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RISC : RNA induced-silencing complex 

Let-7 : Lethal-7 

HMGA2 : High Mobility Group A2 

TRIM71 : Tripartite Motif containing 71 

HPLC : High Performance Liquid Chromatography 

R1ρ : Relaxation dans le référentiel tournant 

CPMG : sequence de Carr-Purcell-Meiboom-Gill 

LB : Lysogeny Broth 

RPM : Rotations par minutes 

PEG : Polyéthylèneglycol 

DMSO : Diméthylsulfoxide 

EDTA : Ethylènediaminetétraacétique 

NTP : Nucléotide triphosphate 
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L’information génétique de l’organisme est codée par l’ADN, lui-même transcrit en 

ARN, et lui-même traduit en protéine. Ce postulat est valable pour un certain nombre de 

gènes, mais tous les transcrits ne suivent pas cette règle. En effet, il existe des familles d’ARN 

nommés ARN non-codants, qui ne codent pas pour des protéines (MacFarlane, R. Murphy 

2010). Le monde scientifique commence depuis quelques décennies à s’intéresser de manière 

précise à ces ARN, et en particulier aux micro-ARN (ARNmi), puisqu’il s’agit d’une voie de 

régulation de l’expression génétique non négligeable pour la cellule reposant sur le 

phénomène d’interférence ARN (Rana 2007). Les ARNmi interagissent via des complexes 

ribonucléoprotéiques, appelés RISC (RNA induced-silencing complex), avec leurs partenaires, 

et assurent le bon fonctionnement de la cellule grâce à un contrôle sur de nombreux 

mécanismes essentiels. Cependant, afin de mieux comprendre le fonctionnement exact de 

cette régulation, il est important de bien saisir au niveau atomique l’interaction qui existe 

entre un ARNmi et son partenaire. La technologie de choix pour observer ces processus 

dynamiques à haute résolution est la résonnance magnétique nucléaire (RMN) (Bothe et al. 

2011).  

Dans ce mémoire, nous allons essayer de comprendre les modalités d’interaction de 

l’ARNmi hsa-Let-7a-5p noté Let-7 (Roush, Slack 2008) avec les cibles HMGA2 (Lee, Dutta 

2007), LIN28A/B (Balzeau et al. 2017), et TRIM71 (Yin et al. 2016), connue dans la 

littérature pour interagir avec ce dernier dans le cadre de pathologies comme le cancer. Nous 

allons ici décrire la démarche scientifique suivie pour l’étude de la dynamique de Let-7 et de 

ses interactions avec ses partenaires, en détaillant la préparation des échantillons pour les 

expériences de spectroscopie, ainsi que les expériences de relaxation-dispersion que nous 

aurions voulu mettre en place.  

 

Démarche scientifique 

La principale contrainte qui a conditionné notre design expérimental est la quantité de 

matériel biologique nécessaire à la réalisation d’expériences de spectroscopie RMN (Fürtig et 

al. 2003). En effet, la RMN nécessite plusieurs milligrammes d’ARN ce qui représente une 

quantité conséquente d’échantillon, et un coût non négligeable pour le laboratoire (Baronti et 

al. 2018). Il est donc important de mettre en place une méthode robuste et efficace nous 

permettant de produire nous-même Let-7 ainsi que ses partenaires, en quantité suffisante et à 
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un coût maitrisé. Il faut donc d’abord valider le protocole à une échelle de production faible 

avant de l’appliquer à l’échelle de l’échantillon de RMN.  

Notre stratégie repose sur l’utilisation initiale d’une séquence synthétisée 

chimiquement d’ADN de Let-7, que l’on va amplifier dans un plasmide bactérien puis 

extraire par lyse cellulaire. Cette séquence synthétique est un triplicata de la séquence 

originelle, puisque l’enzyme T7 polymérase utilisée pour la transcription in vitro fonctionne 

mieux sur des séquences longues, la construction permettant aussi d’ajouter une séquence 

promotrice favorisant l’encrage de cette polymérase. L’avantage de cette approche repose sur 

la forte capacité de multiplication des bactéries, ce qui permet d’alimenter rapidement la 

chaîne de production de modèle d’ADN. Le plasmide amplifié est ensuite digéré par des 

enzymes de restriction, puis séparé par migration sur gel d’agarose pour pouvoir récupérer 

uniquement la séquence d’intérêt. On utilise ensuite cette dernière pour une transcription in 

vitro pour synthétiser l’ARN d’intérêt. L’intérêt de cette synthèse est l’utilisation possible de 

nucléotides marqués isotopiquement avec des noyaux 13C et 15N qui sont visibles en RMN, 

contrairement à leurs autres isotopes plus abondants. Le transcrit est ensuite extrait par HPLC 

en conditions dénaturantes, afin de séparer ce transcrit de tous ceux non conformes. On le 

purifie ensuite par extraction butanol et évaporation sous vide avant de le resuspendre dans un 

tampon deutéré pour les expériences de RMN.  

Pour l’expérience RMN, on choisit l’expérience à réaliser en fonction du mécanisme 

dynamique que l’on estime le plus probable. Dans le cas de Let-7, on suppose que le 

mécanisme dynamique est un phénomène d’échange entre plusieurs configurations en absence 

ou en présence de ses partenaires. De ce fait, comme présenté dans le mémoire 

bibliographique, des expériences de R1ρ ou de CPMG sont à prévoir pour observer la 

dynamique dudit ARNmi. C’est en effet l’approche la plus intéressante et la plus performante 

pour l’étude de phénomènes d’échange par RMN. Cette stratégie devrait être appliquée pour 

chacun des partenaires de Let-7 présenté. La stratégie suivie peut être résumée dans le schéma 

présenté en Figure 1. 

