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« Grâce à l’oxygène je respire, et sa rouille me détruit »

Michel Serres, Hominiscence.
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AVANT-PROPOS

L’oxygène moléculaire, ou O2, est essentiel à la respiration cellulaire : l’utilisation de

l’oxygène comme accepteur final de la chaîne de phosphorylation oxydative mitochondriale

permet la production efficace d’énergie sous forme d’ATP. L’utilisation du pouvoir oxydant

de l’oxygène dans de nombreuses réactions enzymatiques permet également la mise en place

de nouvelles transformations métaboliques (oxydase, oxygénase, hydroxylase (CytP450)). A

l’opposé, l’oxygène peut être toxique. Ainsi, certains organismes anaérobies sont incapables

de survivre en présence d’oxygène. Cette toxicité est aussi visible chez les organismes

aérobies : l’exposition d’E. coli à des pressions élevées en oxygène cause une inhibition de

croissance immédiate. Chez l’homme, l’augmentation de la pression partielle en oxygène

induit une hyper-excitabilité neuronale, et entraîne des dommages pulmonaires progressifs

pouvant être à l’origine d’une fibrose [1].

Pourquoi l’oxygène est-il toxique ?

L’oxygène est un oxydant capable d’inactiver certaines enzymes par oxydation [1].

Cependant, la réactivité d’O2 est trop limitée pour rendre compte de la toxicité observée. La

majorité de cette toxicité est en fait associée aux intermédiaires réactifs de l’oxygène (IRO),

dont les plus connus sont l’ion superoxyde, le peroxyde d’hydrogène et le radical hydroxyle.

La respiration constitue une source permanente d’IRO et les variations du métabolisme

cellulaire induisent une fluctuation de leur production. La cellule peut également être exposée

à une production exogène d’IRO, en particulier au cours des réactions inflammatoires ou

immunitaires. La majorité des organismes possèdent des systèmes anti-oxydants capables de

catalyser la réduction du peroxyde d’hydrogène et de l’ion superoxyde. L’étude de ces

systèmes a permis de montrer que l’expression de ces enzymes est induite spécifiquement

lorsque la concentration de l’un ou l’autre de ces oxydants augmente. L’existence d’un tel

système de défense dénote de la toxicité de ces oxydants, qui peut être liée à la réactivité de

ces molécules vis-à-vis de l’ensemble des composants cellulaires. Cependant, la nature

inductible de la réponse anti-oxydante pourrait également refléter la nécessité pour la cellule

de réguler la concentration de ces oxydants et non de simplement les éliminer. Ainsi, notre
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hypothèse est que cette réponse inductible s’inscrit dans le cadre d’un contrôle homéostatique

du potentiel redox intracellulaire et que la production endogène d’oxydants participe à

l’établissement de ce potentiel. L’étude de ces systèmes chez E. coli a permis d’étayer

l’existence d’une homéostasie redox et plus précisément d’une homéostasie du peroxyde

d’hydrogène. Le maintien de cette homéostasie repose sur l’activation de voies de régulation,

capables d’induire une réponse globale adaptée. Ainsi, la cellule est capable de détecter la

présence de peroxyde d’hydrogène ou d’ion superoxyde grâce à des mécanismes moléculaires

spécifiques. Notre étude a porté sur la caractérisation d’un détecteur des peroxydes chez la

levure S. cerevisiae et a permis de montrer que la notion d’homéostasie redox peut

vraisemblablement être généralisée aux eucaryotes.
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Chapitre I. Les Intermédiaires Réactifs de l’Oxygène

(IRO)

I. Définition des IRO

A. Le paradoxe des radicaux libres

La notion d’intermédiaires réactifs de l’oxygène est souvent associée à la notion de radical

libre. Cependant, cette appellation entretient une confusion concernant les notions de

réactivité et de radical. En effet, les IRO sont des molécules réactives comprenant des espèces

radicalaires et non radicalaires 1. [1]. Réciproquement, la notion de réactivité n’est pas

toujours associée à celle de radical, même si l’organisation électronique d’un radical rend

souvent ce composé instable. En effet, l’O2 dans son état stable, dit triplet, est lui-même un

radical, car il possède deux électrons non appariés à spin parallèle. Cependant, sa réactivité est

limitée aux molécules capables d’apporter un ou deux électrons non appariés dont le spin est

anti-parallèle par rapport à ceux de la molécule d’O2. Cette restriction de spin est en partie

responsable de l’absence de réactivité d’O2 vis-à-vis d’une grande quantité de molécules. Un

apport d’énergie entraîne la réorganisation des électrons et transforme l’oxygène triplet en

oxygène singulet, beaucoup plus réactif, car dans ce cas, la restriction de spin est abolie.

D’autres IROs peuvent également être formés par réductions mono ou bi-électroniques de

l’oxygène. Ils représentent ainsi divers états d’oxydation de l’oxygène, comprenant par ordre

de réduction, l’ion superoxyde (O2
.-), le peroxyde d’hydrogène (H2O2) et le radical hydroxyle

(OH.) (Fig 1). Il existe aussi d’autres types d’IRO, comme l’ozone (O3), l’acide hypochlorique

(HOCl), ou les dérivés azotés (NO, peroxynitrite...), qui ne seront pas abordés ici.

                                                
1 Un radical est un atome ou une molécule possédant un ou plusieurs électron(s) non
apparié(s) sur une orbitale atomique ou moléculaire.
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Réaction d’Haber-Weiss

Réaction de Fenton

O2
.- +  Fe3+                 + O2Fe2+

H2O2 +                Fe3+ +  OH- + OH
.

