que pour un gène essentiel à la transcription des gènes de classe I. 

Ces gènes appelés rrn (« rRNA synthesis defective ») ont été classés en plusieurs 

groupes de complémentation, dont certains codent des sous-unités de l’ARN polymérase 

I (Rpa135, Rpa43, Rpa12) et d’autres des sous-unités des facteurs d’initiation de la 

transcription Pol I . 

Le Core Factor est un complexe protéique constitué de 3 sous unités Rrn6, Rrn7 et 

Rrn11 chacune essentielle à la viabilité cellulaire (Keys et al., 1994; Lalo et al., 1996; Lin 

et al., 1996). Ce complexe se fixe sur le promoteur basal de l’ADNr 35S, mais cette 

liaison n’est pas très forte et elle est stabilisée par la liaison préalable du facteur UAF 

à la séquence activatrice.  
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Figure 3. Complexe de préinitiation chez la levure S. cerevisiae et chez l’homme: 
Panneau de gauche : exemple de S. cerevisiae. (A) Organisation du promoteur de l’ADNr 35S. La 
flèche indique le site d’initiation de la transcription. Les chiffres indiquent la position des deux 
éléments promoteurs par rapport au site d’initiation de la transcription. UAS : Upstream 
Activating Sequence. CE : Core Element. (B) Facteurs impliqués dans la reconnaissance du 
promoteur de l’ADNr 35S. UAF : Upstream Activating Factor. TBP : TATA Binding Protein. CF : 
Core Factor. H3, H4 : Histones H3 et H4. Les flèches indiquent les interactions physiques qui ont 
été mises en évidence. (C) Modèle d’assemblage du complexe de préinitiation (PIC) sur le 
promoteur de l’ADNr 35S (d’après Nomura, 1998). 
(D), (E) et (F) exemple chez Homo sapiens. (D) Organisation du promoteur de l’ADNr 47S. UCE : 
Upstream Control Element. CE : Core Element. (E) Facteurs impliqués dans la reconnaissance du 
promoteur de l’ADNr 47S. Le facteur UBF (Upstream Binding Factor) est un homodimère de 
UBF1. TBP : TATA Binding Protein. SL1/TIF-IB : Selectivity Factor for Pol I/ Transcription 
Initiation Factor IB. Les flèches indiquent les interactions physiques qui ont été mises en 
évidence. (F) Modèle d’assemblage du complexe de préinitiation sur le promoteur de l’ADNr 47S. 
En contactant simultanément l’élément amont et la partie proximale de l’élément basal, UBF 
induit une courbure de l’ADN au niveau du promoteur de l’ADNr 47S.  
 

 

Le facteur UAF est constitué des histones H3 et H4 et de quatre sous-unités Rrn5, 

Rrn9 Rrn10 et uaf30. Les gènes codants les sous-unités Rrn5, Rrn9 et Rrn10 ne sont pas 

strictement essentiels à la viabilité cellulaire, cependant, leur délétion confère un très 

fort retard de croissance aux cellules (Keys et al., 1996) et une forte réduction de la 

synthèse de l’ARNr 35S est observée dans ces souches. In vitro, l’initiation de la 

transcription est fortement réduite dans des extraits cellulaires dépourvus de Rrn5, 

Rrn9 ou Rrn10, et restaurée par l’addition du complexe UAF. L’un des rôles du facteur 

UAF est de stimuler la transcription de l’ADNr 35S par le recrutement du CF sur le 
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promoteur grâce à la protéine TBP (TATA Binding Protein) qui pourrait ponter les deux 

facteurs. En effet TBP interagit d’une part avec la sous-unité Rrn9 de UAF et d’autre 

part avec la sous-unité Rrn6 du CF. (Lalo et al., 1996; Lin et al., 1996; Steffan et al., 

1996). Une étude récente a montré que la sous-unité uaf30 est un facteur essentiel 

pour le ciblage de UAF sur le promoteur de l’ADNr permettant ainsi l’activation de 

plusieurs copies d’ADNr 35S (Hontz et al., 2008) 

 

En plus de son rôle dans la stimulation de la transcription de l’ADNr 35S il a été montré 

que le complexe UAF empêchait la transcription de l’ADNr par la Pol II. Cette fonction 

a été mise en évidence par l’étude de mutants dans lesquels le gène de l’une des sous-

unités de UAF a été inactivé. (Oakes et al., 1999). Certains de ces mutants étaient 

capables de survivre en l’absence d’activité Pol I et présentaient une croissance proche 

de celle des cellules sauvages. Dans ces souches, il a été montré que l’ADNr 35S est 

transcrit par la Pol II. Ce phénomène appelé « polymerase switch » est associé à la 

déstructuration du nucléole ainsi qu’à l’amplification du nombre de copies d’ADNr au 

locus RDN1. De plus, il a été récemment démontré que le complexe UAF jouait un rôle 

dans la modulation du nombre de gènes ADNr actifs en réponse aux nutriments (Hontz 

et al., 2008) 

Chez les mammifères, l’étude biochimique du PIC a permis l’identification de deux 

facteurs : UBF (Upstream Binding Factor) et TIF-IB (chez la souris)/ SL1 (chez 

l’homme).(figure 3) Le complexe TIF-IB/SL1, homologue fonctionnel du Core factor 

(malgré l’absence d’homologie entre les différentes sous-unités de ces deux complexes) 

est strictement requis pour la transcription basale de l’ADNr 47S. C’est un complexe 

protéique de 300 kDa contenant TBP et au moins trois TAFI (TBP Associated Factors) 

TAFI 95/110, TAFI 68/63 et TAF I 48. (Schnapp and Grummt, 1991). Récemment deux 

nouveaux TAFI ont été identifiés TAFI 41 et TAFI 12 (Denissov et al., 2007; Gorski et 

al., 2007). Le facteur UBF agit en tant que dimère en se fixant à la fois sur la séquence 

activatrice et sur le promoteur basal. Cette fixation induit la formation d’une boucle de 

140 pb de l’ADNr, générant ainsi une structure appelée « enhancesome » (Stefanovsky 

et al., 2001a) qui conduit à la juxtaposition du promoteur basal et de la séquence 

activatrice. De plus le facteur UBF se localise tout le long de l’ADNr et confère ainsi 
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une structure particulière à la chromatine. (O'Sullivan et al., 2002). En plus de son rôle 

pour le recrutement du facteur SL1 sur le promoteur et de la Pol I (Jantzen et al., 

1992; McStay et al., 1991), de nouveaux rôles lui ont été attribués comme la régulation 

de l’étape d’échappement du promoteur (Panov et al., 2006) et de l’élongation 

(Stefanovsky et al., 2006).  

 

Recrutement de la Pol I sur le PIC : 

Le gène RRN3 a été identifié et caractérisé grâce au crible génétique des mutants RRN 

décrit précédemment (Yamamoto et al., 1996). Le facteur Rrn3 est une protéine de 72 

kDa essentielle à la viabilité cellulaire qui est strictement requise pour la transcription 

de l’ADNr. Le facteur Rrn3 s’associe à la Pol I (Milkereit and Tschochner, 1998) et le 

complexe Pol I-Rrn3 ainsi formé est la seule forme d’enzyme compétente pour l’initiation 

de la transcription. In vitro, il a été montré que la Pol I peut être recrutée sur le PIC en 

l’absence de Rrn3 (Cavanaugh et al., 2008) mais elle reste incompétente pour l’initiation 

de la transcription même après l’addition du facteur Rrn3. Le complexe Pol I-Rrn3 ne 

peut être isolé qu’à partir de cellules en phase exponentielle de croissance et il ne 

représente que 2% du pool de Pol I présent dans la cellule (Milkereit and Tschochner, 

1998). Il a été démontré dans notre laboratoire que Rrn3 s’associe à la Pol I via son 

interaction avec la sous-unité A43. Par des expériences de double hybride, il a 

également été montré que le facteur Rrn3 interagit avec la sous unité Rrn6 du CF. 

(Peyroche et al., 2000). Ainsi, le facteur Rrn3 interagissant d’une part avec la sous-unité 

A43 de la Pol I et d’autre part avec la sous-unité Rrn6 du CF permet le recrutement du 

complexe PolI-Rrn3 sur le PIC. 

 

Chez les mammifères, la Pol I est également recrutée sur le promoteur grâce au facteur 

TIF-IA, l’homologue structural et fonctionnel de Rrn3. (Bodem et al., 2000). Le facteur 

TIF-IA interagit avec la sous-unité de la Pol I murine homologue à la sous-unité A43 de 

levure (Cavanaugh et al., 2002; Yuan et al., 2002) et le complexe PolI-TIF-IA est 

ensuite recruté sur le promoteur de l’ADNr grâce aux interactions avec les sous unités 

TAFI 63 et TAFI 110 du complexe SL1/TIF-IB. (Miller et al., 2001). Il a récemment été 

démontré que la phosphorylation du facteur TIF-IA par la protéine CK2 au niveau des 
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sérines 170 et 172 conduit à la dissociation du complexe PolI/TIF-IA après l’initiation 

de la transcription. La déphosphorylation de ces mêmes résidus par FCP1 facilite la 

réassociation de TIF-IA avec la Pol I permettant ainsi un nouveau cycle de transcription 

(Bierhoff et al., 2008) 

Le clonage et la caractérisation des facteurs de préinitiation de la levure et des 

mammifères ont montré peu d’homologie de séquence, excepté pour le facteur TIF-IA 

qui est l’homologue très conservé de Rrn3. Cependant, malgré cette absence 

d’homologie, le recrutement du complexe Pol I-Rrn3 (ou Pol I-TIF-IA) est un mécanisme 

très conservé.  

Nous verrons d’ailleurs dans la partie III-2 que la formation / dissociation du complexe 

Pol I-Rrn3 est l’une des cibles majeures de la régulation de l’activité de transcription 

des gènes  de classe I. 

Le recrutement du complexe PolI-Rrn3 sur le PIC conduit à la formation d’un complexe 

d’initiation dit « fermé » car la double hélice d’ADN n’est pas encore ouverte. La 

transcription démarre ensuite par l’ouverture de la double hélice d’ADN (complexe 

d’initiation ouvert). L’ARN polymérase est dès lors capable de catalyser la formation des 

premières liaisons phosphodiester, sans qu’il y ait translocation du complexe le long de 

l’ADN. Lorsque la taille de l’ARN néosynthétisé atteint une dizaine de nucléotides, la Pol 

I change de conformation, rompt les interactions précédemment établies avec le PIC et 

quitte le promoteur. Cette étape  appelée échappement du promoteur est la dernière 

étape de l’initiation de la transcription et constitue l’étape limitante de la transcription 

(Panov et al., 2001).  

 

I-2-2) Elongation  

Si l’étape d’initiation de la transcription est très bien caractérisée, les mécanismes 

contrôlant l’élongation par l’ARN Polymérase I sont encore mal connus. La forte 

corrélation entre l’élongation par la Pol I et la maturation de l’ARNr 35S (Schneider et 

al., 2007) évoque l’interdépendance entre l’élongation par la Pol II et les étapes de la 

mise de la coiffe en 5’ et de l’épissage. Des études récentes suggèrent l’implication de 

facteurs d’élongation Pol II dans l’élongation par la Pol I comme le complexe Paf1 les 
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facteurs Spt4, Spt5, TFIIH et CSB/Rad26 (Bradsher et al., 2002; Iben et al., 2002; 

Lebedev et al., 2008; Schneider et al., 2006; Zhang et al., 2009) 

  

Le complexe Paf1: 

Ce complexe comprend 5 sous-unités principales : Cdc73p, Ctr9p, Leo1p, Paf1p et Rtf1p. 

(Krogan et al., 2002) C’est un complexe multifonctionnel qui intervient à plusieurs 

niveaux au cours de la transcription par l’ARN polymérase II: au niveau de l’initiation, de 

l’élongation, de la maturation des ARNm et il affecte également la structure 

chromatinienne (Krogan et al., 2003; Stolinski et al., 1997) Le mécanisme par lequel ce 

complexe affecte l’élongation de la transcription par la Pol II n’a pas encore été 

déterminé.  

Il a récemment été démontré que le complexe Paf1 était requis pour assurer l’élongation 

efficace par l’ARN Pol I (Zhang et al., 2009). Les auteurs ont démontré que ce complexe 

s’associe à l’ADNr in vivo, et que dans des souches inactivées pour des sous-unités de ce 

complexe, l’activité de la Pol I était réduite. Des expériences de Miller spread dans une 

souche ctr9Δ suggèrent que le complexe Paf1 module la vitesse d’élongation de la Pol I 

en agissant sur les sites de pause transitoires. 

 

Le complexe Spt4/Spt5 : 

Spt4/Spt5 est un facteur d’élongation qui interagit directement avec la Pol II, et cette 

interaction est importante pour l’élongation (Hartzog et al., 1998). Des études récentes 

ont montré que l’inactivation du gène non essentiel SPT4 conduisait à la diminution de 

l’efficacité de l’élongation par la Pol II dans des régions riches en nucléotides GC et à la 

diminution de la processivité de l’enzyme (Mason and Struhl, 2005; Rondon et al., 2003).  

L’équipe de David Schneider (Université de l’Alabama, Birmingham, USA) a suggéré que 

le complexe Spt4/Spt5 pourrait être impliqué dans l’élongation par la Pol I en jouant un 

rôle au niveau du couplage entre la transcription et la maturation de l’ADNr 35S. 
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TFIIH 

TFIIH est un facteur multiprotéique de grande taille (510KDa), impliqué dans la 

transcription et dans la réparation de l’ADN par excision de nucléotides (Nucleotide 

Excision Repair ou NER), qui prend en charge la réparation des lésions dues aux 

ultraviolets. Les deux sous-unités de TFIIH, XPD et XPB possèdent des activités ADN 

hélicases inverses. Des mutations touchant ces activités hélicases sont à l’origine chez 

l’homme du Xeroderma pigmentosum, maladie qui se traduit par une grande sensibilité 

aux UV et par une forte prédisposition aux cancers cutanés et qui est due à la 

déficience du système de réparation de l’ADN par excision de nucléotides. 

Il a été proposé que le facteur TFIIH était impliqué dans la transcription par l’ARN 

polymérase I (Iben et al., 2002). Cette proposition se base sur le fait que TFIIH est 

capable de stimuler in vitro la transcription par la Pol I et que sa localisation est en 

partie nucléolaire dans les cellules humaines. Chez la levure, les auteurs suggèrent 

également l’implication de TFIIH dans la transcription par la Pol I en se basant sur le 

fait que des mutants de TFIIH présentent des défauts de transcription par la Pol I . 

 

CSB : 

La protéine CSB est une ATPase ADN dépendante, qui est importante dans la 

transcription couplée à la réparation (Bradsher et al., 2002).  

La mutation de cette protéine est à l’origine du syndrome de Cockayne qui est 

caractérisé par une hypersensibilité aux UV, un fort retard mental et une atrophie 

rétinienne (Lehmann, 2003). Ces symptômes pleiotropes ne s’expliqueraient que si CSB 

était un facteur général de la transcription par la Pol II. En effet, des données in vitro 

montrent que des extraits préparés à partir de cellules de patients atteints par cette 

maladie présentent des défauts transcriptionnels par la Pol II et ceci en l’absence de 

dommages à l’ADN. (Balajee et al., 1997). 

Il a été montré que la protéine CSB se localisait dans le nucléole, et qu’elle était 

recrutée au niveau des copies actives d’ADNr via le facteur TTFI. (Yuan et al., 2007). 

Une étude récente a démontré que la protéine CSB recombinante réactivait la 

transcription Pol I dans des extraits de cellules de patients atteint du syndrome de 
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Cockayne et que la protéine CSB activait l’élongation dans un test de transcription in 

vitro (Lebedev et al., 2008) 

 

En plus de tous ces facteurs d’élongation Pol II, le facteur UBF et la sous unité 19S du 

protéasome jouent également un rôle dans l’élongation par la Pol I (Fatyol and Grummt, 

2008; Stefanovsky and Moss, 2008) 

 Il a été récemment démontré par l’équipe de Tom Moss (Université de Laval, Québec, 

Canada) que la protéine UBF, localisée tout le long de l’ADNr , est capable d’arrêter la 

progression de la Pol I en élongation, sous sa forme non phosphorylée. La 

phosphorylation de ce facteur, par ERK en réponse à des facteurs de croissance, 

empêche la formation de la structure dite enhancesome et permet alors une meilleure 

élongation par la Pol I.  

La sous-unité non catalytique du protéasome, la sous unité 19S joue un rôle dans la 

transcription Pol II au niveau de l’élongation (Ferdous et al., 2001). Des données 

récentes suggèrent que ce facteur pourrait également être impliqué dans la 

transcription par la machinerie de classe I (Fatyol and Grummt, 2008). En effet, la 

synthèse du précurseur des grands ARN ribosomiques est inhibée par les inhibiteurs du 

protéasome et les ATPases 19S se localisent au niveau du promoteur et tout le long de la 

région codante de l’ADNr.  

 

Assemblage cotranscriptionnel de la machinerie de maturation (Figure 4) 

C’est en 1969 que l’équipe de O.L Jr Miller observe directement l’organisation 

moléculaire des gènes ribosomaux activement transcrits à partir d’oocytes de xénope, 

par la technique du Miller spread. Les images obtenues des locus ADNr évoquent une 

structure dite en arbre de Noël. Cette structure correspond à l’ADNr sur lequel 

irradient les pré-ARNr naissants selon un gradient de taille correspondant à l’avancée 

de la Pol I en élongation. Aux bouts de ces ARN naissants, ils avaient observé des « 

boules » dont la nature et la structure biochimique sont longtemps restées inconnues. 
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Figure 4. Structure en "arbre de Noël" de l'ADN ribosomique. Observation au microscope 
électronique de l'ADN ribosomique préparé par la méthode de Miller. Deux unités d'ADNr 
successives, séparées par un espace intergénique, sont observées. Chaque gène d'ADNr est 
transcrit par un grand nombre d'ARN polymérases (n>100 sur le gène de droite). Les boules 
situées à l'extrémité 5' des ARN naissants correspondent à des complexes de maturation de 
l'ARNr qui s'associent à l'ARN en cours de synthèse. D'après Foe et al, 1978.    
 

Des études chez le xénope ont montré que des séquences d’ARNr nécessaires pour la 

maturation sont également requises pour la formation de ces petites boules. Donc il a 

été proposé que ces boules terminales représentent les complexes de maturation qui 

assemblent le préARNr en cours de transcription. (Mougey et al., 1993)  

Chez la levure S. cerevisiae l’observation des unités d’ADNr est facilitée du fait du 

locus unique d’ADNr. Il a été observé chez la levure que la déplétion de certaines des 

protéines du processome bloque la formation de ces complexes (Dragon et al., 2002; 

Osheim et al., 2004). Ces données suggèrent donc un assemblage cotranscriptionnel de 

la machinerie de maturation. D’ailleurs il a été démontré par Miller spread qu’un clivage 

au niveau de ITS1 a lieu cotranscriptionnellement au niveau de 55% des transcrits chez 

la levure de plus les complexes terminaux deviennent de plus en plus gros 

cotranscriptionnellement avant le clivage au site ITS1 suggérant que l’assemblage, la 

maturation/modification de l’ARNr, et l’addition des protéines ribosomales a aussi lieu 

de façon cotranscriptionnelle.  

De plus, une étude récente renforce la notion d’interdépendance entre élongation et 

maturation de l’ARNr 35S : une mutation au niveau de la sous unité A135 de la Pol I 

provoquant un défaut d’élongation conduit également à des défauts de maturation du 

pré-ARNr et d’assemblage des ribosomes. (Schneider et al., 2007).   
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I-2-3) Terminaison  

 

La terminaison de la transcription consiste en l’arrêt de la transcription et le relargage 

de l’ARN néosynthétisé. Cette étape nécessite la présence de plusieurs facteurs et a 

lieu au niveau de séquences spécifiques de l’ADNr. 

 

 

 

Figure 5. Localisation des éléments terminateurs au sein de l’unité d’ADNr.  
(A) Représentation schématique de deux unités successives d’ADNr de S. cerevisiae. La séquence 
transcrite par l’ARN polymérase I est indiquée par une boîte bleue. Le promoteur est noté par un 
« P ». L’élément de pause T1 est indiqué en vert, le terminateur proximal T0 est indiqué en rouge. 
(B) Représentation schématique de deux unités successives d’ADNr de mammifère. La séquence 
transcrite par l’ARN polymérase I est indiquée par une boîte bleue. Le promoteur est schématisé 
par un « P ». Les éléments de pause T1 à T8 sont indiqués en vert, le terminateur proximal T0 est 
indiqué en rouge. 
 

 

Chez la levure, le terminateur est une séquence notée T1 située 93 nucléotides après la 

région transcrite par la Pol I (Lang et al., 1994; Lang and Reeder, 1993; Langst et al., 

1997; Prescott et al., 2004). 10% des molécules Pol I continuent de transcrire au delà de 

cette séquence mais celles-ci s’arrêtent plus loin au niveau d’une séquence T0 située à 

250 nucléotides après la région transcrite par la Pol I (Reeder et al., 1999). (Voir figure 

5) Chez les mammifères, l’organisation est similaire, le terminateur est composé d’une 

séquence répétée 8 fois située 21 nucléotides en aval de la séquence transcrite (Grummt 

et al., 1985). En amont de ces sites, une séquence riche en thymine facilite la 

dissociation du complexe ternaire et le relargage du transcrit (Reeder and Lang, 1997).  
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Chez la souris, le facteur TTF-I reconnaît une séquence cible sur l’ADNr et bloque 

physiquement l’élongation par la Pol I, le relargage du transcrit nécessite en plus l’action 

du facteur PTRF (Jansa et al., 2001).   

 

L’arrêt de l’élongation du transcrit chez S. cerevisiae requiert la présence de la protéine 

Reb1 homologue du facteur TTFI de souris, des expériences in vitro et in vivo suggèrent 

également l’existence d’un facteur équivalent à PTRF, mais celui-ci n’a pas encore été 

identifié (Reeder and Lang, 1997; Tschochner and Milkereit, 1997). 

Reb 1 est une protéine capable de promouvoir la transcription par la Pol I in vitro (Lang 

et al., 1994) et des mutations du gène REB1 provoquent des défauts de terminaison. En 

plus d’interrompre la transcription par la Pol I, la protéine Reb1 semble activer la 

transcription des copies adjacentes. En effet, la protéine Reb 1 ne se fixe pas 

seulement au niveau de la séquence T1 mais également sur une séquence d’environ 250 pb 

située en amont du promoteur appelée terminateur proximal T0 (Vogelauer et al., 1998). 

Il a été proposé qu’elle pourrait connecter le site de terminaison au promoteur de l’unité 

d’ADNr suivante augmentant ainsi la vitesse de réinitiation de la transcription par la Pol 

I. Selon ce modèle, chaque unité d’ADNr formerait une boucle de manière à rassembler 

les copies du gène codant l’ARN 35S d’une part et les régions intergéniques d’autre part 

(Figure 6) Cette conformation permettrait aux molécules de Pol I terminant la 

transcription d’une unité d’ADNr d’être recrutées directement sur le promoteur de 

l’unité suivante. Selon ces données, le facteur Reb1 jouerait un rôle dans l’organisation 

de la structure des unités d’ADNr afin de faciliter la transcription. 
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Figure 6. Implication de la protéine Reb1 dans la ré-initiation de la transcription.  
La protéine Reb1 est capable de se fixer sur la séquence de terminaison T1 ainsi que sur le 
terminateur proximal T0. L’oligomérisation des molécules Reb1 situées au niveau des 
terminateurs T1 et T0 permettrait le rapprochement du site de terminaison avec le promoteur 
de l’ADNr, ce qui faciliterait la ré-initiation de la transcription par l’ARN polymérase I. D’après 
(Kulkens et al. 1992).  
 

La sous-unité A12.2 de l’ARN polymérase I est également impliquée dans la terminaison 

de la transcription : l’inactivation du gène non essentiel codant cette sous-unité affecte 

l’efficacité de la terminaison (Prescott et al., 2004) Cette sous-unité est l’homologue de 

la sous- unité Rpb9 de l’ARN polymérase II qui est également impliquée dans la 

terminaison de la transcription par la Pol II (Awrey et al., 1997). 

 

Nouveau modèle proposé pour la terminaison de la transcription par la Pol I chez la 

levure: 

Récemment, les équipes de David Tollervey (Université d’Edinburgh, Royaume-Uni) et de 

Nick Proudfoot (Université d’Oxford, Royaume-Uni) ont proposé que les polymérases I 

et II de levure employaient des mécanismes similaires pour la terminaison de la 

transcription. (El Hage et al., 2008; Kawauchi et al., 2008)  
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Figure 7. Modèle de la terminaison de la transcription par l’ARN polymérase I 
La machinerie de maturation s’associe à l’ARNr en cours de transcription, et la Pol I transcrit au-
delà du site de clivage par Rnt1. Le pré-ARNr est ensuite clivé au niveau d’une structure en 
boucle par l’enzyme Rnt1. Ce clivage crée le point d’entrée pour le complexe Rat1/Rai1 qui 
dégrade le transcrit associé à la Pol I et induit par un processus encore indéterminé la 
dissociation du complexe de transcription. D’après El hage et al (2008) 
 
 
Pendant la transcription, l’endonuclease Rnt1 clive le transcrit naissant aux positions 

+14/15 et +49/50 au niveau d’une structure en boucle, en 3’ de la séquence du 25S. 

Cette enzyme interagit avec la sous unité A12,2 de la Pol I (Catala et al., 2008) et 

l’inactivation du gène codant cette protéine conduit à la modification de la structure 

chromatinienne. Dans une souche RNT1Δ, la terminaison de la transcription est affectée 

et une grande proportion de Pol I continuent à transcrire au delà de T1, jusqu’à T0. 

(Catala et al., 2008; Prescott et al., 2004). Toutes ces données montrent que le clivage 

cotranscriptionnel de l’ARNr 35S naissant est important pour la terminaison efficace au 

niveau de T1. 
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Le clivage de l’ARNr naissant par Rnt1 génère des bouts d’ARN possédant une 

terminaison 5’ monophosphate qui restent associés à la Pol I. Ceux-ci constituent le 

substrat idéal de l’exonucléase 5’-3’ Rat1 qui va donc cliver ces transcrits et induire la 

dissociation de la Pol I probablement en déstabilisant le complexe ARN/ADN de 9 

nucléotides et/ou en agissant sur les interactions ADN/protéines qui stabilisent les 

complexes Pol I. Il a été proposé que la protéine Rat 1 pourrait correspondre à 

l’analogue du facteur PTRF de la souris. (Figure 7)  

 

II) Biogenèse des ribosomes et Nucléole 

II-1) Biogenèse des ribosomes 
 

Les ribosomes sont des particules ribonucléoprotéiques de très grande taille (4,2MDa 

chez les eucaryotes, 2,5Mda chez les bactéries) dont la structure atomique a été 

établie chez les bactéries et les archées (Ban et al., 2000; Yusupov et al., 2001).  

 

Le ribosome est constitué de deux sous-unités de tailles différentes : la sous- unité 

40S est constituée de l’ARNr 18S et de 32 protéines ribosomales (chez la levure) et est 

responsable de l’activité de décodage de l’information génétique. La grande sous-unité 

(60S) comprend les ARNr 5S, 5,8S et 25S/28S et 46 protéines ribosomales (chez la 

levure). Elle possède l’activité peptidyl transférase et catalyse donc la formation des 

ponts peptidiques.(Lafontaine and Tollervey, 2001). 

 

La synthèse des composants des ribosomes met en jeu les trois systèmes 

transcriptionnels de la cellule . Nous avons vu que les ARNr sont synthétisés par la Pol I 

(ARNr 35S) et par la Pol III (ARNr 5S).  

L’ARNr 35S subit toute une série de clivages par des endo et exonucléases ainsi que des 

modifications ciblées qui font intervenir un grand nombre de snoARN (small nucleolar) 

et conduisent à la formation des ARNr matures 5,8S; 18S et 25S. La grande majorité 

de ces modifications sont des conversions d’uridine en pseudouridines et des 

méthylations de l’oxygène en position 2’ des riboses. (figure 8) 
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Figure 8. Maturation du pré-ARNr chez la levure Saccharomyces cerevisiae. 
(A) Pré-ARN ribosomique 35S. (B) Présentation schématique des différentes étapes de 
maturation de l’ARNR35S. Les rectangles noirs présentent les ARNr matures et les lignes les 
séquences espaceurs. Les sites de maturation du pré-ARNr sont indiqués. D’après Fromont 
Racine M. 2003(Fromont-Racine et al., 2003) 
 

La Pol II synthétise les pré-ARNm des protéines ribosomales ainsi que des facteurs 

impliqués dans la biogenèse des ribosomes. Les protéines ribosomales sont synthétisées 

dans le cytoplasme puis importées dans le noyau où elles s’associent aux pré-ARNr et 

forment alors une particule ribonucléoprotéique de très grande taille : le pré- ribosome 

90S. Ce pré-complexe va être ensuite converti en précurseurs des sous-unités de 40S 

(contenant l’ARNr 18S) et 60S (les ARNr 25, 5,8 et 5S). Les dernières étapes de 

maturation du pré-complexe de 40S auront lieu dans le cytoplasme alors que le pré-

complexe de 60S est majoritairement maturé dans le noyau avant d’être exporté dans le 

cytoplasme. Les deux sous-unités matures ainsi produites pourront s’associer sur 

l’ARNm pour former les ribosomes. (figure 9) N’étant pas au centre du travail mené au 

cours de cette thèse, je n’entrerai pas dans les détails mécanistiques de la maturation 
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et de l’assemblage des ARNr dont la figure 9 illustre la complexité. La biogenèse des 

ribosomes constitue l’un des processus les plus coûteux en énergie pour la cellule. Avec 

un temps de génération d’environ 100 min, une cellule de levure en condition 

exponentielle de croissance doit produire 2000 ribosomes par minute. Ainsi, la 

transcription par les Pol I, Pol II et Pol III des gènes spécifiant les composants du 

ribosome représente au moins 80% de la transcription nucléaire totale dans des cellules 

de levure en phase exponentielle de croissance. Ces trois machineries 

transcriptionnelles doivent donc être finement coordonnées afin d’assurer une 

production efficace des ribosomes.  

 

 

Figure 9. Maturation et export des sous-unités 40S et 60S des ribosomes. 
Le 90S est le premier précurseur des ribosomes : il est constitué de l’ARNr 35S, du processome 
et de facteurs nécessaires à la synthèse du 40S. Suite au clivage au site A2, le 90S se sépare en 
sous-unités 60S et 40S. Le processome se dissocie de la sous unité 40S à laquelle s’associent 
plusieurs facteurs avant son export vers le cytoplasme. Pendant le transport du nucléole vers le 
cytoplasme, plusieurs facteurs du pré-60S se dissocient alors que d’autres protéines s’associent 
de façon transitoire à différentes  étapes. Pour l’export du 60S vers le cytoplasme, plusieurs 
facteurs (en rouge) s’associent au pré-60S et les étapes de maturation finales ont lieu dans le 
cytoplasme. D’après Tscochner 2003 (Tschochner and Hurt, 2003) 
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II-2) Le nucléole  
Le nucléole est un compartiment nucléaire qui a été observé il y a plus de deux siècles 

par F. Fontana. Depuis, il fait l’objet de nombreuses études et grâce aux avancées 

technologiques notre vision du nucléole est en perpétuelle évolution. En 1934, McClintock 

propose que le nucléole s’organise au moment de la télophase grâce à l’activité du 

« nucleolar organizer body ». Cette structure correspondant à une région spécifique au 

niveau du chromosome 6 chez le maïs, il a été proposé pour la première fois que le 

nucléole était lié à l’activité des gènes. En 1950, la présence de molécules d’ARN est 

démontrée dans le nucléole et en 1960 des expériences d’hybridation in situ révèlent la 

présence des gènes ribosomiques (ADNr) au niveau des NOR (nucleolar Organizer 

Region, régions chromosomiques au niveau desquelles les unités d‘ADNr sont 

regroupées). A la même période, l’analyse biochimique des composants nucléolaires 

rendue possible grâce à l’isolation des noyaux permet de proposer que le nucléole est le 

siège de la biogenèse des ribosomes (pour revue Sirri et al., 2008).  

 

II-2-1) Structure du nucléole 

Le nucléole est une structure nucléaire proéminente visible en microscopie 

conventionnelle par contraste de phase ce qui lui a valu le nom d’organite bien qu’il ne 

soit entouré d’aucune membrane. C’est un domaine très dynamique dont l’apparence varie 

en fonction de son activité (Melese and Xue, 1995). Alors que les cellules de 

mammifères contiennent généralement plusieurs nucléoles, une cellule de levure contient 

un nucléole unique formant un croissant accolé à la membrane nucléaire.  