A cause du confinement lié à la crise sanitaire du Covid-19, entrainant une fermeture 

complète du laboratoire, le protocole expérimental n’a pu être réalisé que jusqu’à la 

transcription in vitro (incluse). Néanmoins j’ai eu la possibilité avant le confinement de me 

former pour les étapes suivantes en particulier pour la purification HPLC et l’analyse RMN.   
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Figure 1 : Schéma bilan de la démarche scientifique du projet 

 

Matériel et méthodes 

Design du modèle Let-7 de synthèse 

 Le design de la séquence Let-7 synthétique utilisée pour l’amplification a été réalisé 

dans notre laboratoire par Landry GAYET. Elle a été commandée à Eurogentec et utilisée 

dans un plasmide pIvex2.3d (Roche) grâce à la technologie In-Fusion (Takara), donnant la 

construction pIVEX2.3d-Let7 MIRNA qui a été utilisée par la suite pour l’amplification 

bactérienne. La séquence utilisée est la suivante, la séquence de Let-7 (présente trois fois) 

étant indiquée en gras :  

5'TAATACGACTCACTATAGGGATCGGTTGTATAGTTTGAGGTAGTAGGTTGTATAGTTT

GAGGTAGTAGGTTGTATAGTTTGAGGTAGTAGGTTGTATAGTTTGAGGTAGGCAACAT

GCTTCGGCATGG3' 

 

Amplification et extraction du modèle Let-7 

Des bactéries E.coli chimio-compétentes Top 10 (préparées au laboratoire) sont 

transformées avec ce même plasmide à 0°C pendant 15min, puis amplifiées pendant 12h à 

37°C et 270rpm sur du milieu LB Agar (préparé au laboratoire). Des clones sont ensuite 

prélevés puis amplifiés en culture LB liquide (préparée au laboratoire), successivement dans 
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15mL (8h) puis 2L (2h) de milieu à 37°C et 270rpm. Suite à cela, les clones sont lysés et le 

plasmide d’intérêt extrait sur colonne de silice avec des kits d’extraction Maxi Prep 

(Macherey Nagel). L’ADN est ensuite dosé par UV (Nanodrop), puis subit une double 

digestion avec le couple d’enzymes de restriction SacI/NcoI. La validité de cette dernière est 

vérifiée avec migration sur gel d’agarose 2%.  

 

Séparation par taille 

Par gel : Après digestion, l’insert d’intérêt contenant la séquence de Let-7 est séparé 

du reste du plasmide par migration à 100V/30min sur gel d’agarose 2%. La bande contenant 

l’insert est découpée et le modèle ADN extrait au thiocyanate de guanidine est purifié sur 

colonne de silice avec lavage à l’éthanol 70% puis solubilisé en eau. L’ADN est finalement 

dosé par Nanodrop, aliquoté et stocké à -20°C.  

Par billes magnétiques : Des billes magnétiques NGS clean-up size (Macherey Nagel) 

sont utilisées successivement avec des ratios billes/échantillon de 0.5/1 pour une exclusion du 

plasmide et de 1.8/1 pour récupérer l’insert, avec lavage à l’éthanol 70% et solubilisation en 

eau.  

Par filtration : L’échantillon est filtré sur Amicon cutoff100kDa Merck à 11000g 

pendant 30min, puis récupération de la fraction correspondant à l’insert. 

 

Transcription in vitro d’échantillons 

 La réaction de transcription se fait en milieu RNAse free à 37°C pendant 4h à 300rpm, 

avec ajout d’EDTA 0.5M pH=8 à la fin du temps d’incubation, à partir du modèle ADN 

précédemment obtenu. La composition standard en volume d’un mix pour une transcription 

est la suivante : 20% PEG 8000, 20% DMSO, 8% H2O, 10% Buffer 10X, 10% MgCl2 

(0,28M), 16% de mix NTP (25 mM de chaque), 8% ADN et 8% de T7 polymérase, cette 

dernière étant produite au laboratoire. Le volume total d’un mix de transcription petite échelle 

est de 25µL, pour 3mL pour une transcription grande échelle. La transcription est suivie par 

migration 45min à 240V sur gel de polyacrylamide 15% en conditions dénaturantes et 

révélation par SYBR-Safe 1/10000.  
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Purification et préparation d’échantillon RMN 

L’ARN d’intérêt est séparé des autres transcrits par High Performance Liquid 

Chromatography (HPLC) en conditions dénaturantes. Un gradient de sels est réalisé grâce à 

deux tampons : A (12,5mM Tris-HCl + 6M urée ; pH=8) et B (12,5mM Tris-HCl + 6M urée + 

0,5M NaClO4). Le gradient de sel est optimisé sur HPLC analytique (détection UV) pour 

obtenir un gradient allant de 2% à 98% de tampon B en 15min à un débit de 0,5mL/min. Une 

fois cette optimisation réalisé le protocole est transporté sur HPLC préparative, en utilisant 

des conditions identiques mais un débit de 20mL/min, pour extraire l’ARN d’intérêt. L’ARN 

est ensuite extrait du milieu dénaturant par extraction au butanol et lyophilisation.  

A cette étape, l’ARN est un triplicata de l’ARN Let-7 recherché, du fait du design de 

l’insert intégré au plasmide bactérien. L’échantillon subit un clivage à la RNAse H à 37°C 

avec une chimère ADN hybridée à l’ARN d’intérêt (séquence), qui permet de récupérer pour 

chaque transcrit 3 ARN Let-7 prêts à être analysés en RMN. L’échantillon subit à nouveau 

une extraction au butanol et une lyophilisation sous vide, avant d’être resuspendu en tampon 

pour les expériences de RMN (tampon phosphate, sels, pH, 10% D2O). 