Fe2+

Figure 2. L’anion superoxyde et le peroxyde d’hydrogène participent à la formation de radical
hydroxyle par les réactions d’Haber-Weiss et de Fenton. Le fer peut être remplacé par le cuivre.

O2             O2               H2O2             OH

Métaux
Fe2+, Cu2+

Macrophages
NADPH oxydases

Mitochondrie
chaîne respiratoire

Réaction de Fenton

-e- e- e-

Figure 1. Les IRO représentent différents états de réduction de l’oxygène. L’ion superoxyde (O2
.-

)
issu de la réduction à un électron de l’oxygène peut être produit au cours de la respiration, ou lors de
l’activation des macrophages au cours de la réponse immunitaire. Sa dismutation conduit à la production
de peroxyde d’hydrogène (H2O2). La réaction du H2O2 avec des métaux de transition au cours de la
réaction de Fenton entraîne la production de radical hydroxyle (OH

.
).
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B. Les productions d’O2
.-, d’H2O2 et d’OH. sont liées

L’une des plus importantes sources de O2
.-

 in vivo est probablement la chaîne de transport

d’électrons présente chez les cellules aérobies [2]. Ainsi, la réduction incomplète de

l’oxygène au cours de la respiration entraîne la production d’IRO. Dans les conditions

physiologiques, l’ion superoxyde est rapidement transformé en peroxyde d’hydrogène par

dismutation. Cette réaction peut être spontanée, mais elle est le plus souvent catalysée par des

enzymes appelées superoxyde dismutases (SOD) [2]. Parallèlement, l’ion superoxyde et le

peroxyde d’hydrogène participent à la production de radical hydroxyle, via les réactions

d’Haber-Weiss et de Fenton (Fig. 1 et 2).

II. La toxicité des IRO est fonction de leur réactivité

A. Réactivité des IRO

1) Le radical hydroxyle

Parmi les IRO décrits ci-dessus, le radical hydroxyle est sans conteste le composé le plus

réactif. Cette réactivité est telle qu’elle limite sa diffusion et circonscrit donc le lieu de

réaction d’OH. à son lieu de formation. Elle rend également impossible l’existence de

mécanismes enzymatiques de détoxification 2. La formation du radical hydroxyle doit donc

être prévenue grâce à l’élimination de l’ion superoxyde et du peroxyde d’hydrogène par des

systèmes enzymatiques spécifiques (voir chapitre II). OH. réagit avec l’ensemble des

composants cellulaires grâce à trois types de réactivité. i) OH. est capable de réaction

d’addition, entraînant par exemple l’hydroxylation des bases puriques et pyrimidiques ainsi

que de certains acides aminés aromatiques. ii) OH. peut arracher un hydrogène ou iii)

transférer son électron non apparié à de nombreuses molécules, entraînant ainsi la formation

de nouvelles espèces radicalaires, tel que le radical peroxyle (ROO.). Ce phénomène est

impliqué dans l’initiation des réactions en chaîne responsables de la peroxydation lipidique

[3, 4]. Les produits terminaux de la peroxydation lipidique, incluant la malonedialdéhyde et le

                                                
2  En revanche, la toxicité du radical hydroxyle et de ses dérivés est prévenue grâce à de
petites molécules de type α-tocophérol, capables de stopper les réactions radicalaires.
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4-hydroxy-nonénal, sont également toxiques car ils peuvent rapidement modifier l’ADN et les

protéines en formant des adduits [5].

2) Le peroxyde d’hydrogène et l’anion superoxyde

Contrairement au radical hydroxyle, la réactivité d’O2
.-

 et d’H2O2 est beaucoup plus restreinte,

ce qui permet à ces molécules de diffuser. Ces deux composés réagissent avec des

composants cellulaires spécifiques distincts.

L’une des caractéristiques essentielles d’H2O2 est sa réactivité spécifique avec certains résidus

cystéine et méthionine des protéines [6]. L’oxydation d’une cystéine par le H2O2 entraîne la

formation d’un acide sulfénique (SOH). Cette espèce peut ensuite s’oxyder en acide

sulfonique (SO2H) ou sulfinique (SO3H) ou réagir avec une autre cystéine pour former un

pont disulfure. Seules les oxydations en acide sulfénique ou en pont disulfure sont réversibles,

car ces formes peuvent être réduites par différentes thiol-réductases spécifiques. L’oxydation

d’une cystéine en acide sulfénique est décrite comme une réaction d’addition nucléophile de

la cystéine, sous forme thiolate (Cys-S
-
) sur la molécule de H2O2 [7]. Cette réactivité, à la

base du mécanisme catalytique de certains anti-oxydants, est plus amplement décrite dans le

chapitre II (paragraphe IIB.3). L’oxydation d’un résidu méthionine par le H2O2 conduit à la

formation de méthionine-sulfoxyde, dont la réduction est catalysée par une enzyme

spécifique, la méthionine-sulfoxyde réductase.

L’anion superoxyde, O2
.- présente quant à lui une réactivité spécifique vis-à-vis du Fer. Il peut

agir soit en tant que réducteur, en catalysant par exemple la réduction du Fe(III) en Fer(II) au

cours de la réaction d’Haber-Weiss (Fig. 2), soit en tant qu’oxydant en entraînant en

particulier la destruction des centres Fer-Soufre, présents dans les protéines à [4Fe-4S] après

oxydation du Fer(II) en Fer(III) (revue par [8]). L’action de l’ion superoxyde sur les centres

Fer-Soufre est en grande partie responsable de la toxicité de ce radical. En effet, l’oxydation

du Fer entraîne non seulement l’inactivation des enzymes à centre Fer-Soufre, parmi

lesquelles se trouvent des activités essentielles au métabolisme cellulaire, mais déclenche

aussi la libération massive de Fer libre dans la cellule.
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B. La concentration des IRO doit être contrôlée

1) Pourquoi les IRO sont-ils toxiques ?