Dans les cellules de mammifères, le nucléole est organisé en fonction du cycle cellulaire : 

destructuré en prophase (lorsque la transcription Pol I est réprimée) et réassemblé à la 

fin de la mitose (lors de la reprise de la transcription Pol I). Chez la levure, le nucléole 

est présent tout le long du cycle cellulaire. (D'Amours et al., 2004; Sullivan et al., 2004; 

Torres-Rosell et al., 2004) 

 L’observation au microscope électronique du nucléole de mammifères met en évidence 

trois domaines structuraux majeurs : on distingue plusieurs centres fibrillaires (CF) 

entourés de composant fibrillaire dense (CFD). Ces structures sont enchâssées dans le 

composant granulaire (CG). Cette organisation tripartite n’est pas retrouvée chez tous 
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les organismes : chez la levure, la drosophile et les insectes, le nucléole est dépourvu de 

centre fibrillaire (Knibiehler et al., 1984; Knibiehler et al., 1982).Thiry et Lafontaine ont 

d’ailleurs suggéré que l’acquisition de la compartimentation tripartite nucléolaire avec un 

centre fibrillaire est apparue chez les amniotes donc à une étape tardive de l’évolution 

animale. (Thiry and Lafontaine, 2005). Chez les amniotes, l’ADNr contient un très grand 

espace intergénique entre deux unités de transcription et ces deux auteurs suggèrent 

que ces grands espaces intergéniques organisent le centre fibrillaire en un lieu de 

stockage de la Pol I. 

La synthèse des transcrits primaires a lieu à l’interface entre le CF et le CFD puis les 

transcrits s’accumulent au niveau du CFD (Cmarko et al., 2000) où les pré-ARNr 

subissent une première maturation qui continue durant la migration intranucléolaire de 

l’ARN vers le CG dans lequel les particules préribosomiques s’assemblent. (Figure 11) Les 

protéines impliquées dans les premières étapes de maturation (telles que la fibrillarine 

(Nop1 chez la levure), la nucléoline et les snoARN U3 (Biggiogera et al., 1989; Ginisty et 

al., 1998; Ochs et al., 1985; Puvion-Dutilleul et al., 1991) se localisent au niveau du CFD. 

Alors que les protéines telle que la nucléophosmine, le PM-Scl 100 (rrp6 chez la levure) 

impliquées dans les étapes intermédiaires ou tardives de la maturation, se localisent au 

niveau du CG.  
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Figure 11. Modèle de la biogenèse des ribosomes dans le nucléole. 
La transcription de l’ADNr par la Pol I a lieu à la frontière entre le centre fibrillaire et le 
composant fibrillaire dense. Les pré-ARNr sont clivés et modifiés par les snoRNP (small nucleolar 
ribonuclueproteins) au niveau du composant fibrillaire dense. L’assemblage et la maturation des 
particules préribosomiques se déroulent au niveau du composant granulaire. Dans cette 
structure, les ARN 5,8S, 25S et 5S d’une part et l’ARNr 18S d’autre part s’assemblent avec les 
protéines ribosomales pour former les sous-unités des ribosomes 60S et 40S respectivement. 
Les sous-unités 40S et 60S sont ensuite exportées dans le cytoplasme où elles se lient aux 
ARNm pour former des ribosomes fonctionnels. D’après Boisvert et al 2007 (Boisvert et al., 
2007) 
 

 

II-2-2) Cycle cellulaire et nucléole: 

Chez les eucaryotes supérieurs, la mitose correspond à une période d’inactivation et/ou 

de délocalisation des machineries nucléaires et l’organisation fonctionnelle du noyau doit 

être reconstituée après chaque mitose. Le nucléole assemblé en fin de mitose est actif 

pendant l’interphase et déassemblé en début de mitose. 

Pendant la prophase, une augmentation rapide du niveau du complexe cdk1/cycline B 

conduit à la phosphorylation de certains composants de la machinerie de classe I : SL1 
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et TTFI. Cet événement pourrait être à l’origine de la délocalisation des machineries 

nucléaires pendant la mitose qui débute par la délocalisation de la sous-unité RPA39 de 

la Pol I du centre fibrillaire juste avant la rupture de l’enveloppe nucléaire.(Leung et al., 

2004)  La machinerie de transcription Pol I demeure associée avec l’ADNr au sein des 

NOR actifs (Roussel et al., 1996): il a cependant été montré que certaines sous-unités 

de la Pol I RPA39, RPA16, RPA20 et RPA194 se dissocient transitoirement des NOR 

pendant la métaphase et se réassocient à l’anaphase alors que d’autres facteurs de 

transcription restent associés aux NOR actifs tout le long de la mitose (Dundr et al., 

2000). Contrairement à la machinerie de transcription, la machinerie de maturation de 

l’ARNr ne reste pas associée aux NOR pendant la mitose. 

Alors que plusieurs facteurs impliqués dans la maturation de l’ARNr se délocalisent du 

nucléole vers le cytoplasme, d’autres facteurs se lient aux chromosomes au niveau de la 

région périchromosomique. (Gautier et al., 1992) 

Au niveau de ces régions, les composants de la machinerie de maturation se distribuent 

de façon homogène.  

Le rôle exact de ces régions périchromosomiques est inconnu, mais plusieurs fonctions 

leur ont été proposées telles que la protection des chromosomes pendant la mitose en 

formant une barrière entre les chromosomes et le cytoplasme, ces régions pourraient 

également aider à assurer la distribution égale des composants de la machinerie de 

maturation entre les deux cellules filles. 
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Figure 12. Assemblage du nucléole au cours du cycle cellulaire. 
Durant la mitose, la machinerie de transcription de classe I est associée à l’ADNr au niveau des 
NOR (barres jaunes) et la machinerie de maturation (gradient marron) se distribue 
majoritairement autour des chromosomes. L’activité Pol I est réprimée (points rouges) pendant la 
mitose par l’activité du complexe cycline B-CDK1. À la fin de la mitose (M/G1), l’inhibition de 
l’activité du complexe cycline B-CDK1 lève la répression de l’activité Pol I (points verts) et induit 
la formation des PNB qui correspondent à plusieurs complexes de maturation (ronds oranges et 
marrons). Le recrutement de la machinerie de maturation responsable des premières étapes de 
maturation est concomitante avec l’activation de la transcription (l’ARNr est représenté par les 
traits bleus), mais la machinerie de transcription des phases tardives est recrutée plus tard (au 
début de la phase G1). Finalement l’association de plusieurs NORs en G1 conduit à la formation 
des nucléoles fonctionnels. D’après Hernandez Verdun D. 2002 . (Hernandez-Verdun et al., 2002) 
 
 
 
Lors de l’anaphase, les composants de la machinerie de maturation restent associés au 

niveau des chromosomes ou se localisent dans le cytoplasme au niveau de structures 

appelées PNB (Pre-Nuclear bodies) dans les cellules en phase exponentielle de 

croissance. 

En fin d’anaphase et début de télophase, le niveau du complexe cdk1/cycline B décroît 

ce qui conduit à la réactivation de la transcription de l’ADNr. (Sirri et al., 2000).  
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Durant la phase G1, les composants de la machinerie de maturation sont libérés dans le 

nucléole selon un ordre bien défini. Les machineries de maturation précoce sont 

recrutées en premier au niveau des nucléoles et on observe une expansion progressive 

du composant fibrillaire dense, puis les machineries de maturation tardives sont 

libérées des PNB et se lient au niveau des nucléoles nouvellement assemblés pour 

former le composant granulaire.(Sirri et al., 2002)  

Finalement, après l’assemblage des machineries de transcription et de maturation au 

niveau de l’ADNr, les NORs se déplacent dans le nucléoplasme et leur fusion conduit à la 

formation des nucléoles fonctionnels observés pendant l’interphase. (figure 12) 

 

II-2-3) Fonctions du nucléole : 

Les données de la protéomique nucléolaire mettent en évidence une complexité inconnue 

jusqu’ici et indiquent que le nucléole est au centre d’échanges entre différents domaines 

nucléaires. (Andersen et al., 2002) Les analyses des données protéomiques nucléolaires 

de l’homme et des plantes (Andersen et al., 2002; Pendle et al., 2005) ont identifié 

environs 700 protéines chez l’homme et 500 protéines chez les plantes (McKeown P and 

Shaw P données non publiées). La classification de ces protéines en fonction de leur rôle 

biologique montre que seulement 30% ont une fonction reliée à la biogenèse des 

ribosomes. Le nucléole a donc été récemment impliqué dans d’autres fonctions cellulaires 

que la synthèse des ribosomes (pour revue Boisvert et al., 2007; Pederson, 1998) telles 

que : le contrôle de la croissance et du cycle cellulaire, le vieillissement, la détection de 

stress, la maturation et/ ou l’assemblage d’ARN non ribosomiques et /ou de 

ribonucléoprotéines et la séquestration de macromolécules ou de complexes non 

ribosomiques. Je détaillerai quelques unes de ces fonctions. 

 

 

 

a) Régulation du cycle cellulaire : 

La structure et la fonction du nucléole sont dynamiques tout le long de la phase G1. Il a 

d’ailleurs été démontré que plusieurs protéines s’associent avec le nucléole à des stades 
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spécifiques du cycle cellulaire, suggérant un rôle du nucléole dans la régulation de la 

progression du cycle cellulaire. 

Au cours du cycle cellulaire, sont observées de nombreuses modifications post 

traductionnelles qui contrôlent une multitude d’activités  

Certaines modifications telles que la sumoylation et la phosphorylation mettent en jeu 

des protéines nucléolaires.  

SENP5 est une protéase qui élimine les chaines SUMO (Small Ubiquitin like MOdifier) 

des protéines cibles. Cette protéase a été récemment identifiée et est localisée de 

façon majoritaire dans le nucléole. L’inactivation du gène codant cette protéase induit 

des défauts de la division cellulaire et une morphologie aberrante du noyau. Ces 

résultats suggèrent un rôle du nucléole dans la régulation des protéines sumoylées 

intervenant dans la progression de la division cellulaire (Di Bacco and Gill, 2006) . 

 

La phosphorylation réversible des protéines est la principale modification post- 

traductionnelle qui contrôle des évènements clés au cours du cycle cellulaire. Chez la 

levure, Cdc14 est une phosphatase dont le rôle est crucial pour la sortie de mitose. 

Cette phosphatase est retenue dans le nucléole de la phase G1 jusqu’à la métaphase par 

la protéine Net1 qui fait partie du complexe RENT (REgulator of Nucleolar silencing and 

Telophase). Juste avant l’entrée en anaphase, Net 1 est phosphorylée et cdc14 est 

libérée dans le cytoplasme. (Azzam et al., 2004; Shou et al., 1999) où elle déphosphoryle 

la protéine Cdh1 qui fait partie d’un complexe qui à son tour dégrade les cyclines 

spécifiques de la mitose induisant ainsi la sortie de la mitose.  

 

b) Le nucléole comme senseur de stress 

Dans des conditions normales de croissance, le suppresseur de tumeur p53 est une 

protéine à temps de demi vie très court présente en quantité à peine détectable dans la 

cellule. L’exposition des cellules à divers stress (dommages à l’ADN, choc thermique, 

hypoxie..) induit la stabilisation de p53 qui est ensuite responsable d’une cascade 

d’évènements conduisant à l’apoptose ou à l’arrêt du cycle cellulaire. 

La stabilité de p53 est régulée dans les cellules normales par les protéines HDM2 et 

p14ARF. HDM2 est une protéine ligase spécifique de p53, qui cible p53 vers le 
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protéasome expliquant les très bas niveaux de p53 dans les cellules en conditions 

normales de croissance. p14ARF est une protéine qui en interagissant avec p53 la 

séquestre dans le nucléole et empêche sa dégradation par le protéasome.  

Lorsque les cellules sont exposées à un stress, l’expression de p14ARF est augmentée ce 

qui induit donc une augmentation du niveau de p53 et l’arrêt du cycle cellulaire. Le 

nucléole agit comme un senseur de stress en stabilisant le suppresseur de tumeur p53.  

 

c) Nucléole et biogenèse de complexes ribonucléoprotéiques (RNP) : 

exemple du complexe SRP (Signal Recognition Particle) 

Ce complexe est responsable de la reconnaissance du peptide signal des protéines 

naissantes dont la destinée est d’être excrétées ou de faire partie de la membrane 

cellulaire. Le complexe SRP cible ces protéines vers un récepteur spécifique de la face 

cytoplasmique du réticulum endoplasmique. Le complexe SRP est constitué de 6 

protéines et d’un ARN de 300 nucléotides. (Walter and Johnson, 1994) Ces deux 

composants du complexe SRP transitent par le nucléole des cellules de mammifères 

avant l’export du complexe dans le cytoplasme. (Jacobson and Pederson, 1998). Ces 

observations montrent un rôle potentiel du nucléole lors de l’assemblage et de la 

maturation du complexe SRP .  

 

Considérant le nombre important de protéines nucléolaires codées par des ORF encore 

non identifiés, il est très probable que le nucléole nous dévoilera encore de nouvelles 

fonctions dans les années à venir. 

 

II-2-4) Facteurs déterminant la structure et la localisation du 

nucléole : 

Chez la levure S. cerevisiae, le nucléole a une structure en croissant accolé à l’enveloppe 

nucléaire. L’équipe du Pr. Nomura (Université de Californie, Irvine, USA) a étudié la 

structure nucléolaire de plusieurs mutants du locus RDN1 et de la Pol I et a déterminé 

les éléments importants responsables de cette  structure. 

Dans une souche rdn∆∆ dans laquelle le locus RDN1 est inactivé et qui contient un 

plasmide porteur d’une copie d’ADNr transcrite par la Pol I, plusieurs petits nucléoles 
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distribués dans le noyau et localisés majoritairement à la périphérie du noyau sont 

observés. Par contre, dans une souche rdn∆∆ contenant un plasmide porteur d’une copie 

d’ADNr sous le contrôle du promoteur galactose donc transcrite par la Pol II, ils 

observent un nucléole de forme ronde et qui n’a pas de contact avec l’enveloppe 

nucléaire (Oakes et al., 1998). (figure 13) 

Ces résultats suggèrent que la présence d’un locus RDN1 intact n’est pas suffisant à lui 

seul pour contrôler la morphologie et la localisation du nucléole au niveau de la 

périphérie nucléaire mais que la présence de la machinerie Pol I est également un 

élément important pour la morphologie et la localisation du nucléole.  

Ce résultat est corroboré par le fait que le passage à température restrictive d’un 

mutant thermosensible de la sous-unité essentielle A190 induit la fragmentation du 

nucléole.  

 

 

Figure 13. Représentation schématique de la structure nucléolaire dans des souches 
mutantes de S. cerevisiae. 
a) Le nucléole en forme de croissant observé dans des cellules sauvages, b) mininucléoles 
observés dans une souche inactivée pour le locus RDN1 et contenant un plasmide en multiples 
copies portant une unité d’ADNr, c) nucléole condensé en forme de rond observé dans des 
cellules inactivées pour le locus RDN1 et contenant un plasmide en multiples copies portant une 
unité d’ADNr transcrite par la Pol II. 
 

Des cellules de levure ayant un locus RDN1 intact, contenant des mutations létales au 

niveau de la machinerie Pol I et qui se multiplient en transcrivant l’ADNr 35S par la Pol 

II à partir d’un plasmide présentent de multiples nucléoles loin de la périphérie 

nucléaire. (Oakes et al., 1993; Trumtel et al., 2000). Ces mininucléoles contiennent des 

protéines nucléolaires telles que Nop1 et Ssb1p impliquées dans la maturation et 

l’assemblage des ribosomes. Et dans ces souches, la machinerie de transcription de 

classe I est distribuée dans tout le noyau. Il est donc évident que les protéines 

impliquées dans la transcription spécifique par la Pol I telles que la Pol I elle-même, 
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Rrn3, UAF et le CF jouent un rôle primaire dans la détermination de la localisation 

nucléolaire alors que d’autres protéines impliquées dans la maturation de l’ARNr n’ont 

pas de rôle dans la détermination de la localisation du nucléole. 

En résumé, la nature de la machinerie de transcription synthétisant l’ARNr35S et 

l’organisation du locus RDN1 sont les deux paramètres majeurs influençant l’organisation 

et la localisation du nucléole, même si ces deux paramètres ne sont pas essentiels à la 

formation d’un nucléole fonctionnel et à la synthèse de ribosomes.  

 

 

III) Régulation de la transcription Pol I 

Chez les organismes unicellulaires (pour lesquels métabolisme et croissance cellulaire 

sont intimement liés), le niveau de croissance est directement corrélé au niveau de 

transcription Pol I (Kief and Warner, 1981; Waldron, 1977; Waldron and Lacroute, 

1975). Cette observation est également pertinente chez les eucaryotes supérieurs et il 

est maintenant clairement établi que croissance cellulaire et prolifération sont 

directement associées à des modifications du niveau de production des ribosomes 

(Ruggero and Pandolfi, 2003) ainsi que l’illustrent les liens existant entre le déroulement 

du cycle cellulaire et la biogenèse des ribosomes. Pendant la phase G1 du cycle cellulaire, 

une augmentation de la synthèse d’ARNr et de la quantité de ribosomes sont requises 

pour la synthèse protéique accrue au cours de la phase S. De plus, la répression de 

l’activité et/ou de la synthèse des ribosomes semble nécessaire durant la phase M pour 

assurer une sortie correcte du cycle cellulaire (Grummt, 1999; Pyronnet and Sonenberg, 

2001). Ainsi, des relations importantes existent entre cycle cellulaire et production des 

ribosomes, qui sont régulés par des mécanismes de contrôle cruciaux permettant la 

traduction des ARNm à un niveau adéquat pendant des fenêtres de temps précises du 

cycle. Il est d’ailleurs important de noter que plusieurs études ont démontré que les 

relations existant entre synthèse d’ARNr, biogenèse des ribosomes et cycle cellulaire 

étaient grandement affectées dans les cellules cancéreuses. En effet, plusieurs proto-

oncogènes et suppresseurs de tumeurs (tels P53, RB, NPM, PTEN, S19,S6, DKC1…) ont 

récemment été impliqués dans la régulation de la biogenèse des ribosomes ou dans 

l’initiation de la synthèse protéique (Ruggero and Pandolfi, 2003). 
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La synthèse de l’ARNr 35S par la Pol I représentant 60% de l’activité transcriptionnelle 

totale dans des cellules en phase exponentielle de croissance (Rudra and Warner, 2004), 

la régulation de l’activité Pol I constitue par conséquent un des moyens de contrôle de la 

biogenèse des ribosomes et de modulation de la réponse des cellules aux variations des 

conditions de croissance.  

 

III-1) Conditions de la régulation de la transcription Pol I 
 

III-1-1) Régulation en fonction de la croissance cellulaire :  

La transcription des gènes ribosomiques est dépendante du cycle cellulaire. Lors de 

l’entrée des cellules en phase stationnaire, le métabolisme de la cellule est minimal et la 

synthèse du précurseur des ARNr est pratiquement nulle. (Grummt, 1981; Ju and 

Warner, 1994) 

D’autres conditions entraînant l’arrêt de la croissance cellulaire, s’accompagnent 

également de l’arrêt de la transcription Pol I. Ainsi lorsque le milieu est carencé en un 

acide aminé essentiel, une répression coordonnée de la transcription de l’ADNr et des 

gènes des protéines ribosomales est observée (Grummt et al., 1976; Oliver and 

McLaughlin, 1977) Lors d’un arrêt de la croissance cellulaire induit par un choc 

thermique, la transcription par l’ARN polymérase I est également réprimée (Ghavidel 

and Schultz, 2001) 

L’arrêt de la transcription de l’ADNr est bien évidemment réversible : une fois que les 

conditions de croissance optimales sont rétablies, la synthèse de l’ARNr 35S est 

rapidement restaurée. 

 

III-1-2) La voie de sécrétion :  

L’équipe du Pr Warner (Université de Médecine Albert Einstein, Bronx, États-Unis) a 

démontré en 1994 que l’inhibition de la voie de sécrétion conduisait à la répression de la 

synthèse de l’ARNr 35S et des protéines ribosomales (Mizuta, 1994). Lors de la 

recherche de mutants conditionnels défectifs pour la biogenèse des ribosomes chez la 

levure S. cerevisiae, plusieurs gènes impliqués dans la voie de sécrétion des protéines 

ont été identifiés. En analysant des mutants de toutes les étapes de la sécrétion des 

protéines, ils ont démontré que toute altération au niveau de cette voie entraînait la 
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répression de la transcription de l’ARNr 35S ainsi que celle des protéines ribosomales. 

De plus, en traitant des cellules par de la bréfeldine A, drogue bloquant la voie de 

sécrétion, ils ont également observé la répression de la synthèse des ARNr et des 

ARNm codant les protéines ribosomales.  

Le lien existant entre la voie de sécrétion et la biogenèse des ribosomes n’est pas 

encore parfaitement élucidé. Selon le modèle actuel, la tension membranaire serait 

perçue par la protéine Wsc1 qui transduirait le signal à la protéine PKc1. Il en 

résulterait d’une part la stimulation de la transcripton des gènes codant les protéines 

constituant la membrane plasmique par une voie de type MAP kinase et d’autre part 

l’inhibition de la synthèse des composants du ribosome par une voie encore inconnue. 

(Nierras and Warner, 1999). (Figure 14) 

 

 

 
Figure 14. Modèle de la signalisation de la voie de sécrétion vers la répression 
transcriptionnelle des composants du ribosome : 
Selon Li et al, 2000. La tension membranaire, générée par la synthèse protéique en l’absence de 
fusion des vésicules de sécrétion avec la membrane plasmique, active la voie de signalisation 
présentée. Le nombre d’étapes en aval de l’activation de Pkc1 est inconnu. Les flèches indiquent 
une activation et les barres une répression. (Li et al., 2000)  
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III-1-3) Régulation en cas de carence en nutriments : la voie TOR et 

rôle de la rapamycine : 

La rapamycine est un antibiotique sécrété par les bactéries Streptomyces 

hygroscopicus qui ont été isolées pour la première fois en 1975 à partir d’un échantillon 

de sol prélevé sur l’île de Pâques. (Sehgal et al., 1975). Actuellement, cette drogue est 

utilisée comme immunosuppresseur lors de transplantations rénales, et lors de 

traitement de certains cancers.  

Les recherches réalisées afin d’élucider le mécanisme d’action de cette drogue ont mené 

à la découverte de la voie TOR (Target of rapamycin). (Brown et al., 1994).  

 

La rapamycine agit en se fixant sur une protéine hautement conservée FKBP12 , puis le 

complexe rapamycine-FKBP12 se lie à la kinase TOR et inhibe son activité. Ce mécanisme 

d’action est conservé de la levure à l’homme. Les cibles de la rapamycine ont tout 

d’abord été découvertes chez la levure S. cerevisiae, il s’agit des kinases TOR1 et TOR2 

(Heitman et al., 1991). Contrairement à tous les eucaryotes inférieurs qui comportent 

tous deux gènes TOR, les eucaryotes supérieurs en possèdent uniquement un. Des 

études biochimiques et des tests double hybride ont permis la découverte de 

l’homologue unique mTOR (mammalian Target Of Rapamycin) chez les eucaryotes 

supérieurs également appelé FRAP, RAFT ou RAPT. Depuis sa découverte, la voie TOR a 

été largement étudiée et il est établi que c’est la voie centrale contrôlant la croissance 

cellulaire chez les eucaryotes (Schmelzle and Hall, 2000). 
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Figure 15. Les complexes TORC1 et TORC2 chez la levure S. cerevisiae 
Ce schéma représente les complexes TORC1 et TORC2 avec leurs protéines associées, et les 
différents domaines fonctionnels des kinases TOR (HEAT, FAT, FRB, Kinase et FATC). TORC1 
est le complexe de la voie TOR sensible à la rapamycine : il médie la signalisation qui couple les 
signaux de croissance cellulaire avec la croissance cellulaire effective. Les flèches noires 
représentent une activation et les flèches rouges une inhibition. Le complexe TORC2 est 
insensible à la rapamycine et est responsable de l’organisation du cytosquelette.  
D’après Wullschleger et al 2006.(Wullschleger et al., 2006) 
 
 
Chez la levure S. cerevisiae, TOR1 et TOR2 s’associent à plusieurs protéines pour 

constituer les complexes TORC1 et TORC2. (Figure 15) (Loewith et al., 2002) 

Chaque complexe contrôle des processus physiologiques distincts en réponse à la 

présence ou l’absence de nutriments.  

Le complexe TORC1, sensible à la rapamycine, contrôle la croissance cellulaire en 

régulant plusieurs processus cellulaires tels que : la traduction, la transcription la 

biogenèse des ribososmes, le transport des nutriments et l’autophagie.(Wullschleger et 

al., 2006) et le complexe TORC2 contrôle l’organisation du cytosquelette en fonction du 

cycle cellulaire. Cette fonction est insensible à la rapamycine. (Schmidt et al., 1997). 

Cependant des études récentes ont montré que la rapamycine inhibait les fonctions du 

complexe TORC2 chez la levure Schizosaccharomyces pombe (Matsuo et al., 2007) et le 

complexe mTORC2 chez les mammifères dans des conditions particulières. (Sarbassov 

et al., 2006).  
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L’inhibition de la voie TOR par la rapamycine ou lors d’une carence en nutriments conduit 

à l’arrêt des cellules à la frontière G1/S et induit de multiples changements 

physiologiques caractéristiques des cellules carencées en nutriments tel que la 

réduction de la taille du nucléole. (Zaragoza et al., 1998). Chez la levure ainsi que chez 

les eucaryotes supérieurs, la voie TOR contrôle la biogenèse des ribosomes : l’inhibition 

de cette voie induit la répression de la transcription par la Pol II des gènes codant les 

protéines ribosomales, la répression de la transcription de l’ADNr35S par la Pol I et de 

l’ARN5S par la Pol III. (pour revue Mayer and Grummt, 2006). (figure 16)  

 

 

 

Figure 16. Régulation de la biogenèse des ribosomes par le complexe TORC1. 
(A) En présence de nutriments, Tap42 est localisée au niveau de la membrane et associée à 
TORC1 : dans ces conditions, TORC1 phosphoryle Sch9 conduisant à la stimulation de l’expression 
des gènes codant les protéines ribosomales par la Pol II. TOR1 se localise au nucléole et s’associe 
avec le promoteur de l’ADNr. Enfin, MAF1 le répresseur de la transcription par la Pol III est 
localisé dans le cytoplasme. (B) lors d’une carence en nutriments ou lors d’un traitement à la 
rapamycine, la phosphorylation de Sch9 est inhibée et l’expression des protéines ribosomales est 
réprimée. La kinase TOR est exportée du noyau et Tap42 est déplacée de la membrane et agit en 
concert avec PP2A pour déphosphoryler MAF1 qui réprime alors la transcription Pol III. Les 
mécanismes gouvernant les localisations de la kinase TOR1 sont toujours inconnus. D’après Rohde 
JR et al 2008. (Rohde et al., 2008) 
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III-2) Mécanismes de la régulation de la transcription Pol I 
 

La régulation de la transcription par l’ARN polymérase I peut se faire à deux niveaux : 

en régulant la proportion de copies d’ADNr accessibles à la machinerie de classe I ou en 

modulant le taux de transcription par la Pol I des copies d’ADNr. 

 

III-2-1) Nombre de copies accessibles à la transcription Pol I 

 

Le nombre de répétition en tandem des copies d’ADNr dans les génomes eucaryotes est 

instable, mais il est maintenu à un niveau moyen caractéristique de chaque espèce et de 

chaque type cellulaire (Rustchenko et al., 1993) 

 

Dans les cellules de mammifères, le nombre de copies d’ADNr actives varie entre les 

différents types cellulaires comprenant le même génotype suggérant ainsi que 

l’ajustement du nombre de copies d’ADNr actives se fait pendant le développement et la 

différenciation cellulaire. Dans la majorité des cas, la différenciation cellulaire 

s’accompagne d’une diminution de la synthèse de l’ARNr (Reeder, 1999). Par exemple, 

pendant la spermatogenèse, lors du passage du stade diploïde au stade haploïde une 

réduction du nombre de copies d’ADNr actives est observée. A l’opposé, la stimulation 

des lymphocytes conduit à la division cellulaire et à l’augmentation de la synthèse de 

l’ADNr et du nombre de gènes ADNr actifs suggérant que des copies initialement 

fermées deviennent accessibles à la transcription (Haaf et al., 1991).  

 

Chez la levure S. cerevisiae, l’augmentation du nombre de copies d’ADNr (phénomène 

d’expansion) ou sa diminution (phénomène de contraction) s’effectuent par 

recombinaison homologue lors de la réplication de l’ADN (Johzuka et al., 2006; 

Kobayashi et al., 1998). Ces évènements dépendent en grande partie de la présence de la 

protéine Fob1 et, en l’absence de cette protéine, aucune variation du nombre de copies 

d’ADNr n’est observée. Brièvement, le modèle mécanistique actuellement admis est le 

suivant : la propagation de la fourche de réplication est bloquée au niveau des sites RFB 

(Replication Fork Barrier) lorsque la protéine Fob1 est présente sur ces sites. Ce 
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blocage provoque des cassures de l’ADN qui sont réparées par recombinaison homologue. 

Lorsque cette recombinaison s’effectue de façon asymétrique, elle s’accompagne alors 

d’une variation du nombre de copies d’ADNr. (Figure 17) 

 
Figure 17. Mécanisme de recombinaison du locus RDN1. 
(a) représentation d’une unité d’ADNr. La fourche de réplication, initiée au niveau d’une origine 
de réplication ARS et progressant dans le sens opposé à celui de la transcription Pol I, est 
bloquée au niveau du site RFB. Ce blocage stimule la formation de cassures double-brin (CDB). (b) 
La réparation de cette cassure peut être réalisée par recombinaison avec ou sans perte de copies 
d’ADNr.  
 

Chez la levure S. cerevisiae, dans des cellules en phase exponentielle de croissance 50% 

des copies d’ADNr sont transcrites et en phase stationnaire ce pourcentage diminue 

jusqu’à 30% (Dammann et al., 1993). Ces résultats ont été obtenus grâce à des 

expériences de pontage au psoralène, qui sont basées sur le fait que les copies actives 

(de structure dite « ouverte » dont les nucléosomes sont espacés irrégulièrement) 

fixent différemment un agent intercalant : le psoralène (Conconi et al., 1989). 

Cependant, cette méthode ne permet pas de distinguer les copies ouvertes non 

transcrites des copies ouvertes et transcrites. En microscopie électronique, des 
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expériences de Miller spread (Miller and Beatty, 1969) permettent de distinguer les 

copies d’ADNr transcrites par leur structure en « arbre de Noël ».  

Les mécanismes moléculaires permettant de réguler l’activation ou l’inactivation des 

copies d’ADNr portent sur la modification de la structure de la chromatine par la 

méthylation de l’ADN et par des modifications des histones (pour revue McStay and 

Grummt, 2008). Certaines équipes ont proposé que l’histone déacétylase Rpd3 était 

impliquée dans ce processus chez la levure (Sandmeier et al., 2002; Tsang et al., 2003). 

Une étude a démontré que l’inactivation du gène codant cette protéine empêche la 

fermeture des copies d’ADNr lorsque les cellules entrent en phase stationnaire 

(Sandmeier et al., 2002). Cependant le rôle de cette déacétylase dans la régulation de la 

transcription Pol I est beaucoup moins clair puisque cette même équipe montre 

également que dans une souche où le gène RPD3 est inactivé et où 50% des copies 

d’ADNr demeurent ouvertes en phase stationnaire, la synthèse d’ARNr est quand même 

réprimée. En fait, il a été montré que la densité de polymérase I par gène d’ADNr 35S 

transcrit est très réduite (la densité de Pol I est réduite de 65% par rapport à la 

densité observée en phase exponentielle de croissance). De plus, les études menées sur 

l’implication de cette déacétylase dans le contrôle de la transcription Pol I dans le 

contexte de l’inhibition par la voie TOR donnent des résultats contradictoires. L’équipe 

de Zheng (Université du New Jersey, USA) propose l’implication de Rpd3 dans la 

régulation de l’activité Pol I lors de l’inhibition de la voie TOR. Par contre, l’équipe du Pr 

Nomura (Université de Californie, Irvine, USA) montre clairement que dans une souche 

ne possédant que 42 copies d’ADNr, il n’y a pas de fermeture des copies d’ADNr en 

réponse à un traitement à la rapamycine (French et al., 2003) et que l’histone Rpd3 n’est 

pas requise pour l’inhibition de la transcription Pol I lors de l’entrée des cellules en 

phase stationnaire.  

 

La vision actuelle de la régulation de la transcription Pol I en fonction de la croissance 

cellulaire est la suivante : le processus d’ouverture/ fermeture des copies d’ADNr n’est 

pas impliqué dans la régulation de la transcription Pol I sur le court terme.  
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Cette régulation a lieu au niveau des gènes actifs et repose sur le taux de transcription 

de ces copies plutôt que sur la régulation du nombre de copies d’ADNr. (French et al., 

2003).  

 

 

 

III-2-2) Taux de transcription Pol I des copies d’ADNr 

a) Association/dissociation du complexe PolI-Rrn3 

Le facteur clé dans la régulation de la transcription Pol I est le facteur Rrn3/TIF-IA. 

Comme nous l’avons déjà mentionné, celui-ci est strictement requis pour l’initiation de la 

transcription par l’ARN polymérase I, les complexes Pol I-Rrn3 étant la seule forme de 

l’enzyme compétente pour l’initiation. Chez la levure, en phase stationnaire de 

croissance, le complexe PolI-Rrn3 n’est plus détectable alors que les deux partenaires 

Pol I et Rrn3 sont toujours présents dans les cellules (Milkereit and Tschochner, 1998). 