 

Expériences RMN sur les échantillons 

 Une fois l’échantillon placé dans le spectromètre, le transfert d’énergie entre la sonde 

et l’échantillon est optimisé par le tuning et le matching de la sonde (1H, 13C et 15N). Les 

inhomogénéités du champ magnétique 0 sont ensuite compensés en ajustant les courants 

dans les bobines de shim. La stabilité dans le temps du champ 0 est assurée par la boucle de 

rétroaction du lock. La qualité de l’échantillon est testée par des expériences 1D (1H) et 2D 

(1H-13C et 1H-15N HSQC) après optimisation de la suppression de l’eau. Ensuite les 

expériences R1ρ sont calibrées, les temps de relaxation optimisés et l’intensité et la position 

des spins lock sont choisies pour observer les processus d’échanges sur les sites d’intérêt.   La 

série d’expérience R1ρ est réalisée (environ 1 semaine). Les données, qui sont traitées 

informatiquement par transformée de Fourier et les vitesses de relaxation R1ρ sont extraites 

par modélisation mono-exponentielle de la décroissance du signal au cours des délais de 

relaxation variables pour un spin lock donné. Ces paramètres sont ensuite utilisés pour la 

modélisation des processus dynamiques de l’échantillon étudié.   
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Résultats 

Préparation du modèle ADN de Let-7 

 Préparation à petite échelle 

Comme présenté en introduction, il est important d’observer si le protocole fonctionne 

effectivement avant de le mettre en place pour la production d’échantillons à grande échelle, 

du fait des coûts de production importants. Lors de la mise en place du projet, les étapes 

d’amplification bactérienne ont été validées au préalable par Landry GAYET. La première 

étape clé suite à cette amplification est la digestion enzymatique. Nous avons donc vérifié si 

l’étape de digestion avec SacI/NcoI avait fonctionné par migration sur gel d’agarose 2% 

(Figure 2). Nous avons conclu de cette figure que nous avons réussi à obtenir une petite 

quantité d’ADN que nous pouvons utiliser pour la transcription à petite échelle. 

 

Figure 2 : Résultat de la migration du produit de digestion au couple SacI/NcoI 

 

 

Préparation à grande échelle 

Le passage d’une petite échelle de production à la production de quantités d’ADN 

suffisantes pour son utilisation en RMN pose 2 problèmes. Le premier est celui de la digestion 

enzymatique, puisque NcoI représente un coût non négligeable pour la production de 

milligrammes de matériel biologique. Le second est celui de la séparation des deux produits 

de digestion, la taille des gels classiques imposant une contrainte supplémentaire très forte au 

processus de production.  
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Nous avons donc dans un premier temps cherché à optimiser la quantité d’enzymes de 

restriction nécessaire pour qu’à grande échelle, les coûts de production d’un échantillon 

d’ADN restent raisonnables. Nous avons donc testé les conditions de digestions présentées 

dans le tableau suivant :  

Tableau 1 : Composition des conditions de digestion, d32 correspond à la solution mère 

d’enzyme de restriction diluée 32 fois (volumes en µL) 

 1 2 3 4 5 (d32) 6(d32) 7(d32) 8(d32) 

Plasmide 27,7 27,7 27,7 27,7 27,7 27,7 27,7 27,7 

Buffer 10X 4 4 4 4 4 4 4 4 

SacI 0,8 0,4 0,2 0,1 0,8 0,4 0,2 0,1 

NcoI 0,8 0,4 0,2 0,1 0,8 0,4 0,2 0,1 

H2O 6,7 7,5 7,9 8,1 6,7 7,5 7,9 8,1 

 

Le résultat de la digestion sous ces différentes conditions est présenté en Figure 3. Ce 

gel nous a permis de conclure que même à de faibles concentrations de NcoI, cette enzyme est 

suffisamment performante pour permettre une digestion satisfaisante du plasmide amplifié. A 

terme, l’utilisation de NcoI ne deviendra pas un facteur financier limitant pour la production 

de modèles ADN. 

 

Figure 3 : Gel d’agarose 2% révélant le produit de digestion à 37°C par des concentrations 

variables de SacI/NcoI présentées dans le Tableau 1. Puit 1 : échelle moléculaire. Puit 2 à 5 : 

condition 1 à 4. Puit 6 à 9 : condition 5(d32) à 8(d32). 
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Nous avons ensuite testé l’efficacité de différentes méthodes de séparation pour isoler 

l’insert Let-7, puisque la méthode de migration sur gel d’agarose n’est pas applicable à la 

production d’échantillons d’ADN à grande échelle. La première méthode dont nous avons 

évalué l’efficacité est celle de la séparation par billes magnétiques. Cependant, cette approche 

ne s’est pas montrée concluante puisque cela n’a pas permis de séparer le plasmide de l’insert, 

comme montré en Figure 4. Les premiers tests que nous avons pu mettre en place pour la 

méthode d’ultracentrifugation avec une limite à 100kDa avant la crise sanitaire ne se sont pas 

non plus révélés concluants (Figure 4), la limite étant probablement trop basse et donc 

n’incluant pas l’insert. Une voie possible pour contourner ce problème serait de d’augmenter 

le cutoff du filtre utilisé. 

 

Figure 4 : Gel de vérification de l’extraction par taille sur la fraction de l’insert de Let-7 selon 

A) la méthode d’ultracentrifugation ou B) le kit de billes magnétiques. La présence des 2 

bandes indique l’échec de la séparation. 

 

Nous avons donc conclu que la digestion à grande échelle était possible, mais qu’il 

allait falloir tester des méthodes alternatives pour la séparation des produits de digestion pour 

avoir un protocole viable pour la production d’échantillons d’ADN utilisables pour une 

transcription à grande échelle.  

 

Préparation des ARN de Let-7 

 Préparation à petite échelle 

Avant de regarder les conditions optimales de transcription à grande échelle, il faut 

s’assurer que la transcription permet bien de produire l’ARN de Let-7 voulu. C’est pourquoi il 
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est nécessaire de regarder les conditions optimales de transcription à petite échelle. Nous 

avons donc testé plusieurs conditions de transcription présentées dans le Tableau 2. 

 

 

Tableau 2 : Composition des solutions de transcription testées (volumes en µL) 

 1 2 3 4 

PEG 8000 5 5 5 5 

DMSO 5 5 5 5 

H2O 2 0 0 4 

Buffer 10X 2,5 2,5 2,5 2,5 

MgCl2 2,5 2,5 2,5 2,5 

Mix NTP (25 mM de chaque) 4 4 4 2 

Modèle ADN 2 2 4 2 

T7 polymerase 2 4 2 2 

 

 Ces conditions ont pu être testées au laboratoire mais suite au confinement, les 

résultats n’ont pas pu être analysés pour nous permettre de conclure quant à l’efficacité de 

chaque condition de transcription.  