In vivo, l’exposition des cellules aux IRO, et en particulier au peroxyde d’hydrogène, peut, à

de faibles doses, induire une inhibition de la croissance et à des doses plus fortes, entraîner la

mort. Les bases moléculaires de tels phénomènes sont encore étonnamment mal connues.

L’une des hypothèses avancées est que la présence de ces IRO endommage de façon non

spécifique l’ensemble des composants cellulaires, en particulier via la production de radical

hydroxyle. La moindre réactivité des peroxydes et de l’ion superoxyde suggère par ailleurs

que cette toxicité peut être associée à l’inactivation de cibles plus spécifiques [9, 10]. Une

autre hypothèse, non exclusive, peut cependant être proposée : la concentration des IRO doit

être régulée car elle participe au maintien d’une homéostasie redox. Le maintien d’un état

redox intracellulaire déterminé (défini par la somme des états dans lesquels se trouvent

chaques couples redox présents), est une condition essentielle au bon fonctionnement des

activités cellulaires [11, 12], définissant ainsi la notion d’homéostasie redox. L’ensemble des

composants de la cellule participe à l’établissement de cette homéostasie. Cependant, certains

sont plus importants que d’autres. Ainsi, le contrôle de l’état redox des métaux et des thiols

constitue un paramètre essentiel de la régulation homéostatique. En quoi les IRO participent-

ils à cette homéostasie ? Le peroxyde d’hydrogène et l’ion superoxyde sont des molécules

redox, dont la présence modifie vraisemblablement l’équilibre homéostatique, en particulier

grâce à leur réactivité respective vis-à-vis des thiols et des métaux. Il est donc probable que

ces molécules contribuent à l’établissement de ce potentiel redox intracellulaire. Lorsque leur

concentration n’est pas ou est insuffisamment régulée, le potentiel redox intracellulaire varie

et peut devenir incompatible avec le fonctionnement de certaines activités, créant alors un

stress oxydant. Une telle hypothèse pose la question suivante : la concentration en  IRO, et en

particulier la concentration en H2O2 est-elle elle-même sujette à une régulation

homéostatique ? En d’autres termes, la production de peroxyde d’hydrogène par la respiration

est-elle « utile » ?
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2) Une homéostasie du peroxyde d’hydrogène ?

Ces questions ont été posées expérimentalement en particulier grâce au système bactérien. En

phase exponentielle de croissance, la production d’ions superoxyde par le métabolisme

respiratoire est estimée à environ 4.10-6 M/s chez E. coli [13]. Une partie de O2
.-  est ensuite

métabolisé, conduisant à la production de 1 à 14.10-6 M/s de H2O2 [14]. Cependant, la

concentration intracellulaire, en O2
.- et en H2O2 est mesurée aux environs de 10-10 M et 10 -7 M

respectivement. De plus, malgré une variabilité importante de la quantité de H2O2 produit en

fonction de la phase de croissance (augmentation de plus de 10 fois de la production de H2O2

au cours de la phase exponentielle), les variations relatives de la concentration intracellulaire

en H2O2 sont inférieures à un facteur 2 (entre 0,13 et 0,25 µM) [15]. Ce paramètre est donc

finement régulé. La concentration mesurée en peroxyde d’hydrogène n’est pas nulle,

suggèrant que ce composé peut contribuer à l’établissement d’un potentiel redox

intracellulaire.

Les deux chapitres suivant seront consacrés à l’analyse des mécanismes moléculaires

permettant à la cellule de réguler la concentration de peroxyde d’hydrogène et nous verrons

en quoi l’étude de ces systèmes permet de mettre en évidence l’existence d’une éventuelle

homéostasie des peroxydes.
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. Chapitre II. La réponse adaptative aux IRO

Les organismes uni et pluricellulaires sont soumis à des variations constantes de leur

environnement et de leur métabolisme, d’ordre chimique, thermique ou osmotique. Ces

variations peuvent être incompatibles avec le bon fonctionnement de la cellule si elles ne sont

pas compensées. La survie de la cellule dépend donc de sa capacité à s’adapter à ces nouvelles

conditions de croissance, en mettant en place une réponse de stress. Cette stratégie suppose

l’existence d’un système de détection, permettant à la cellule de « sentir » la variation d’un

paramètre donné, et de transmettre ensuite l’information à un système effecteur, en charge de

corriger spécifiquement cette variation. Elle définit ainsi les bases nécessaires à l’existence

d’une régulation homéostatique. Une telle régulation est-elle mise en place en réponse à la

variation de la concentration en oxydant ? Deux systèmes expérimentaux ont permis d’étudier

cette question. Le premier repose sur l’étude du phénomène d’adaptation et s’appuie sur une

étude de viabilité cellulaire. Le deuxième repose sur l’étude des effecteurs et des régulateurs

de la réponse et s’appuie sur les nouveaux outils d’analyse globale des génomes.