De nombreuses études ont montré que l’association/dissociation du complexe Pol I-Rrn3 

est la cible de différentes voies de régulation qui lient l’activité cellulaire aux conditions 

environnementales. C’est chez la souris que les modifications du facteur TIF-IA sont les 

mieux décrites. TIF-IA est une protéine qui présente plusieurs sites de 

phosphorylation, et les signaux affectant le métabolisme de la cellule conduisent à des 

modifications de l’état de phosphorylation de cette protéine (Zhao et al., 2003). 

Lorsque les cellules sont soit traitées à la cycloheximide (antibiotique inhibant la 

synthèse protéique), soit en conditions de carence en nutriments ou de confluence 

cellulaire, le facteur TIF-IA est hypophosphorylé et incapable de se lier à la Pol I (Yuan 

et al., 2002).  

La voie TOR régule également l’association/dissociation du complexe PolI/TIF-IA : 

l’inactivation de la voie TOR par la rapamycine conduit à l’hypophosphorylation de la 

sérine 44 et à l’hyperphosphorylation de la sérine 199 induisant ainsi l’inactivatiuon du 

facteur TIF-IA et l’empêchant de se lier à la Pol I. De plus, le traitement à la 

rapamycine entraîne la délocalisation de TIFI-A du noyau vers le cytoplasme. 

L’activation de la voie des MAPK par des facteurs de croissance, induit la 

phosphorylation du résidu S649 de TIF-IA. La mutation de ce résidu en alanine inactive 
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le facteur TIF-IA, inhibe la synthèse de pré-ARNr et induit un retard de croissance. 

(Mayer et al., 2004; Zhao et al., 2003). 

TIF-IA est également phosphorylé par la kinase JNK (c-Jun N terminal Kinase) sur la 

thréonine 200. Cette phosphorylation previent l’interaction de ce facteur avec la Pol I 

et avec le facteur TIF-IB/ SL1, empêchant ainsi la formation du complexe d’initiation. 

(Mayer et al., 2005)  

Chez la levure S. cerevisiae il est également proposé que l’inhibition de la voie TOR par 

la rapamycine empêche la formation du complexe PolI-Rrn3 (Claypool et al., 2004) . Les 

sérines phosphorylées du facteur TIF-IA de souris ne sont pas conservées chez le 

facteur Rrn3 de levure. Une étude montre que ce serait plutôt l’état de phosphorylation 

de la Pol I qui jouerait un rôle dans l’association/ dissociation de la Pol I avec le facteur 

Rrn3 (Fath et al., 2001). Mais, de façon surprenante, l’analyse des différents résidus 

phosphorylés au sein de la Pol I montre que ces phosphorylations n’ont aucun rôle lors de 

l’assemblage de la Pol I ou lors d’une des étapes essentielles de la synthèse de l’ARNr. 

Les auteurs ont étudié les effets de chaque mutation d’un site de phosphorylation de la 

Pol I individuellement. Il est alors possible qu’une combinaison de plusieurs 

phosphorylations soit requise pour l’association/dissociation du complexe Pol I-Rrn3, ou 

que le ou les sites cruciaux de phosphorylation impliqués dans ce mécanisme n’aient pas 

encore été identifiés (Gerber et al., 2008). Les récentes études sur la localisation 

cellulaire du complexe TORC1 chez la levure montrent que ce complexe est localisé dans 

le cytoplasme et dans le noyau où il se lie au promoteur de l’ADNr 35S . Ces résultats 

permettent de suggérer que le facteur Rrn3 pourrait être la cible de phosphorylation 

par ce complexe en réponse à la rapamycine (Tsang and Zheng, 2007). 

  

b) Contrôle de la formation du PIC 

La transcription par l’ARN polymérase I peut être également régulée au niveau de la 

formation du complexe de préinitiation soit par des modifications post- traductionnelles 

soit par l’augmentation du niveau intracellulaire des composants du PIC. 

C’est encore chez la souris que ces mécanismes sont le plus étudiés: il a été proposé que 

la fixation du facteur SL1 sur le promoteur pouvait être régulée par acétylation. En 

effet l’acétylation de la sous unité TAFI 68 de SL1 augmente la liaison de ce facteur sur 
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le promoteur de l’ADNr et stimule ainsi la transcription par la Pol I. (Muth et al., 2001). 

De plus, l’activation de la voie Ras-MAPK par le facteur de croissance EGF (Epidermal 

Growth Factor) conduit à une augmentation du niveau de TBP dans la cellule ce qui 

conduit à la stimulation de la transcription par les ARN polymérases I et III (Zhong et 

al., 2004). 

 

Les phosphorylations du facteur UBF peuvent aussi affecter son interaction avec l’ADN 

d’une part ou avec les autres membres du complexe de préinitiation d’autre part. In 

vitro, la phosphorylation de résidus sérine du domaine C-terminal d’UBF par la caséine 

Kinase 2 (CK2) augmente son interaction avec SL1 et contribue ainsi à l’activation de la 

transcription par la Pol I. (Comai, 2004). 

L’interaction entre UBF et SL1 est également favorisée par la phosphorylation du 

domaine C-terminal d’UBF en réponse à l’activation de la voie TOR, et l’expression d’UBF 

est aussi augmentée dans ce cas (Hannan et al., 2003). 

L’interaction entre le facteur UBF et l’ADNr est également affectée par la 

phosphorylation du domaine C-terminal d’UBF par la voie ERK-MAPK. (Stefanovsky et al., 

2001b). 

Le facteur UBF semble être limitant dans certaines cellules et la transcription Pol I 

peut donc être régulée par le niveau d’expression de ce facteur. En effet, la 

surexpression d’UBF est observée juste avant l’augmentation de la synthèse d’ARNr 

dans des lymphocytes stimulés par des facteurs mitogènes, et l’expression d’UBF 

décroît dans des cellules en cours de différentiation (Cabart and Kalousek, 1998)  

En fait, il a été montré qu’UBF est surexprimé lors d’hypertrophie cardiaque et lors de 

cancer de foie, permettant ainsi des niveaux très importants de synthèse d’ADNr 

(Brandenburger et al., 2001; Huang et al., 2002). 

  

Il a été proposé par l’équipe de Tom Moss (Université de Laval, Québec, Canada) que la 

transcription chez les mammifères est également régulée lors de la phase d’élongation 

via la phosphorylation d’UBF et le remodelage de la chromatine. (Stefanovsky et al., 

2006). Suite à la stimulation de la synthèse de l’ARNr 45S par le facteur EGF, les 

auteurs n’ont pas observé d‘augmentation de la densité de Pol I sur l’ADNr mais 
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l’augmentation de la vitesse d’élongation de la Pol I qui était proportionnelle à 

l’augmentation du niveau d’ARNr 45S observé. La phosphorylation d’UBF suite à la 

stimulation par EGF régule directement l’étape d’élongation en induisant le remodelage 

de la chromatine au niveau des gènes d’ADNr. En effet, le même groupe avait déjà 

démontré que la phosphorylation d’UBF par ERK affecte la structure dite 

« enhancesome ». Cette structure (déjà décrite dans le paragraphe I-2-1) bloque le 

passage des complexes Pol I en élongation et le remodelage de cette structure par la 

phosphorylation d’UBF permet donc une élongation continue. C’est la première étude qui 

montre que le facteur UBF contrôle l’accessibilité de la chromatine de l’ADNr en 

fonction de la croissance cellulaire. 

 

Chez la levure S. cerevisiae, aucune étude n’a encore mis à jour de régulation de la 

formation du PIC par des modifications du CF, homologue fonctionnel de SL1/TIF-B. 

Quant au facteur UAF, il semble que ce complexe soit constitutivement associé aux 

promoteurs des copies actives d’ADNr et il a été montré que l’inactivation de la voie 

TOR par la rapamycine n’a pas d’effet sur l’occupation des promoteurs de l’ADNr 35S 

par UAF (Claypool et al., 2004).   

Le facteur Hmo 1 est impliqué dans la transcription Pol I : il interagit avec des sous-

unités non essentielles de la Pol I, est localisé dans le compartiment nucléolaire et cette 

protéine à domaines HMG possède de fortes similarités fonctionnelles avec le facteur 

UBF des mammifères (Gadal et al., 2002). Récemment, il a été montré que le facteur 

HMO1 s’associe à l’ADNr 35S, uniquement sur les copies actives et reste associé à 

l’ADN une fois que la Pol I quitte la matrice, (Merz et al., 2008). Cependant la 

signification de sa présence sur ces copies actives ainsi que son rôle dans la régulation 

de la transcription Pol I restent à élucider.  

 

c) Contrôle de la transcription en fonction du cycle cellulaire  

1) Chez les mammifères :  

Chez les mammifères, la transcription de l’ADNr est régulée en fonction du cycle 

cellulaire : la transcription Pol I est maximale pendant les phases S et G2, réprimée 

pendant la mitose, et augmente graduellement pendant la phase G1.  
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Figure 18. Régulation de la transcription Pol I en fonction du cycle cellulaire (modèle murin) 
La régulation de l’activité des facteurs TIF-IB/SL1 et UBF passe par différents états de 
phosphorylation. Au début de la mitose, la phosphorylation d’UBF et de TIF-IB/SL1 conduit à 
leur inactivation. En sortie de mitose, l’activité transcriptionnelle Pol I demeure basse malgré la 
restauration de l’activité de TIF-IB/SL1. UBF est activé pendant la phase G1 par phosphorylation 
de la sérine 484 par le complexe cdk4/cycline D et la phosphorylation de la sérine 388 par les 
complexes cdk2/cyclines E et A. 
 

Tout le long de la mitose, les facteurs SL1 et UBF restent associés au promoteur de 

l’ADNr et la Pol I est également associée à l’ADNr pendant une grande partie de la 

mitose (Jordan et al., 1996; Leung et al., 2004). 

La répression de la transcription Pol I pendant la mitose est due à la phosphorylation de 

la sous- unité TAFI 110 du complexe SL1 par le complexe cdk1/cyclineB, qui empêche 

ainsi l’interaction de SL1 avec UBF (Heix et al., 1998; Kuhn et al., 1998).  

Les mécanismes permettant de réactiver la transcription à la fin de la mitose sont 

encore inconnus mais la phosphatase cdc14b est un candidat proposé pour réverser les 

phosphorylations du complexe cdk1/cyclineB. Cette phosphatase séquestrée dans le 

nucléole sous sa forme inactive pendant tout le cycle cellulaire, est libérée dans le 

cytoplasme en sortie de mitose (Mailand et al., 2002).  
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En début de phase G1, la transcription Pol I demeure à un niveau très bas malgré la 

restauration de l’activité du complexe TIF-IA/SL1. Dans ce cas, c’est le facteur UBF 

qui est l’élément clé permettant la réactivation de la transcription Pol I. Le facteur UBF 

est alors phosphorylé par les complexes cdk4/cyclineD1 et cdk2/cyclines E et A 

permettant ainsi la reprise de la transcription Pol I.  

Une étude publiée récemment, visant à étudier la dynamique des facteurs impliqués dans 

la transcription par la Pol I a montré que durant la phase S, lorsque la transcription Pol I 

est très active, le facteur TIF-IA et PAF 53 ont un temps de résidence au niveau du 

promoteur beaucoup plus élevé qu’en phase G1. Cette interaction prolongée des facteurs 

de transcription avec le promoteur affecte la dynamique des sous-unités de la Pol I qui à 

leur tour restent plus longtemps au niveau du promoteur. La conséquence est 

l’augmentation de la probabilité que ces différentes sous-unités soient assemblées en un 

complexe Pol I fonctionnel, et donc l’augmentation de la probabilité d’entrée en phase 

d’élongation processive. Ces résultats suggèrent donc que la dynamique des facteurs de 

transcription au niveau du promoteur de l’ADNr constitue un moyen de réguler la 

transcription Pol I (Gorski et al., 2008).  

  

2) Régulation de la transcription Pol I en fonction du cycle cellulaire chez la levure :  

Chez la levure S. cerevisiae, il a été proposé que la transcription Pol I était continue 

pendant la mitose (Elliott and McLaughlin, 1979). Cependant des études récentes 

montrent l’implication de la phosphatase Cdc14 dans l’inhibition de la transcription Pol I 

pendant l’anaphase. (Clemente-Blanco et al., 2009). 

Cette étude montre que l’activité phosphatase de Cdc14 est requise pour l’inhibition de 

la transcription Pol I in vivo et in vitro. Cette inhibition s’accompagne de la délocalisation 

de la sous-unité A43 du nucléole vers le cytoplasme, alors que la sous-unité A190 n’est 

pas délocalisée. Les auteurs suggèrent que Cdc14 pourrait inhiber la transcription Pol I 

en déstabilisant des sous-unités spécifiques de l’enzyme.   

Par cette étude, les auteurs démontrent que chez la levure, comme chez la plupart des 

eucaryotes, l’inhibition de la transcription Pol I avant la ségrégation des chromosomes 

est un élément pré requis pour assurer la condensation des chromosomes et une bonne 

séparation du génome.  
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d) Répression de la transcription Pol I par les suppresseurs de 

tumeur : pRb et p53 

Les gènes codant les suppresseurs de tumeurs sont souvent mutés dans de nombreux 

cas de cancers humains. Ces protéines constituent des médiateurs centraux dans l’arrêt 

du processus de transformation des cellules.  

La protéine pRB s’accumule dans les nucléoles des cellules différenciées, et réprime la 

transcription de l’ADNr in vitro et in vivo, en interagissant avec les domaines HMG 1 et 

2 du facteur UBF (Cavanaugh et al., 1995; Hannan et al., 2000; Voit et al., 1997).  

Il a également été montré que le suppresseur de tumeur p53 inhibe la transcription Pol 

I in vivo et in vitro. P53 interagit avec deux sous-unités du complexe SL1 : TBP et TAFI 

110 empêchant ainsi la formation du complexe d’initiation. (Budde and Grummt, 1999; 

Zhai and Comai, 2000).  
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PREAMBULE : LA PROBLEMATIQUE SCIENTIFIQUE 

 

I) Le contexte scientifique : dérégulation de la transcription Pol I, problématique 

et premières observations 

 Le travail présenté dans ce manuscrit s’inscrit dans la continuité d’un projet initié 

voilà quelques années et qui visait à caractériser les conséquences d’une dérégulation 

spécifique de la transcription Pol I sur la physiologie de la cellule. En particulier, nous 

souhaitions déterminer si le niveau d’activité Pol I influençait l’expression des gènes (ou 

de certains gènes) de classe II et III. 

Quelles informations pouvait-on tirer d’une telle étude ? En théorie, elle devrait nous 

permettre d’aborder plusieurs aspects extrêmement intéressants de la physiologie de la 

cellule : 

 

A) Existe-t-il une homéostasie de la transcription Pol I ? Quelles sont les conséquences 

morphologiques et physiologiques pour la cellule d’un niveau trop élevé de synthèse 

d’ARNr in vivo? Il a été proposé qu’une dérépression de la transcription Pol I pouvait 

constituer chez l’homme une étape précoce de la cancérogenèse (Rosenwald, 1996). Des 

souches de levure présentant un niveau de synthèse de l’ARNr accru ont-elles alors 

tendance à proliférer de façon anarchique ? Plusieurs données préliminaires suggèrent 

que certains mécanismes de répression de la synthèse de l’ARNr sont conservés entre la 

levure et l’homme. Ainsi, peut-être sera-t-il possible de déterminer si une dérégulation 

de la transcription Pol I dans les cellules humaines peut ou non causer une 

cancérogenèse (un point fondamental qui n’a jusqu'à présent jamais été éclairci et qui 

constituerait le pendant exact des évidences démontrant une altération de la 

transcription Pol I dans les cellules cancéreuses) 

 

B) Une souche de levure possédant un système de transcription Pol I déréprimé en 

phase stationnaire sera un outil précieux pour étudier la co-régulation entre les trois 

systèmes transcriptionnels, en particulier en ce qui concerne les composants requis pour 

la biogenèse des ribosomes. Dans des cellules sauvages, l’entrée en phase stationnaire 

s’accompagne en fait d’une répression quasi-totale des transcriptions Pol I, Pol II et Pol 
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III (Waldron and Lacroute, 1975). Par ailleurs, la synthèse coordonnée de transcrits de 

classe I et de classe III a été observée dans de nombreuses conditions. Dans des 

conditions stables de croissance ralentie, les cellules produisent des quantités moindres 

d’ARNr et d’ARNt (Waldron, 1977). Dans des conditions affectant la croissance 

cellulaire de façon transitoire, une co-régulation est également observée. La carence 

azotée induit un arrêt rapide de la synthèse des ARNr et des ARNt (Oliver, 1997). Lors 

de l’addition rapide d’un nutriment limitant, la synthèse de ces deux classes d’ARN est 

également augmentée (Kief and Warner, 1981; Ludwig et al., 1977; Waldron, 1977). Dans 

certaines conditions, un découplage entre les transcriptions Pol I et Pol III peut 

cependant être observé. C’est notamment le cas lors d’une carence en acides aminés 

(réponse stringente), pendant laquelle la diminution de la synthèse de l’ARN ribosomique 

est très sensiblement supérieure à celle de la synthèse des ARN de transfert. 

 

II) Les bases expérimentales de l’étude : la souche de levure CARA  

 Comment déréguler spécifiquement in vivo la transcription Pol I dans des cellules 

de levure? A priori, deux possibilités sont envisageables : soit réprimer de façon 

spécifique l’activité Pol I dans des conditions où cette enzyme est active, soit 

déréprimer cette même activité dans des conditions de répression de la transcription 

Pol I. C’est vers cette seconde possibilité que nous nous sommes tournés puisqu’une 

diminution de l’activité Pol I impacte directement le temps de génération des cellules, 

rendant très difficile la distinction entre les effets directs et indirects que pourrait 

avoir cette action sur les deux autres machineries transcriptionnelles nucléaires. 

Les données disponibles quant aux mécanismes de répression de la transcription Pol I 

chez la levure démontrent le rôle clef de la stabilité du complexe Pol I-Rrn3. S’il est 

vraisemblable que ces étapes font intervenir des modifications post-traductionnelles 

réversibles du facteur Rrn3 et/ou de la Pol I (cf. Introduction, partie III-2-2-a), la 

nature de ces modifications (et donc les enzymes impliquées) n’est pour l’instant pas 

établie chez S. cerevisiae. 

Nous avons donc décidé de faire produire par les cellules de façon constitutive un 

complexe Pol I-Rrn3 non dissociable. Pour cela, nous avons utilisé les résultats d’une 

étude précédente réalisée au laboratoire par G. Peyroche qui avait démontré que la cible 
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d’interaction majeure du facteur Rrn3 avec la Pol I était la sous-unité A43 de l’enzyme 

(Peyroche et al., 2000)(voir Introduction,partie I-2-1). Nous avons donc remplacé les 

gènes codant Rrn3 et la sous-unité A43 par un gène codant la protéine de fusion Rrn3-

A43. Le gène codant la protéine chimère Rrn3-A43 a été introduit entre les sites de 

restriction BamH1 et EcoRI du vecteur multi-copies pGen pour donner le plasmide pGen-

Rrn3-A43. Les souches de levure sauvages YPH500 et YPH499, correspondant aux deux 

types sexuels a et α respectivement dans lesquelles les gènes essentiels RRN3 et 

RPA43 codant le facteur Rrn3 et la sous-unité A43 ont été invalidés par recombinaison 

homologue (Longtine et al., 1998) (figure 19) ont été transformées avec ce plasmide. Ces 

souches mutantes nommées CARA (pour « Constitutive Association of Rrn3 and A43 ») 

et RAF sont viables et possèdent le même temps de génération qu’une souche isogénique 

sauvage. Les souches contrôles, appelées WT dans le texte, ont été construites en 

transformant les cellules YPH499 et YPH500 par le plasmide pGen vide.  

 

 
Figure 19. Un complexe Pol I-Rrn3 non dissociable : les souches CARA et RAF  
Les gènes codant la sous-unité A43 et le facteur Rrn3 sont inactivés, et remplacés par le 
plasmide pGen-Rrn3-A43 codant la protéine de fusion Rrn3-A43. 
 

Il a d’abord été montré au laboratoire que la protéine de fusion Rrn3-A43 était 

assemblée de façon stable et stoechiométrique au sein de la Pol I (PolI CARA), et qu’une 

molécule d’enzyme purifiée contenant cette fusion mimait fonctionnellement un 

complexe Pol I-Rrn3 non dissociable. Nous avons ensuite vérifié si les souches mutantes 
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étaient dérégulées pour la transcription Pol I comme nous l’avions envisagé. La réponse 

transcriptionnelle de cellules CARA à différentes conditions de stress, et en particulier 

à un traitement à la rapamycine, a été étudiée. Cette drogue est un inhibiteur puissant 

et spécifique des kinases TOR (Targer Of Rapamycin), et mime des conditions de 

carence en nutriments (entrée en phase stationnaire) (Crespo and Hall, 2002). Les 

conséquences d‘un tel traitement sur les cellules sont donc pleïotropes, mais d’un point 

de vue transcriptionnel, on observe une très forte répression des trois systèmes 

transcriptionnels (Powers and Walter, 1999; Zaragoza et al., 1998). Au sein de la 

transcripton Pol II, on observe une modification importante du schéma d’expression des 

ARNm au sein d’une baisse sensible du niveau de transcription Pol II (Preiss et al., 2003; 

Shamji et al., 2000). 

 

 

Figure 20. Marquage à l’uracile tritiée des ARN de cellules WT et CARA durant une 
cinétique de traitement à la rapamycine :  
Des cellules WT et CARA en phase exponentielle de croissance (DO600=1) ont été incubées en 
présence de rapamycine (0,5µg/ml). Aux temps indiqués, une aliquote de chaque culture 
correspondant au même nombre de cellules a été incubée pendant 5 minutes en présence d’uracile 
tritiée. Les ARN totaux ont été extraits et séparés par électrophorèse sur gel de 
polyacrylamide. (A) Autoradiographie de l’ensemble des ARNr matures : ARNr 25S, 18S, et 5,8S 
(classe I) et ARNr 5S (classe III). (B) Quantification du niveau d’ARNr 5S. 
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Comme espéré, la répression rapamycine-dépendante de la transcription Pol I est  

fortement atténuée dans les cellules CARA par rapport aux cellules sauvages (Figure 

20). De façon surprenante, le niveau de l’ARNr 5S (synthétisé par la Pol III) est 

dérégulé de façon concomitante à la transcription Pol I (Figure 20). Le résultat le plus 

remarquable fut cependant la démonstration que cette atténuation de la répression de 

l’activité Pol I s‘accompagnait d’une dérépression partielle de la transcription Pol II, qui 

était limitée aux gènes codant les protéines ribosomiques (Figure 21).  

 

 

 

Figure 21. Analyse globale de l’expression des gènes de classe II dans les souches WT et 
CARA cultivées avec ou sans rapamycine. 
Les ARN ont été extraits de cellules WT et CARA traitées ou non pendant 60 minutes à la 
rapamycine. Les ARNm ont été marqués par transcription inverse en présence de dUTP-Cy3 
(CARA) et de dUTP-Cy5 (WT). Les ARNm fluorescents des souches WT et CARA ont été 
hybridés sur une puce à ADN arborant l’ensemble des phases de lecture de la levure S. 
cerevisiae. (A) Quantification des ARNm des souches WT et CARA non traités à la rapamycine. 
Chaque point correspond à l’intensité de fluorescence Cy3 en ordonnée (CARA) et Cy5 en 
abscisse (WT) pour un gène donné. Les points rouges correspondent aux gènes codant les 
protéines ribosomales. (B) Même représentation qu’en (A) pour les souches WT et CARA traitées 
à la rapamycine.  
 

Enfin, il a été montré que pendant le traitement à la rapamycine, l’accumulation relative 

des composants du ribosome dans les cellules CARA conduisait à une augmentation du 

niveau de ribosomes assemblés (comparativement aux cellules contrôles sauvages).  
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Ces données (Chedin et al., 2007; Laferte et al., 2006) constituent la première 

démonstration de l’existence d’une communication entre les trois machineries 

transcriptionnelles nucléaires, restreinte à la synthèse des composants du ribosome. 

Elles suggèrent de plus que le niveau d’activité de la transcription Pol I est un 

paramètre crucial du contrôle du niveau de biogenèse des ribosomes. 

 

Parallèlement à ces résultats, Arnaud Laferté et Stéphane Chédin ont fait des 

observations préliminaires au laboratoire suggérant que la localisation sub-cellulaire de 

la Pol I pendant des temps courts (<1h) de traitement à la rapamycine était affectée 

dans les cellules CARA. Mon travail de thèse s’est inscrit dans la continuité de ces 

données et s’est organisé autour de deux axes principaux : 

i) Le premier concerne les liens existant entre localisation cellulaire de la Pol I 

et activité de synthèse de l’ARNr. J’ai cherché plus précisément à 

déterminer les conséquences de la non-dissociation du complexe Pol I-Rrn3 

sur l’interaction de l’enzyme avec l’ADNr dans des conditions de répression de 

l’activité Pol I. De façon plus globale, ces données m’ont conduite à essayer de 

déterminer si le maintien de l’intégrité du nucléole nécessitait ou non une 

transcription Pol I active. 

ii) Le second concerne l’analyse mécanistique de la transcription Pol I. Très peu 

de données sont en effet disponibles quant à l’analyse des étapes 

élémentaires du cycle transcriptionnel de cette enzyme. Il est évident que 

l’absence d’un système de transcription spécifique in vitro reconstitué à 

partir des différents composants de la machinerie de transcription de classe 

I est un frein important pour de telles études. La comparaison des propriétés 

mécanistiques de la Pol I Wt (complexe Pol I-Rrn3 dissociable) et de la Pol I 

CARA (complexe Pol I-Rrn3 non dissociable) permettra cependant d’obtenir 

des informations précieuses quant au rôle de la dissociation du facteur Rrn3 

après l’initiation de la transcription par la Pol I.  
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Résultats et discussion  

 

I) Relation entre activité Pol I et structure du nucléole 

I-1) Etude de la localisation de la Pol I dans des cellules WT et CARA lors 
d’un traitement à la rapamycine  

 

Nous avons dans un premier temps étudié par immmunocytochimie la localisation de la 

Pol I dans des cellules WT et CARA lors d’une cinétique de traitement à la rapamycine. 

Rappelons qu’en l’absence de rapamycine, cette protéine a une localisation strictement 

nucléolaire dans des cellules en phase exponentielle de croissance. 

Les cellules sont récoltées aux différents temps de la cinétique (0, 30, 120 et 240 

minutes après l’ajout de la rapamycine) fixées au formaldéhyde (1% final), partiellement 

digérées à la zymolyase, puis incubées avec un anticorps polyclonal dirigé contre A190 la 

plus grande sous-unité de la Pol I.  

Après analyse des cellules par microscopie à fluorescence, nous observons qu’au temps 0 

de la cinétique, le signal généré par les anticorps anti-Pol I dans les souches WT et 

CARA forme une structure en croissant situé à l’un des deux pôles du noyau, 

caractéristique de la structure du nucléole chez la levure. Dans les cellules sauvages, 

dès 30 minutes de traitement à la rapamycine, nous observons un signal diffus dans le 

noyau qui correspond à une délocalisation de la Pol I du nucléole comme décrit dans la 

littérature (Oakes et al., 2006; Tsang et al., 2003). 

 Dans la souche CARA, la localisation de la Pol I ne semble pas affectée par la 

rapamycine pendant toute la durée du traitement (jusqu’à 4h) (Figure 22). Des résultats 

identiques pour les cellules CARA et Wt ont été obtenus en utilisant des anticorps 

dirigés contre d’autres sous-unités de Pol I (données non montrées). 
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Figure 22. Localisation nucléaire de la Pol I dans des cellules WT et CARA lors d’un 
traitement à la rapamycine 
Lors d’une cinétique de traitement à la rapamycine, des aliquotes de cellules sont préleveés aux 
temps indiqués et analysées par immunohistochimie en utilisant des anticorps polyclonaux dirigés 
contre la sous-unité A190 de la Pol I. Le signal bleu correspond à la coloration du noyau au DAPI 
et le signal rouge à l’anticorps secondaire dirigé contre l’anticorps anti A190. Au temps 0 (DO600 
= 1) la rapamycine à une concentration de 0,5µg/ml est ajoutée dans le milieu de culture 
 
 
Afin de déterminer si d’autres protéines nucléolaires présentaient une localisation sub-

cellulaire différente dans les cellules Wt et CARA en présence de rapamycine, nous 

avons analysé la distribution de Nop 1 dans ces deux types de cellules en présence de 

cette drogue. Nop1, qui est l’homologue de la fibrillarine chez les mammifères, est un 

composant de la petite sous-unité du processome qui est requis pour la maturation de 

l’ARNr pre-18S (Dragon et al., 2002; Schimmang et al., 1989; Tollervey et al., 1991). En 

utilisant des anticorps dirigés contre la fibrillarine humaine qui reconnaissent la 

protéine Nop1 de levure (D. Hernandez-Verdun, communication personnelle), nous avons 

d’abord confirmé que la localisation de cette protéine était strictement nucléolaire dans 

les cellules WT et CARA en l’absence de rapamycine. Dès 30 minutes de traitement, la 

localisation de Nop1 est sensiblement modifiée dans les cellules WT. Bien que restant 

strictement nucléaire, la localisation de la protéine apparaît plus diffuse (et ceci 

pendant toute la durée de la cinétique. (Figure 23) 
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Figure 23. Localisation de la protéine Nop1 dans des cellules WT et CARA lors  d’un 
traitement à la rapamycine 
Lors d’une cinétique de traitement à la rapamycine, des aliquotes de cellules sont prélevées aux 
temps indiqués et analysées par immunohistochimie en utilisant des anticorps polyclonaux dirigés 
contre la protéine Nop1. Le signal bleu correspond à la coloration du noyau au DAPI et le signal 
vert à l’anticorps secondaire dirigé contre l’anticorps anti Nop1. 
 

Dans les cellules CARA, nous n’avons pas observé de modification de localisation de la 

protéine Nop 1 en l’absence ou en présence de rapamycine (Figure 23). 

Les données obtenues avec la Pol I et avec Nop1 sont donc tout à fait comparables et 

suggèrent qu’une modification profonde de la structure du nucléole est induite par la 

rapamycine dans les cellules Wt mais pas dans les cellules CARA. Pour pousser plus loin 

la réflexion, on peut en fait se demander si la structure du nucléole demeure inchangée 

dans les cellules CARA en présence de rapamycine. Des observations de microscopie 

électronique réalisées en collaboration avec l’équipe de Denis Lafontaine (ULB, Belgique) 

confirment les données de microscopie optique. En l’absence de rapamycine, la structure 

du nucléole est comparable dans les cellules CARA et Wt (données non montrées). Après 

2h de traitement en présence de cette drogue, on observe une déstructuration 

importante du nucléole dans les cellules Wt mais pas dans les cellules CARA. Ces 

données sont cependant trop préliminaires pour déterminer si l’ultrastructure du 

nucléole n’est pas du tout modifiée dans les cellules CARA en présence de rapamycine ou 

si des modifications structurales surviennent qui ne modifient cependant pas 

drastiquement la structure globale de ce territoire nucléaire. 

Ces résultats peuvent être mis en regard de données antérieures obtenues au 

laboratoire quant à la localisation de la Pol I en fonction du stade de croissance des 
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cellules. Comme nous l’avons déjà mentionné, cette enzyme présente dans des cellules 

Wt ou CARA en phase exponentielle de croissance une localisation en forme de 

croissant, typique du nucléole. Dans des cellules Wt en phase stationnaire, nous 

n’observons pas de relocalisation diffuse de la Pol I dans tout le noyau comme c’est le 

cas en présence de rapamycine, mais au contraire une espèce de condensation de la Pol I 

dans une structure déjà décrite mais non caractérisée et localisée à un pôle du noyau 

(Figure 24). Dans les cellules CARA en phase stationnaire, aucune modification 

apparente de la localisation de la Pol I n’est observée (Figure 24). 

 

 
Figure 24. Localisation nucléaire de la Pol I dans des cellules WT et CARA en phase de 
croissance exponentielle et stationnaire.  
Des aliquotes de cellules sont prélevées en phase de croissance exponentielle et stationnaire, et 
analysées par immunohistochimie en utilisant des anticorps polyclonaux dirigés contre la sous-
unité A190 de la Pol I. Le signal bleu correspond à la coloration du noyau au DAPI et le signal vert 
à l’anticorps secondaire dirigé contre l’anticorps anti A190. 
 
 
Enfin des données récentes obtenues par Lei Zhou, chercheur post-doctoral au 

laboratoire, indiquent qu’en présence de cadmium (qui conduit également à une 

répression de la transcription Pol I), la structure du nucléole n’apparaît pas modifiée 

dans les cellules CARA alors qu’elle est fortement bouleversée dans les cellules Wt 

(données non montrées). 

 

L’ensemble de ces observations suggère donc que dans différentes conditions 

conduisant à une répression de la transcription Pol I, on observe dans les cellules 

Wt mais pas dans les cellules CARA, une déstructuration massive du nucléole.  
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Comme indiqué dans l’introduction, le nucléole est un territoire nucléaire dynamique dont 

l’intégrité structurale nécessite une transcription Pol I active. Une explication triviale 

aux données décrites ci-dessus consisterait donc à imaginer que la dérépression 

partielle de l’activité Pol I mise en évidence dans les cellules CARA permettrait de 

conserver un niveau d’activité de transcription de l’ADNr suffisant pour maintenir au 

sein du noyau une structure nucléolaire canonique.  