Perspectives 

Avant la mise en place des mesures sanitaires, j’ai pu avoir recours à d’autres 

techniques mentionnées dans le matériel et méthodes. Je n’ai pas pu réaliser la digestion à la 

RNAse H pour mon échantillon, ni la mise en place d’expérience pour ce dernier. Je n’ai pas 

eu beaucoup d’occasion d’utilisation des spectromètres, ni de travailler à l’acquisition et 

l’interprétation de spectres.  

Néanmoins, j’ai travaillé avec Sirine NOURI sur les deux HPLC mentionnées, pour 

l’optimisation de la purification de l’ARN HIV-TAR-1 pour les expériences de RMN, ainsi 

que l’extraction au butanol et le séchage sous vide de l’échantillon. J’ai aussi pu suivre en 

interne une partie de la formation pour utiliser en autonomie ces machines.  

 De plus, les premiers tests d’optimisation de transcription ont été réalisés, mais n’ont 

pas pu être continués à cause de la fermeture du laboratoire. J’ai aussi eu l’occasion d’assister 

Loïc SALMON dans la mise en place d’une expérience RMN au spectromètre 1GHz sur un 
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échantillon d’ARN de transfert. J’ai pu faire les régalages du spectromètre (calibration de 

température, matching, tuning, lock shim…) ainsi qu’observer la mise en place d’une 

séquence d’impulsion (R1ρ). J’ai donc pu malgré la mise en place du confinement prendre part 

aux étapes suivant celle où j’ai été stoppé.  

 Bien que nous ayons pu produire Let-7 à petite échelle, il faudrait encore le produire à 

grande échelle et réaliser le clivage à la RNase H pour pouvoir l’utiliser en RMN. Le 

protocole est aussi à répéter pour les différentes cibles présentées en introduction, pour 

pouvoir observer au spectromètre les interactions potentielles entre Let-7 et ces cibles. Les 

étapes de production des ARN et les analyses par RMN restent donc encore à faire.  

 

Conclusion 

 Le contexte sanitaire n’a pas permis d’aller au bout de la démarche, et de produire un 

échantillon analysable ainsi que de mener des analyses de RMN sur ce dernier. Nous n’avons 

donc pas pu conclure quant aux interactions existantes entre Let-7 et ses partenaires 

d’interactions présentées en introduction.   

Cependant, notre démarche de production d’échantillons semble être prometteuse en 

considérant les contraintes imposées par les expériences de RMN. En effet, les premiers 

résultats obtenus semblent aller dans le sens d’une possibilité de production à grande échelle 

d’échantillon. Les étapes réalisées ont globalement bien fonctionné et permit d’atteindre un 

stade avancé de la production. L’objectif initial était de pouvoir étudier ces échantillons par 

RMN, cela n’ayant pas été possible les mesures RMN ont été présentées dans le rapport 

bibliographique.  
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Résumé : 

Let-7 est un micro-ARN non codant impliqué dans différents mécanismes cellulaires. Il interagit avec 
divers partenaires comme HMGA2, TRIM71 ou encore LIN28B, et sa dérégulation est à l'origine de 
certains cancers. Pour mieux comprendre le fonctionnement de ce micro-ARN, il est important de 
connaître les modalités d'interaction avec ses partenaires à l'échelle atomique. Pour cela, la 
résonnance magnétique nucléaire ou RMN, représente un outil puissant pour l'étude de la dynamique 
moléculaire à cette échelle. En effet, cela permet d'observer différents mouvements à des temps 
allant de la picoseconde à la seconde. L'extraction de paramètres dynamiques issus des spectres 
permet la modélisation et la caractérisation des interactions existantes entre deux molécules. De la 
production d'échantillons à la résolution de spectres, nous présentons dans ce mémoire la démarche 
d'étude de la dynamique de Let-7 ainsi que les premiers résultats obtenus sur sa production pour 
l'analyse en RMN 

Abstract : 

Let-7 is a non-coding micro-RNA involved in various cellular mechanisms. It interacts with other RNAs 
as HMGA2, TRIM71 or LIN28, and its deregulation implies cancers. In order to understand how this 
micro-RNA works, it is important to know the interactions between him and its different partners at an 
atomic scale. For that, nuclear magnetic resonnance or NMR represents a powerful tool for molecular 
dynamic studies. Indeed, it allows us to observe various movements from picoseconds to seconds. 
Extraction of dynamic parameters from spectra allows us to characterize and describe existing 
interactions between two molecules. From sample production to spectra resolution, we will present in 
this dissertation our approach to study Let-7 dynamic and present our first results about its production 
and its analysis with NMR. 

Mots-clés : Micro-ARN, dynamique, RMN, cancer, modélisation, Let-7 

Key Words: Micro-RNA, dynamics, NMR, cancer, modeling, Let-7  
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Résumé : La description de la dynamique des ARN représente un point clé de la 

compréhension de leur fonctions biologiques. Des phénomènes comme les riboswitchs ou 

encore les propriétés catalytiques de certains ARN reposent sur les modifications structurelles 

auxquelles les ARN sont sujets. Pour observer ces mécanismes à l’échelle atomique pour 

mieux les comprendre et les modéliser, la résonance magnétique nucléaire (RMN) s’est 

imposée comme une technologie puissante pour observer cette dynamique. En effet, elle 

permet d’observer un large panel de mouvements, à plusieurs échelles de temps. Les 

expériences de relaxation de spin permettent d’étudier les mouvements de la picoseconde à 

la nanoseconde, les expériences de relaxation dispersion les mouvements de la microseconde 

à la milliseconde, et l’étude des couplages dipolaires résiduels de la picoseconde à la 

milliseconde. Ce mémoire présente ces différentes méthodes ainsi que leur utilisation en RMN 

des ARN, en discutant aussi bien la méthode d’analyse que les résultats qu’elles ont permis 

d’obtenir. 