I. Le phénomène d’adaptation aux IRO

A. La capacité d’adaptation à un oxydant donné

Le phénomène d’adaptation est mis en évidence par la capacité de la cellule à accroître sa

résistance face à un stress donné lorsque cette cellule a été auparavant exposée au même

stress, mais d’une amplitude plus faible. Une réponse adaptative au stress oxydant a été

initialement décrite chez les bactéries [16, 17] puis chez les levures [18-20]. Une réponse

adaptative au peroxyde d’hydrogène et aux composés générateurs d’ions superoxyde comme

la ménadione ou le paraquat a ainsi été mise en évidence chez E. coli, S. typhimurium [16, 17,

21] et S. cerevisiae [18-20] (Fig. 3). L’existence d’une adaptation physiologique de la cellule

à des doses croissantes d’un oxydant donné implique que la cellule possède des systèmes

effecteur et détecteur spécifiques.
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Figure 3. Mise en évidence du phénomène d’adaptation au H2O2 chez S. cerevisiae. Les cellules sont
pré-traitées ou non pendant 15 minutes avec 0,2 mM de H2O2, puis exposées pendant une heure aux doses
de H2O2 indiquées. Le pourcentage de survie est ensuite mesuré grâce au dénombrement des colonies
croissant sur un milieu dépourvu d’oxydant après l’exposition.



25

B. Le phénomène d’adaptation croisée

La nature du stress imposé peut déterminer en partie la nature des défenses induites. Dans

quelle mesure cette induction est-elle spécifique d’un oxydant donné? Cette question peut être

posée expérimentalement grâce à l’étude des phénomènes d’adaptation croisée. Ainsi,

l’exposition d’E. coli à de faibles doses de H2O2 induit non seulement une résistance accrue à

cet oxydant mais aussi à la ménadione [17], suggérant l’induction de défenses communes en

réponse à ces deux oxydants. Cette adaptation croisée est en revanche imparfaite chez S.

cerevisiae [19, 20]. L’étude expérimentale des réponses croisées ne permet pas d’obtenir des

renseignements précis sur la nature des défenses induites, ni sur l’existence d’un mécanisme

de détection commun aux deux réponses. Il permet d’évaluer d’une façon globale la

spécificité des réponses cellulaires par rapport à un oxydant donné, et de postuler l’existence

de mécanismes de détection et de régulation, à la fois distincts et communs pour différentes

classes d’oxydants.

II. Etude génomique de l’adaptation aux IRO

La réponse adaptative et plus généralement le contrôle de l’homéostasie redox nécessite la

synthèse de protéines de novo, tant chez les bactéries [16, 17] que chez la levure [18, 20].

L’analyse de gels d’electrophorèse à deux dimensions, et plus récemment, l’utilisation de

puces à ADN, a permis de caractériser de façon relativement exhaustive l’ensemble des

activités induites ou réprimées par les stress oxydants, en particulier les stress induits par

H2O2 et O2
.-. L’analyse de ces réponses génomiques a permis d’apprécier leur complexité, et

le large spectre des activités recrutées pour adapter la cellule à ce type de stress.

A. Les stimulons

1) Description générale

La réponse au stress oxydant se caractérise, chez E. coli comme chez S. cerevisiae, par la

modulation de l’expression d’un nombre important de gènes, pouvant représenter jusqu’à 14

% des gènes putatifs chez S. cerevisiae. [22]. En réponse à une dose unique d’oxydant, cette
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réponse est à la fois rapide et transitoire : chez la bactérie comme chez la levure, elle est

observée dès 5 à 10 minutes de traitement au H2O2  avec un retour au niveau de base après

une heure d’exposition [17, 22]. L’observation expérimentale d’une telle réponse transitoire

montre d’une part que la cellule détecte rapidement la présence de H2O2, et d’autre part qu’il

existe des mécanismes de rétrocontrôle permettant l’arrêt de la réponse. Ces deux aspects

reposent sur l’existence de régulateurs spécifiquement activés ou désactivés en fonction de la

concentration en oxydant. Les mécanismes moléculaires responsables de ces réponses chez E.

coli, sont exposés dans le chapitre III

2) Description des activités recrutées ou réprimées en réponse à
un stress oxydant 

Les activités régulées par le stress H2O2 ou O2
._ ont été identifiées par analyse globale (gels

d’électrophorèse bi-dimensionnelle des protéines et puces à ADN)  chez E. coli, et chez S.

cerevisiae, [22-25]. Ces analyses ont permis de dégager un certain nombre de traits

caractéristiques de ces réponses de stress. Tout d’abord, la cellule met en place des

mécanismes de défense impliquant l’induction de protéines à activité anti-oxydante, des

protéines de choc thermique et de réparation de l’ADN et des pompes à efflux, permettant

l’élimination des toxiques. Les activités anti-oxydantes comprennent les catalases, les

superoxydes dismutases et les peroxydases, ainsi que les enzymes de la voie des thiorédoxines

et du glutathion ; leur rôle dans le contrôle de la concentration en H2O2 est analysé dans le

paragraphe suivant. En outre, la cellule induit une répression générale de l’anabolisme au

profit du catabolisme. Ainsi, chez S. cerevisiae, les gènes impliqués dans les phénomènes de

croissance cellulaire, le métabolisme des ARNs, la synthèse protéique et la sécrétion sont

réprimés en réponse au H2O2 [22, 24, 25]. Parallèlement, la répression des enzymes de la

glycolyse au profit en particulier des enzymes de la voie des pentoses phosphate [23] pourrait

permettre l’augmentation de la production de NADPH, coenzyme essentiel des voies de

réduction thiol-dépendantes.