Afin de tester cette hypothèse, nous avons voulu comparer l’évolution du niveau 

d’activité Pol I dans les souches Wt et CARA pendant un traitement long à la 

rapamycine.  

 

I-2) Etude de l’activité Pol I dans les cellules Wt et CARA lors d’un 
traitement à la rapamycine 

 
Une difficulté majeure dans ce type d’analyse est l’absence de technique permettant de 

mesurer de façon directe le niveau de transcription Pol I dans les cellules (cette 

remarque est d’ailleurs générale et s’applique à toutes les machineries 

transcriptionnelles cellulaires). Si l’abondance de l’ARNr 35S est assez facilement 

accessible, celle-ci ne reflète pas directement l’activité Pol I puisqu’elle représente un 

équilibre entre les niveaux de synthèse (transcription), de maturation et de dégradation 

des transcrits non maturés. Des données précédemment obtenues par A. Laferté et S. 

Chédin ont cependant montré que la maturation et la stabilité de l’ARNr 35S étaient 

équivalentes dans les cellules CARA et Wt pendant un traitement à la rapamycine 

(Laferte et al., 2006). Ainsi, nous considérerons que dans ces conditions, l’activité in 

vivo de la Pol I peut être estimée par la simple quantification du transcrit non maturé. 
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Figure 25. Analyse de l’activité Pol I dans des cellules WT et CARA lors d’une cinétique de 
traitement à la rapamycine 
La quantité d’ARN 35S a été mesurée par la technique d’extension d’amorces à partir de 107 

cellules WT et CARA au cours d’une cinétique de traitement à la rapamycine. La transcription 
inverse est réalisée en utilisant un oligonucléotide spécifique d’une région intronique de l’ARNr 
35S et d’une région intronique de l’ARNm codant l’actine (ACT 1) comme contrôle. (A) 
Autoradiographie après séparation des produits de la réaction par électrophorèse sur gel de 
polyacrylamide. (B) Quantification des signaux spécifiques de l’ARNr 35S et de l’ARNm de 
l’actine (ImageJ) 
 

Cette quantification est réalisée par la technique d’extension d’amorces en utilisant des 

oligonucléotides s’hybridant dans la région 5’ de l’ARN 35S qui est maturée la plus 

précocement (clivages A0 et A1). Pour les contrôles, nous avons utilisé des 

oligonucléotides s’hybridant dans la région intronique de l’ARNm codant l’actine. La 

réaction de transcription inverse est réalisée avec une amorce marquée radioactivement 

afin de pouvoir suivre le produit de la réaction par autoradiographie et de pouvoir le 

quantifier (Figure 25) 

Dans les cellules Wt, nous observons une diminution importante du niveau d’ARNr 35S 

(jusqu’à 40%) dès 30 minutes de traitement et qui atteint 75 à 80% après 4 heures de 

traitement. Dans les cellules CARA, cette diminution est beaucoup moins importante 
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pour les premiers temps de la cinétique, en accord avec les données publiées 

antérieurement (Laferte et al., 2006). Après 4 heures de traitement cependant, le 

niveau résiduel d’ARNr 35S est comparable dans les deux souches. En ce qui concerne 

l’ARN contrôle (ARNm actine), nous observons une cinétique de répresssion rapamycine-

dépendante qui est équivalente dans les cellules CARA et Wt pendant toute la durée du 

traitement. 

Ces expériences confirment donc la dérépression partielle de l’activité 

transcriptionnelle Pol I dans les cellules CARA pour des temps courts de traitement à la 

rapamycine, mais indiquent que pour des temps longs de traitement, le même niveau de 

répression est observé dans les cellules CARA et Wt. Enfin, ces données montrent que 

la destructuration du nucléole constatée après 4 heures de traitement à la rapamycine 

dans les cellules Wt ne peut pas être simplement corrélée au niveau résiduel d’activité 

Pol I. L’absence de remaniement apparent de la structure nucléolaire dans les 

cellules CARA pendant le traitement à la rapamycine suggère par ailleurs que le 

maintien de la structure nucléolaire et l’activité Pol I peuvent être découplés.  

 

Suite à ces observations, nous avons voulu déterminer pourquoi après quatre heures de 

traitement rapamycine la Pol I demeurait nucléolaire dans les cellules CARA. Chez S. 

cerevisiae, la répression rapamycine-dépendante de la transcription Pol I s’accompagne 

de la disparition de la Pol I du promoteur de l’ADNr 35S dans les cellules Wt (Claypool 

et al., 2004). Une hypothèse simple consiste donc à imaginer que la Pol I, bien qu’inactive 

ou faiblement active, est toujours localisée sur le promoteur de l’ADNr 35S dans les 

cellules CARA. 

 

I-3) Etude de l’occupation de l’ADNr 35S par la Pol I dans les cellules CARA 
lors d’un traitement rapamycine 

 
I-3-1) Analyse par immunoprécipitation de la chromatine 

Nous avons étudié l’occupation de l’ADNr 35S dans les cellules WT et CARA durant une 

cinétique de traitement à la rapamycine par des expériences d’immunoprécipitation de la 

chromatine. Les cellules ont été récoltées aux différents temps de la cinétique, puis la 

chromatine a été extraite, soniquée et immunoprécipitée avec des anticorps polyclonaux 
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dirigés contre la sous-unité A190 de la Pol I. L’occupation de l’ADNr a été analysée 

grâce à des oligonucléotides s’hybridant au niveau du promoteur ainsi que sur 

différentes régions tout le long du 35S (Figure 26, A).  

Pour les cellules WT (Figure 26), nous observons une diminution rapide de l’occupation 

du 35S par la Pol I dès les premiers temps de la cinétique conformément à ce qui est 

décrit dans la littérature (Claypool et al., 2004). Cette diminution est équivalente, quelle 

que soit la région de l’ADNr 35S étudiée (promoteur ou régions transcrites proximale, 

médiane ou distale) ce qui est en accord avec une répression rapamycine-dépendante de 

l’initiation de la transcription Pol I. Après 4 heures de traitement à la rapamycine, la 

diminution de la densité de molécules de Pol I atteint environ 80% qui correspond avec 

la baisse d’activité de synthèse de l’ARNr 35S observée par la technique d’extension 

d’amorces. 
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Figure 26. Occupation de l’ADNr 35S par la Pol I dans les souches WT et CARA lors d’une 
cinétique de traitement à la rapamycine  
L’occupation du gène de l’ADNr 35S par la Pol I est étudiée dans des cellules WT et CARA lors 
d’une cinétique de traitement à la rapamycine par la méthode d’immunoprécipitation de la 
chromatine. L’étape d’immunoprécipitation a été réalisée avec des anticorps polyclonaux dirigés 
contre la sous-unité A190 de la Pol I. (A) Représentation schématique de la position sur l’ADN 
35S des couples d’amorces utilisées pour l’étape d’amplification par PCR en temps réel: P: 
promoteur, E1-E4 zones correspondant à la Pol I en élongation.(B) Quantification des signaux 
spécifiques détectés par PCR en temps réel pour les différents couples d’amorces. 
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Dans les cellules CARA (Figure 26), une situation totalement différente est observée. 

Après 30 min de traitement, nous constatons une légère diminution (environ 15 à 20%) 

du niveau d’occupation de l’ADNr par la Pol I qui semble ne plus évoluer au cours de la 

cinétique. Ainsi, après 4 heures de traitement, 70 à 75% du niveau initial d’enzyme sont 

encore associés à l’ADNr 35S, et ceci quelle que soit la zone du gène considérée 

(promoteur ou région transcrite, Figure 26). Ce résultat est surprenant car nos 

expériences d’extension d’amorces avaient montré que l’activité Pol I était fortement 

réprimée dans les cellules CARA après quatre heures de traitement. A priori, ce 

paradoxe pourrait avoir deux explications simples : 

- soit les molécules de Pol I présentes sur l’ADNr des cellules CARA après 4h de 

traitement à la rapamycine sont transcriptionellement inactives 

- soit il reflète simplement la façon dont nos résultats sont représentés. Pendant la 

cinétique de traitement, ils sont en effet exprimés en pourcentage par rapport à 

l’occupation de l’ADNr 35S par la Pol I en l’absence de rapamycine (t = 0). On ne peut 

donc pas formellement exclure que le nombre absolu de complexes d’élongation de classe 

I soit sensiblement plus élevé dans les cellules Wt que dans les cellules CARA à t = 0, et 

qu’in fine, le niveau de Pol I encore associée à l’ADNr après 4h de traitement soit 

comparable dans les deux souches (notons qu’il faudrait quand même dans ce cas un 

niveau d’occupation 3 à 4 fois plus élevé dans les cellules Wt). 

 

Afin de répondre à ce dernier point, nous avons exprimé nos résultats obtenus dans 6 

expériences de ChIP indépendantes en les standardisant par rapport au signal obtenu 

pour les gènes ADH1, RPL7 et RPL9 transcrits par la Pol II car il n’est évidemment pas 

possible d’utiliser un autre gène transcrit par la Pol I). Ainsi, il est possible d’obtenir 

des données de ChIP quantitatives (ou tout au moins semi-quantitatives) qui montrent 

qu’en l’absence de rapamycine, la densité de Pol I sur l’ADNr dans les cellules CARA est 

environ une fois et demie plus faible que dans les cellules Wt (Figure 27) 
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Figure 27. En phase exponentielle de croissance, la densité de Pol I sur l’ADNr 35S est 
plus importante dans les cellules WT que dans les cellules CARA 
Quantification en valeur absolue de l’occupation de l’ADNr 35S par la technique 
d’immunoprécipitation de la Chromatine (à partir de 6 expériences indépendantes) en l’absence 
de rapamycine (dans des cellules en phase exponentielle de croissance) 
 

En conclusion, nos données de ChIP indiquent : 

i) qu’en l’absence de rapamycine, il y a environ 1,5 fois plus de molécules de Pol I 

associées aux copies d’ADNr dans les cellules Wt que dans les cellules CARA 

ii) que pendant le traitement à la rapamycine, une diminution très importante du 

nombre de molécules de Pol I associées aux copies d’ADNr est observée dans 

les cellules Wt alors que dans les cellules CARA, ce nombre ne diminue que 

très faiblement 

iii) que pendant le traitement à la rapamycine des cellules CARA, il n’y a pas de 

corrélation entre le nombre de molécules de Pol I associées aux copies 

d’ADNr et l’activité transcriptionnelle Pol I (contrairement à ce que l’on 

observe dans les cellules Wt) 

iv) qu’après 4h de traitement à la rapamycine, on trouve environ 2,5 fois plus de 

molécules de Pol I associées aux copies d’ADNr dans les cellules CARA que 

dans les cellules Wt 
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Suite à ces données de ChIP, il est tentant de spéculer que les observations 

d’immunocytofluorescence suggérant un maintien de la structure nucléolaire dans les 

cellules CARA tout au long du traitement à la rapamycine reflètent simplement 

l’interaction d’un nombre plus élevé de molécules de Pol I avec l’ADNr 35S dans ces 

cellules. Si l’on imagine que la majorité des molécules d’enzymes observées sur l’ADNr 

dans les cellules CARA en présence de rapamycine se trouve au sein de complexes 

ternaires bloqués en élongation (ou transcriptionellement inactifs), nos données 

suggèrent que ce n’est pas un niveau d’activité Pol I en tant que tel qui est 

nécessaire au maintien de l’intégrité de la structure nucléolaire mais simplement la 

présence de complexes de classe I (productifs ou non) sur les unités d’ADNr. 

 

Les données obtenues par ChIP doivent néanmoins être considérées avec prudence. Il 

est en effet possible que l’accessibilité de la Pol I aux anticorps anti-A190 utilisés dans 

cette technique soit différente dans les cellules Wt et CARA, du fait de l’association 

covalente du facteur Rrn3 à l’enzyme dans cette dernière souche. De possibles 

changements de conformation de l’enzyme pendant le traitement à la rapamycine et/ou 

l’étape du cycle transcriptionnel peuvent donc se traduire par des rendements 

d’immunoprécipation variables selon que l’on est dans un contexte Wt ou CARA, rendant 

délicate une interprétation quantitative de nos données. 

Afin de compléter nos résultats de ChIP, nous avons collaboré avec l’équipe d’Ann Beyer 

(Université de Virginie, Charlottesville, Etats-Unis) pour caractériser la transcription 

Pol I par la technique de Miller spread basée sur l’observation directe au microscope 

électronique des unités d’ADNr. 

 

I-3-2) Analyse par Miller spread 

L’analyse par Miller spread permet d’accéder à plusieurs paramètres importants tels que 

la densité d’enzyme sur l’ADNr, l’observation de la maturation cotranscriptionnelle des 

ARNr naissants ou l’estimation de la proportion de copies d’ADNr transcrites (Figure 

28).  
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Figure 28. Structure en «arbre de Noël » de l’ADN ribosomique (A) Observation au 
microscope électronique d’une unité d’ADNr préparée par la méthode de Miller. L’ADNr 35S est 
transcrit par un grand nombre de molécules d’ARN polymérase I. Les boules situées aux 
extrémités des ARNr naissants correspondent à des complexes de maturation qui s’associent à 
l’ARN en cours de synthèse comme décrit dans le schéma ci-dessous. (B) Représentation 
schématique des évènements cotranscriptionnels observés par Miller spread. La taille des 
transcrits augmente jusqu’à ce que la Pol I atteigne la fin de la séquence du 18S (en rouge). 
L’ARNr 18S est ensuite compacté en une particule dense appelée SSU Knob (pour Small 
SubUnit). Ce SSU Knob n’est plus visible à partir du clivage au niveau du site A2. L’ARN 27SA2 
naissant acquiert en 5’ une nouvelle particule (LSU Knob pour Large SubUnit)). Le transcrit est 
enfin libéré par clivage cotranscriptionnel en 3’ par la RNase Rnt1. D’après Osheim et al. 2004 
 
 

Compte tenu de la lourdeur de cette approche, deux conditions seulement ont été 

analysées pour les cellules Wt et CARA : en l’absence de rapamycine (t=0) et après 4 

heures de traitement. 
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Figure 29. Densité de molécules de Pol I sur l’ADNr dans les cellules WT et CARA lors d’un 
traitement à la rapamycine. 
(A) Visualisation de l’ADNr 35S de cellules WT et CARA lors d’une cinétique de traitement à la 
rapamycine (0 et 4 heures) par la technique du Miller spread. Les molécules de Pol I ont été 
comptées à partir d’un nombre d’échantillons représentatifs pour les deux populations WT et 
CARA. (B) Analyse quantitative de l’occupation de l’ADNr par la Pol I en l’absence de rapamycine 
et après quatre heures de traitement à la rapamycine. (C) Analyse statistique de la densité de 
Pol I par gène d’ADNr 35S 
 

Dans les cellules Wt, une diminution de la densité de Pol I sur l’ADNr d’environ 75% est 

observée après 4 heures de traitement à la rapamycine (de 58 molécules d’enzyme/unité 

d’ADNr à 14 molécules d’enzyme/unité d’ADNr, Figure 29, A), alors que dans les cellules 

CARA cette diminution est beaucoup plus modeste et de l’ordre de 15% (de 43 molécules 

d’enzyme/unité d’ADNr à 37 molécules d’enzyme/unité d’ADNr, Figure 29, A). Ces 

résultats corroborent donc les données obtenues par ChIP si l’on s’intéresse simplement 

au pourcentage de variation de densité de Pol I entre t = 0 et t = 4h de traitement à la 

rapamycine (Figure 30).  
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Figure 30. Tableau représentatif de la densité moyenne de molécules de Pol I sur 
l’ADNr 35S obtenue par ChIP et par Miller spread. 
 

Les analyses par Miller spread permettent également de déterminer de façon directe 

(et c’est là leur grande force) le nombre moyen de molécules de Pol I associées à chaque 

unité d’ADNr. En l’absence de rapamycine, on constate que ce nombre est plus élevé 

d’environ 30% dans les cellules Wt que dans les cellules CARA (58 versus 43), (Figure 

29, A) 

 

Pour pouvoir comparer nos données de ChIP et de Miller spread, il faut garder à l’esprit 

que ces deux techniques ne donnent pas exactement la même information : les données 

de ChIP sont globales et intègrent à la fois le nombre de copies d’ADNr transcrites et 

la densité moyenne sur chacune de ces copies, alors que le Miller spread permet 

seulement d’accéder à ce dernier paramètre. Cette remarque implique que nous devons 

prendre en compte le nombre absolu de copies d’ADNr ouvertes dans les cellules Wt et 

CARA pour interpréter plus complètement les données précédentes. L’obtention de ce 

paramètre est par ailleurs un point important pour essayer de déterminer les bases 

moléculaires responsables de la différence de densité de Pol I par copie d’ADNr 35S 

observée dans les cellules CARA et Wt en l’absence de rapamycine, question qui fait 

l’objet du paragraphe suivant. 

 

I-4) Pourquoi, en l’absence de rapamycine, l’occupation moyenne par la Pol I 
des copies d’ADNr dans les cellules CARA est-elle plus faible que dans les 
cellules Wt ?  

 
Comme nous l’avons mentionné dans le paragraphe précédent, les données obtenues par 

ChIP et Miller spread montrent que la densité de molécules de Pol dans les cellules 

CARA était plus faible que dans les cellules Wt (Figure 27 et Figure 29, A).  Quoique 
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différentes, les valeurs obtenues par Miller spread (43 et 58 molécules/copie d’ADNr 

pour les souches CARA et Wt) restent proches de celles classiquement trouvées dans 

différentes souches de levure Wt ayant des fonds génétiques différents (entre 46 et 

56 molécules de Pol I / copie d’ADNr, Ann Beyer, communication personnelle). 

 

Avant de poursuivre cette analyse, nous avons voulu déterminer dans un premier temps 

si de façon générale, la densité d’ARN polymérases sur les gènes des cellules CARA 

était plus faible que sur ceux des cellules Wt. Nous avons donc étudié l’occupation par la 

Pol II des gènes ADH1 et ACT1 en conditions normales de croissance, et ceci sur les 

mêmes chromatines que celles utilisées pour étudier l’occupation de la Pol I sur l’ADNr 

35S. 

 

 

Figure 31. En phase exponentielle de croissance la densité de molécule de Pol II sur les 
promoteurs des gènes ADH1 et ACT1 est semblable dans les souches WT et CARA 
L’occupation des promoteurs des gènes ADH1 et ACT1 est étudiée dans des cellules WT et CARA 
en phase exponentielle de croissance  par la méthode d’immunoprécipitation de la chromatine. 
L’étape d’immunoprécipitation a été réalisée avec des anticorps dirigés contre le domaine CTD de 
la sous-unité Rpb1 de la Pol II. Les histogrammes représentent la quantification des signaux 
spécifiques détectés par PCR en temps réel pour les différents couples d’amorces. 
 
 
 
Les résultats, obtenus au laboratoire par Vivienne Fardeau, montrent que le niveau 

d’occupation de ces 2 gènes par la Pol II est semblable dans les deux souches Wt et 

CARA dans des conditions normales de croissance (Figure 31). Des données antérieures, 
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obtenues sur différents gènes codant des protéines ribosomiques et sur l’ADNr 5S 

(transcrit par la Pol III) corroborent cette observation. 

La différence de densité d’ARN polymérases sur les gènes des cellules Wt et CARA 

semble donc limitée à la Pol I et pourrait avoir différentes origines : 

 

a) une augmentation du nombre de copies actives d’ADNr dans la souche CARA qui 

conduirait à une densité moyenne plus faible de Pol I sur chaque copie d’ADNr 35S 

par simple répartition d’un même nombre limitant de Pol I compétentes pour 

l’initiation de la transcription. 

b) Une capacité différente dans les cellules WT et CARA à assembler un complexe 

d’initiation de la transcription 

c) des propriétés mécanistiques différentes des Pol I CARA et WT 

 

Nous nous sommes d’abord intéressés à la première de ces hypothèses. Des résultats 

obtenus dans le laboratoire du Pr. Nomura ont montré qu’une souche de levure ne 

contenant que 40 copies d’ADNr ne présentait aucun défaut de croissance. Dans cette 

souche mutante, la totalité des copies d’ADNr est sous forme ouverte, chacune étant 

transcrite par environ 80 complexes d’élongation de classe I. Dans la souche isogénique 

Wt, qui contient environ 160 copies d’ADNr, ces chercheurs ont observé que 50% de ces 

copies étaient ouvertes et qu’on trouvait en moyenne 40 complexes de transcription par 

unité transcrite. Ainsi, le nombre total de molécules de Pol I transcrivant l’ADNr est 

équivalent dans ces deux souches. Puisque l’on a a priori 40 et 80 complexes de pré-

initiation assemblés dans ces deux souches, ces données suggèrent qu’un nombre 

limitant de molécules d’enzyme compétentes pour l’initiation de la transcription se 

répartit de façon stochastique sur les copies d’ADNr accessibles (i.e. ouvertes). Il est 

également possible que la quantité de molécules de Pol I compétentes pour l’initiation de 

la transcription ne soit pas limitante in vivo, et qu’une régulation existe au niveau de la 

vitesse d’initiation de la transcription. Quoi qu’il en soit, ces données démontrent sans 

ambiguïté que le nombre de copies ouvertes au sein du locus RDN1 influe directement 

sur la densité des complexes d’élongation de classe I par unité d’ADNr. Nous nous 
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sommes donc attachés dans un premier temps à estimer ce paramètre dans les cellules 

Wt et CARA. 

 

I-4-1) Estimation du nombre de copies actives d’ADNr dans les 

cellules Wt et CARA 

Une augmentation du nombre de copies actives d’ADNr dans une souche de levure peut 

avoir deux origines : une augmentation de la taille du locus RDN1 et/ou une augmentation 

du ratio copies ouvertes versus copies fermées. Nous avons donc examiné ces deux 

paramètres dans les cellules Wt et CARA. 

 

a) Caractérisation de la taille du locus RDN1 dans les cellules Wt et 

CARA 

Nous avons déterminé le nombre de copies d’ADNr présent dans les cellules Wt et 

CARA par la technique de Southern blot. L’ADN génomique extrait de cellules en phase 

exponentielle de croissance a été digéré par l’enzyme HindIII (qui clive entre chaque 

unité d’ADNr), et les différents fragments d’ADN ont été séparés par électrophorèse 

sur gel puis analysés par Southern blot avec deux sondes radioactives, l’une s’hybridant 

avec l’ADNr 35S et l’autre avec le gène Act1. Dans ces conditions, deux fragments 

d’ADN sont détectés : un fragment de 6,4KB révélé par la sonde ADNr 35S et un 

fragment de 3,9Kb révélé par la sonde Act1 (Figure 31, A). 

Pour pouvoir relier l’intensité des signaux obtenus par cette technique  à un nombre 

donné de copies d’ADNr, nous avons utilisé 3 souches de levure aimablement données par 

le Pr. Nomura (Université d’Irvine, USA) dont le nombre de copies d’ADNr est connu et 

fixe (le gène FOB1 qui intervient dans la régulation de l’expansion et de la contraction 

du locus RDN1 étant inactivé dans ces souches). 

Ces souches ont un locus RDN1 contenant respectivement 25, 40 et 190 copies d’ADNr 

et le rapport de l’intensité des bandes de 6,4Kb et de 3,9KB obtenu pour chacune des 

souches permet de tracer une courbe de calibration avec laquelle nous pourrons estimer 

le nombre de copies d’ADNr dans les souches Wt et CARA (Figure 31) 

Sur 3 expériences indépendantes de Southern blot, nos résultats montrent que le locus 

RDN1 dans les cellules CARA est environ 20% plus grand que dans les cellules Wt (157 
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copies en moyenne versus 128 copies). Il eut sans nul doute été préférable d’avoir une 

souche supplémentaire possédant un nombre de copies d’ADNr intermédiaire entre 40 

et 190 afin de pouvoir tracer une courbe de calibration plus précise, mais une telle 

souche n’existe pas. Quoi qu’il en soit, nos résultats sont reproductibles et présentent 

malgré cette restriction un bon degré de confiance. 
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Figure 32. Détermination du nombre de copies d’ADNr dans des cellules WT et CARA  
Les souches WT et CARA ainsi que les souches NOY1064, NOY886 et NOY1071 contenant 
respectivement 190, 40 et 25 copies d’ADNr sont cultivées en milieu YPD. L’ADN est ensuite 
extrait de cellules en phase exponentielle de croissance et après digestion avec l’enzyme HindIII 
un Southern Blot est réalisé avec les sondes ADNr et Act1. L’expérience est réalisée en 
triplicate (A) Cartographie d’une répétition d’ADNr et du gène Act1. Les gènes codants les 
ARNr 35S et 5S sont représentés par des rectangles gris et blanc respectivement. Les sondes 
d’hybridation utilisées lors de cette expérience ainsi que les sites de coupure par HindIII sont 
indiquées. (B) Autoradiographie obtenue après Sourthern blot avec les sondes ADNr et Act1. La 
position des bandes correspondant aux signaux de l’ADNr et du gène Act1 est indiquée par des 
flèches. (C) Représentation graphique du nombre de copies d’ADNr en fonction du rapport des 
signaux ADNr/ACT1. Les signaux ont été quantifiés par le logiciel ImageJ après 
autoradiographie des membranes (Typhon, GE Healthcare).  
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b) Détermination du ratio copies d’ADNr ouvertes/fermées dans 

les cellules Wt et CARA 

Ainsi que je l’ai mentionné dans l’Introduction de ce manuscrit, toutes les copies d’ADNr 

présentes dans une cellule ne sont pas accessibles à la machinerie de transcription Pol I. 

Elles peuvent en effet être dépourvues de nucléosomes (ouvertes) et donc accessibles à 

la machinerie de transcription Pol I, ou recouvertes de nucléosomes (fermées) et donc 

inactives. Une certaine ambiguïté règne dans la littérature entre les notions de copies 

ouvertes et de copies transcrites. Il est clair que pour être transcrite, une copie 

d’ADNr doit être ouverte, mais il n’est pas certain que dans des conditions 

physiologiques, toute copie ouverte est transcrite. C’est pourtant l’approximation que 

nous ferons. 

Les proportions relatives de copies ouvertes et fermées varient dans les cellules de 

levure en réponse aux conditions de milieux et de croissance cellulaire. Dans un milieu 

riche, en phase exponentielle de croissance, le pourcentage de gènes actifs est d’environ 

50% (Dammann et al., 1993). Notons au passage que cette observation, confirmée par de 

nombreux laboratoires, reste assez énigmatique : pourquoi en effet dans des conditions 

de croissance considérées comme optimales (et correspondant au temps de génération 

le plus court déterminé pour des cellules de levure) seule la moitié des copies d’ADNr 

pourrait-elle être transcrite ? 

Le pourcentage de copies ouvertes d’ADNr peut être déterminé par des expériences de 

pontage de la chromatine au psoralène. Le psoralène est un agent chimique intercalant 

qui peut pénétrer dans les cellules et se lier de façon covalente à l’ADN après 

irradiation aux ultraviolets. La fixation du psoralène sur l’ADN se produit 

préférentiellement sur les régions transcrites et donc dépourvues de nucléosomes 

(Conconi et al., 1989). Le profil de migration électrophorétique des fragments d’ADNr 

permet de distinguer les copies pontées au psoralène (donc ouvertes) des copies 

fermées car la liaison à cet agent intercalant ralentit la migration lors d’une 

électrophorèse sur gel d’agarose. 

Nous avons réalisé ces expériences de photopontage au psoralène dans des cellules Wt 

et CARA en phase exponentielle de croissance. Les conditions expérimentales sont très 
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délicates à mettre au point et je suis allée à Regensburg (Allemagne) dans le laboratoire 

du Pr H. Tschochner pour réaliser ces expériences avec l’aide du Dr. J. GriesenbecK.  

Les noyaux des cellules ont été incubés en présence de psoralène et irradiés aux 

ultaviolets. Après extraction puis digestion de l’ADN génomique avec EcoRI, un 

Southern blot a été réalisé avec une sonde radioactive spécifique de l’ADNr 35S qui 

s’hybride dans nos conditions avec un fragment d’ADNr de 1,9kb. Selon que la copie 

d’ADNr correspondant à ce fragment était ouverte ou fermée, ce dernier sera lié ou non 

lié au psoralène (Figure 32). Pour chacune des souches, deux bandes peuvent donc être 

observées : la bande de migration rapide (f-band) correspond aux molécules d’ADN 

fermées et la bande de migration ralentie (s-band) correspond aux molécules ouvertes 

accessibles au psoralène. 

Nos résultats expérimentaux ne sont pas optimaux. En effet, une résolution médiocre 

entre les « bandes f » et « s » a été observée, en particulier pour les fragments d’ADN 

issus des cellules CARA (Figure 32, B). Ce problème de résolution n’est pas lié à la 

préparation de nos échantillons puisque des expériences réalisées avec d’autres 

échantillons préalablement obtenus en Allemagne présentent le même défaut (données 

non montrées). Après quelques tentatives infructueuses en vue de résoudre ce problème 

technique, nous avons quand même analysé les gels obtenus. 

En l’absence de rapamycine, nous avons observé que dans les cellules CARA la proportion 

de « bande s » était plus faible que dans les cellules Wt, ce qui indique que la proportion 

de copies fermées est plus importante dans les cellules CARA que dans les cellules Wt 

(Figure 33). Notons que des observations identiques ont déjà été faites par H. 

Tschochner quand il a analysé d’autres souches mutantes de levure présentant une 

densité faible de Pol I sur les copies d’ADNr. 
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Figure 32. Analyse du pourcentage de copies d’ADNr ouvertes par des expériences de 
retard sur gel après pontage au psoralène. 
(A).Schéma de la méthode. Le psoralène est un agent chimique intercalant qui se lie de façon 
covalente à l’ADN après irradiation aux ultraviolets. La fixation du psoralène sur l’ADN se 
produit préférentiellement sur les régions transcrites et donc dépourvues de nucléosomes. 
L’ADN extrait des cellules est digéré par une enzyme de restriction et le profil de migration 
électrophorétique des fragments d’ADNr permet de distinguer les copies pontées au psoralène 
des copies fermées car la liaison à cet agent intercalant ralentit la migration sur gel d’agarose. 
Les ARN naissants sont représentés par des lignes vertes, les boîtes orange représentent les 
séquences terminatrices et les nucléosomes sont représentés par des ellipses bleu foncé. Selon 
Grummt I, Pikaard CS. 2003  
(B) Autoradiographie obtenue après Southern blot avec une sonde ADNr. Des cellules WT et 
CARA cultivées en milieu riche en l’absence ou en présence de rapamycine, ont été incubées en 
présence de psoralène et irradiées aux UV. L’ADN génomique a été digéré par EcoRI puis séparé 
par électrophorèse sur gel d’agarose à 1%. Les molécules d’ADN sont ensuite visualisées après 
hybridation avec la sonde ADNr. La position des bandes ouvertes (s-band) ou fermées (f-band) 
est indiquée par une flèche.  
 
L’analyse quantitative de ces données est évidemment plus délicate à réaliser, mais 

quelle que soit la façon dont les surfaces des différents pics sont calculées, on trouve 

une diminution du pourcentage de copies ouvertes dans les cellules CARA (par rapport au 

Wt) toujours comprise entre 25 et 50%. Si l’on considère que le locus RDN1 est environ 
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30% plus grand dans les cellules CARA que dans les cellules Wt, on peut en conclure que 

le nombre de copies d’ADNr 35S ouvertes dans les cellules CARA est soit équivalent à 

celui présent dans les cellules Wt, soit légèrement plus faible (jusqu’à environ 30%). 

 

 

 

Figure 33. Comparaison du pourcentage de copies d’ADNr ouvertes et fermées dans les 
cellules WT et CARA en l’absence de rapamycine  
Représentation graphique du pourcentage de copies d’ADNr ouvertes et fermées dans des 
cellules WT et CARA en l’absence de rapamycine. Les signaux ont été quantifiés avec le logiciel 
Multigauge (Fuifilm LifeSciences) 
 

 

Il est également possible d’estimer la proportion de copies d’ADNr transcrites par 

Miller spread. Dans cette méthode, tous les fragments d’ADNr assez longs pour 

contenir au moins trois unités contiguës d’ADNr ont été analysés. En l’absence de 

rapamycine, (t = 0 de la cinétique), des proportions similaires de copies d’ADNr 35S 

transcrites ont été obtenues pour les cellules Wt et CARA (81% et 80% 

respectivement). Il faut noter que cette technique a tendance à surestimer le 

pourcentage de gènes transcrits (Ann Beyer, communication personnelle), peut être à 

cause du fait que ces copies sont plus facilement détectables par cette méthode que les 

copies non transcrites. La comparaison entre deux souches de levure reste cependant 

pertinente et cette observation permet de compléter les résultats que nous avons 

obtenus après pontage au psoralène. 
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En conclusion, les données de pontage au psoralène obtenues en l’absence de 

rapamycine indiquent qu’il ne peut pas y avoir plus de copies ouvertes dans les 

cellules CARA que dans les cellules Wt. Ces observations ne sont pas antinomiques 

avec les données de Miller spread qui suggèrent que le nombre de copies d’ADNr 

35S transcrites dans les cellules CARA et dans les cellules Wt est comparable. 

Même s’il est difficile d’aller plus loin d’un point de vue quantitatif, ces résultats 

sont importants car ils démontrent que la densité plus faible de Pol I sur l’ADNr 

observée dans les cellules CARA ne résulte pas d’une simple redistribution des 

molécules d’enzyme sur un nombre plus important de gènes d’ADNr 35S accessibles. 