 

 

 

 

Mots-clés : RMN, ARN, dynamique, relaxation de spin, relaxation-dispersion, couplages 
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L’information génétique de l’organisme est codée par l’ADN, lui-même transcrit en 

ARN . Il existe de nombreuses familles d’ARN, qui occupent des postes clés dans la cellule, 

comme dans la synthèse protéique, la régulation génique ou la transduction de signaux 

cellulaires. La plupart des propriétés de ces ARN dépendent directement de leur structure, qui 

n’est pas fixe dans le temps [1] [2]. En effet, les ARN sont sujets à des modifications spontanées 

de leur structure, à différentes amplitudes (de la rotation de nucléobase au changement de 

structure secondaire) et à différentes échelles de temps (de la picoseconde à la minute), lié à 

un paysage énergétique vaste autorisant de nombreux états, et donc possiblement des 

fonctions différentes (Figure 1) [3]. L’étude de cette dynamique complexe suscite l’intérêt de 

la communauté scientifique depuis plusieurs années, notamment pour l’explication de 

mécanismes lié à des modulations dans la structure des ARN, et pour appréhender plus 

précisément les interactions se produisant à l’échelle moléculaire, que ce soit au sein d’une 

même molécule d’ARN ou entre un ARN et son partenaire. Les avancées récentes des 

technologies de spectroscopie, notamment sur le plan de la spectroscopie par résonnance 

magnétique (RMN), permettent aujourd’hui d’observer avec précision la dynamique de 

molécules biologiques, notamment des ARN [3]. L’évolution des séquences d’impulsions, 

l’augmentation de la force des champs magnétiques et l’amélioration globale des systèmes 

d’acquisition font de la RMN une méthode puissante pour l’acquisition de données 

structurelles et de dynamique. Cela repose sur l’exploitation de plusieurs méthodes comme 

la relaxation de spin [4], les couplages dipolaires résiduels [5] ou encore les méthodes de 

relaxation-dispersion [6]. Dans ce mémoire, nous allons voir comment ces méthodes 

permettent d’obtenir des informations sur la structure et la dynamique des ARN, les 

expériences réalisées pour l’acquisition des données, ainsi que les différents paramètres 

observables. Nous étudierons d’abord la préparation des échantillons pour les expériences 

RMN avant d’expliquer ce qu’est une expérience RMN, puis l’utilisation de la relaxation, de la 

relaxation-dispersion, et des couplages dipolaires résiduels.  
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Figure 1 : Phénomènes dynamiques caractéristiques des ARN, leur échelle de temps et les 

expériences RMN pour les observer, adapté de [3]. 

 

Préparation d’échantillons 

 

La préparation d’échantillons pour une expérience RMN est une étape très importante 

pour le bon déroulement de cette dernière. En effet, les noyaux pouvant être observés en 

RMN pour les ARN sont le 1H , le 13C, le 15N et le 31P . Ces atomes possèdent en effet un spin 

non nul ce qui permet sous un champ magnétique suffisamment intense de lever la 

dégénérescence des niveaux d’énergie, et ainsi permettre le phénomène de résonnance 

magnétique [7]. Néanmoins le 13C et le 15N n’ont des abondances relatives très faibles 

(respectivement 1% et 0.4%) et un enrichissement isotopique de ces noyaux est en général 

nécessaire. La stratégie est donc de choisir lors de la biosynthèse de l’ARN d’intérêt quel site 

il est intéressant d’observer : type d’atome, position… (Figure 2) . Une fois la stratégie 

d’observation sélectionnée, il faut biosynthétiser l’ARN marqué.  

La procédure classique est une transcription in vitro par la T7 polymérase à partir d’une 

séquence d’ADN modèle, en utilisant  des nucléotides marqués 13C et 15N, permettant 

d’observer le phénomène de RMN [8]. Il est aussi possible d’obtenir des ARN par synthèse 

chimique grâce à un synthétiseur d’oligonucléotides [9]. Une fois le produit de transcription 

obtenu, il convient de le purifier pour permettre les études RMN [8]. Pour cela, on utilise une 
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technique de chromatographie, la High Performance Liquid Chromatography (HPLC), plus 

particulièrement l’HPLC de partage en conditions dénaturantes pour ne récupérer que le  

 

Figure 2 : Liste des sondes carbone, proton et azote classiquement exploitées en 

RMN des acides nucléiques, adapté de [4]. 

 

transcrit d’intérêt, et éliminer tous les autres produits et réactifs du mix de transcription. Cette 

première phase de purification effectuée, il faut remettre l’ARN en condition native, l’extraire 

par extraction au butanol, le sécher et le resuspendre en tampon RMN. Une fois dans le 

tampon, l’échantillon est placé en tube RMN Shigemi (pour minimiser le volume d’échantillon 

nécessaire), et est prêt à être analysé [8]. Ce protocole est le plus utilisé actuellement pour la 

préparation massive d’échantillons d’ARN pour l’analyse par RMN. 

 

L’expérience RMN 

Dans une expérience simple de RMN, les noyaux sont exposés à un champ noté 𝐵⃗ 0, 

dont la valeur est typiquement de plusieurs Teslas, par convention définissant l’axe z [10]. 

Après avoir atteint un état d’équilibre dans ce champ, il apparaît alors une aimantation dans 

la population de spins appelée aimantation globale et représentée par le vecteur 𝑀⃗⃗  [10], 

résultant de la levée de la dégénérescence des niveaux d’énergie (effet Zeeman [7]). Les 

moments magnétiques de spin, qui collectivement créent l’aimantation globale, précessent 

autour de 𝐵⃗ 0 à une fréquence caractéristique appelée fréquence de Larmor. La fréquence de 

résonance d’un noyaux au sein d’un édifice moléculaire sera de plus modulée par son 

environnement chimique local, appelé déplacement chimique.  Actuellement les 

spectromètres utilisés pour l’étude détaillée des ARN correspondent à des fréquences de 

Larmor d’environ 500MHz à 1GHz. Cet équilibre est par la suite perturbé par un champ 



4 
 

radiofréquence (RF), noté 𝐵⃗ 1, orthogonal et nettement moins intense que 𝐵⃗ 0 [7]. La 

conséquence de cette exposition à ce champ radiofréquence est un basculement de 

l’aimantation globale dans le plan (x,y). Suite à cela, on coupe le champ 𝐵⃗ 1, et on laisse revenir 

l’aimantation globale à l’équilibre initial selon 𝐵⃗ 0. La précession des spins autour de 𝐵⃗ 0 au 

cours de ce retour à l’équilibre, appelée relaxation est décrit par les équations de Bloch [10]. 