3) Les anti-oxydants responsables du contrôle de la concentration
en peroxydes
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Les anti-oxydants sont essentiels au maintien de l’homéostasie redox car ils catalysent

l’élimination des IRO par réduction. La concentration en peroxyde d’hydrogène est contrôlée

grâce à deux types d’activités reposant sur deux modes de catalyse différents. i) Les

superoxyde dismutases et les catalases catalysent respectivement la dismutation de l’ion

superoxyde en peroxyde d’hydrogène et la dismutation du peroxyde d’hydrogène en eau grâce

aux propriétés redox des métaux. L’activité réductrice de ces deux enzymes ne dépend pas du

pouvoir réducteur du NADH ou du NADPH. ii) Les peroxydases catalysent la réduction du

peroxyde d’hydrogène en eau et des peroxydes organiques en leur alcool correspondant grâce

au pouvoir réducteur du NADPH (ou du NADH). L’activité de ces enzymes repose sur la

présence de thiols ou de sélénothiols réactifs. Leur description sera détaillée car la découverte

relativement récente de ces enzymes a permis de leur attribuer un rôle essentiel dans la

réduction des peroxydes. De plus, elles constituent un modèle pour l’étude de la réactivité du

peroxyde d’hydrogène vis-à-vis des cystéines.

(a) Les superoxyde-dismutases et leur double rôle dans la protection contre
le stress superoxyde

(1) Trois types de Superoxyde-dismutases

L’activité superoxyde-dismutase (SOD) est retrouvée chez la plupart des organismes aérobies.

Elle catalyse la conversion de deux molécules d’O2
.- en H2O2 et O2 par un mécanisme de

dismutation métal-dépendant. Le métal de transition, présent au sein du site actif, est tout

d’abord réduit par une première molécule d’O2
.-, libérant O2. Sa ré-oxydation par une

deuxième molécule d’O2
.- permet la régénération du métal catalytique et la libération d’une

molécule de H2O2. Il existe trois types de SOD, en fonction de la nature du métal de transition

impliqué : les superoxyde-dismutases Fer-dépendantes, (Fe-SOD), les superoxyde-dismutases

Manganèse-dépendantes, (Mn-SOD) et les superoxyde-dismutases Cuivre-dépendantes,

(Cu/Zn-SOD), le zinc jouant dans ce cas un rôle structural.

(2) L’analyse phénotypique de mutants déficients en activité SOD
définit la toxicité d’O2

.-

Chez E. coli, comme chez S. cerevisiae, l’absence d’activité SOD entraîne un défaut de

croissance en conditions aérobies, diverses auxotrophies en milieu minimum, une
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hypersensibilité à l’oxygène et aux agents générateurs d’ions superoxyde, ainsi qu’une

augmentation du taux de mutations spontanées [26-29]. Une partie de ces phénotypes est

imputée à l’inactivation par l’ion superoxyde des protéines à centres Fer-Soufre, dont

certaines participent aux voies de biosynthèse des acides aminés [30]. Parallèlement, la

destruction des centres Fer-Soufre entraîne une libération de Fer et donc une augmentation de

la concentration en Fer libre dans la cellule [31, 32]. Pourquoi cette libération de Fer est-elle

toxique ? La première hypothèse est que la participation de ce métal de transition aux

réactions de Fenton et d’Haber-Weiss permet la production de radical hydroxyle. Cette

hypothèse est compatible avec l’observation d’une augmentation du taux de mutations

spontanées. Cependant, chez la levure, l’import de Fer est accru dans les mutants SOD et

l’ajout de Fer dans le milieu supprime certains des phénotypes associés à l’absence de SOD

[33, 34]. Cette observation a conduit ces auteurs à proposer une deuxième hypothèse non

exclusive : l’exposition à l’ion superoxyde entraîne une carence relative en Fer et cette

carence est responsable d’une partie des phénotypes observés en absence de SOD. En effet, le

Fer libéré par la destruction des centres Fer-Soufre n’apparaît pas disponible pour leur

reconstruction, mais au contraire séquestré dans la vacuole [35].

Les superoxyde-dismutases permettent donc de prévenir la toxicité associée à la présence

d’ions superoxyde. Ce-faisant, elles participent à la production d’un autre composé

potentiellement toxique, le peroxyde d’hydrogène. D’autres activités, les catalases et les

peroxydases sont alors mises en jeu.

(b) Les catalases et les peroxydases à thiol sont les principales activités
responsables de la réduction des peroxydes

(1) les catalases

Les catalases sont des protéines homotétramériques, dont l’activité catalytique repose sur la

présence d’un hème. Les catalases réduisent par dismutation deux molécules d’H2O2 en eau et

O2 en utilisant le pouvoir catalytique du Fer. La catalase a été l’une des premières enzymes

décrites chez la bactérie E. coli, qui possède deux types de catalases codées par les gènes

KatE [36] et KatG [37]. S. cerevisiae possède également deux catalases, une catalase

cytoplasmique, Cta1, et une catalase peroxisomale, Ctt1 [38, 39].
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(2) Les peroxydases à thiol (ou thiol-peroxidases)

(i) Une activité catalytique reposant sur un thiol réactif

Les thiol-peroxydases sont de petites protéines catalysant la réduction à un électron des

peroxydes (ROOH) en leur alcool correspondant (ROH). Ainsi, le peroxyde d’hydrogène est

réduit en eau. L’étude de leur activité catalytique est un modèle pour l’analyse de la réactivité

des peroxydes vis-à-vis des cystéines. Le site catalytique des thiol-peroxydases est constitué

d’une cystéine réactive, capable de réaliser une attaque nucléophile de la fonction peroxyde.