 

 

Remarque 1 

Nous avons également analysé par photopontage au psoralène l’évolution du pourcentage 

de copies d’ADNr ouvertes dans les cellules Wt et CARA pendant un traitement à la 

rapamycine. Dans les cellules Wt, la proportion de  « bande s » diminue au fur et à 

mesure du traitement (Figure 34, A) alors que dans les cellules CARA, aucun changement 

significatif des proportions des bandes s et f (lentes et rapides) n’est mis en évidence 

(Figure 34, B) Ces observations, ainsi que les données de ChIP et de Miller spread 

décrites précédemment confirment que la transcription Pol I dans les cellules CARA 

répond de façon tout à fait anormale à la rapamycine : même si un fort niveau de 

répression (comparable à celui observé dans les cellules Wt) est observé pour des temps 

de traitement longs, la fraction de copies d’ADNr ouvertes et le nombre de molécules 

présentes sur ces copies n’évoluent que très faiblement en présence de cette drogue. 
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Figure 34. Comparaison du pourcentage de copies d’ADNr ouvertes et fermées dans les 
cellules WT et CARA en l’absence de rapamycine et après quatre heures de traitement.  
Représentation graphique du pourcentage de copies d’ADNr ouvertes et fermées dans des 
cellules WT et CARA en l’absence de rapamycine et après quatre heures de traitement. Les 
signaux ont été quantifiés avec le logiciel Multigauge (Fuifilm LifeSciences) 
 

 

Remarque 2 

Les cellules CARA étant moins sensibles au traitement rapamycine, ces cellules 

montrent une légère diminution de la proportion de copies actives et de l’occupation de 

l’ADNr par la Pol I. Par contre, dans les cellules WT, La diminution de ces deux 

paramètres est beaucoup plus importante. Des études ont déjà montré que l’inhibition 

de la voie TOR (par un traitement de 30 minutes à la rapamycine) avait pour cible le 
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complexe Pol I-Rrn3, conduisant à la réduction du nombre de molécules de polymérases 

par gène mais pas à la réduction de la proportion de copies actives (Claypool et al., 

2004). La diminution de la proportion de copies actives observée dans les cellules WT 

ne va pas à l’encontre de cette observation car après 4 heures de traitement 

rapamycine, la densité de molécules de Pol I diminue grandement conduisant à 

l’observation d’un très petit nombre de gènes d’ADNr 35S avec des polymérases 

engagées en élongation.  

 

 

La première hypothèse que nous avions formulée pour expliquer la densité moindre de 

Pol I sur les copies d’ADNr n’étant pas vérifiée, nous avons décidé d’étudier le 

recrutement du complexe d’initiation de classe I sur l’ADNr 35S dans les cellules Wt et 

CARA. 

 

I-4-2) Analyse du recrutement des composants du complexe de pré-

initiation de classe I dans les cellules Wt et CARA 

 

Nous avons vu dans l’Introduction que lors d’un cycle de transcription, la Pol I est 

recrutée sur le promoteur de l’ADNr 35S par le complexe de pré-initiation (PIC). Ce 

complexe, formé des facteurs de transcription  CF, UAF et TBP (Figure 3, introduction), 

est stabilisé sur le promoteur bipartite de l’ADNr via des interactions avec l’ADN, et 

entre les différents partenaires protéiques qui le composent. Un défaut fonctionnel de 

ce complexe dans les cellules CARA pourrait expliquer une densité de polymérase I plus 

faible dans ces cellules par rapport aux cellules Wt, par exemple en recrutant moins 

efficacement la Pol I, ou en affectant l’étape d’échappement du promoteur. 

Ne disposant malheureusement pas de techniques permettant d’analyser le recrutement 

de la Pol I par le PIC, ni de disséquer les étapes élémentaires du cycle transcriptionnel 

in vivo, nous avons simplement réalisé des expériences de ChIP sur le CF et sur UAF 

dans des cellules Wt et CARA lors d’une cinétique de traitement à la rapamycine ou en 

l’absence de cette drogue, afin de voir un éventuel défaut d’assemblage du PIC sur le 

promoteur de l’ADNr. N’ayant pas à notre disposition d’anticorps dirigés contre des 
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sous-unités de ces deux complexes, nous avons étiqueté dans les deux souches la sous-

unité Rrn7 du CF et la sous-unité Rrn9 de UAF par une étiquette HA afin de pouvoir 

utiliser les anticorps 12CA5 dirigés contre cet épitope. 

En l’absence de rapamycine, et dans des cellules Wt ou CARA en phase exponentielle de 

croissance, nous observons que l’occupation du promoteur de l’ADNr 35S par UAF est 

trois fois plus importante dans les cellules Wt que dans les cellules CARA. Ce résultat 

doit être considéré avec prudence car nous avons obtenu un niveau de signal IP/input 

très faible pour cette expérience de ChIP. Ce niveau très bas témoigne 

vraisemblablement de la faible abondance du complexe UAF dans les cellules (moins de 

300 molécules par cellule) et/ou d’une interaction non directe entre Rrn9 et l’ADN. Il 

devra donc être confirmé par plusieurs expériences de ChIP indépendantes. 

Les données obtenues avec CF sont légèrement plus robustes et indiquent que 

l’occupation du promoteur de l’ADNr 35S par le CF est une fois et demi plus importante 

dans les cellules Wt que dans les cellules CARA. Là encore, des expériences 

supplémentaires sont requises pour confirmer ce résultat. 

Une possible diminution du recrutement du CF et de UAF sur le promoteur de l’ADNr 

35S dans les cellules CARA pourrait-elle être à l’origine de la différence d’occupation du 

locus RDN1 par la Pol I observée entre les souches Wt et CARA ? Oui, si l’on considère 

les données de façon globale (i.e. les résultats de ChIP) et non si l’on prend en compte 

l’analyse individuelle obtenue pour chaque copie d’ADNr transcrite (i.e. les données de 

Miller spread). En effet, si l’on considère individuellement chaque copie d’ADNr, il n’y a 

qu’une alternative : soit un PIC est assemblé sur le promoteur, soit il ne l’est pas. Les 

copies transcrites ayant obligatoirement un PIC, seules des variations de l’efficacité du 

recrutement de la Pol I et/ou des vitesses d’échappement du promoteur différentes 

pourraient expliquer les différences de densité d’enzyme par unité d’ADNr observées 

dans les cellules Wt et CARA. 

Si l’on s’intéresse maintenant à l’effet de la rapamycine sur les cellules Wt et CARA, 

nous constatons que l’occupation du promoteur de l’ADNr 35S par le facteur UAF ne 

varie pas significativement pendant le traitement (Figure 35). Ce résultat est en accord 

avec les données publiées par l’équipe de Nomura et obtenues après une heure de 

traitement à la rapamycine (Claypool et al., 2004). On peut d’ailleurs noter qu’il n’existe 
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aucune donnée publiée suggérant qu’une régulation de l’initiation de la transcription Pol I 

puisse être médiée par le complexe UAF. 

Parallèlement, une diminution sensible de l’occupation du promoteur de l’ADNr par le CF 

est observée dans les cellules WT en présence de rapamycine (jusqu’à 80% de 

diminution après 4 heures de traitement). Cette diminution est parfaitement 

comparable (tant quantitativement que d’un point de vue cinétique) à la diminution de 

l’occupation du promoteur de l’ADNr 35S par la Pol I (Figure 35). Ce résultat est 

attendu puisque l’ensemble des données obtenues quant au recrutement de la Pol I sur 

l’ADNr converge vers l’idée que la présence du CF sur le promoteur est requise pour 

recruter l’enzyme, mais qu’en l’absence de Pol I, ce facteur n’interagit pas de façon 

stable avec l’ADN. 

En ce qui concerne les cellules CARA, nous observons là encore une diminution de la 

densité de CF au fur et à mesure du traitement, mais cette diminution est beaucoup 

moins importante que dans les cellules Wt (jusqu’à 40% de diminution après 4 heures de 

traitement). Le parallélisme avec la variation d’occupation du promoteur de l’ADNr 35S 

par la Pol I est donc conservé dans cette souche. 
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Figure 35. Occupation du promoteur de l’ADN 35S par le Core factor et UAF dans les 
souches WT et CARA L’occupation du promoteur du gène de l’ADNr 35S est étudiée dans des 
cellules WT et CARA en l’absence ou lors d’une cinétique de traitement à la rapamycine par la 
méthode d’immunoprécipitation de la chromatine. L’étape d’immunoprécipitation a été réalisée 
avec des anticorps 12CA5 dirigés contre l’étiquette HA des sous-unités Rrn7 du core factor et  
Rrn9 de UAF (A) Représentation schématique de la position sur l’ADNr 35S du couple d’amorces 
utilisé pour l’étape d’amplification par PCR en temps réel: P: promoteur. (B) Quantification des 
signaux spécifiques détectés par PCR en temps réel pour le promoteur lors d’une cinétique de 
traitement à la rapamycine. 
 

Conclusions : 

Nous avons tenté d’expliquer pourquoi en l’absence de rapamycine, l’occupation moyenne 

par la Pol I des copies d’ADNr dans les cellules CARA est plus faible que dans les 

cellules Wt.  

Nous avons d’abord estimé le nombre de copies actives d’ADNr dans les cellules Wt et 

CARA. Les données obtenues indiquent qu’il ne peut pas y avoir plus de copies ouvertes 

dans les cellules CARA que dans les cellules Wt. Donc la densité plus faible de molécules 

de Pol I sur l’ADNr observée dans les cellules CARA ne résulte pas d’une simple 

redistribution des molécules d’enzyme sur un nombre plus important de gènes d’ADNr 

35S accessibles. 

Ensuite nous avons testé notre deuxième hypothèse portant sur le recrutement du 

complexe d’initiation dans les cellules WT et CARA. Comme nous l’avons déjà mentionné, 

l’étude du recrutement des composants du PIC ne peut pas expliquer les observations 

faites dans les cellules WT et CARA en l’absence de rapamycine,  seules des variations 

de l’efficacité du recrutement de la Pol I et/ou des vitesses d’échappement du 



 92 

promoteur différentes pourraient expliquer les différences de densité d’enzyme par 

unité d’ADNr observées dans les cellules Wt et CARA. 

Finalement, nous avons voulu étudier les propriétés mécanistiques des Pol I WT et CARA 

en espérant que celles-ci pourraient nous éclairer sur la différence d’occupation 

moyenne par la Pol I des copies d’ADNr observée en absence de rapamycine entre les 

deux souches. Cette étude fait l’objet la partie suivante.   

 

II) Analyse mécanistique de la transcription Pol I 

 II-1) Généralités et problématique 
 
Ainsi que nous l’avons indiqué dans l’Introduction, un cycle transcriptionnel peut être 

décomposé schématiquement en 3 étapes majeures : 

1) L’initiation de la transcription au cours de laquelle l’ARN polymérase est recrutée sur 

le promoteur d’un gène pour former avec les facteurs généraux qui lui sont associés le 

complexe d’initiation de la transcription. 

2) L’élongation de la transcription au cours de laquelle le transcrit est synthétisé de 

manière processive (mais non monotone). 

Remarque : entre les étapes d’initiation et d’élongation de la transcription existe une 

étape complexe et finalement assez mal définie, appelée échappement du promoteur (ou 

« promoter escape »). Elle regroupe un ensemble d’évènements moléculaires incluant la 

rupture des interactions de l’ARN polymérase avec les facteurs de transcription 

généraux qui restent liés au promoteur et la synthèse des premières liaisons 

phosphodiesters avant la première translocation du site actif. Cette étape est 

probablement déterminante quant au devenir immédiat de l’ARN polymérase (équilibre 

entre initiation abortive et entrée en élongation processive). 

3) La terminaison de la transcription induisant la pause du complexe ternaire ARN 

polymérase-ARN-ADN sur le terminateur puis sa dissociation. 

 

D’un point de vue théorique, et selon l’étape cinétiquement limitante du cycle 

transcriptionnel, des vitesses différentes de recrutement de la Pol I, d’échappement du 

promoteur et/ou d’élongation processive entre les cellules Wt et CARA pourraient 

conduire à des densités d’enzyme non identiques sur l’ADNr. Il est par ailleurs 
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vraisemblable que l’étape limitante (cinétiquement parlant) du cycle transcriptionnel 

puisse être différente dans les cellules Wt et CARA. Plusieurs données suggèrent en 

effet que dans des conditions standard de croissance, le niveau de complexe Pol I- Rrn3 

est limitant pour la transcription Pol I dans les cellules Wt (Milkereit and Tschochner, 

1998). Dans les cellules CARA, toutes les molécules de Pol I sont associées de façon 

covalente au facteur Rrn3 et forment un complexe Pol I- Rrn3 constitutivement actif et 

extrêmement abondant dans la cellule. Une analyse mécanistique complète nécessiterait 

donc la détermination des vitesses apparentes de toutes les étapes du cycle 

transcriptionnel pour les Pol I Wt et CARA, ce qui est techniquement impossible. 

Dans la suite de cette partie, nous nous sommes concentrés sur la détermination in vitro 

de la vitesse d’élongation des Pol I Wt et CARA, et ce pour répondre à un double 

objectif : 

i) d’une part, cette étude devrait permettre d’obtenir des informations intéressantes 

quant aux conséquences de la non dissociation du complexe Pol I- Rrn3 sur l’élongation 

de la transcription (rappelons à ce propos que dans des conditions physiologiques, ce 

complexe se dissocie au moment ou peu après l’entrée en élongation processive). 

ii) d’autre part, elle permettra de préciser si des vitesses d’élongation différentes des 

Pol I Wt et CARA peuvent participer à la différence de densité d’enzyme sur les unités 

d’ADNr observée en l’absence de rapamycine. 

 

Notons enfin que cette étude permettra de documenter un aspect peu étudié de la 

transcription Pol I, puisqu’à ce jour, peu de données mécanistiques relatives à cette 

enzyme sont disponibles. 

 

II-2) Rappel sur le système de transcription spécifique Pol I in vitro  
 

Il est possible de tester in vitro l’activité de transcription spécifique de la machinerie 

de classe I. On appelle système de transcription spécifique, un système qui permet la 

reconnaissance de la séquence promotrice d’un gène in vitro. Rappelons que les ARN Pol 

seules ne reconnaissent pas ces signaux et qu’il faut pour cela leur adjoindre des 

protéines appelées facteurs généraux de transcription. Pour la transcription de classe I 
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chez la levure, les facteurs de transcription de classe I associés (CF, UAF-TBP, Rrn3,….) 

sont requis.  

Idéalement, un tel système est constitué par la Pol et les facteurs de transcription 

purifiés. Le laboratoire du Pr. Nomura a mis au point un tel système pour la transcription 

de l’unité d’ADNr de levure, mais son efficacité est extrèmement réduite (Keener et al., 

1998). Nous ne savons pas si cette faible activité est liée à l’absence d’un composant 

(améliorant l’efficacité de transcription) ou à une purification non optimale des facteurs 

utilisés (conduisant par exemple à une inactivation partielle d’un ou de plusieurs 

composants) reste une question ouverte. 

Le laboratoire dispose actuellement d’un système plus efficace mais plus rudimentaire 

composé d’un extrait protéique de levure (fraction PA600) obtenu après une seule étape 

de purification par chromatographie (Figure 36). (Milkereit and Tschochner, 1998). 

Cette fraction protéique, assez peu purifiée, est suffisante pour permettre la 

transcription spécifique in vitro d’une matrice d’ADN spécifique. Elle contient 

évidemment tous les facteurs de transcription de classe I caractérisés à ce jour (CF, 

UAF, TBP, complexe Pol I-Rrn3) et un grand nombre d’autres protéines, parmi lesquelles 

certaines pourraient participer à la transcription Pol I. 

La matrice utilisée dans les tests de transcription in vitro est le plasmide YepSIRT 

(Musters et al., 1989). Ce plasmide porte une unité d’ADNr 35S dont une grande partie 

de la partie transcrite a été enlevée. In vitro, un transcrit spécifique de 681 nucléotides 

est obtenu lorsque le plasmide YepSIRT est incubé en présence de PA600. 
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Figure 36. Fraction PA600 et matrice YepSIRT utilisés lors d’un test de transcription 
spécifique in vitro. 
(A) Protocole de purification de la fraction PA600 utilisée dans le test de transcription Pol I 
spécifique in vitro (Milkereit et al. 1998). 
(B) Représentation schématique d’une unité d’ADNr et de la matrice YepSIRT. L’ADNr 5S et 
l’ADNr 35S sont représentés respectivement par des rectangles bleu et rouge. Le promoteur par 
une boîte orange. Le plasmide YepSIRT porte une unité d’ADNr dans laquelle une grande partie 
de la région transcrite par la Pol I est remplacée par une courte séquence divergente (en gris sur 
la figure) 
 

Dans des conditions standard de transcription, le plasmide YepSIRT est incubé en 

présence de la fraction PA600 et des 4 nucléotides triphosphates (incluant l’α-32P-UTP) 

pendant 20 minutes. Après arrêt de la réaction, les ARN néosynthétisés sont précipités 

et séparés par électrophorèse sur gel de polyacrylamide en conditions dénaturantes (6% 

acrylamide, 7M urée), puis révélés par autoradiographie. Ces conditions expérimentales 

ne permettent cependant pas d’appréhender la vitesse d’élongation de la transcription. 
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Pour ce faire, nous avons utilisé une stratégie dérivée de celle mise en place pour 

l’analyse mécanistique de la transcription Pol III.  

 

II-3) Stratégie utilisée pour l’étude de la vitesse d’élongation 
 
Nous avons utilisé une matrice d’ADNr modifiée dans laquelle la séquence initialement 

transcrite ne comporte aucun G (casette sans G). Lorsqu’une telle matrice est transcrite 

en présence de 3 XTP (i.e. en l’absence de GTP), un transcrit correspondant à la taille de 

la cassette sans G est synthétisé et le complexe ternaire ADN/ARN Pol/ARN reste 

bloqué en élongation.. Cette réaction est faite en présence d’α32P-UTP. Le complexe 

d’élongation est ensuite purifié par chromatographie sur colonne de perméation et mis 

en présence des 4 XTP non radioactifs. Une cinétique de transcription est alors 

réalisée. Seul l’ARN synthétisé en présence des 3 XTP étant marqué, il est possible de 

déterminer la vitesse à laquelle il est allongé jusqu’au terminateur de la matrice. Si 

l’ARN polymérase réalise plusieurs cycles de transcription au cours de cette cinétique, 

seul le transcrit synthétisé pendant le premier cycle de transcription sera détecté par 

autoradiographie, les ARN issus des cycles suivants n’étant pas radioactifs. 

 

Nous avons dans un premier temps construit un mini-gène d’ADNr possédant une 

cassette sans G à partir du plasmide YepSIRT. Après digestion avec l’enzyme SacI, un 

fragment de 3,6KB contenant le mini gène d’ADNr a été inséré au site de clonage 

multiple du plasmide pRS316. Le plasmide YepSIRT étant de relativement grande taille 

(12,5Kb) et ne connaissant pas sa séquence, il était plus facile pour nous d’avoir un 

nouveau plasmide de taille inférieure (8,5kb) afin de faciliter les expériences de 

mutagenèse. 

La séquence codante des 23 premiers nucléotides après le site d’initiation de la 

transcription du mini- gène d’ADNr 35S est la suivante :  

 

  ATGCGAAAGCAGTTGAAGACAAGTTCG      

 +1    +23 

 



 97 

Les 6 premiers G de cette séquence (positions 3, 5, 9, 12, 15 et 18, en rouge ci-dessus) 

ont été mutés (en A et en C) afin d’obtenir une cassette sans G de 22 nucléotides. Après 

plusieurs essais de mutagenèse infructueux, nous avons finalement réussi à obtenir la 

version mutée de notre matrice grâce à deux PCR successives . 

La première PCR est réalisée avec un couple d’amorces (dites externes) s’hybridant avec 

le plasmide pRS316 et un autre couple d’amorces s’hybridant avec la séquence du 35S à 

muter. Par cette étape nous obtenons deux fragments d’ADN ayant une séquence 

chevauchante (au niveau de la séquence mutée). La deuxième étape consiste à mélanger 

ces deux fragments et à les amplifier en utilisant les amorces externes. Le produit de 

cette PCR est ensuite digéré par l’enzyme SacI et cloné dans le plasmide pRS316. 

Nous avons vérifié par digestion et par séquençage que les 6 premiers G de la séquence 

avaient bien été mutés. 

 

Nous avons ensuite testé la transcription in vitro de la matrice mutée. Dans un premier 

temps, une transcription a été réalisée dans des conditions standard (i.e. en présence 

des 4XTP). Comme attendu, un ARN spécifique de 681 nucléotides est synthétisé dans 

ces conditions, de taille identique à celui obtenu à partir de la matrice non mutée (Figure 

37). On peut cependant noter qu’en partant de la même quantité de matrice et de 

PA600, l’intensité du signal obtenu avec la matrice mutée est légèrement plus faible 

(Figure 37). Cette observation traduit vraisemblablement le fait que la séquence CORE 

du promoteur qui s’étend au-delà du +1 de la transcription (jusqu’à la position +8) et 

inclut des nucléotides que nous avons modifiés. Il a été montré en effet que des 

mutations de l’élément CORE se traduisent par une baisse de l’activité du promoteur 

(Musters et al., 1989). 
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Figure 37. Comparaison de l’efficacité de transcription spécifique in vitro de la matrice 
YepSirt et de la matrice mutée (contenant une cassette sans G de 22 nucléotides) par la 
Pol I. La matrice est incubée en présence de PA600 et des 4 XTPs (ATP, CTP GTP 200 uM, UTP 
10 uM) et d’UTP marqué pendant 20 minutes à 25°C. Les ARN synthétisés sont précipités et 
séparés par électrophorèse sur un gel de polyacrylamide en conditions dénaturantes (6% 
polyacrylamide, 7M Urée) puis autoradiographiés. La position du transcrit complet est indiquée. 
 

Nous avons ensuite testé la transcription de la matrice mutée en présence d’ATP, d’UTP 

et de CTP. Dans ces conditions, la Pol I devrait s’arrêter en élongation après la synthèse 

d’un 22 mer. Nous avons d’abord réalisé cette transcription dans les conditions standard 

(hormis l’absence de GTP) utilisées pour la synthèse du transcrit total (incubation de la 

matrice en présence du PA600 et des nucléotides pendant 30 minutes à 25°C), mais nous 

n’avons pas réussi à détecter de signal. Bien que décevant, ce résultat n’est pas très 

surprenant car le traceur radioactif est l’UTP et le 22 mer ne contient que 3 U alors que 

le transcrit complet en contient environ 190. La faible intensité attendue du signal 

spécifique en présence de 3 XTP nous a conduit à essayer d’optimiser les conditions de 

transcription. Nous avons en particulier rajouté au protocole décrit par Milkereit et col. 

une étape de pré-incubation de la matrice avec la fraction PA600 préalablement à l’ajout 

des nucléotides. 

L’ajout de cette étape de pré-incubation nous a permis d’augmenter sensiblement le 

niveau de transcription en présence de 4 XTP. Nous avons retenu pour notre protocole 

un temps de pré-incubation de 3 heures, qui conduisait au signal le plus fort parmi les 

différents temps que nous avons testés.  

Ces nouvelles conditions expérimentales nous ont permis d’obtenir un signal spécifique 

de la taille attendue (22 mer) quand la matrice mutée est transcrite en présence de 3 

XTP (Figure 38). On constate cependant la présence de plusieurs transcrits de taille 

légèrement supérieure (Figure 38). Deux hypothèses simples pourraient permettre 

d’expliquer ce résultat : 
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i) soit le site d’initiation de la transcription n’est pas unique dans ces conditions 

expérimentales 

ii) soit la présence d’un seul G à la position +22 n’est pas suffisante pour bloquer 

efficacement les complexes ternaires en élongation en l’absence de GTP 

Afin de déterminer l’hypothèse correcte, nous avons réalisé la transcription de la 

matrice mutée en présence des 3 XTP et de 3’-O-Me-GTP. Cet analogue du GTP est 

efficacement incorporé par la polymérase dans l’ARN néosynthétisé, mais n’autorise plus 

l’élongation du transcrit à cause du groupement méthoxy en 3’. Dans ces conditions, nous 

observons la synthèse d’un transcrit unique de 23 nucléotides (Figure 38, puits 2). Ce 

résultat indique que conformément à ce qui a été décrit pour la transcription de l’ADNr 

35S in vivo (Musters et al., 1989), le choix du +1 de la transcription est homogène dans 

nos conditions expérimentales. 

 

 
Figure 38. Transcription in vitro de la matrice contenant une cassette sans G.  
(A) Représentation schématique de la matrice mutée. Les 22 premiers nucléotides de la 
séquence codante du gène ne contiennent pas de G (bloc bleu). La transcription spécifique de 
cette matrice en absence de GTP génère un transcrit de 22 nucléotides et en présence des 4 
XTP un transcrit total de 681 nucléotides. (B) Transcription de la matrice mutée en absence de 
GTP (22mer) et quand le 3’-Ome-GTP est rajouté dans le milieu réactionnel, celui ci est incorporé 
à l’ARN en position + 23, empêchant la poursuite de la synthèse de l’ARN, car cet analogue de 
base porte en 3’ un groupement méthyl qui ne peut participer à une liaison phosphodiester. 
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L’ensemble de ces données indique donc que la présence d’un seul G n’est pas suffisante 

pour bloquer de façon totalement efficace les complexes d’élongation de classe I. 

 

Remarque : Ce résultat n’est finalement pas totalement surprenant. Des études 

similaires ont en effet été réalisées au laboratoire pour le système de transcription de 

classe III en utilisant le gène de l’ARNT Sup4 comme matrice. La séquence codante Wt 

de ce gène ne comprend pas de G jusqu’au nucléotide +18, un second G étant également 

présent en position +19. Lorsque cette matrice est transcrite en l’absence de GTP, on 

observe la synthèse d’un transcrit de 17 nucléotides, démontrant que la présence des 

deux G en positions +18 et +19 est suffisante pour bloquer efficacement les complexes 

d’élongation. Par contre, si l’on modifie la séquence de ce gène en remplaçant la 

guanosine en position +19 par une cytosine, on observe la synthèse de transcrits d’une 

taille supérieure à 17 nucléotides (Emilie Landrieux, communication personnelle et Figure 

39). Ainsi, la présence d’un seul G s’avère là encore insuffisante pour bloquer 

quantitativement les complexes d’élongation de classe III. 

On aurait pu imaginer que les Pol I et III, qui synthétisent in vivo des ARNs de taille 

très différente (respectivement près de 7 kB et 100 nucléotides en moyenne), 

présentent des propriétés de fidélité transcriptionnelle non équivalentes. Nos résultats 

suggèrent que cela n’est pas le cas. Il faudrait cependant réaliser des études beaucoup 

plus précises pour étayer cette conclusion. A cet égard, j’ai participé pendant ma thèse 

à l’analyse quantitative de la fidélité de la transcription Pol III (voir annexe 1), mais je 

n’ai pas eu la possibilité de réaliser une analyse similaire de la transcription Pol I, cette 

étude nécessitant la mise au point d’un système efficace de transcription spécifique 

totalement reconstitué (i. e. à partir de tous les composants impliqués purifiés). 
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Figure 39. Transcription des matrices SUP4 et SUP4 mutée par la Pol III. 
(A) La matrice SUP4 mutée diffère de la séquence sauvage par le remplacement de la guanosine 
en position +19 par une cytosine. (B) Transcription spécifique in vitro par la Pol III en l’absence 
de GTP. Les ARNs sont séparés par électrophorèse sur gel de polyacrylamide en conditions 
dénaturantes (6% acrylamide, 7M urée) puis autoradiographiés. Les transcrits sont identifiés 
grâce à la séquence de l’allèle muté.. 
 

 

L’arrêt de tous les complexes d’élongation de classe I à l’extrémité de la cassette sans 

G étant requis pour l’analyse mécanistique que nous souhaitons effectuer, nous avons 

construit une nouvelle matrice mutée à partir de la matrice précédente en insérant 2 

guanosines aux positions + 24 et +25. Ainsi, après la cassette sans G (position +1 à +22), 

on trouve trois G successifs aux positions +23, +24 et +25. Après transcription de cette 

matrice en absence de GTP, nous obtenons bien un seul transcrit de la taille attendue 

(Figure 40), indiquant que cette nouvelle matrice mutée (appelée ultérieurement p22) 
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est efficace pour le blocage quantitatif à la position +22 des complexes ternaires 

d’élongation. 

 

 
Figure 40. Transcription spécifique in vitro des matrices 1G et 3G par la Pol I.  
La transcription des matrices 1G et 3G est réalisée en l’absence de GTP (1) ou en présence de 3’-
OMe-GTP (2). Les ARN sont séparés par électrophorèse sur un gel de polyacrylamide en 
conditions dénaturantes (15% polyacrylamide, 7M Urée) puis autoradiographiés. La position des 
transcrits 22 et 23 mer est indiquée. 
 
 

II-4) Les complexes ternaires de classe I bloqués en élongation restent 
compétents pour la transcription 

 

Il est ensuite nécessaire de vérifier que les complexes ternaires de classe I bloqués en 

élongation à la position +22 restent compétents pour la transcription quand le GTP est 

rajouté au milieu réactionnel. Des expériences préliminaires suggèrent que c’est le cas 

puisque quand la transcription est d’abord réalisée en présence de 3 XTP (synthèse du 

22 mer) et qu’après 5 minutes de réaction, le GTP est ajouté, nous n’observons pas la 

présence du 22 mer (données non montrées). Ces conditions expérimentales ne sont 

cependant pas adaptées pour la mesure de la vitesse d’élongation. Pour ce faire, deux 

stratégies sont envisageables : 

i) Les complexes ternaires  bloqués en position +22 sont purifiés par 

chromatographie de perméation afin d’éliminer les nucléotides radioactifs, 
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puis incubés en présence des 4 nucléotides froids pour permettre la reprise 

de l’élongation. 

ii) L’autre méthode ne comporte pas d’étape de purification des complexes 

ternaires. L’UTP radioactif (1µM) est donc toujours présent dans le milieu 

réactionnel et il suffit de rajouter les quatre nucléotides à la réaction après 

formation des complexes ternaires en ajoutant un très large excès d’UTP 

froid (1,8mM). Cet excès d’UTP froid va permettre de diluer fortement l’UTP 

marqué, et si l’on considère que l’on a environ 50 fois plus de U dans le 

transcrit total que dans le 22 mer, la radioactivité incorporée pendant la 

reprise en élongation représentera moins de 3% de la radioactivité 

préalablement incorporée dans le 22 mer. On peut donc négliger cette 

incorporation et suivre uniquement le signal engendré par l’élongation du 22 

mer.  

 

Nous avons réalisé des expériences préliminaires qui ont démontré qu’il était possible de 

purifier par chromatographie de perméation les complexes ternaires de classe I bloqués 

sur la matrice en position +22. Cependant, cette méthode engendre une perte de 

matériel d’autant plus considérable que la quantité de complexes initialement formés est 

faible. Les conditions de transcription Pol I in vitro, même après optimisation, génèrent 

un signal spécifique d’une intensité bien plus faible que ce qui est observé par exemple 

pour la transcription Pol III. De fait, après l’étape de chromatographie, la quantité de 

complexes ternaires de classe I purifiés reste trop faible pour autoriser des analyses 

quantitatives subséquentes. 

Faute d’avoir le temps de mettre au point un système de transcription plus efficace, 

nous nous sommes tournés vers la seconde stratégie décrite ci-dessus. Cette approche 

est certes moins rigoureuse, mais elle permet néanmoins de suivre la reprise de 

l’élongation du 22 mer dans des conditions satisfaisantes. 

 

Les fractions PA600 Wt et CARA ont donc été incubées en présence de la matrice 

pendant 3 heures à 25 °C, puis l’ATP (200µM), le CTP (200µM) et l’UTP marqué (1µM) 

ont été ajoutés pour permettre la formation du 22 mer. Après 5 minutes de réaction, 
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les 4 nucléotides froids (ATP, CTP, GTP 600µM et UTP 1,8mM) sont rajoutés et des 

aliquotes sont prélevées à différents temps (0, 15, 45, 60 et 90 secondes). Les 

échantillons sont séparés en deux lots et les ARNs sont séparés par électrophorèse sur 

gel de polyacrylamide 6%, 7M urée pour le transcrit complet, et sur un gel à 15% de 

polyacrylamide, 7M urée pour le 22 mer. Après électrophorèse, les ARNs marqués sont 

visualisés par autoradiographie et  quantifiés . 

 

Les résultats obtenus montrent que les complexes ternaires de classe I Wt ou 

CARA bloqués en position + 22 par omission d’un nucléotide sont compétents pour la 

reprise de l’élongation (Figure 41).  

 

 

 

Figure 41. Expérience de reprise en élongation de complexes ternaires bloqués en position 
+22.  (A) Schéma de l’expérience de reprise de l’élongation. La matrice p22 (3G) est incubée en 
présence du PA600 pendant 3h à 25°C préalablement à l’ajout de l’ATP, du CTP et de l’UTP 
marqué et après 10 minutes de synthèse du 22 mer les 4 XTP sont ajoutés (ATP, CTP et GTP 600 
uM et UTP 1,8mM). Puis des aliquots sont prélevés aux différents temps de la cinétique. (B) Les 
ARN sont séparés par électrophorèse sur un gel de polyacrylamide en conditions dénaturantes 
(15% polyacrylamide, 7M Urée) pour le 22 mer et (6% polyacrylamide, 7M Urée) pour le transcrit 
total, puis autoradiographiés. La position du transcrit complet et du 22 est indiquée. 
 