La relaxation est composée de deux temps caractéristiques : T1 ou temps de relaxation spin-

réseau, et T2 ou temps de relaxation spin-spin, respectivement associés aux taux de 

décroissance caractéristiques R1 = 1/T1 et R2 = 1/T2 [11], (Figure 3). La relaxation spin-réseau 

correspond au retour à l’équilibre thermique des noyaux et à la restauration de l’aimantation 

globale dans l’axe z [10], et conditionne donc le temps de retour à l’équilibre du système. La 

relaxation spin-spin correspond quant à elle à la perte d’aimantation dans le plan (x,y), due à 

la perte de cohérence entre spins, induite par le fait que les spins ne précessent pas autour de 

z à la même vitesse à cause des champs magnétiques locaux dans la molécule. C’est durant ce 

temps que se fait l’acquisition du signal RF émit par les spins, appelé Free Induction Decay, et 

qui après transformation de Fourrier donnera le spectre en fréquences exploitable, dont la 

largeur de raies est conditionnée par T2 et la position par le déplacement chimique [7]. Une 

expérience RMN est donc constituée de blocs d’impulsions et de délais les séparant avec des 

propriétés physiques spécifiques, dont les différents assemblages donnent accès à des 

informations structurelles et dynamiques propres à l’expérience réalisée [12]. Pour plus de 

clarté, ici et par la suite les séquences d’impulsion décrites correspondent à des versions 

simplifiées des expériences réellement réalisées. 

 

Figure 3 : Représentation graphique de l’expérience RMN 1D. (A) Déroulé de l’expérience 1D 

dans un modèle vectoriel : l’aimantation globale des représentée en rouge. (B) Séquence 

d’impulsion d’une expérience RMN 1D: délai (d1), pulse (p1) et acquisition (acq), adapté de 

[13]  
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Relaxation de spin  

Ces phénomènes de relaxation peuvent être expliqués par différents mécanismes : les 

couplages dipolaires (interaction magnétique dipôle-dipôle agissant entre pairs de spins), 

l’anisotropie de déplacement chimique CSA (le déplacement chimiquement dépendant de 

l’orientation de la molécule par rapport au champ 𝐵⃗ 0) et l’effet Overhauser nucléaire ou nOe 

(Transfert de polarisation entre 2 spins à travers l’espace à une distance maximale de 5Å [14]). 

Il est important de noter qu’en RMN des solutions, le mouvement moléculaire moyenne à zéro 

les contributions directes de l’interaction dipolaire et du CSA, ces derniers n’apparaissant que 

dans les processus de relaxation (voir ci-dessous). L’ensemble de ces phénomènes 

responsables de la relaxation de spin,  peuvent être quantifiés et interprétés pour obtenir des 

informations structurales et des modèles dynamiques de petites molécules comme les ARN à 

des échelles de temps allant de la picoseconde à la nanoseconde [15]. Les premiers 

paramètres mesurés sont le T1, le T2 et le nOe hétéronucléaire, qui est l’effet NOE existant 

entre deux noyaux différents (typiquement l’effet du 1H sur un 13C ou 15N). On mesure le T1 

par une séquence d’impulsions appelée Inversion Recovery, composée de 2 pulses (un 180 et 

un 90) séparés d’un temps d’évolution τ variable, que l’on fait évoluer pour encoder l’effet de 

la relaxation T1 durant cette période[11]. Le T2 est quant à lui mesuré par une séquence 

appelée CPMG (séquence de Carr-Purcell-Meiboom-Gill), composée d’un pulse 90°, puis d’un 

train d’échos de spin à 180°[11], chaque pulse séparé d’un temps τ caractéristique. On observe 

ensuite la décroissance de l’intensité du signal, à laquelle on fait correspondre l’équation 

suivante : Mx,y = M0𝑒−𝜏/𝑇2, qui permet d’obtenir le T2. Quant au nOe hétéronucléaire, on le 

mesure en regardant l’effet que la saturation d’un 1H induit sur un 13C ou un 15N voisin[16]. Le 

nOe se mesure comme le rapport des intensités entre 2 expériences opposant une condition 

où on sature le proton, et une condition où on ne le sature pas.  

On utilise dans un premier temps les valeurs des T1 et T2 pour chaque résidu pour 

déterminer le temps de corrélation rotationnel, noté τc [17], correspondant au temps mit par 

la molécule pour pivoter d’1 radian. Ce temps représente le mouvement rotationnel global de 

la molécule en solution, et est identique pour toute la molécule. On définit ensuite un temps 

de corrélation interne τi pour chaque résidu de la molécule, que l’on considère décorrélé du 

temps de réorientation global, ainsi qu’un paramètre d’ordre S², décrivant la réorientation 

angulaire d’un vecteur défini par un résidu [15]. Ces paramètre sont utilisés dans la fonction 
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de densité spectrale suivante notée J(ω) avec l’approche de Lipari-Szabo telle que J(ω) = 

2

5
(𝑆2 τ𝑐

1+ω2τ𝑐
2 + (1 − 𝑆2)

τ𝑖

1+ω2τ𝑖
2) [15]. On détermine la fonction de densité spectrale pour 

chaque résidu en faisant correspondre les variables S² et τi au mieux avec les valeurs de T1, T2 

et nOe obtenues expérimentalement (elles même exprimables comme une combinaison 

linéaire de la fonction de densité spectrale échantillonnée à différentes fréquences). 