Cette réaction entraîne de façon concomitante la libération d’une molécule d’eau ou d’alcool

et la formation d’un acide sulfénique (Cys-OH) au niveau du site catalytique [40]. La

réactivité de la cystéine catalytique nécessite sa présence sous forme thiolate (Cys-S
-
), plus

nucléophile que la forme protonée. L’abondance du thiolate est directement dépendante du pH

du milieu et du pKa de la cystéine. Or, à pH physiologique, la plupart des cystéines sont

protonées car leur pKa est d’environ 8,5. La forme thiolate peut être stabilisée par le micro-

environnement de la cystéine catalytique. En particulier, la présence de groupements électro-

attracteurs à proximité du site actif permet la stabilisation de la forme thiolate de la cystéine,

chargée négativement. Cette stabilisation se traduit par une diminution du pKa mesuré pour la

cystéine réactive. Ce facteur est important tant que le pKa n’est pas significativement

inférieur au pH physiologique. En effet, la diminution du caractère basique du thiolate

diminue également sa nucléophilie, et par là même sa réactivité. La réactivité est ainsi

théoriquement maximale lorsque le pKa de la cystéine est égal au pH intracellulaire [6].

L’abaissement du pKa n’est pas le seul paramètre nécessaire au fonctionnement du site

catalytique des thiol-peroxydases. Un autre paramètre important est la capacité du site actif à

protoner et ainsi à stabiliser l’espèce RO
-
, produite suite à la réduction de la fonction

peroxyde [40].

Certaines peroxydases possèdent une sélénocystéine à la place de la cystéine catalytique.

C’est en particulier le cas des glutathion-peroxydases chez les eucaryotes supérieurs. La

sélénocystéine présente une réactivité comparable à la cystéine catalytique des thiol-

péroxydases, et s’oxyde, en présence de peroxyde, en acide séléninique. Les propriétés
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nucléophiles du sélénium améliore sa réactivité et donc l’efficacité peroxydatique de ce type

d’enzyme [41].

Une seule cystéine est responsable de la réduction des peroxydes. Cependant, l’acide

sulfénique (ou séléninique) formé est ensuite conjugué à une autre cystéine pour former un

pont disulfure, protégeant ainsi l’enzyme d’une inactivation éventuelle associée à l’oxydation

irréversible de la cystéine catalytique en acide sulfinique. L’activité des thiol-peroxydases est

ensuite régénérée par réduction du pont disulfure, grâce au pouvoir réducteur du NADPH (ou

du NADH), relayé par des enzymes à activités thiol-transférase appartenant à la voie des

thiorédoxines ou du glutathion.

(ii) Les voies des thiorédoxines et du glutathion régénèrent les thiol-
peroxydases grâce au pouvoir réducteur de NADPH

Il existe deux voies majeures capables de transférer le pouvoir réducteur du NADPH aux

thiol-peroxydases, la voie des thiorédoxines et la voie du glutathion.

La voie des thiorédoxines. Les thiorédoxines catalysent la réduction de ponts disulfures

grâce à une activité thiol-transférase conférée par la présence dans son site actif de deux

cystéines vicinales au sein du motif conservé, Trp-Cys-Gly-Pro-Cys. Les thiorédoxines

peuvent réduire un pont disulfure grâce à un processus catalytique en deux étapes (Fig. 4A).

La première cystéine du site actif réalise une attaque nucléophile du pont disulfure du

substrat, entraînant la réduction d’une des deux cystéines de ce pont et la formation d’un pont

intermoléculaire entre la thiorédoxine et son substrat. Ce pont disulfure inter-moléculaire est

ensuite attaqué par la deuxième cystéine du site actif, permettant la libération du substrat

réduit et de la thiorédoxine oxydée [42]. Une fois oxydées, les thiorédoxines peuvent être

réduites par une enzyme à FAD NADPH-dépendante, la thiorédoxine réductase [43].

L’abondance et le potentiel redox très bas (-270 mV pour Trx1 chez E. coli) des thiorédoxines

[43] en font des thiol-réductases majeures. Les thiorédoxines sont incapables de réduire

directement les IRO [44]. En revanche, leur implication dans le cycle catalytique de

nombreuses peroxydases leur confère un rôle majeur dans la réduction des peroxydes (Fig.

4B).
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Figure 4. Réduction des ponts disulfures par les thiorédoxines A. Modèle illustrant l’activité thiol-
transférase des thioredoxines. B. Réduction des thiol-peroxydases thioredoxine-dépendantes grâce au
pouvoir réducteur du NADPH.



32

La voie du glutathion. Le glutathion (GSH) est un tripeptide glutamate-cystéine-glycine

présent dans la cellule à des concentrations de l’ordre du millimolaire (revues [45, 46]). Le

glutathion est un composé redox qui peut être présent soit sous forme réduite (GSH) soit sous

forme oxydée (GSSG). L’oxydation du GSH en GSSG fait intervenir la formation d’un pont

disulfure intermoléculaire entre les résidus cystéines de deux molécules. Le couple

GSH/GSSG possède un potentiel redox de –240 mV. L’abondance du glutathion associé à son

pouvoir réducteur élevé lui ont valu d’être défini dans de nombreuses études, comme un

tampon redox, capable d’absorber les équivalents oxydants. Cependant, la capacité du GSH à

réduire directement les IRO in vivo est discutable. En revanche, il participe activement à la

réduction des peroxydes par le biais de glutathion peroxydases qui utilisent le GSH comme

donneur d’électrons. La forme oxydée dimérique GSSG peut être réduite en deux molécules

de GSH par l’action d’une enzyme à FAD NADPH-dépendante, la glutathion réductase.

Les glutarédoxines. sont de petites protéines capables, à l’instar des thiorédoxines, d’activité

thiol-transférase (revue par [47]). A la différence des thiorédoxines, elles utilisent le pouvoir

réducteur du NADPH via le glutathion et la glutathion réductase pour catalyser la réduction

de ponts disulfures ou de disulfures mixtes protéine-glutathion .