On peut par ailleurs noter que la totalité des 22 mer synthétisés en l’absence de GTP 

sont allongés quand ce nucléotide est rajouté au milieu réactionnel. Nous n’avons jamais 

observé ce résultat quand des expériences similaires ont été réalisées avec la Pol III 

(on observe toujours une proportion plus ou moins importante de transcrits synthétisés 

en 3 XTP qui ne peut pas être allongée).  
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II-5) In vitro, la vitesse d’élongation de la Pol I Wt est plus rapide que 
celle de la Pol I CARA  
 

La vitesse à laquelle apparaît le produit final est la résultante de la vitesse à 

laquelle la polymérase part de la position +22 et de sa vitesse d’élongation. Pour évaluer 

cette vitesse d’élongation, nous avons étudié à la fois la cinétique d’apparition du produit 

final et la vitesse de disparition du 22 mer. 

 

II-5-1) Etude des vitesses d’apparition du transcrit total 

 

Pour comparer les vitesses d’apparition du transcrit complet des Pol I WT et CARA, 

nous avons étudié la cinétique d’élongation du 22 mer en transcrit complet. Ces 

expériences sont réalisées à partir de quantités de PA600 Wt et CARA permettant une 

synthèse équivalente de 22 mer (i.e. même nombre de complexes ternaires) lorsque la 

réaction est réalisée en absence de GTP afin de pouvoir comparer de façon qualitative 

et quantitative les résultats obtenus. 

 

Les PA600 Wt et CARA ont donc été incubés en présence de la matrice pendant 3 

heures à 25 °C, puis l’ATP (200µM), le CTP (200µM) et l’UTP marqué (1µM) ont été 

ajoutés pour permettre la formation du 22 mer. Après 5 minutes de réaction, les 4 

nucléotides froids (ATP, CTP et GTP 600µM, et l’UTP à 1,8mM) sont rajoutés et des 

aliquotes sont prélevées à différents temps (0, 15, 30, 45, 60, 120, 300, 420 et 600 

secondes). Les échantillons prélevés sont séparés en deux et soumis à une 

électrophorèse en condition dénaturante (gel de polyacrylamide 6%, 7M urée pour 

analyser le transcrit complet, et gel polyacrylamide 15%, 7M urée pour analyser le 22 

mer). 

Comme lors de l’étude de reprise de l’élongation (Figure 41), nos résultats montrent que 

pour les deux PA600 étudiés, le 22 mer n’est plus observable dès le premier temps de la 

cinétique (t = 15s). En ce qui concerne l’apparition du transcrit complet, nous observons 

pour les Pol I Wt et CARA un temps de latence avant l’apparition du signal qui 

correspond au temps que met la polymérase pour passer de la position +22 à la position 
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+681 (synthèse de 659 liaisons phosphodiesters). Les données bibliographiques indiquent 

que les ARN polymérases ADN-dépendantes incorporent environ 40 à 50 nucléotides par 

secondes. Si l’on admet qu’une Pol I quitte la position +22 dès que le GTP est rajouté au 

milieu, il lui faudra environs 15 secondes pour atteindre le terminateur du mini ADNr.  

 

 

Figure 42. Comparaison de la vitesse d’élongation du 22 mer par la Pol I WT et la Pol I 
CARA (A) La matrice p22 (3G) est incubée en présence du PA600 WT ou CARA pendant 3h à 
25°C préalablement à l’ajout de l’ATP, du CTP et de l’UTP marqué. Après 5 minutes de synthèse , 
les 4 XTP sont ajoutés (ATP, CTP et GTP 600 uM et UTP 1,8mM). puis des aliquotes sont 
prélevées aux temps indiqués. Les ARN sont séparés par électrophorèse sur gel de 
polyacrylamide en conditions dénaturantes (6% polyacrylamide, 7M Urée), puis 
autoradiographiés. La position du transcrit complet est indiquée. (B) Représentation graphique 
des cinétiques d’élongation du 22 mer en fonction du temps présentées en A. 
 

Nos résultats montrent que la vitesse d’apparition du transcrit complet est 

sensiblement plus rapide pour la Pol I Wt que pour la Pol I CARA (Figure 42). 

Deux hypothèses pourraient expliquer ces observations : 

i) La Pol I CARA possède une vitesse d’élongation plus lente que la Pol I Wt 

ii) Les complexes ternaires contenant la Pol I CARA et bloqués en position +22 

sont capables de reprendre moins efficacement l’élongation du transcrit en 

présence de GTP que ceux contenant la Pol I Wt  

Ces deux hypothèses ne sont évidemment pas mutuellement exclusives et l’on peut 

également imaginer que la Pol I CARA présente ces deux types de défaut. 
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Afin de clarifier la situation, nous avons dans un premier temps comparé les vitesses 

auxquelles les complexes ternaires Wt et CARA bloqués en position + 22 étaient 

capables de reprendre l’élongation processive après l’ajout de GTP.  

 

II-5-2) Estimation de la vitesse de départ de la position + 22 par les 

Pol I Wt et CARA 

 

Une analyse précise de ces vitesses nécessiterait un système où la matrice transcrite 

serait modifiée d’une façon telle qu’après purification des complexes ternaires bloqués 

en position +22, l’on puisse mesurer les vitesses d’incorporation de 1, puis de 2 et enfin 

de 3 XTP (étude par « marche sur l’ADN » ou « DNA walking »). Pour les raisons 

explicitées précédemment, une telle étude est pour l’instant inenvisageable. Nous 

sommes donc contraints de faire une approximation et de considérer qu’elle est 

équivalente à la vitesse de disparition du 22 mer quand le GTP est ajouté. Cette vitesse 

n’est cependant pas accessible dans les conditions expérimentales utilisées jusqu’à 

présent puisque le 22 mer disparaît beaucoup trop rapidement pour pouvoir mesurer une 

constante de vitesse apparente (dès 10 secondes de cinétique après ajout des 

nucléotides froids, le 22 mer a totalement disparu). Il fallait donc trouver un moyen 

pour ralentir la réaction. Une problématique similaire relative à l’analyse mécanistique de 

la transcription Pol III avait été résolue au laboratoire en diminuant la température à 

laquelle l’expérience était réalisée de 25°C à 16°C (Alic et al., 2007). 

 

Nous avons testé l’effet d’une diminution de la température sur la vitesse d’élongation 

du 22 mer par la Pol I. La synthèse du 22 mer (3 XTP) a été réalisée selon le protocole 

habituel à 25°C puis la réaction a été transférée dans un bloc réfrigéré à 16°C et après 

équilibration de la température, les 4 XTP ont été rajoutés. L’analyse des aliquots 

prélevés aux différents temps de la cinétique montre que le signal du 22 mer n’est plus 

observable dès le premier prélèvement (10 secondes). Nous avons donc décidé d’étudier 

la réaction à 4°C mais de façon surprenante, les résultats obtenus ont été les mêmes 

qu’à 25°C ou 16°C.  
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Remarque : Ces expériences ont été réalisées avec un PA600 CARA en considérant que 

la Pol I CARA était plus lente que la Pol I Wt (d’après les données obtenues pour l’étude 

des vitesses d’apparition du transcrit total).  

 

A défaut de résoudre notre problème, ces expériences suggèrent que la vitesse 

d’élongation in vitro de la Pol I est beaucoup plus élevée que celle de la Pol III et/ou que 

les vitesses d’élongation de ces deux enzymes répondent différemment à la 

température.  

 

La diminution de la température de réaction n’ayant pas d’effet apparent sur la vitesse 

d’élongation de la Pol I, nous avons dans un second temps modifié un autre paramètre : la 

concentration en GTP puisque ce nucléotide est le premier à être incorporé lors de 

l’élongation du 22 mer. Nous avons mesuré l’effet de différentes concentrations de GTP 

(6µM, 600nM, 60nM et 6nM) sur la vitesse de disparition du 22 mer et ce n’est qu’à 6 

nM que nous avons observé une cinétique de disparition du 22 mer suffisamment lente 

pour pouvoir mesurer une constante de vitesse apparente (Figure 43). 

 

Pendant la période où nous avons étudié l’effet de la température et de la concentration 

en GTP sur la vitesse de disparition du 22 mer, nous avons été amenés à construire une 

nouvelle matrice contenant une cassette sans G plus longue et dont la transcription en 

l’absence de GTP aboutit à la formation d’un 60 mer (le but de cette construction sera 

expliqué dans le paragraphe II-5-4). Nous avons préféré étudier la cinétique de 

disparition du 60 mer à 6 nM plutôt que celle du 22 mer pour deux raisons : 

i) Le signal du 60 mer se situe assez haut dans le gel et n’est donc pas affecté 

par le bruit de fond permettant ainsi une quantification plus exacte. 

ii) L’intensité du signal généré par le 60 mer est plus forte que le signal du 22 

mer qui comprend quatre fois moins d’uracil dans sa séquence. Ce qui facilite 

ainsi la quantification.  

 

Les résultats obtenus avec cette matrice montrent qu’en présence de 6 nM de GTP, le 

60 mer disparaît environ 1,5 fois plus rapidement lorsque la réaction d’élongation est 
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catalysée par la Pol I Wt (Figure 43). Cette différence est somme toute assez modeste. 

Elle est observée à une concentration limitante de GTP et il est difficile de savoir 

comment elle évoluerait en présence d’une concentration saturante de ce nucléotide. 

 

Remarque : Rappelons que les expériences d’élongation du 22 mer (voir Figure 41) sont 

réalisées en présence de 600 µM de GTP, concentration que nous avons démontrée 

comme étant saturante pour la Pol III (Alic et al., 2007). Il est donc tentant de 

spéculer que c’est également le cas pour la Pol I. 

Avant d’essayer de conclure si la vitesse de reprise en élongation processive des 

complexes ternaires bloqués à la position +22 (ou +60) peut ou non influencer de façon 

significative la vitesse d’apparition du transcrit total (i.e. « full-length »), nous avons 

quantifié les cinétiques d’élongation du 22 mer par les Pol I Wt et CARA en présence de 

4 XTP. 

 

 

 

Figure 43. La Pol I WT quitte plus rapidement le site de blocage des complexes ternaires 
que la Pol I CARA (A) La matrice p60 est incubée en présence de PA600 WT ou CARA pendant 
3h à 25°C préalablement à l’ajout de l’ATP, du CTP et de l’UTP marqué. Après 5 minutes de 
synthèse, les 4 XTP sont ajoutés (ATP, CTP 600 uM , UTP 1,8mM  et GTP 6nM) puis des aliquotes 
sont prélevées aux temps indiqués. Les ARN sont séparés par électrophorèse sur gel de 
polyacrylamide en conditions dénaturantes (15% polyacrylamide, 7M Urée), puis 
autoradiographiés. La position du 60mer est indiquée. (B) Représentation graphique de la 
cinétique de disparition du 60 mer en fonction du temps. Les signaux sont calculés en 
pourcentage par rapport au signal au temps 0.  
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II-5-3) Estimation de la vitesse d’élongation de la transcription des 

Pol I Wt et CARA 

 

Cinq cinétiques d’élongation du 22 mer par la Pol I Wt et la Pol I CARA ont été réalisées 

indépendamment dans les conditions décrites paragraphe II-4-1. Pour chaque temps de 

la cinétique, le signal correspondant au transcrit spécifique total a été quantifié par le 

logiciel ImageJ . Les courbes correspondant aux cinétiques d’apparition du transcrit 

total en fonction du temps permettent de faire deux remarques :  

i) Ainsi qu’il l’a été mentionné dans le paragraphe II-4-1, nous observons de 

façon reproductible une vitesse d’apparition du transcrit complet plus rapide 

pour la Pol I Wt que pour la Pol I CARA 

ii) Alors que pour la Pol I CARA, la cinétique d’apparition du transcrit est 

monophasique et peut être modélisée après le temps de latence par une 

exponentielle simple (ordre apparent de 1), nous observons de façon 

systématique une courbe biphasique pour la Pol I Wt. Avant d’atteindre la 

totalité des 22 mer synthétisés (100% des transcrits), la courbe passe par un 

plateau aux alentours des temps 45-60 secondes.. En première approximation, 

nous négligerons cette seconde phase, quantitativement minoritaire, et nous 

considérerons que la synthèse du transcrit total par la Pol I Wt est 

monophasique et qu’elle peut également être modélisée après le temps de 

latence par une exponentielle simple (ordre apparent de 1). Dans un second 

temps, nous reviendrons sur l’aspect biphasique de cette courbe (voir 

paragraphe II-4-2). 

 

Les courbes d’apparition du transcrit total peuvent dans un premier temps être 

modélisées par une équation de la forme  Y = A (1 – e-kt). Pour les  5 cinétiques réalisées, 

les constantes de vitesse apparente k (pour la Pol I Wt) et k’ (pour la Pol I CARA) ont 

été calculées. Les résultats (indiqués en s-1) sont les suivants : 

    k = 0,09 +/- 0,03 s-1 

    k’ = 0,011 +/- 0,005 s-1 
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Le rapport k/k’ est environ égal à 8. Si l’on revient maintenant aux données obtenues 

pour la synthèse des trois premières liaisons phosphodiester (voir paragraphe II-4-2) 

en présence d’une concentration limitante de GTP (6 nM), nous avions observé que la Pol 

I Wt était environ une fois et demie plus rapide que la Pol I CARA. Ce chiffre est bien 

inférieur au rapport k/k’ mesuré. 

 

L’ensemble de ces données nous amène donc à proposer que la Pol I CARA est affectée 

dans l’étape d’élongation de la transcription. Les constantes de vitesse mesurées 

suggèrent que cette forme d’enzyme est 5 à 8 fois plus lente que la Pol I Wt in vitro. 

 

Dans la Pol I CARA, le facteur Rrn3 est lié de façon covalente à l’enzyme alors que cette 

association est transitoire pour la Pol I Wt. Comme nous l’avons mentionné 

précédemment, la formation du complexe Pol I-Rrn3 est strictement requise pour 

l’initiation de la transcription, mais le facteur Rrn3 se dissocie de l’enzyme (in vitro et in 

vivo) à une étape précoce de l’élongation. Ce mécanisme est conservé de la levure à 

l’homme. Nos données suggèrent que cette dissociation est importante pour permettre 

une élongation de la transcription efficace. Cela pourrait par exemple être le cas si la 

dissociation du facteur Rrn3 s’accompagnait d’un changement de conformation de 

l’enzyme, plus propice à la synthèse des liaisons phosphodiesters (conformation 

« rapide »). Une autre hypothèse non exclusive serait qu’un facteur d’élongation de 

classe I (encore non caractérisé) ne pourrait interagir avec la polymérase qu’après 

dissociation du facteur Rrn3 

 

II-5-4) Existe-t-il une population hétérogène de Pol I dans le PA600 

Wt ? 

 

Comme nous l’avons mentionné au début du paragraphe précédent, les cinétiques 

d’élongation du 22 mer obtenues avec le PA600 Wt sont biphasiques (inflexion vers le 

temps 100 secondes, voir Figure 44). 
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La première question est de savoir s’il s’agit ou non d’un artefact expérimental. Le fait 

que cette inflexion soit observée de façon récurrente pour toutes les expériences 

d’élongation du 22 mer réalisées à partir d’un PA600 Wt (et ceci avec 3 PA600 préparés 

de façon totalement indépendante) milite pour la réalité de ce caractère biphasique. On 

peut d’ailleurs noter que les courbes obtenues à partir des différents PA600 CARA sont 

systématiquement monophasiques. 

Cette observation suggère qu’il existe dans le PA600 Wt au moins deux populations de 

Pol I : une population majoritaire rapide (permettant l’obtention de la première partie 

rapide de la courbe) et une population minoritaire plus lente (seconde partie de la 

courbe) (figure 44).  

 

 

 

 

Figure 44. Hypothèse de travail: le PA600 WT comprend deux populations de Pol I. 
Représentation graphique de la cinétique d’élongation du 22 mer en présence de PA600 WT. La 
courbe bleue représente la population de Pol I rapide (dissociée du facteur Rrn3), la courbe en 
verte la population de Pol I lente (associée au facteur Rrn3) et la courbe noire représente la 
somme de ces deux courbes. 
 

En modélisant la cinétique d’apparition du transcrit de chacune des sous-populations de 

polymérase sous forme d’une exponentielle simple avec délai, la cinétique d’apparition du 

mélange devient : 
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)T()))T(exp(1()T()))T(exp(1()( 22221111 !"!!!"+!"!!!"= tHtkPtHtkPtf  

 
Avec : 
 )(tH  fonction de Heaviside, nulle pour 0<t  et égale à 1 pour 0!t  ; 
 

1
P  et 

2
P  proportions de polymérases rapides et lentes respectivement ; 

 
1
k  et 

2
k  constantes de vitesses apparentes des polymérases rapides et lentes 

respectivement ; 
 

1
T et 

2
T temps nécessaire à la synthèse des premiers transcrits totaux par les 

polymérases rapides et lentes respectivement.  
 
Pour déterminer expérimentalement ces différents paramètres, Peggy Baudouin-Cornu 

du Laboratoire de Biologie Intégrative, a cherché à approximer les données 

expérimentales avec la fonction ci-dessus. Pour cela, elle n’a pris en compte que les 

points expérimentaux non nuls et a utilisé la toolbox EzyFit (http://www.fast.u-

psud.fr/ezyfit/) sur Matlab et la fonction :  

)))T(4exp(1(

)))T(exp(1(
)))T(exp(1()(

2

22
2111

!!+

!!!
"+!!!"=

t

tk
PtkPtf  

 
Remarque : Comme les points expérimentaux nuls ne sont pas pris en compte, il est 

inutile d’utiliser la fonction )T( 1!tH  dans le premier membre de cette fonction. Le 

facteur 
)))T(4exp(1(

1

2!!+ t
 est une approximation infiniment dérivable de )T( 2!tH . 

 

5 cinétiques indépendantes (incluant 2 PA600 différents) ont ainsi pu être approximées. 

Les paramètres T1, T2, P1, P2, k1 et k2 obtenus sont récapitulés ci-dessous : 

 

    T1 = 6,4 +/- 4,0 s 

    T2 = 54,6 +/- 20,7 s 

    P1 = 75,8 +/- 9 % 

    P2 = 24,2 +/- 9 % 

    k1 = 0,082 +/- 0,018 s-1  

    K2 = 0,018 +/- 0,011 s-1 
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On constate que la constante de vitesse apparente d’élongation k2 est du même ordre 

que k’ (= 0,011 +/- 0,005 s-1), la constante de vitesse apparente d’élongation calculée 

pour la Pol I CARA. 

 

Ces résultats nous amènent donc à proposer que les deux populations de Pol I qui 

coexistent dans le PA600 Wt correspondent d’une part aux polymérases dissociées du 

facteur Rrn3 (population rapide P1) et d’autre part aux molécules d’enzyme qui seraient 

toujours associées au facteur Rrn3 (population lente P2). 

 

Cette hypothèse, aussi séduisante soit-elle, appelle néanmoins une remarque importante. 

Ces observations ayant été faites lors de la synthèse du transcrit complet après la 

formation du 22 mer, il faut admettre que la population P2 non dissociée reste en fait 

non dissociable pendant toute la réaction. Comme indiqué dans l’introduction, la 

dissociation du complexe Pol I-Rrn3 est un phénomène complexe qui fait intervenir une 

combinaison de modifications post-traductionnelles s’exerçant sur le facteur Rrn3 et la 

Pol I. Cette dissociation a déjà été observée in vitro dans le PA600 et il est concevable 

d’imaginer qu’au sein de cette fraction, ces réactions ne sont pas totales, conduisant à la 

dissociation d’une partie seulement des complexes Pol I-Rrn3. Si tel est le cas, pour un 

même PA600, la proportion de complexes non-dissociables doit être indépendante de la 

matrice utilisée.  

Une autre possibilité, plus complexe, consisterait à imaginer que la dissociation du 

complexe Pol I-Rrn3 est un mécanisme dynamique étroitement lié à l’entrée en 

élongation processive. Plusieurs données obtenues in vitro et in vivo suggèrent en effet 

que cette dissociation a lieu à une étape précoce de l’élongation. En particulier, 

Tschochner et col. ont montré en utilisant une matrice contenant une cassette sans C 

que le facteur Rrn3 était dissocié de la Pol I après synthèse d’un 35 mer (Bier et al., 

2004). Les données expérimentales présentées dans ce papier ne permettent cependant 

pas de dire si la dissociation observée est quantitative ou non. Il est donc concevable 

que la dissociation du complexe Pol I-Rrn3 soit concomitante ou légèrement postérieure 

à l’entrée en élongation processive, et que cette dissociation soit subordonnée à la 

synthèse du transcrit. Ainsi, les complexes ternaires bloqués à la position +22 (donc à 
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proximité du promoteur) n’auraient pas eu le temps d’être totalement dissociés (environ 

75% d’entre eux le sont), et deviendraient non dissociables après arrêt des complexes 

(par exemple parce que cette dissociation nécessite l’interaction des complexes 

d’élongation avec des facteurs liés au promoteur). Si cette hypothèse est correcte, pour 

un même PA600, la proportion de complexes non dissociables doit être dépendante de la 

longueur de la cassette sans G présente dans la matrice utilisée (plus cette cassette est 

longue, plus la proportion P1 doit augmenter). 

 

Pour essayer de confirmer l’une ou l’autre de ces hypothèses, nous avons construit une 

nouvelle matrice comportant une cassette sans G plus longue dont la transcription en 

absence de GTP génère un transcrit de 60 nucléotides.  

 

II-5-5) Un modèle pour la dissociation du complexe Pol I-Rrn3 

 

Le plasmide p60 a été construit à partir du plasmide p22 par mutagenèse. La séquence 

du plasmide p22 est la suivante dans les 60 premiers nucléotides : 

 

ATACCAAACCAATTCAACACAAGGGTGAAAAGAGTTTGGAAACGAATTCGAGTAGG 

CTTGTCG 

+1    +23            +60 

 

Il fallait muter 13 G (en rouge dans la séquence) dans les 60 premiers nucléotides et 

introduire 2G aux positions +61 et +62 (à la place de TC) pour avoir 4 G successifs 

permettant de bloquer efficacement la Pol I en position +60, et obtenir ainsi une 

cassette sans G de 60 nucléotides. La stratégie utilisée pour construire cette matrice 

est la même que celle mise en place pour construire le plasmide p22. Nous avons utilisé 

les mêmes amorces externes (qui s’hybrident au niveau du pRS316) et pour introduire 

toutes les mutations en une seule fois, nous avons créé des amorces qui d’une part 

s’hybrident parfaitement sur le p22 sur une séquence de 20 nucléotides, qui comportent 

d’autre part une séquence portant les différentes mutations, et qui enfin s’hybrident 

très mal sur la séquence à muter. Les fragments générés par cette première PCR sont 
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mélangés et l’amplification est faite grâce aux amorces externes. Le produit de cette 

PCR est digéré par l’enzyme SacI de même que le plasmide pRS316 puis une étape de 

ligation permet d’introduire la nouvelle séquence dans le plasmide pRS316. 

Nous avons vérifié par séquençage que tous les G étaient bien remplacés dans les 60 

premiers nucléotides et que la transcription en absence de GTP de cette nouvelle 

matrice générait un ARN de 60 nucléotides. 

 

Nous avons ensuite étudié la cinétique d’élongation du 60 mer à partir des PA600 WT et 

CARA en utilisant les mêmes conditions expérimentales que celles décrites pour la 

cinétique d’élongation du 22 mer (voir paragraphe II-4-1). Après quantification des 

signaux, nous avons tracé les courbes correspondant à l’apparition du 60 mer en fonction 

du temps. 

Pour le PA600 CARA, nous obtenons une courbe monophasique comme celle obtenue pour 

l’élongation du 22 mer (figure 45). et nous retrouvons une constante de vitesse 

apparente k’’ très proche de celle calculée pour la cinétique d’élongation du 22 mer (k’’ = 

0,0095 s-1 versus k’ = 0,011+/- 0,005 s-1). 

Pour le PA600 WT, nous observons encore une courbe biphasique dont l’aspect global est 

proche des courbes obtenues lors de l’élongation du 22 mer, mais pour laquelle la 

transition (qui a toujours lieu vers 100 secondes) semble se produire à un niveau plus 

élevé que précédemment (figure 45).  
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Figure 45. Compraison des cinétiques d’élongation du 60 mer par la Pol I WT et la Pol I 
CARA. La matrice p60 est incubée en présence de PA600 WT (A) ou CARA (B) pendant 3h à 
25°C préalablement à l’ajout de l’ATP, du CTP et de l’UTP marqué. Après 5 minutes de synthèse, 
les 4 XTP sont ajoutés (ATP, CTP et GTP 600 uM et UTP 1,8mM) puis des aliquotes sont 
prélevées aux temps indiqués. Les ARN sont séparés par électrophorèse sur gel de 
polyacrylamide en conditions dénaturantes (6% polyacrylamide, 7M Urée), puis 
autoradiographiés. La position du transcrit complet est indiquée. Le graphique représente la 
cinétique d’élongation du 60 mer en fonction du temps.  
 

Rappelons que la question à laquelle nous souhaitons répondre est de savoir si les 

pourcentages P1 (population rapide) et P2 (population lente) sont identiques ou non, selon 

que l’on regarde l’élongation du 22 mer ou du 60 mer. Nous avons extrait les nouveaux 

paramètres T1, T2, P1, P2, k1 et k2 à partir de 5 cinétiques indépendantes selon 

l’approche décrite précédemment. Les résultats obtenus sont indiqués ci-dessous : 

 

    T1 = 9,2 +/- 2,0 s 

    T2 = 69,7 +/- 12,6 s 

    P1 = 89,1 +/- 5,5 % 

    P2 = 10,8 +/- 5,5 % 

    k1 = 0,085 +/- 0,009 

    k2 = 0,01 +/- 0,004 
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Conformément à ce que l’on pouvait attendre, nous n’observons pas de variations 

significatives des paramètres T1, T2, k1 et k2. Ce résultat est satisfaisant et valide la 

modélisation de ce système. En ce qui concerne les paramètres P1, nous avons obtenu 

des valeurs supérieures à celles déterminées pour l’élongation du 22 mer (Figure 42). 

 

 
Figure 46 : graphique représentant les proportions des populations de Pol I lente (2) et 
rapide (1) lors de l’élongation du 22 et du 60 mer. Les barres d’erreurs représentent les 
écarts-types sur 5 expériences.   
 
La question est donc de savoir si ces valeurs sont significativement différentes. Pour 

statuer, Peggy a réalisé un test de Mann-Whitney (voir Marériel et Méthodes) sur les 

valeurs numériques obtenues pour les 5 cinétiques réalisées pour chacune des matrices 

(sample A : valeurs de P1 pour l’élongation du 60 mer et sample B : valeurs de P1 pour 

l’élongation du 22 mer). 
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Comme on le constate ci-dessus, la probabilité que l’ensemble des valeurs P1 mesurées 

pour le 22 mer et pour le 60 mer soit différente est de l’ordre de 95%. Nous pouvons 

donc conclure que l’augmentation de la longueur de la cassette sans G de la matrice 

conduit à une augmentation significative de la proportion de complexes Pol I-Rrn3 

dissociés. 

Ces résultats suggèrent donc fortement que la première hypothèse que nous avons 

formulée (présence limitante dans les PA600 d’un composant requis pour la dissociation 

du complexe Pol I-Rrn3) n’est pas recevable. Les données obtenues sont compatibles 

avec notre seconde hypothèse et nous amènent à proposer un modèle relatif à la 

dissociation du complexe Pol I-Rrn3 (Figure 47). 

1) La présence du complexe Pol I-Rrn3 sur le promoteur de l’ADNr est requise pour 

l’initiation de la transcription 

2) Pendant la synthèse des premières liaisons phosphodiesters, la Pol I (toujours 

associée au facteur Rrn3) reste en interaction avec des protéines présentes au niveau 

du promoteur 

3) Les mécanismes moléculaires contrôlant la dissociation du complexe Pol I-Rrn3 

nécessitent que l’interaction du complexe avec certaines protéines présentes au niveau 

du promoteur perdure pendant les premières translocations du site actif 

4) L’étape d’échappement du promoteur et la dissociation du complexe Pol I-Rrn3 se 

terminent de façon concomitante, permettant à la Pol I dissociée du facteur Rrn3 de 

réaliser efficacement l’étape d’élongation de la transcription 

Remarque : a priori, nous pensons qu’il n’y a pas de relation de subordination entre 

échappement du promoteur et dissociation du complexe Pol I-Rrn3, puisque la Pol I 

CARA est capable de quitter le promoteur pour rentrer en élongation.  
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Figure 47. Modèle de dissociation du complexe Pol I-Rrn3 au niveau du promoteur de 
l’ADNr. Le complexe PolI-Rrn3 est recruté au niveau du complexe de préinitiation. Pendant la 
synthèse des premières liaisons phosphodiesters, le complexe Pol I-Rrn3 reste en interaction 
avec les protéines présentes sur le promoteur. Les étapes d’échappement du promoteur et de 
dissociation du complexe Pol I-Rrn3 se terminent de façon concomitante, et la Pol I dissociée du 
facteur Rrn3 peut alors partir efficacement en phase  d’élongation. 
 
 

Dans le cas des complexes ternaires bloqués en position +22 (ou +60) pendant plusieurs 

minutes à cause de l’absence de GTP, nous proposons que les interactions entre le 

complexe Pol I-Rrn3 et certaines protéines présentes au niveau du promoteur se 

rompent, avant que la totalité des complexes ne soit dissociée. Une fois ces interactions 

rompues, les complexes non dissociés deviennent non dissociables.  
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Si ce modèle est correct, on s’attend à perdre le caractère biphasique de la courbe 

d’apparition du transcrit total quand la synthèse est directement faite en présence de 4 

XTP. 

 

II-5-6) Vitesse d’élongation de la Pol I WT sans synthèse préalable 

du 60mer 

 

Pour tester cette hypothèse, nous avons étudié la vitesse d’apparition du transcrit total 

pour la Pol I Wt, sans étape préalable de formation des complexes ternaires bloqués à la 

position +60. 

La matrice est préincubée en présence de la fraction PA600 Wt pendant 3 heures, puis 

les 4 nucléotides sont ajoutés dans le milieu réactionnel en même temps que l’UTP 

marqué. Des aliquotes sont prélevées à 10, 30, 60, 90, 120, 150, 180, 210 et 300 

secondes, et les échantillons sont traités comme décrit précédemment. Après 

quantification des signaux, nous obtenons dans ces conditions une courbe monophasique 

d’apparition du transcrit complet (Figure 48), suggérant la présence d’une population 

homogène de Pol I (au moins en terme de vitesse de synthèse). Ce résultat renforce 

donc notre hypothèse et suggère que dans ces conditions expérimentales, tous les 

complexes Pol I-Rrn3 engagés dans la transcription de la matrice sont dissociés. 
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Figure 48. Etude de l’élongation par les Pol I WT et CARA. (A) La matrice p60 est incubée 
en présence de PA600 WT pendant 3h à 25°C préalablement à l’ajout des 4 nucléotides froids 
(ATP, CTP, GTP:600 µM et UTP 1,8mM) ainsi que d’UTP marqué. Puis des aliquotes sont prélevées 
aux temps indiqués. Les ARN sont séparés par électrophorèse sur gel de polyacrylamide en 
conditions dénaturantes (6% polyacrylamide, 7M Urée), autoradiographiés puis quantifiés au 
Phophorimager. La position du transcrit complet est indiquée. Les signaux sont calculés en 
pourcentage par rapport au signal obtenu à t=300 s. (B) Expérience identique réalisée avec le 
PA600 CARA 
 

 

Remarque 1 : La constante de vitesse apparente d’apparition du transcrit complet 

déterminée à partir de plusieurs cinétiques (3) dans les conditions précédentes est de 

l’ordre de 0,01 s-1. Cette valeur est environ 10 fois plus faible que celle mesurée lors de 

l’élongation du 60 mer (voir partie II-2-5). Cette observation reflète vraisemblablement 

le fait que lorsque la transcription est directement réalisée en présence des 4 XTP, la 

vitesse apparente de synthèse du transcrit complet dépend des vitesses relatives des 

premières étapes du cycle transcriptionnel (i.e. initiation, échappement du promoteur et 

élongation processive). Lors de l’élongation du 60 mer, l’initiation de la transcription et 

l’échappement du promoteur ont déjà eu lieu, et l’élongation du transcrit est mesurée à 

partir de complexes ternaires stables dans lesquels l’extrémité 3’ du transcrit reste 

positionnée au niveau du site actif de l’enzyme. Nos données suggèrent donc qu’in vitro, 

les vitesses d’initiation de la transcription et/ou d’échappement du promoteur sont 

cinétiquement limitantes. 
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Remarque 2 : L’allure de la courbe d’apparition du transcrit complet obtenue avec le 

PA600 Wt démontre que les molécules de Pol I engagées dans la transcription de la 

matrice ne réalisent qu’un seul cycle transcriptionnel (transcription « single round »). Ce 

résultat n’est pas une surprise puisqu’il a déjà été démontré qu’en utilisant des fractions 

PA600, l’enzyme n’est plus capable de se réassocier au facteur après dissociation des 

complexes Pol I-Rrn3 (Milkereit and Tschochner, 1998). Si l’on réalise la transcription 

de la matrice directement avec les 4 XTP et la fraction PA600 CARA, la courbe 

d’apparition du transcrit complet a l’allure d’une droite pendant la durée de la cinétique 

(Figure 48, B). Ce résultat montre qu’une molécule de Pol I CARA est capable de réaliser 

plusieurs cycle de transcription (soit en réinitiant sur la matrice qu’elle vient de 

transcrire, soit en initiant la transcription sur une autre molécule de matrice).  