L’exploitation de cette fonction de densité spectrale permet de décrire les mouvements à 

l’échelle locale pour chaque résidu, et la cartographie de ces fonctions permet de décrire la 

dynamique de la molécule étudiée [18]. L’équipe de Dayie et al. ont réussi grâce à la mesure 

de ces paramètres par relaxation du 13C à décrire les mouvements internes de l’ARN TAR du 

virus HIV-2 en utilisant une approche free model [19].  

 On peut aussi caractériser l’effet NOE homonucléaire, permettant notamment de 

mesurer des distances entre noyaux, et donne des informations précieuses sur la géométrie 

et la structure locale [3]. Pour le mesurer, on réalise une expérience appelée Nuclear 

Overhauser Effect SpectrospY (NOESY) 2D, dont la séquence d’impulsion est composée de 3 

impulsions 90°, les deux premières séparées d’un temps d’évolution t1 variable contribuant à 

la création de la deuxième dimension, et les pulses 2 et 3 séparés d’un temps invariant τm, 

dont la valeur est sélectionnée pour un optimum de transfert de polarisation entre les noyaux 

étudiés [20]. Le résultat est un spectre 2D présentant des corrélations entre pics, et permet 

d’attribuer les signaux existants, notamment pour les protons immino des bases d’acide 

nucléique, et de quantifier la distance séparant les noyaux observés. Ce type expérience a 

aussi notamment servi au groupe de B.R Reid et al.  pour élucider la structure secondaire d’un 

petit ARNt [21], et au groupe de M.J Kime et al. d’étudier les modalités d’interaction entre un 

ARNr 5S et la protéine ribosomale L25 [14]. Les expériences de relaxation représentent donc 

des outils puissants pour décrire les mouvements moléculaires à l’échelle locale ou globale et 

à des échelles de temps rapides (ps-ns), donnant aussi des informations précieuses pour 

l’élucidation de structures d’ARN. 

Relaxation-dispersion 

 Les expériences de relaxation-dispersion (RD) en RMN utilisent une approche 

différente des expériences de relaxation de spin, permettant de caractériser la dynamique 

moléculaire de la microseconde à la milliseconde [22]. Ces expériences reposent sur 
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l’existence d’un échange chimique entre différents états énergétiques d’une même molécule, 

impliquant plusieurs populations dont une très majoritaire devant l’autre [7]. On distingue 

deux états : l’état dit fondamental (EF), qui correspond à l’agencement et à la structure 

classique de l’ARN, et un état dit excité (EE), qui correspond à un état transitoire impliquant 

une structure et un agencement structural différent de l’ARN [23]. Cette transition d’un EE à 

un EF et inversement, peut se faire spontanément sans mécanisme enzymatique auxiliaire. 

Ces états excités, le plus souvent invisibles sur des expériences classiques du fait de leur 

proportion très faible et de leur durée de vie limitée, représentent l’objet des études par 

relaxation-dispersion [24]. La structure étant fortement liée à la fonction d’un ARN, ces états 

structurels transitoires instables représentent une source d’information pour l’explication de 

mécanismes moléculaires.  

 Le principal paramètre d’intérêt pour les expériences de relaxation-dispersion est le 

déplacement chimique. En effet, ce dernier dépend directement de l’environnement 

électronique du noyau, qui influence le champ magnétique effectif ressenti par ce dernier. 

Cela rend donc la valeur du déplacement chimique sensible aux variations structurelles et aux 

variations de liaison, qui vont par conséquent modifier l’environnement électronique observé 

[25]. De ce fait, on peut en théorie observer sur le spectre un même noyau qui va résonner à 

deux fréquences différence : la fréquence de l’état fondamental ωEF, et la fréquence de l’état 

excité ωEE, dont l’écart Δω peut être comparé à la constante de vitesse d’échange kex entre les 

deux états [25]. On caractérise le régime d’échange selon le critère suivant : échange lent pour 

kex<< Δω, échange intermédiaire pour kex≈Δω, et échange rapide pour kex>> Δω [25]. 

Cependant, lorsqu’il y a échange chimique, les noyaux vont exister un certain temps dans l’un 

ou l’autre de ces états, ce qui va causer une désynchronisation du mouvement de précession 

autour de 𝐵⃗ 0. La conséquence de cet effet est l’apparition d’un terme supplémentaire dans la 

relaxation transversale appelé Rex, qui est la contribution du phénomène d’échange à la 

détermination de R2 [26]. Un des objectifs des expériences de RD consistent à évaluer le Rex, 

le kex, de même que les fréquences de résonnances ωEF et ωEE ainsi que les populations des 

deux états ρEF et ρEE [3].  

 Pour cela, on peut effectuer une mesure de relaxation dans le référentiel tournant ou 

R1ρ [25]. Cela consiste en l’application d’un champ RF continu de fréquence variable appelé 

champ de spin-lock, ayant pour but de bloquer l’aimantation M dans une orientation précise 
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sans empêcher les phénomènes de relaxation. On observe ces processus de relaxation sous 

l’effet de spin lock d’intensité variable (ω1).  On fait ensuite varier soit la fréquence d’offset Ω 

du spinlock par rapport à la fréquence du signal observé. Lorsque Ω=0, le spin lock est appliqué 

à la fréquence du signal observé, on parle de R1ρ on-résonance. Si le spin lock est appliqué à 

une autre fréquence, Ω non nul, on parle de R1ρ off-résonance. La variation de (Ω, ω1)  va 

permettre d’observer sous plusieurs angles la modulation du signal principal par l’effet de 

l’état excité [25].  