Deux types de glutarédoxines ont été décrites en fonction de leur activité catalytique et de leur

séquence : les glutarédoxines à dithiol (consensus CPYC), généralement associées à la

réduction de ponts disulfures et des disulfures mixtes, et les glutarédoxines à monothiol

(consensus PXCG/AFS/P) (bien qu’elles puissent contenir plus d’une cystéine) dont l’activité

est généralement restreinte à la réduction des disulfures mixtes. Le rôle physiologique de ces

enzymes dans la réponse au stress oxydant est encore très mal connu. En particulier, il

n’existe pas d’exemple de thiol-peroxydase dont la réduction dépende des glutarédoxines.

Cependant, une étude récente a montré que les glutarédoxines à dithiol de S. cerevisiae

seraient elles-mêmes capables d’activité peroxydase in vitro [48].
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Figure 5. Les voies de réduction impliquant des enzymes à thiol réactif. Modèle décrit chez les
microorganismes. Le pouvoir réducteur du NADPH, provenant de l’oxydation du glucose, est utilisé
pour la réduction de ponts disulfures (illégitimes, régulateurs ou présents dans le cycle catalytique de
certaines enzymes, comme la ribonucléotide réductase ou la PAPS réductase) et pour la réduction des
peroxydes.
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Deux chaînes de transfert d’électrons dépendent du pouvoir réducteur du NADPH.

L’ensemble des systèmes de réduction impliquant des enzymes à thiol réactif utilise le

NADPH comme donneur final d’électrons. La voie des pentoses phosphate permet le

couplage entre l’oxydation du glucose et le recyclage de NADPH, grâce à l’action de deux

enzymes, la glucose 6-phosphate deshydrogénase (G6PDH) et la gluconate-6-phosphate

deshydrogénase. Le potentiel redox très bas (-315 mV) du couple NADPH/NADP+ permet un

transfert d’électrons suivant un gradient de potentiel (Fig. 5). Le pouvoir réducteur du

NADPH est transféré aux premières réductases grâce à la présence d’un groupement FAD. La

réduction du FAD en FADH2 permet, au sein de ces mêmes enzymes, la réduction d’un

premier pont disulfure. La régénération de ce dithiol, doté d’une activité thiol-transférase,

permet ensuite la réduction d’autres ponts disulfure, selon un gradient de potentiel. Ainsi, la

thiorédoxine réductase et la glutathion réductase réduisent respectivement la thiorédoxine et le

glutathion. Le glutathion peut ensuite donner ses électrons aux différentes glutarédoxines

(dont le potentiel varie entre –198 et –233 mV chez E. coli) [49]. La description de ces

systèmes définit deux voies de réduction à priori distinctes, la voie des thiorédoxines,

constituée de la thiorédoxine réductase et de la thiorédoxine et la voie du glutathion,

constituée de la glutathion-réductase, du glutathion et des glutarédoxines (Fig. 5). La

séparation de ces deux voies est compatible avec l’ensemble des données expérimentales

obtenues à ce jour. Cependant, les potentiels redox calculés pour chaque réductase n’excluent

pas qu’une équilibration du flux d’électrons d’une voie à l’autre puisse se faire (Par exemple,

la glutathion réductase peut théoriquement réduire la thiorédoxine). Ces données suggèrent

que les réactions permettant le transfert d’électrons entre les différents acteurs d’une voie sont

soumises à un contrôle cinétique et ne résultent pas d’une équilibration des potentiels.

Conclusion

Ainsi, les thiorédoxines et le glutathion permettent, par l’intermédiaire d’enzymes à FAD, la

régénération de la forme active réduite des peroxydases par un échange dithiol/disulfure. Le

pouvoir réducteur du NADPH est donc utilisé pour protéger la cellule contre les variations de

la concentration en peroxydes. Outre leur implication dans la réduction des peroxydes, la
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capacité des enzymes de la voie du glutathion et des thiorédoxines à réduire des ponts

disulfures est essentielle au maintien de l’équilibre « thiol-redox » cytoplasmique. Celui-ci

implique non seulement la réduction de ponts disulfures illégitimes s’ils existent, mais

également la réduction spécifique d’enzymes, telles que la ribonucléotide réductase, dont le

cycle catalytique comporte une étape de réduction. Le rôle des thiol-transférases est encore

très mal connu. En particulier, le rôle essentiel du glutathion chez S. cerevisiae [50] n’est pas

connu.

(iii) Les différentes familles de thiol-peroxydases

Deux classes majeures de peroxydases ont été décrites : les peroxyrédoxines (Prx) et les

glutathion-peroxydase (Gpx).