 

En conclusion, nos résultats suggèrent que le complexe Pol I-Rrn3 se dissocie de 

façon précoce, de façon concomitante à l’étape d’échappement du promoteur. Cette 

dissociation est importante car elle modifie (directement ou non) la vitesse de 

synthèse du transcrit. Chez la levure, aucun défaut de croissance n’est observé si l’on 

empêche la  dissociation du complexe PolI-Rrn3 (ce point sera cependant discuté dans la 

partie III). Ce résultat est d’autant plus surprenant que la différence des vitesses 

apparentes d’élongation des Pol I Wt et CARA est importante. Une approche similaire 

dans des cellules de souris conduit à un tout autre résultat : la liaison covalente entre le 

facteur TIF-IA (l’homologue murin de Rrn3) et la Pol I n’est pas viable, et entraîne 

l’inhibition de la transcription Pol I, la perturbation de la structure nucléolaire et l’arrêt 

du cycle cellulaire (Bierhoff et al., 2008). Il est difficile d’expliquer pourquoi, 

contrairement à la levure, la dissociation du complexe est critique chez la souris. En 

effet non seulement la Pol I et le facteur Rrn3 sont conservés de la levure à l’homme, 

mais les mécanismes contrôlant la formation et la dissociation du complexe semblent de 

même nature (phosphorylations/déphosphorylations multiples) (Fath et al., 2001; Mayer 

et al., 2004). Enfin, pour ces deux organismes, la dissociation (ou la non formation) du 

complexe Pol I-Rrn3 est le paramètre clé pour la répression de la transcription Pol I en 
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réponse à la rapamycine (Claypool et al., 2004; Mayer et al., 2004), aux stress 

ribotoxiques et aux carences en nutriments . 

Des études complémentaires devront être menées chez la souris pour déterminer si la 

dissociation du complexe Pol I-TIF IA est strictement requise pour l’échappement du 

promoteur, l’élongation processive ou l’interaction de la Pol I avec un facteur nécessaire 

à la transcription efficace de l’ADNr 47S. 

 

II-5-7) Mécanistique de la Pol I et densité d’enzyme sur l’ADNr 

Un des objectifs de l’étude mécanistique de la transcription Pol I que nous avons menée 

était de déterminer si des propriétés différentes des Pol I Wt et CARA pouvaient 

expliquer la différence de densité de molécules d’enzyme sur l’ADNr observée dans les 

deux souches correspondantes. Même si l’extrapolation in vivo des données obtenues in 

vitro ne peut être qu’hypothétique, si l’on considère dans un premier temps que les 

étapes antérieures à l’entrée en élongation processive (initiation, échappement du 

promoteur) sont également limitantes ,d’un point de vue cinétique, dans les cellules Wt 

et CARA, on s’attend à ce que la densité d’enzyme sur l’ADNr soit plus importante pour 

la Pol I la plus lente en élongation (i.e. Pol I CARA). C’est exactement l’inverse qui est 

observé. Nos données suggèrent donc que l’étape limitante du cycle transcriptionnel est 

beaucoup plus lente dans les cellules CARA que dans les cellules Wt. Deux hypothèses 

simples sont donc envisageables : 

i) Soit c’est le complexe Pol I-Rrn3 qui est recruté sur le promoteur, et si l’on part 

du principe  que la Pol I CARA a les mêmes propriétés que le complexe Pol I-

Rrn3, alors il est probable que c’est l’étape d’échappement du promoteur qui est 

sensiblement plus lente dans les cellules CARA que dans les cellules Wt 

ii)  Soit la formation du complexe Pol I-Rrn3 n’a lieu qu’après le recrutement de 

l’enzyme sur le promoteur, et l’on peut imaginer dans ce cas que la Pol I CARA 

soit moins efficacement recrutée que l’enzyme seule. 

Les données bibliographiques relatives à cette question ne permettent pas de trancher 

facilement entre ces deux possibilités. Chez la souris, de nombreux résultats obtenus 

par l’équipe d’I. Grummt (DKFZ, Heildeberg) indiquent que c’est d’abord l’enzyme libre 

qui est recrutée sur le promoteur de l’ADNr et que l’association de la Pol I avec le 
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facteur TIF-IA se produit subséquemment. Chez la levure, un seul papier suggère un 

mécanisme similaire pour la formation du complexe Pol I-Rrn3 (Aprikian et al., 2001), 

alors que des données collectées par les équipes d’H. Tschochner, et du  Pr. Nomura et 

par notre laboratoire militent pour un recrutement du complexe (et pas de l’enzyme 

libre).  En particulier, et contrairement à ce qui est observé pour le système acellulaire 

murin, il est impossible de mettre en évidence le recrutement de la Pol I libre sur 

l’ADNr, et de réaliser une transcription spécifique in vitro en présence de Pol I et du 

facteur Rrn3 non associés. Il est clair que ces dernières observations peuvent être 

interprétées de multiples façons, mais il est tentant de proposer que le recrutement de 

la Pol I sur le promoteur de l’ADNr se fait via des mécanismes différents chez la souris 

et chez la levure. Cette hypothèse pourrait expliquer le caractère létal de l’association 

de l’enzyme avec la facteur TIF-IA chez la souris, ce complexe covalent étant 

difficilement (ou n’étant pas) recruté par le complexe de pré-initiation de classe I. 

 

 

III) Conséquences phénotypiques de l’association covalente du facteur Rrn3 avec la 

Pol I 

 

Ainsi que nous l’avons précédemment indiqué, la souche CARA ne présente aucun défaut 

de croissance par rapport à une souche Wt isogénique lorsque les cellules sont cultivées 

en milieu riche, solide ou liquide (YPD à 30°C), et ce bien que la dissociation du complexe 

Pol I-Rrn3 lors de l’entrée en élongation soit un mécanisme conservé de la levure à 

l’homme. L’expression de la protéine de fusion A43-Rrn3 (voir Figure 49) n’est 

cependant pas neutre puisque des résultats obtenus récemment par Pierre Thuriaux 

dans le service montrent que des cellules sauvages transformées avec un plasmide 

portant le gène exprimant cette protéine de fusion ont tendance à le perdre beaucoup 

plus rapidement au cours des générations qu’un plasmide contrôle ne portant pas ce gène 

(Figure 49). Ce résultat démontre donc que l’expression de la protéine A43-Rrn3 

présente une certaine toxicité. Dans les cellules CARA, le plasmide portant la protéine 

de fusion ne peut être éliminé car les deux gènes essentiels codant A43 et Rrn3 sont 

inactivés.  
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Figure 49. Etude de la stabilité du plasmide pGenRrn3-A43 dans différents contextes 
génétiques. 
La stabilité du plasmide pGenRrn3-A43 (marqueur de sélection trp1) est évaluée dans une souche 
WT et comparée avec celle du plasmide pGEN vide. Une centaine de colonies indépendantes sont 
sélectionnées sur milieu sans tryptophane, répliquées sur milieu YPD (pour favoriser la perte du 
plasmide) puis répliquées sur milieu sans tryptophane. Le  plasmide pGenRrn3-A43 est chassé 
beaucoup plus vite que le plasmide vide  (78% et 20% de perte respectivement). Par contre, le 
plasmide pGenRrn3-A43  ne peut pas être chassé d’une souche dont le gène essentiel codant la 
sous-unité A43 est inactivé (0% de perte). 
 

L’étude mécanistique que nous avons menée nous a permis de mettre en évidence un 

défaut d’élongation de la transcription de la Pol I CARA. Ce résultat nous a conduit à 

vouloir tester si la souche CARA était sensible au mycophénolate, une drogue qui 

affecte les pools des XTP intracellulaires et qui, en particulier, diminue la concentration 

en GTP. Des souches mutantes de levure affectées dans l’élongation de la transcription 

sont généralement hypersensibles à cette drogue. Comme on le constate sur la figure 

50, tel n’est pas le cas pour la souche CARA qui ne présente aucun phénotype de 

croissance en présence de différentes concentrations de mycophénolate.  
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Figure 50. Sensibilité au mycophénolate des souches WT et CARA  Les cellules cultivées en 
milieu riche sont récoltées en phase exponentielle de croissance (OD600=1). Des dilutions 
successives sont réalisées dont une goutte (3µl) est déposée à  la surface d’un milieu gélosé qui 
est incubé à 30°C. (A) milieu riche YPD. (B) milieu SC sans méthionine et en présence de 5µM de 
mycophénolate. Le facteur de dilution est indiqué sur la partie haute de la figure.  
 
 
 
Deux types d’hypothèses (non mutuellement exclusives) pourraient expliquer ce 

résultat : 

i) Soit le défaut de vitesse de synthèse du transcrit observé in vitro peut être 

compensé in vivo par des facteurs d’élongation de classe I non présents (ou 

non fonctionnels) dans le PA600, 

ii) Soit ce défaut concerne une étape de l'élongation qui est peu sensible à la 

concentration de NTP, par exemple la translocation du site actif. Rappelons à 

ce propos que pour déterminer la vitesse de disparition du 60 mer (voir 

paragraphe II-5-2), nous nous étions placés à très faible concentration de 

GTP (6 nM), et que dans ces conditions, la différence de vitesse de synthèse 

de la première liaison phosphodiester n’était que d’un facteur 1,5 entre les Pol 

I CARA et Wt. 

Enfin, des données obtenues par Pierre Thuriaux au laboratoire montrent que 

l’inactivation du gène non essentiel codant la sous-unité A49 de la Pol I est létale dans le 

contexte génétique de la souche CARA.  
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La colétalité de la délétion du gène codant A49 et de la mutation présente dans les 

cellules CARA indique que A49 et la dissociation du complexe Pol I-Rrn3 pourraient être 

importantes pour une même étape du cycle transcriptionnel. Cette hypothèse est 

intéressante car une étude récente suggère que la sous-unité A49 est impliquée dans 

l’étape d’échappement du promoteur (Beckouet et al., 2008). Ce résultat confirmerait 

donc une des deux hypothèses que nous avions formulées dans le paragraphe II-5-7 

pour expliquer les différences de densité de molécules de Pol I sur l’ADNr entre les 

cellules Wt et CARA, à savoir que c’est l’étape d’échappement du promoteur qui est 

sensiblement plus lente dans les cellules CARA que dans les cellules Wt. 
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Perspectives 

 

I) Conséquences de la non dissociation du complexe Pol I-rrn3  

 
I-1) Sur le cycle transcriptionnel de la Pol I  (in vitro) 

 
Comme nous l’avons déjà mentionné dans ce manuscrit, le complexe Pol I-Rrn3 est la 

seule forme d’enzyme qui soit compétente pour l’initiation de la transcription (Milkereit 

and Tschochner, 1998). Lors de l’entrée en phase d’élongation du cycle transcriptionnel 

le facteur Rrn3 se dissocie de la Pol I in vivo et in vitro (Aprikian et al., 2001; Bier et al., 

2004; Claypool et al., 2004). De plus, il a été montré in vitro chez la levure, en utilisant 

les fractions PA600, que le facteur Rrn3 dissocié lors de l’entrée en étape d’élongation 

n’est pas capable de se réassocier à une molécule de Pol I libre afin de réinitier un 

nouveau cycle transcriptionnel (Milkereit and Tschochner, 1998). L’ensemble de ces 

données a conduit à proposer l’existence d’un cycle régulateur de la transcription Pol I 

au cours duquel Rrn3 i) s’associe à la Pol I, ce qui permet l’initiation d’un cycle 

transcriptionnel, ii) se dissocie de l’ADNr lors de l’élongation de la transcription et est 

inactivé, ce qui l’empêche de se réassocier avec la Pol I, et iii) est réactivé en condition 

d’activation de la transcription Pol I, ce qui permet la formation d’un nouveau complexe 

Pol I-Rrn3 et l’initiation d’un nouveau cycle transcriptionnel. 

Dans la souche CARA, le facteur Rrn3 est associé de façon stable à la Pol I. Il est donc 

très probable que dans les cellules CARA, le facteur Rrn3 reste associé à la Pol I 

pendant la totalité du cycle transcriptionnel, permettant ainsi aux molécules de Pol I 

CARA de réinitier un nouveau cycle de transcription juste après l’étape de terminaison.  

La méthode la plus directe pour déterminer si une polymérase est capable de réinitier 

consiste à comparer les intensités des signaux obtenus en condition de transcription en 

cycles mutiples versus en cycle unique. Afin de réaliser des expériences de transcription 

in vitro en cycle unique, on utilise la propriété des complexes d’élongation à résister à 

des concentrations en héparine ou en sarkosyl qui dissocient ou empêchent la formation 

des complexes d’initiation. Ainsi, lorsque la reprise en élongation de complexes ternaires 

bloqués est réalisée en présence de concentrations d’héparine ou de sarkosyl adéquates, 

les polymérases finissent de transcrire la matrice sur laquelle elles sont engagées mais 
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ne peuvent plus réinitier. Cette méthode a déjà été utilisée pour démontrer la capacité 

de la Pol III à réinitier (Dieci and Sentenac, 1996) figure 51 et l’incapacité de la Pol I 

WT à réinitier (Milkereit and Tschochner, 1998). 

 

 
 

Figure 51. Réinitiation de la transcription par l’ARN polymérase III. 
(A) Schéma réactionnel : un complexe de préinitiation stable est formé sur le gène codant  
l’ARNt SUP4  puis la Pol III est ensuite rajoutée avec l’ATP le CTP et l’UTP radioactif et 
l’incubation est poursuivie pendant dix minutes pour permettre la formation du 17mer. Le GTP est 
ensuite rajouté au milieu réactionnel en l’absence (puits 3 à 5) ou en présence d’héparine (puits 1 
et 2). Aux temps indiqués (en B), des échantillons sont prélevés et la réaction est arrêtée. Les 
ARN sont ensuite séparés par électrophorèse sur gel en conditions dénaturantes (acrylamide 6%, 
7M urée) puis autoradiographiés. (B) autoradiographie du gel S : transcription en cycle unique 
(Single round), M : transcription en cycle multiples (Multiple round). D’après Dieci et Sentenac 
1996 
 
Lorsque nous avons voulu étudier l’étape de réinitiation par la Pol I CARA, nous n’avions 

pas encore construit les matrices contenant une cassette sans G (p22 et p60) qui 

permettent de bloquer la Pol I en élongation et de pouvoir transcrire en condition de 
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cycle unique. Nous avons donc utilisé une méthode indirecte. La transcription est 

réalisée en conditions standards avec la matrice (YepSIRT) et le PA600 WT ou CARA.  

Les résultats obtenus, (figure 52) montrent que le signal correspondant au transcrit 

complet obtenu par la transcription du plasmide YepSirt par le PA600 CARA augmente 

au fur et à mesure de la cinétique. De plus les derniers résultats obtenus en étudiant 

l’élongation du 60 mer sans  préincubation préalable (Résultats partie II-5-6 figure 45) 

corroborent ce résultat. Pour le PA600 WT, le signal augmente en début de cinétique, 

mais au bout de 10 minutes nous observons un plateau qui doit correspondre à l’intensité 

du  signal en cycle de transcription unique. 

 

Ce résultat est très préliminaire, mais suggère que la Pol I CARA est capable de 

réinitier contrairement à la Pol I WT. 

Cette étude devrait être poursuivie de façon plus rigoureuse afin de déterminer plus 

précisément le rôle du facteur Rrn3 dans le cycle de transcription de la Pol I. 

Pour cela, il faudra réaliser tout d’abord des expériences de transcription spécifique in 

vitro en cycle multiples et unique en utilisant les matrices p22 et p60 que j’ai 

construites. Il sera donc nécessaire de déterminer la concentration d’héparine ou de 

sarkosyl requise pour transcrire en cycle unique. Et si la Pol I CARA est capable de 

réinitier, il serait intéressant de déterminer par des expériences de « template 

commitment » si elle réinitie de façon préférentielle sur la même molécule de matrice ou 

si elle réinitie sur une autre molécule de matrice. Ces expériences consistent à former 

d’abord des complexes ternaires sur une matrice donnée (p22 ou p60) puis à rajouter en 

même temps le GTP et une seconde matrice (dont la transcription génère un produit de 

taille différente). La transcription de cette nouvelle matrice n’est possible que si la Pol 

I CARA capable de réinitier est dissociée après un cycle de transcription.  
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Figure 52. Comparaison de la cinétique de transcription du mini gène d’ADNr au niveau du 
plasmide Yepsirt par les polymérases I WT et CARA. 
(A) La matrice yepSirt est incubée en présence de PA600 WT ou CARA pendant 1h 30 à 25°C 
préalablement à l’ajout des 4 nucléotides froids ( ATP, CTP, GTP:600 uM et UTP 1,8mM)  ainsi 
que d’UTP marqué. Des aliquotes sont prélevées aux temps indiqués. Les ARN sont séparés par 
électrophorèse sur  gel de polyacrylamide en conditions dénaturantes (6% polyacrylamide, 7M 
Urée), puis autoradiographiés. La position du transcrit complet est indiquée. (B) Représentation 
graphique de la cinétique d’apparition du produit complet. Les signaux sont quantifiés au 
PhosphorImager et représentés en coup par minute (cpm). 
 
 

L’idéal pour l’étude mécanistique de la transcription par Pol I serait de disposer d’un 

système de transcription efficace constitué de tous les facteurs de transcription 

purifiés comme pour le système Pol III de levure par exemple. Ce système nous 

permettra alors d’étudier de nouveaux paramètres tels que le clivage et la fidélité de la 

Pol I. Il nous permettra surtout de comparer ces paramètres entre la Pol I WT et la Pol 

I CARA afin de déterminer si la non dissociation du facteur Rrn3 a une influence sur le 

clivage ou la fidélité de la transcription et ainsi de mieux préciser le rôle de ce facteur 

dans la transcription par la machinerie de classe I. Il serait également intéressant de 

comparer la fidélité de la Pol I par rapport à celle de la Pol II et celle de la Pol III.  

Ce système sera également très important pour comparer le recrutement de la Pol I Wt 

et de la Pol I CARA sur le PIC ainsi que l’étape d’échappement du promoteur. En effet, 
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un défaut de l’une de ces deux étapes du cycle pourrait être à l’origine de la densité 

moindre de molécules de Pol I observée dans les cellules CARA par rapport aux cellules 

Wt en l’absence de rapamycine. 

Outre l’étude des différentes étapes du cycle transcriptionnel et des propriétés de la 

Pol I, ce système purifié sera précieux pour  préciser le rôle des sous-unités de la Pol I 

dans l’une des étapes du cycle. Il serait par exemple, intéressant d’étudier le rôle de la 

sous-unité A49 afin de savoir si elle est vraiment impliquée dans l’étape d’échappement 

du promoteur comme ceci l’a été suggéré par le laboratoire de Pierre Thuriaux, étant 

donné que l’inactivation du gène codant cette sous-unité dans les cellules CARA est 

létale.  

I-2) In vivo : 
 a) Sur l’occupation du 35S par la Pol I 

L’étude de l’occupation de l’ADNr 35S par la Pol I dans les cellules WT et CARA par 

ChIP et par Miller spread a montré que dans les cellules CARA la densité de molécules 

de Pol I sur l’ADNr est plus faible par rapport aux cellules WT. 

Une des raisons qui peut expliquer une telle différence, est un défaut de recrutement 

de la Pol I par le complexe de préinitiation sur le promoteur dans la souche CARA. Nos 

résultats de ChiP concernant l’étude de l’occupation du promoteur de l’ADNr révèlent 

que dans les cellules WT, nous avons une augmentation de 33% de l’occupation du 

promoteur par le Core Factor et une augmentation de 66% concernant UAF (Upstream 

Activating Factor). Cependant, comme je l’ai déjà mentionné, ces expériences restent 

très préliminaires et ont besoin d’être confirmeés. Même si comme nous l’avons déjà 

mentionné (résultats partie I-4-2) ces résultats, en tant que tels, ne peuvent pas 

expliquer la différence de densité de molécules de Pol I observée entre les cellules 

CARA et Wt en l’absence de rapamycine. 

 

Il serait également important de déterminer de façon plus fiable la proportion de copies 

actives par la méthode du pontage au psoralène. Ceci pourrait être réalisable en utilisant 

de nouvelles sondes s’hybridant sur l’ADNr 35S ou en changeant les conditions 

électrophorétiques de migration de façon à bien séparer les bandes lentes et rapides et 

permettre ainsi une quantification plus rigoureuse.  
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b) Sur la maturation et le clivage du 35S : 

La technique du  Miller spread permet d’étudier la maturation cotranscriptionnelle de 

l’ARNr notamment l’assemblage du SSU processome et le clivage au niveau du site A2 

conduisant à la séparation des ARNr précurseurs de la grande et de la petite sous unité 

des ribososmes (Osheim et al., 2004).  

Dans les cellules WT, en l’absence de rapamycine, l’assemblage du SSU processome et le 

clivage sont observés sur les ARNr naissants de la plupart des gènes en cours de 

transcription.   

Après l’ajout de la rapamycine, sur les rares trancrits observés, on note la présence de 

SSU processome mais le clivage au site A2 n’est pas observé.  

L’absence de clivage après quatre heures de traitement à la rapamycine, alors qu’un 

assemblage du  SSU processome est constaté au niveau des rares transcrits présents, 

peut faire partie d’une stratégie établie par la cellule afin de reprendre rapidement la 

synthèse de ribosomes une fois que la carence en nutriments est restaurée. 

De façon surprenante, dans des conditions normales de croissance, les cellules CARA 

présentent un assemblage du SSU processome moins efficace que dans les cellules WT 

et lors du traitement rapamycine, une absence importante de processomes sur les 

transcrits naissants est constatée. La non-dissociation du facteur Rrn3 dans les cellules 

CARA pourrait donc entraver l’assemblage du processome. Il a également été démontré 

que les gènes du régulon RIBI (RIbosome BIogenesis, groupe de gènes impliqués dans 

les processus d’assemblage, de maturation et de transport des ribosomes) n’étaient pas 

dérégulés dans les cellules CARA lors d’une cinétique de traitement à la rapamycine, 

donc ils sont réprimés de la même façon que dans les cellules WT (Laferte et al., 2006), 

alors que la synthèse d’ARNr continue (au moins pour les premiers temps de la 

cinétique). Ceci pourrait expliquer le manque de SSU processomes dans les cellules 

CARA lors du traitement rapamycine, qui serait dû à l’absence ou à la présence en très 

faible quantité d’un des composants protéiques du processome empêchant l’assemblage 

efficace du complexe de maturation. 

L’étude par Miller spread de la maturation cotranscriptionnelle du 35S révèle donc un 

assemblage moins efficace du SSU processome  dans les cellules CARA que dans les 
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cellules WT. Cette altération de l’assemblage de la machinerie de maturation devrait se 

traduire par des défauts de maturation du 35S qui pourraient être révélés par la 

technique de Northern Blot. Il a déjà été réalisé dans notre laboratoire des 

expériences de Northern Blot et des expériences de marquage à l’uracile tritiée des 

ARN de cellules WT et CARA en phase exponentielle de croissance et lors d’un 

traitement à la rapamycine afin d’étudier les différents intermédiaires de maturation 

de l’ARNr 35S. Aucune différence de représentation relative de ces intermédiaires n’a 

été constatée entre les deux souches.  

Il serait intéressant d’étudier plus en détails la maturation de l’ARNr par Northern Blot 

dans les deux souches en utilisant différentes sondes . Une étude récente montre que 

dans une souche présentant une mutation ponctuelle au niveau de la sous-unité A135 de 

la Pol I et dans laquelle l’élongation de la transcription est affectée (comme c’est le cas 

dans la souche CARA), un défaut significatif de la maturation du 35S est observé 

(Schneider et al., 2007). D’où l’importance d’approfondir l’étude de la maturation du 35S 

dans la souche CARA afin de vérifier que le défaut d’élongation observé in vitro dans 

cette souche n’a pas d’influence sur l’étape de maturation in vivo.  

 

II) Structure du nucléole dans les cellules WT et CARA lors d’un traitement long à 

la rapamycine  

 

L’étude par immunofluorescence de la localisation de la Pol I dans les cellules WT et 

CARA lors d’un traitement long à la rapamycine a permis de montrer de façon 

surprenante cependant, que la localisation cellulaire de la Pol I restait inchangée dans 

les cellules CARA pour des temps longs de traitement à la rapamycine (2h et 4h,) alors 

qu’au bout de 4h de traitement, le niveau de transcription Pol I dans les deux souches 

était comparable. L’analyse de la localisation cellulaire de la protéine Nop1 (impliquée 

dans les étapes précoces de maturation de l’ARNr 35S) conduit au même résultat : la 

localisation nucléolaire de Nop1 est conservée dans la souche CARA après 4h de 

traitement, alors qu‘elle est très diffuse dans la souche WT, et ceci dès 20 min 

d’exposition à la rapamycine. 
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Des expériences d’immunoprécipitation de la chromatine (ChIP) nous ont permis de 

montrer que dans la souche CARA, la Pol I restait associée à l’ADNr, même après 4h de 

traitement à la rapamycine (donc dans des conditions de répression totale de la 

transcription) alors que dans les cellules WT, une forte diminution de l’occupation de 

l’ADNr par la Pol I était observée dès 20 min. Nous avons confirmé ces résultats grâce 

à une collaboration avec le laboratoire d’Ann Beyer dont l’équipe a démontré que la 

densité de molécules de Pol I sur l’ADNr dans les cellules CARA n’était que légèrement 

modifiée suite à un traitement à la rapamycine contrairement aux cellules WT où une 

diminution de 80% environ était observée. 

Ces données suggèrent donc que contrairement à ce qui était communément admis, le 

maintien de l’intégrité de la structure du nucléole ne nécessite pas de transcription Pol I 

active mais seulement la présence de l’enzyme sur l’ADNr.  

La démonstration rigoureuse d’un découplage entre l’activité de transcription Pol I et le 

maintien de l’intégrité de la structure du nucléole nécessite cependant pour être 

complète l’analyse par microscopie électronique de la structure fine du nucléole dans les 

cellules CARA en présence ou en absence de rapamycine. Cette analyse nous permettra 

d’étudier la structure des différents compartiments du nucléole à savoir le centre 

fibrillaire, le composant fibrillaire dense et le composant granulaire et de mieux 

comprendre la relation existant entre la structure du nucléole et la présence et/ou 

l’activité de la Pol  I.  

Il serait également intéressant de déterminer si la fraction de Pol I présente au niveau 

de l’ADNr au bout de quatre heures de traitement à la rapamycine dans les cellules 

CARA est en pause (comme on pourrait l’imaginer d’après les données de primer 

extension) ou si ces polymérases sont actives. Nous aimerions donc étudier ce 

paramètre par FRAP (Fluorescence Recovery After Photobleaching). J’ai déjà construit 

les souches Wt et CARA dans lesquelles j’ai étiqueté la sous-unité de la Pol I A190 par la 

GFP. Ces souches nous permettront d’étudier les mouvements de la Pol I sur l’ADNr et 

de déterminer si après quatre heures de traitement à la rapamycine les polymérases 

présentes sur l’ADNr 35S dans les cellules CARA sont toujours actives ou pas.   
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Matériels et Méthodes 

 
I) Matériel  

I-1) Souches et Milieux 
 

I-1-1) Souches :  

Fond génétique YPH500 
 
YPH500 : mat a, ade2, ura3-52, trp1Δ63, his3Δ200, leu2Δ1, lys2-801 

Cette souche tranformée par le plasmide pGen vide (TRP1,2µm) constitue la souche 

contrôle dans les expériences utilisant la souche CARA et est nommée Wt dans le texte. 

 

CARA : mat a, ade2, ura3-52, leu2Δ1, lys2-801, Rrn3 : : HIS5, RPA43 : : KAN, pGEN 

RPA43-Rrn3 (ampR, Trp1, promoteur PGK1)  

 

NOY1071 mat a, ade2-1, ura3-1, trp1-1,leu2-3,112, his3-11, can1-100, fob1Δ ::HIS3, le 

locus RDN1 de cette souche est constitué de 25 copies de ADNr 

NOY886 mat α, ade2-1, ura3-1, trp1-1,leu2-3,112, his3-11, can1-100, fob1Δ ::HIS3, 

rpa135Δ :: LEU2, pNOY117(RPA135/pRS314), le locus RDN1 de cette souche est 

constitué de 40 copies de ADNr 

NOY1064 mat a, ade2-1, ura3-1, trp1-1,leu2-3,112, his3-11, can1-100, fob1Δ ::HIS3, le 

locus RDN1 de cette souche est constitué de 190 copies de ADNr 

Ces trois souches (fournies par le laboratoire du Pr. Nomura) ont été utilisées dans les 

expériences pour la détermination par Southern blot du nombre de copies d’ ADNr pour 

les souches WT et CARA.  

 

 
I-1-2) Milieux :   

Les souches ont été cultivées en milieu riche YPD. La rapamycine a été ajoutée à la 

concentration de 0,5µg/ml dans l’ensemble des expériences.  

 

Milieu SC (Synthétique complet)  
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D-glucose 2g/l, YNB 6,7g/l et CSM (Complete Supplement Mixture) approprié. 

Le CSM est un mélange d’acides aminés et de deux bases nucléiques (adénine et uracile). 

 

Peut être ajouté au milieu SC le mycophénolate (MPA) à des concentrations de 0, 5, 10, 

30 et 60 µg/ml à partir d’une solution mère (dans la solution mère le mycophénolate est 

repris dans du méthanol) 

 

I-2) oligonucléotides : 
 

PCR quantitative : Sur l’ADNr 35S : 
P5’ :  GTGTGAGGAAAAGTAGTTGGGAGGTA 
P3’ :   GACGAGGCCATTTACAAAAACATAAC 
E1 5’ :   CTTGTCTCAAAGATTAAGCCATGC 
E1 3’ :   CCACAGTTATACCATGTAGTAAAGGAACT 
E2 5’ :  GGTGGTAAATTCCATCTAAAGCTAAATATT 
E2 3’ :  CACGTACTTTTTCACTCTCTTTTCAAA 
E3 5’ :  TATGAGGTAAAGCGAATGATTAGAGG 
E3 3’    CACGTTCAATTAAGTAACAAGGACTTCT 
E4 5’ :  AAAGAAGACCCTGTTGAGCTTGA 
E4 3’    GTATTTCACTGGCGCCGAA 

 
Sur l’ADNr 5S : 

rDNA 5S 5’ :  TCGCGTATGGTCACCCACTAC 
rDNA 5S 3’ :  GTTGCGGCCATATCTACCAGA 

 
Southern blot :   
sonde ADNr 35S  5’ : CATGGAGAACAGAAATCTCCAG 

3’ : GCATGGATTCTGACTTAGAGGC 
Sonde gène unique ACT 1 : 5’ : CAAGACACCAAGGTATCATGG 

3’ : TTGGATGGAAACGTAGAAGGC 
 
Extension d’amorces : 

ARNr 35S :  ACACGCTGTATAGAGACTAGGC 
ACT1 :  GATGCCAGATCTTTTCCATATCGTCCC 

 
Expérience de pontage au psoralène : 

ADN35S 5’ : AGTCTTGCGACCGGCTATT 
ADN35S 3’ :  GGGCACCTGTCACTTTGGA 
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II) Méthodes : 

II-1) Étude de l’expression des gènes 
 

II-1-1) Extraction des ARN totaux 

L’extraction des ARN totaux est réalisée à partir de 1.108 cellules récoltées en phase 

exponentielle de croissance. Après lavage des cellules avec 500µl de tampon AE (50mM 

d’acétate de sodium pH5,3 ; 10mM EDTA), les cellules sont resuspendues avec 500µl de 

tampon AE et 50µl de SDS 10%. Après addition de 500µl de phénol (pH acide, 0,1%8-

hydroxyquinolone) équilibré dans le tampon AE, la suspension est vortexée pendant 1 

minute puis incubée à 65°C pendant 4 minutes. Les cellules ont alors congelées 

rapidement dans un mélange éthanol-carboglace puis sont décongelées à température 

ambiante. La phase aqueuse est alors récupérée après centrifugation à 13000 g et à 

température ambiante. Les protéines restantes sont ensuite éliminées de la suspension 

d’ARN par extraction avec un volume de PCI (Phénol :Chloroforme : Alcool Isoamylique). 

Les ARN sont alors précipités en présence de 0,1V d’acétate de sodium 3M pH 5,3 et de 

2,5V d’éthanol absolu à -80°C pendant au minimum 30 minutes. Les suspensions sont  

ensuite centrifugées à vitesse maximale à 4°C pendant 30 minutes, le surnageant est 

éliminé, le culot d’ARN est alors lavé avec 1ml  d’éthanol 80%, puis resupendu dans 40µl 

d’eau DEPC (DiéEthylPyroCarbonate).  