 Pour mesurer le R1ρ, on utilise une séquence d’impulsion composée d’un bloc de 

transfert de polarisation du proton au carbone/azote, d’un bloc de relaxation de durée 

variable Trelax où les spins évoluent sous contrainte du spin-lock, et d’un bloc de retour de 

polarisation du carbone/azote vers le proton, avant mesure ensuite le signal du proton, et cela 

pour chaque couple (Ω, ω1) choisi [22]. On construit ensuite le spectre 2D avec la variation de 

Trelax en deuxième dimension, et on fait correspondre l’intensité des pics avec Trelax selon 

l’équation 𝐼 = 𝐼0𝑒
−𝑅1𝜌𝑇𝑟𝑒𝑙𝑎𝑥  pour obtenir la valeur du R1ρ [27]. On utilise ensuite cette donnée 

dans un modèle d’équation de Laguerre pour extraire kex, ωEF et ωEE ainsi que ρEF et ρEE. On 

représente en général le résultat sous forme d’une courbe opposant R2 + Rex avec les différents 

couples (Ω, ω1) choisis, (Figure 4, issue de l’équipe de Xue et al [26]). Les déplacements 

chimiques obtenus pour l’état excité peuvent être utilisés pour obtenir des informations 

structurelles, en utilisant par exemple Mfold qui ont notamment permis à Dethoff et al. de 

caractériser la structure d’un état excité de l’ARN du HIV-TAR1 en montrant l’existence d’une 

boucle plus compacte sous forme excitée [24]. D’autres expériences existent comme la CPMG 

qui est semblable à l’expérience R1ρ, sauf que l’on remplace dans la séquence d’impulsions le 

bloc de spin-lock par un bloc CPMG avec des pulses 90° répétés séparés d’un temps τCPMG 

variable associé à la fréquence νCPMG, et on construit un graphique de R2 en fonction de νCPMG 

[28]. Cette méthode a notamment servi au groupe de K.Kloiber et al. de caractériser la 

structure d’états excités d’ARNs bistables par CPMG [29]. Les expériences de relaxation-

dispersion permettent donc de décrire la dynamique d’échange des ARN, se produisant de la 

µs à la ms, complémentaire aux mouvements de la ps à la ns décrits par les expériences de 

relaxation. Cependant, on observe une zone dans l’échelle des temps des mouvements, non 

sondée par la relaxation et la relaxation-dispersion, qui se font en milieu isotrope. Pour décrire  
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Figure 4 : (A) Représentation du phénomène d’échange de l’ARN HIV-1 TAR entre un état 

stable et deux états excités. (B) Résultat pour le résidu U31 sur le C1’ du R1ρ on-resonnance 

et (B’) off-resonnance, montrant un échange rapide entre l’état stable et l’état excité ES1. (C) 

Résultat pour le résidu U38 sur le N3 on-resonnance et (C’) off-resonnance, montrant un 

échange lent entre l’état stable et l’état excité ES2, adapté de [26]  

la dynamique se produisant à cette échelle de temps manquante, on utilise les couplages 

dipolaires résiduels. 

 Couplages dipolaires résiduels  

Comme présenté dans les phénomènes de relaxation, les couplages dipolaires sont 

normalement moyennés à 0 en solution du fait des mouvements des molécules, sans 

empêcher leur effet sur la relaxation [7]. Cependant, on peut réintroduire artificiellement ces 

couplages en utilisant un milieu anisotrope comme des cristaux liquides. En effet, le couplage 

dipolaire est un phénomène anisotrope, c’est-à-dire qu’il dépend de l’orientation des 

molécules. En utilisant un milieu induisant un alignement partiel des molécules, on réintroduit 

ainsi les couplages dipolaires, appelés dans ce contexte couplages dipolaires résiduels (RDC), 

contenant des informations structurales de dynamiques précieuses. La mesure de RDC permet 

d’ajouter des informations au nOe mesurés, puisque ces derniers bien que pouvant évaluer la 

distance exacte entre 2 noyaux, ne permettent pas de déterminer l’orientation d’un noyau 

par rapport à un autre [30].  

Expérimentalement, on mesure principalement les RDC des liaisons 1H-13C et 1H-15N 

pour des raisons pratiques [31]. On effectue des mesures sur ces liaisons par HSQC [16] non 

découplée en milieu non isotrope et dans plusieurs milieux isotropes différents, pour faire 
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varier les orientations des molécules et des vecteurs internucléaires étudiés [30]. On regarde 

ensuite sur le spectre les différences de couplage entre le spectre isotrope et les spectres des 

milieux anisotropes, ce qui permet par différence de mesurer la valeur des RDC. Ces valeurs 

sont ensuite associées à un tenseur d’alignement A (A = Axx, Ayy, Azz) pour chaque milieu utilisé, 

ainsi qu’un paramètre d’ordre S²RDC propre à chaque milieu [31]. Ces données peuvent ensuite 

être utilisées dans un modèle de résolution atomique pour déterminer les angles exacts 

d’inclinaison du vecteur d’orientation de liaison, permettant d’obtenir ainsi l’orientation du 

vecteur de liaison dans la structure moléculaire mais aussi son S²RDC déterminant sa 

dynamique. Ces méthodes ont permis notamment à L. Salmon et al. de développer à partir de 

données de RDC un modèle avec résolution atomique de l’ARN HIV-1 TAR [32].  Les RDC 

représentent donc un outil très pratique d’étude de structure et de dynamique à faible échelle 

de temps (ps-ms).  

  Conclusion 

 La dynamique des ARN est un domaine intimement lié à la fonction biologique de ces 

derniers. Le phénomène de riboswitch, où la conformation de l’ARN conditionne la 

transmission de signaux cellulaires, l’effet catalytique des ARNr conditionné par un 

changement de conformation lors de l’interaction avec le ligand, ou encore l’assemblage des 

ribonucléoprotéines comme le RISC rendu possible par la flexibilité des molécules d’acide 

nucléique sont impliqués dans de nombreux mécanismes biologiques comme le phénomène 

d’interférence ARN ou encore leur repliement, indispensable à leur fonction [1]. 

 La RMN rend possible la caractérisation de la dynamique globale ainsi que locale des 

ARN, nécessaire à la compréhension des mécanismes biologiques sous-jacent. Sa capacité à 

explorer les phénomènes dynamiques se produisant à des échelles de temps variés, de la ps à 

la ns pour la relaxation, de la ps à la ms pour les RDC, de la µs à la ms pour la relaxation-

dispersion, et au-delà de la seconde pour des technologies comme la RMN en temps réel [33].  

 Bien que moins développée que la RMN des protéines, la RMN des ARN poursuit son 

évolution et représente une technologie puissante et en plein essor pour la description de la 

dynamique et de la structure de ces derniers. 
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