 

II-1-2) Extension d’amorces 

Cette expérience consiste à hybrider les ARN totaux extraits des cellules avec des 

oligonucléotides spécifiques des ARN 35S et de l’Actine. Les séquences de ces 

oligonucléotides sont présentées dans la partie « Matériel ».  

10 pmol d’oligonucléotides sont marqués radioactivement avec du γ32 P- ATP par 20 U de 

T4 polynucléotide Kinase. Après inactivation de la kinase par incubation à 65°C, les 

oligonucléotides marqués sont purifiés sur colonne de perméation G25 (Amersham). Pour 

chaque point des cinétiques effectuées, 0,25pmoles d’oligonucléotides  marqués ainsi 

qu’environ 3µg d’ARN totaux ( pour les points T0 des cinétiques de traitement à la 

rapamycine) sont dénaturés par incubation à 85°C pendant 5 minutes. Après ajout de 

0,4M de NaCl et de 0,2µl de RNasin, le mélange oligonucléotides/ ARN totaux est 

incubé pendant 1 heure à 40°C. Au cours de cette étape, les oligonucléotides  s’hyrident 
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à l’ARN et vont servir d’amorces à la synthèse d’ADN complémentaires (ADNc). 

L’élongation de ces ADNc s’effectue à 42°C après ajout de 10 U de « reverse 

transcriptase AMV », de 40 U de RNasin et de 0,09mmol de dNTP. Les ADNc sont 

précipités à l’éthanol 100% (2,5V) en présence d’acétate de sodium (0,1V), puis séparés 

par électrophorèse sur gel de polyacrylamide 8% contenant 7M d’urée, en tampon TBE.  

Après un traitement de fixation dans 10% d’acide acétique additionné de 20% d’éthanol, 

suivi du séchage du gel, les signaux obtenus sont visualisés par autoradiographie (film 

Biomax MR kodak) et quantifiés grâce au logiciel ImageJ. 

 

II-2) Analyse du génome de la structure et de l’occupation de la chromatine 
 

II-2-1) Southern Blot 

Marquage radioactif d’une sonde ADN par amorçage aléatoire (random priming) : 

Les sondes radioactives utilisées pour les expériences de Southern blot sont marquées à 

l’aide du kit « Random Prime labeling » (Stratagene). Ce kit est basé sur le principe du 

marquage aléatoire de fragments d’ADN. Après dénaturation à 95°C, des 

hexanucléotides de synthèse vont s’hybrider à l’ADN monocaténaire et servir d’amorce 

au fragment de Klenow de l’ADN polymérase. Cette dernière synthétise le brin 

complémentaire de l’ADN matrice grâce à son activité polymérase 5’-3’. La présence de 

50 µCi de α-32P dCTP (3000Ci/mmol) dans le milieu réactionnel permet l’obtention de 

brins néosynthétisés radioactifs. Les nucléotides libres peuvent ensuite être éliminés 

par filtration sur une colonne de perméation G50 (Amersham). Cette dernière étape 

permet de réduire le bruit de fond des hybridations de façon conséquente. 

 

Extraction de l’ADN génomique : 

 

Les cellules de levure cultivées en milieu YPD et en phase exponentielle de croissance 

(DO600=1) sont lavées deux fois à l’eau. Les cellules sont reprises dans la solution A (2% 

triton X100, 1% SDS, NaCl 100 mM, Tris pH8 10mM, EDTA 1mM) et sont cassées en 

présence de billes de verre et de PCI (Phénol :Chloroforme : Alcool Isoamylique). Après 

ajout de TE pH8, la phase aqueuse est transférée dans un nouveau tube et l’ADN est 
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précipité par de l’éthanol 100%. Le culot d’ADN est ensuite resuspendu dans 50µl de 

tampon TE pH8 contenant de la RNase 50ug/ml (invitrogen). 

 

Southern blot : 

 

Après digestion de l’ADN génomique par des enzymes de restriction, les fragments 

d’ADN sont séparés par électrophorèse sur gel d’agarose 1%. Après migration, le gel est 

traité pendant 10 minutes avec de l’HCl 0,25N, placé dans un bain de soude pendant 30 

minutes, puis dans une solution de neutralisation (Tris-HCl 0,5M pH7,5 ; SSC 10Χ) pour 

40 minutes. Les molécules d’ADN sont ensuite transférées par capillarité sur membrane 

de nylon (Hybond N+, Amersham) en présence de SSC 20Χ. Après pontage aux UV des 

molécules d’ADN sur la membrane (stratalinker, autocrosslink, 1200 joules), cette 

dernière est incubée en présence de la solution d’hybridation (0,1% SDS, 1% lait, 

SSC6Χ) durant au moins 30 minutes à 65°C. Elle est ensuite incubée avec la solution 

d’hybridation contenant la sonde marquée radioactivement à 65°C pendant toute la nuit. 

La membrane est ensuite lavée 2 fois 30 minutes à 55°C puis à 50°C dans le tampon de 

lavage A (SSC2Χ; SDS 0,1%) et 2 fois 30 minutes à 50°C dans le tampon de lavage B 

(SSC0,2Χ; SDS 0,1%). Les signaux sont ensuite observés et quantifiés après exposition 

au Typhon (GE Healthcare). 

 

II-2-2) Test de retard au psoralène 

Récolte des cellules et pontage covalent in vivo 

Les cellules sont récoltées en phase exponentielle de croissance (DO=1), puis le pontage 

est effectué par l’addition de formaldéhyde à la concentration finale de 1%. Après une 

incubation à température ambiante pendant 20 minutes, le pontage est arrêté par ajout 

de glycine à une concentration finale de 125mM. Les cellules sont soumises à une 

agitation à température ambiante pendant 5 minutes, ensuite elles sont récoltées par 

centrifugation. Les culots cellulaires sont lavés à l’eau puis congelés à -80°C. 

 

Préparation des noyaux et pontage au psoralène 
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Les culots cellulaires sont lavés à trois reprises par 1ml de tampon A (Tris HCl pH7,4 

15mM ; KCl 80 mM, EDTA 2 mM, spermidine 0,5 mM, spermine 0,2 mM) complementé par 

du PMSF et de la benzamidine. Ensuite les cellules reprises dans 350µl de solution A 

sont lysées au vibrax par ajout de 400 µl de billes de verre. Les lysats obtenus sont 

isolés des billes, lavés par 1 ml de solution A, centrifugés et les culots sont repris dans 

450 µl de tampon Ag (Tris HCl  pH7,4 15 mM ; KCl 80 mM, EGTA 0,1 mM, spermidine 0,5 

mM, spermine 0,2 mM). 

100µl de tampon 2ΧIRN (Tris HCl pH8 50 mM, EDTA 20 mM, NaCl 0,5 M) sont rajoutés 

à  un aliquot de 100µl de culots repris dans le tampon Ag, puis les 200µl obtenus sont 

placés sur la glace dans une plaque 24 puits. Après addition de 10µl de triméthylpsoralen 

(Sigma) à 0,2 mg/ml en éthanol, les cellules sont incubées pendant 5 minutes sur la glace 

puis irradiées avec une lampe UV (366nm, 10mW/cm2) placée à 2 cm de la plaque. Les 

étapes d’ajout de psoralène et d’irradiation UV sont répétées 3 fois. 

 

Extraction de l’ADN : 

 

Les noyaux irradiés sont incubés 1h à 37°C en présence de RNase A (20 mg/ml), ensuite 

ils subissent un traitement à la protéinase K (20 mg/ml) pendant 1h à 56°C en présence 

de SDS. Afin de réverser le pontage au formaldéhyde, les noyaux sont incubés toute la 

nuit à 65°C.  

L’ADN est extrait avec 1 volume de PCI (Phénol : Chloroforme : Acide isoamylique) et 

précipité en présence de 2,5 volumes d’éthanol 100%. Le culot est repris dans 50 µl de 

Tris EDTA. 

 

Southern Blot : 

 

L’ADN génomique est digéré pendant toute la nuit à 37°C par 50 U d’enzyme EcoR I. Les 

échantillons sont séparés par électrophorèse en gel d’agarose 0,8% en absence de 

bromure d’éthidium à 40V pendant 8h. Le gel est ensuite irradié sur ses deux faces, puis 

traité en vue d’un transfert par capillarité sur membrane de nylon . 
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II-2-3) Immunoprécipitation de la chromatine 

Pontage covalent in vivo : 

Les cellules sont récoltées en phase exponentielle de croissance (DO=1), puis le pontage 

est effectué par l’addition de formaldéhyde à la concentration finale de 1%. Après une 

incubation à température ambiante pendant 20 minutes, le pontage est arrêté par ajout 

de glycine à une concentration finale de 125 mM. Les cellules sont soumises à une 

agitation à température ambiante pendant 5 minutes, puis récoltées par centrifugation. 

Les culots cellulaires sont lavés dans 50ml de Tris 20mM pH 8 froid puis sont 

centrifugés 3 minutes à 4000 rpm. Les culots sont ensuite congelés à -80°C. 

 

Préparation de la chromatine : 

 

Après décongélation, les cellules sont reprises dans 5ml de tampon de lyse 

FA/SDS/PMSF (50 mM Hepes-KOH pH 7,5 ; 150 mM NaCl, 1 mM EDTA, 1% Triton X-

100, 0,1% Déoxycholate de sodium, 0,1% SDS, PMSF ajouté extemporanément à une 

concentration finale de 1 mM) puis centrifugées 3 minutes à 4000 rpm. Les culots sont 

resuspendus dans 1 ml de tampon de lyse, puis transvasés par 500µl dans deux tubes 

eppendorf de 2ml. 500µl de billes de verre (425-600µm) sont ensuite ajoutés et les 

cellules sont broyées au vibrax à puissance maximale à 4°C. Pendant le broyage, des 

tubes Greiner de 12ml sont percés avec une aiguille (0,7X30nm ou 0,5X15nm). Les tubes 

sont ensuite placés dans des tubes Falcon de 50ml froids. 

Une fois le broyage terminé, les échantillons sont transvasés dans  les tubes Greiner 

percés. Les tubes contenant le broyat sont lavés avec 1ml de tampon de lyse 

FA/SDS/PMSF froid. Les broyats sont isolés des billes par centrifugation 1 minute à 

2000 rpm. Les éluats sont ensuite transférés dans des tubes corex 15ml stériles, puis 

sont centrifugés à 12000rpm à 4°C pendant 20 minutes. Chaque culot est dissous dans 

1,6ml de tampon de lyse et transvasé dans un tube eppendorf de 2ml. Ce dernier est 

ensuite mis sur roue rotative à 4°C pendant une heure. Une centrifugation à 15000rpm 

est ensuite réalisée pour récolter la chromatine. Les surnageants sont aspirés et les 

culots sont remis en suspension dans 1,6 ml de tampon de lyse FA/SDS/PMSF. Une 

incubation des échantillons sur roue rotative à 4°C est réalisée pendant 20 minutes.  
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Sonication de la chromatine : 

Les tubes sont placés dans un mélange eau/glace. La sonde du sonicateur est placée à 3-

4mm du fond des tubes. Chaque échantillon est soniqué trois fois pendant 40 secondes à 

puissance 4, 60% duty cycle, et mode pulsed (Sonicateur CellTM, Sonics and materials 

INC, Danbury, Connecticut, USA), avec 20 secondes d’intervalle entre deux sonications, 

pour générer des fragments d’ADN d’une longueur moyenne de 500 pb. Le mélange est 

ensuite transféré dans un tube Greiner de 12 ml. 3ml de tampon de lyse sont ajoutés à 

chaque échantillon et les tubes sont ensuite placés sur roue rotative à 4°C pendant 30 

minutes. Une centrifugation à 10000 rpm  pendant 30 minutes est ensuite réalisée pour 

rendre soluble la chromatine. La chromatine est aliquotée par 700 µl et congelée à -

80°C. 

 

Qualité de la sonication :  

Une digestion des protéines par la pronase (12,5 µl de pronase à 20 mg/ml) de 350µl de  

chromatine est réalisée 1h à 37°C . La réversion du pontage ADN/protéines est obtenue 

en incubant les échantillons toute la nuit à 65°C. Les extraits sont ensuite incubés 1h à 

37°C en présence de RNase A (0,8 µl à 10 mg/ml) afin d’éliminer les ARN. Les fragments 

d’ADN sont ensuite purifiés avec le kit PCR purification de Quiagen. L’élution se fait 

dans 100µl de Tris 10 mM pH8. La taille des fragments d’ADN obtenus après sonication 

est analysée sur une aliquote de 20 µl par électrophorèse sur gel d’agarose 0,8% TBE. 

 

Immunoprécipitation : 

50µl de billes couplées à des anticorps dirigés contre des anticorps de souris ou de lapin 

sont lavées 3 fois avec 500µl de PBS/BSA 0,1%, puis sont repris dans 100 µl de la même 

solution. L’anticorps dirigé contre la protéine d’intérêt est alors ajouté afin d’être 

couplé à l’anticorps déjà présent sur les billes. Ce couplage se fait pendant 30 minutes à 

30°C sous une agitation de 1300 rpm. Suite à cette incubation, trois lavages dans 500 µl 

de PBS/BSA 0,1% sont réalisés. Le dernier lavage se fait 10 minutes à 30°C sous 

agitation à 1300 rpm. 500µl de chromatine et 50µl de PBS/BSA (10 mg/ml) sont ensuite 

ajoutés aux billes, puis les mélanges sont incubés à 21°C pendant 2 heures sous agitation 
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à 1300 rpm. Les billes sont ensuite reprises dans 500 µl de tampon de lyse et 

transférées dans un tube propre. Trois lavages sont effectués avec 1ml de tampon de 

lyse dont la concentration en NaCl est ajustée à 500mM. Le dernier lavage se fait à 

21°C pendant 20 minutes sous agitation à 1300 rpm. Les échantillons sont ensuite lavés 

dans 500µl de tampon IP (10 mM Tris pH 8, 250 mM LiCl, 1mM EDTA, 0,5% NP40, 0,5% 

déoxycholate de sodium) puis dans 500µl de TE. Les billes sont ensuite remises en 

suspension dans 125µl de tampon Pronase dilué 5 fois (25mM Tris pH7,5 ; 5mM EDTA, 

0,5%SDS) pour l’élution des protéines à 65°C pendant 20 minutes. Afin d’hydrolyser les 

protéines, 6,25ul de pronase (20mg/ml) et 25µl de tampon pronase (125mM Tris pH7,5 ; 

25mM EDTA, 2,5%SDS) sont également ajoutés à 100µl d’extrait brut (Input). 

 

Réversion du pontage ADN- protéines : 

Après 1 heure à 37°C, la réversion du pontage ADN-protéines est obtenue en incubant 

toute la nuit à 65°C. Les extraits sont ensuite incubés 1 heure à 37°C en présence de 

0,8µl de RNaseA (10 mg/ml) afin d’éliminer les ARN. Les fragments d’ADN sont ensuite 

purifiés avec le KIT PCR purification de Quiagen. L’élution se fait avec 100 µl de Tris 10 

mM pH 8. Une seconde élution est ensuite réalisée avec 100 µl de Tris. 

 

PCR en temps réel : 

Les fragments d’ADN co-immunoprécipités sont détectés par PCR quantitative en temps 

réel. Les réactions sont effectuées dans des plaques 96 puits (thermo-Fast 96 Reaction, 

Abgene) en utilisant SYBR Green Master Mix (Invitrogen) et le programme 35 X 15 

secondes à 95°C, 1 minute à 60°C sur un appareil ABI PRISM 7000 (Applied 

Biosystems). Chaque PCR est réalisée en duplicata dans un volume final de 25 µl à partir 

de 5 µl d’ADN purifié (IP ou Input) et 10 pmoles de chaque amorce. Une courbe de 

dissociation des amplicons est déterminée par augmentation progressive de la 

température en fin de réaction afin de vérifier la spécificité de chaque amplicon. Afin 

de calculer l’enrichissement de la protéine d’intérêt, une valeur seuil Tc (threshold 

cycle) est d’abord déterminée pour chaque PCR. Cette valeur correspond au cycle au 

cours duquel le signal de fluorescence émanant d’un puits atteint un niveau 10 fois 

supérieur au signal moyen du bruit de fond mesuré pour l’ensemble des puits. 
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En se référant à une courbe standard réalisée sur des dilutions en série d’ADN, une 

quantité relative d’ADN est attribuée à chaque cycle. L’enrichissement d’une protéine 

correspond donc au pourcentage de la quantité d’ADN co-immunoprécipité (IP) par 

rapport à la quantité d’extrait brut (Input). 

 

 

II-2-4) Immunofluorescence 

Les cellules provenant de 9 ml de culture sont fixées par ajout de 1 ml de formaldéhyde 

37% (Sigma) directement dans le milieu de culture et agitation douce. Les cellules sont 

ensuite centrifugées à 4000 rpm, 4 minutes et le culot est lavé deux fois avec 1 ml de 

tampon KP sorbitol (50 mM KPO4 pH 6,5 ; 0,5 mM MgCl2, 1,2 M sorbitol) 4°C et est 

repris dans 1ml de tampon KP sorbitol. 

La paroi des cellules (150 µl) est digérée avec 15µl de β-mercaptoéthanol et 10 µl de 

zymolyase 100T (100 mg/ml) pendant 20 minutes à 37°C. Les cellules sont lavées une 

fois avec 0,5 ml de PBS 1X , 1% fish gélatine (Sigma), deux fois avec 0,5ml de PBS 1X , 

1% fish gélatine, 0,1% Triton X-100 , une fois avec 0,5ml de PBS 1X , 1% fish gélatine et 

reprises enfin dans 50µl de PBS 1X , 1% fish gélatine. L’anticorps primaire dilué 1/100 

est ajouté et les cellules sont incubées 1 heure à température ambiante. 

Les cellules sont lavées une fois avec 0,5 ml de PBS 1X , 1% fish gélatine, deux fois avec 

0,5ml de PBS 1X , 1% fish gélatine, 0,1% Triton X-100 , une fois avec 0,5ml de PBS 1X , 

1% fish gélatine et reprises enfin dans 50µl de PBS 1X , 1% fish gélatine. L’anticorps 

secondaire (IgG alexa 594 , ou goat anti mouse FITC dilués 1/100 ) est ajouté et les 

cellules sont incubées 1 heure à température ambiante. 

Les cellules sont lavées une fois avec 0,5 ml de PBS 1X , 1% fish gélatine, deux fois avec 

0,5ml de PBS 1X , 1% fish gélatine, 0,1% Triton X-100, et reprises dans 0,5ml de PBS 1X 

, 1% fish gélatine, 5µl de DAPI à 50µg/ml. Après incubation pendant deux minutes à 

température ambiante, les cellules sont lavées par 0,5 ml de PBS 1X , 1% fish gélatine 

puis sont reprises dans 10µl de PBS 1X. 

Les cellules sont analysées au microscope à fluorescence.  
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II-3) Etudes biochimiques 
 

II-3-1) Préparation de la fraction PA600 utilisée dans les tests de 

transcription spécifique in vitro 

Préparation du S100 : 

Les cellules sont récoltées en phase exponentielle de croissance (DO600=1), par 

centrifugations successives à 5000 rpm. Le culot cellulaire est repris dans du tampon de 

broyage (150 mM HEPES pH 7,8 ; 60% glycérol, 60 mM MgCl2, 3 mM DTT, 1 mM PMSF, 

Complete (cocktail d’anti protéases) ) à raison de 0,5 ml par gramme de cellules. Le 

volume de la suspension est alors mesuré, et la concentration en sulfate d’ammonium est 

ajustée à 400 mM. La suspension cellulaire est alors congelée dans un mélange éthanol-

carboglace. Les cellules sont broyées à la presse de Eaton sous une pression de 6 tonnes. 

L’extrait brut est ensuite centrifugé 20 minutes à 18000 rpm à 4°C dans un rotor 50-

2Ti (Beckman). Le surnageant (appelé S100) est récupéré. 

 

Préparation de la fraction K350 : 

Le S100 est dialysé pendant 75 minutes contre 2 l de tampon D0 (20 mM HEPES pH 

7,8 ; 20% glycérol, 10 mM MgCl2, 0,2 mM EDTA, 1 mM DTT, 1 mM PMSF) puis à nouveau 

pendant la nuit sous agitation légère à 4°C contre 2 l de tampon K90 (90 mM KCl, 20 mM 

HEPES pH 7,8 ; 20% glycérol, 10 mM MgCl2, 0,2 mM EDTA, 1 mM DTT, 1 mM PMSF).  

Le S100 dialysé est ensuite chromatographié à un débit linéaire de 1ml/min sur une 

colonne de DEAE-Sepharose (Pharmacia). Le volume de résine est adapté à la quantité 

de protéines présentes dans l’extrait à raison de 1 ml de résine pour 7,5 mg de 

protéines. Après lavage avec 10 volumes de tampon K90 à un débit linéaire de 1ml/min, 

les protéines sont éluées par du tampon K350 (350 mM KCl, 20 mM HEPES pH 7,8 ; 20% 

glycérol, 10 mM MgCl2, 0,2 mM EDTA, 1 mM DTT, 1 mM PMSF). Le volume des fractions 

récoltées correspond à un vingtième du volume de colonne. Les fractions dont la 

concentration protéique est supérieure à 1 mg/ml sont rassemblées et constituent la 

fraction K350.  
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Préparation de la fraction PA600 : 

L’extrait K350 est dialysé de façon extensive contre 2l de tampon P0 (20 mM HEPES 

pH 7,8 ; 20% glycérol, 2 mM MgCl2, 20 µM EDTA, 1 mM DTT, 1 mM PMSF). À l’issue de 

la dialyse, le boudin de dialyse est retourné plusieurs fois afin de remettre en 

suspension les protéines qui ont précipité au cours de cette étape. Le dialysat est 

ensuite centrifugé 30 minutes à 30000 rpm, à 4°c dans un rotor 50-2 Ti (Beckman). Le 

culot est remis en suspension dans 2 ml de tampon P0, tranféré dans un tube siliconé, et 

centrifugé 20 minutes à 14000 rpm, à 4°C dans un rotor 5804R (Eppendorf). Le culot 

est finalement resuspendu dans du tampon P600 (600 mM KOAc, 20 mM HEPES pH 7,8 ; 

20% glycérol, 2 mM MgCl2, 20 µM EDTA, 1 mM DTT, 1 mM PMSF, Complete EDTA free) 

à raison de 100 µl de tampon pour 10 mg de protéines présentes dans la fraction K350 

avant dialyse. 

Les transcrits ont été analysés par électrophorèse sur gel de polyacrylamide en 

condition dénturante (7M urée) : 6% polyacrylamide pour les transcrits complets ainsi 

que pour les réactions de reprise de l’élongation, et 15% polyacrylamide pour les 22 et 

60 mer. 

Les ARN ont été révélés par autoradiographie (film Kodak Biomax MR) et quantifiés par 

le logiciel ImageJ. 

 

II-3-2) Transcription spécifique in vitro 

a) Transcription spécifique : transcrit complet 

Les réactions de transcription spécifique in vitro ont été réalisées dans un volume final 

de 30 µl contenant : 20 mM Hepes pH 7,8 ; 10 mM MgCl2, 0,05 mM EDTA, 280 mM 

KOAc en présence de 200 µM d’ATP, 200 µM de CTP, 200 µM de GTP, 10 µM d’UTP et 8 

µCi de α32P-UTP (800 Ci/mmole). 40ng de plasmide YEpSIRT ou 32 ng des plasmides 

dérivés (P22 et P60 plasmides obtenus par mutagenèse dirigée sur le plasmide YepSirt 

et qui contiennent donc des cassettes sans G de 22 nucléotides pour l’un et 60 pour 

l’autre ) sont incubés en présence de la fraction PA600. 

Après 20 minutes d’incubation à 25°C, la réaction est arrêtée par addition de 200 µl de 

solution d’arrêt (10 mM Tris-HCl pH 8 , 5 mM EDTA, 300 mM NaCl, 0,6% SDS, 0,5 
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mg/ml protéinase k, 200 µg/ml glycogène) et les échantillons sont incubés 15 minutes à 

30°C.  

Les ARN précipités à l’éthanol sont centrifugés pendant 30 minutes à 15000 rpm à 4°C, 

le surnageant est éliminé, les culots séchés à 95°C pendant 5 minutes et repris dans 15 

µl de tampon de dépôt sur gel (90% formamide, TBE 1X). Avant analyse par 

électrophorèse, les échantillons sont incubés 5 minutes à 95°C.  

 

b) Transcription spécifique : expérience du 22mer ou du 60 mer 

La réaction de transcription à été réalisée comme décrit précédemment à l’exception de 

la composition des mélanges nucléotidiques : 

ATP 600 µM, CTP 600 µM et 25 µCI de α32P-UTP (800 Ci/mmole). 

De plus, les matrices ont été incubées 3 heures en présence du PA600 préalablement à 

l’ajout des nucléotides. 

 

 

c) Transcription spécifique : expérience de reprise de l’élongation 

Après la formation du 22 mer ou du 60 mer, dans un volume final de 300 µl,  la réaction 

de reprise de l’élongation est déclenchée par l’ajout des nucléotides : ATP 600 µM , CTP 

600 µM, GTP 600 µM et UTP 1,8 mM. A chaque point de la cinétique de reprise de 

l’élongation, une fraction de 30 µl est récoltée.  

 

 

II-4) Études statistiques 
 
Test de Mann-Whitney : 

Le test de Mann-Whitney est un test non paramétrique d'identité portant sur deux 

échantillons indépendants issus de variables numériques ou ordinales. Il utilise non pas 

les valeurs prises par les observations, mais leurs rangs une fois ces observations 

réunies dans un même ensemble.  

Une fois les valeurs ordonnées, on calcule le nombre U1 de fois où une valeur du groupe 1 

précède une valeur du groupe 2 et le nombre U2 de fois où un résultat du groupe 2 
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précède un résultat du groupe 1. La statistique U de Mann-Whitney est le plus petit de 

ces deux nombres. Plus U est petit plus les groupes sont significativement différents. 

A chacune de ces statistiques est associé un test dont l’hypothèse nulle est que les 

rangs du groupe 1 ne diffèrent pas des rangs du groupe 2. L’hypothèse alternative est 

que les rangs des deux groupes diffèrent ou que les rangs d’un groupe sont plus grands 

que ceux de l’autre groupe.  

La valeur U calculée est comparée à une valeur critique lue dans une table pour un seuil 

fixé, et si U est inférieure à cette valeur critique, , l’hypothèse nulle est rejetée.  
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Annexes:  

 

Etude de la fidélité de l’ARN polymérase la Pol III 

Parallèlement à l’étude mécanistique de la transcription Pol I, j’ai participé durant ma 

thèse au projet d’un chercheur post-doctoral, N. Alic, qui s’intéressait aux mécanismes 

de la fidélité transcriptionelle de la Pol III. Comme mentionné dans l’introduction, cette 

ARN polymérase synthétise des petits ARN stables et non traduits, dont les ARN de 

transfert (ARNt) ou l’ARNr 5S. En plus de la Pol III, les facteurs de transcription 

TFIIIB et TFIIIC sont indispensables pour transcrire spécifiquement les gènes d’ARNt  

(Kassavetis and Geiduschek, 2006). 

 La transcription des gènes d’ARNt a été reconstituée in vitro chez la levure à partir 

des complexes TFIIIB et TFIIIC recombinants et d’ARN Pol III purifiée (Ducrot et al., 

2006)  

Les ARN polymérases ne sont pas aussi fidèles que les ADN polymérases. Les erreurs 

lors de la transcription sont toutefois moins délétères que celles qui ont lieu lors de la 

réplication du fait de la transmission de l’ADN à la descendance. La fréquence 

d’incorporation d’un nucléotide incorrect lors de la transcription est estimée à 10-3 et 

10-5 pour l’ARN polymérase bactérienne (Erie et al., 1992), alors qu’elle n’est que de 10-6 

à 10-9 lors de la réplication. Les mécanismes par lesquels les ADN polymérases assurent 

la fidélité de la réplication sont bien caractérisés : ces enzymes sont hautement 

sélectives lors du choix du nucléotide correct, l’utilisant 103 à 106 fois plus efficacement 

qu’un nucléotide incorrect. De plus, l’activité exonucléase 3’-5’ des ADN polymérases 

leur permet de corriger les erreurs commises lors de la réplication.  

Les études relatives à la fidélité des ARN polymérases sont moins nombreuses. Chez les 

eucaryotes, seule la fidélité de la Pol II a été étudiée en détail: cette étude a permis de 

déterminer in vitro la sélectivité de l’enzyme pour le nucléotide correct et de mettre en 

avant le rôle clé du facteur de clivage TFIIS dans la fidélité de la Pol II (Thomas et al., 

1998). L’activité de clivage des ARN au sein des complexes ternaires d’élongation est 

conservée dans les 3 règnes du vivant (procaryotes, archées, eucaryotes). Bien que  

catalysée par le site actif des ARN polymérases, Cette activité n’est pas la réaction 

inverse de la synthèse des liaisons phosphodiesters. C’est une activité endonucléasique 
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qui ne peut s’exprimer qu’au sein des complexes ternaires et qui nécessite dans la 

plupart des cas un facteur exogène (facteur de clivage, TFIIS dans le cas de la Pol II). 

En résumé, cette activité est importante pour cliver un transcrit dont l’extrémité 3’ est 

désengagée du site actif lors d’un arrêt accidentel du complexe d’élongation. Le clivage 

de l’ARN génère une nouvelle extrémité 3’ correctement positionnée dans le site actif. 

Sans cette réaction, les complexes ternaires bloqués sont incompétents pour reprendre 

la transcription. 

Le rôle potentiel de l’activité de clivage des ARN polymérases dans la fidélité de la 

transcription est évidemment à rapprocher de la fonction de l’activité exonucléasique 

des ADN polymérases dans la fidélité de la réplication. 

 

Contrairement à ce qui est observé pour la plupart des ARN polymérases, l’activité de 

clivage de la Pol III est intrinsèque à l’enzyme et implique la sous-unité C11 (Chédin et 

al., 1998). Le rôle de cette petite sous-unité essentielle est en fait complexe. Il a été 

montré au laboratoire qu’outre son implication dans le clivage de l’ARN au sein des 

complexes ternaires, la sous-unité C11 était requise pour la réinitiation facilitée de la 

Pol III et ce de façon clivage-indépendante (Landrieux et al., 2006). 

 

 A) Etude de la fidélité de l’ARN polymérase III 

 

Le projet de Nazif Alic visait à caractériser les mécanismes moléculaires contrôlant la 

fidélité de la transcription Pol III.  Pour ce faire, il a comparé l’incorporation d’un 

nucléotide mésapparié par la Pol III Wt et par la Pol III∆ (une forme incomplète 

d’enzyme dépourvue des sous-unités C11, C37 et C53 ne possédant plus d’activité 

intrinsèque de clivage et qui peut être obtenue par purification  de la Pol III à partir de 

mutants). Le système de transcription spécifique in vitro utilisé au laboratoire comprend 

les facteurs TFIIIB et TFIIIC recombinants, et la Pol III purifiée. La matrice utilisée 

dans ces tests est le gène codant l’ARNtSup4. En résumé, ce gène est préincubé 

pendant 20 minutes à 25°C en présence des facteurs TFIIIB et TFIIIC,  et une 

quantité limitante de Pol III est ajoutée pendant 20 minutes pour former le complexe 
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de préinitiation. Enfin, l’addition des nucléotides permet le démarrage de la 

transcription.  

Il est important de noter que la séquence codante Wt de la matrice Sup4 ne 

comporte pas de G dans les 17 premiers nucléotides. Ainsi, quand la transcription 

est réalisée en l’absence de GTP, les complexes ternaires dans lesquels ADN, ARN 

néosynthétisés et Pol III sont associés de façon stable sont arrêtés en position 

+17 mais restent compétents pour la reprise de l’élongation si le GTP est ajouté au 

milieu réactionnel. En l’absence de GTP, la Pol III∆ incorpore un nucléotide 

mésapparié en position +18 (préférentiellement un A à la place d’un G) qu’elle est 

évidemment incapable de cliver. 

Pour les expériences de clivage, les complexes ternaires bloqués à +17 sont purifiés 

par chromatographie de perméation sur gel, puis sont incubés en l’absence de 

nucléotides dans un tampon contenant du MgCl2 à 8mM. 

Grâce à des expériences de reconstitution in vitro de la Pol III∆  avec des sous unités 

C37, C53, C11 Wt ou mutante (incapable de restaurer l’activité de clivage), nous avons pu 

déterminer les constantes de vitesse apparentes d’incorporation de nucléotides 

corrects ou incorrects après un nucléotide mésapparié ou correctement apparié. Les 

vitesses de clivage de ces nucléotides ont également été déterminées. 

L’ensemble de ces données a fait l’objet d’une publication jointe en annexe 2. En 

résumé, nous avons démontré que la Pol III incorporait un nucléotide correct 

environ mille fois plus efficacement qu’un nucléotide incorrect, et que le clivage d’un 

nucléotide mésapparié était 8 fois plus rapide que le clivage d’un nucléotide apparié. 

Contrairement à ce qui est observé pour la Pol II, l’addition par la Pol III d’un 

nucléotide correct après un mésappariement constitue l’étape cinétiquement la plus 

lente lors de la synthèse de transcrits contenant une seule erreur. Enfin, grâce à 

des modélisations in silico, nous avons pu établir qu’in vitro, l’activité de sélectivité 

des nucléotides et l’activité de clivage de l’ARN contribuaient de façon équivalente 

à la fidélité de la transcription Pol III. 
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