- Les peroxyrédoxines ou la famille AhpC/Tsa

L’activité des peroxyrédoxines dépend de la présence d’un résidu cystéine absolument

conservé au sein du motif VCP. En fonction de la présence d’une deuxième cystéine

conservée, les peroxyrédoxines sont classées en 1-Cys ou 2-Cys Prx [51]. Les 2-Cys-Prx ont

été les plus étudiées, grâce à deux enzymes modèles, Tsa1 chez S. cerevisiae et AhpC chez E.

coli. Le cycle catalytique de ces enzymes inclut la formation de deux ponts disulfures

intermoléculaires entre deux sous-unités d’un homodimère (Fig. 6). Ainsi, la cystéine réactive

d’une sous-unité est oxydée par le H2O2 en acide sulfénique puis forme un pont disulfure avec

la deuxième cystéine conservée de l’autre sous-unité [40, 44, 52-54]. La réduction de Tsa1 est

dépendante des thiorédoxines in vitro et in vivo ([44, 55], données du laboratoire). A la

différence de Tsa1, la réduction d’AhpC ne dépend pas de la voie des thiorédoxines, mais

d’une enzyme spécifique AhpF, dont le gène est exprimé en opéron avec ahpC [56]. AhpF

catalyse la réduction d’AhpC en utilisant le pouvoir réducteur du NADH (et dans une moindre

mesure du NADPH) [57], grâce à la présence au sein de la même enzyme d’un groupement

FAD et de deux dithiols réactifs [52]. AhpF est donc fonctionnellement apparenté au système

thiorédoxine/thiorédoxine réductase, dont il présente également les caractéristiques

structurales [58-60]. Un changement de conformation de l’enzyme au cours des différents

transferts d’électrons permet à l’enzyme de passer de l’activité thiorédoxine réductase à

l’activité thiorédoxine.
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Figure 6.  Modèle de réduction catalytique des peroxydes par les 2-Cys-peroxyrédoxines: l’exemple
de Tsa1. La cystéine catalytique (en rouge) de chaque monomère réagit avec le peroxyde d’hydrogène
pour former un acide sulfénique. Cette espèce réagit ensuite avec la deuxième cystéine conservée (en
bleu) de l’autre monomère et forme un pont disulfure intermoléculaire, réductible par les thiorédoxines.
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Figure 7. Modèle de réduction catalytique des peroxydes par les GPx (glutathion peroxydase). La
cystéine (ou la sélénocystéine) catalytique réagit avec le peroxyde d’hydrogène pour former un acide
sulfénique (séléninique). Cette espèce réagit ensuite avec une molécule de glutathion pour former un
pont disulfure mixte, qui est ensuite réduit par une deuxième molécule de glutathion.
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S. cerevisiae  contient cinq peroxyrédoxines [61]. Pourquoi la cellule maintient-elle une telle

diversité ? L’étude des peroxyrédoxines de S. cerevisiae suggère que ces enzymes ont à la fois

des fonctions redondantes et spécifiques. Trois de ces enzymes sont cytoplasmiques, une est

mitochondriale et la dernière nucléaire [61]. D’autre part, les trois enzymes cytoplasmiques,

Tsa1, Ahp1 et Tsa2, présentent des spécificités de substrat différentes : Tsa1 réduit

préférentiellement H2O2 alors que l’affinité d’Ahp1 est plus grande pour les peroxydes

organiques [44, 61-63]. Enfin, Tsa2 serait capable de réduire les peroxynitrites [64].

E. coli contient également une autre protéine de la famille AhpC/Tsa, appelée BCP pour

« Bacterioferrintin Comigratory Protein », dont l’activité dépend, au moins in vitro, de la voie

des thiorédoxines [65].

- Les glutathion-peroxydases

Les glutathion-peroxydases (GPx) ont été les premières thiol-peroxydases découvertes,

initialement décrites chez les Eucaryotes supérieurs, comme des séléno-enzymes, capables de

catalyser la réduction des peroxydes. Leur activité catalytique repose sur l’oxydation d’une

sélénocystéine catalytique en acide séléninique et sur sa réduction par le glutathion (Fig. 7).

L’acide séléninique réagit avec une molécule de GSH, formant un pont disulfure mixte entre

la protéine et le glutathion (Protéine-Cys-S-SG). Ce pont est ensuite attaqué par une deuxième

molécule de glutathion qui permet la réduction de la cystéine catalytique de la peroxydase et

la libération d’une molécule de GSSG [41]. Il existe deux types majeurs de GPx selon leur

spécificité de substrat : les glutathion-peroxydases classiques (GPx), catalysant la réduction

des hydroperoxydes solubles et les « phospholipide-hydroperoxyde glutathion-peroxydases »

(PH-GPx), capable de réduire les hydroperoxydes de lipides estérifiés. Les GPx sont

homotétramériques alors que les PH-GPx sont monomériques. La présence de GPx et de PH-

GPx a récemment été décrite chez les levures. La découverte et le clonage chez Hanseluna

mrakii [66] d’une activité GPx a permis d’identifier par homologie de séquence trois GPx

chez S. cerevisiae, Gpx1, Gpx2 et Gpx3 [67]. Une comparaison de séquence avec les

protéines mammifères a permis d’assimiler ces trois enzymes à des PH-GPx [68]. A la

différence de la majorité des GPx eucaryotes, l’activité de ces enzymes ne dépend pas d’une
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sélénocystéine mais d’un thiol réactif. La définition de leur activité catalytique en tant que

GPx et PH-GPx a été établie grâce à des tests peroxydase in vitro en présence de glutathion et

de glutathion réductase et de NADPH [67, 68].

La définition des Prx comme thiorédoxine-dépendantes et des GPx comme glutathion-

dépendantes n’est pas absolue

D’après l’étude de protéines modèles, les protéines de la famille AhpC/Tsa sont généralement

assimilées à des peroxydases thiorédoxine-dépendantes (TPx) et les protéines de la famille

GPx, à des peroxydases glutathion-dépendantes. Or, cette attribution peut être abusive. En

effet, des études in vitro ont montré que des protéines de la famille GPx sont en fait

thiorédoxine-dépendantes ([69, 70]; voir résultats). L’analyse fonctionnelle de chaque

peroxydase doit donc être rigoureuse et de nouvelles techniques permettant cette analyse in

vivo doivent être mises au point.

4) Importance relative des anti-oxydants dans le contrôle de la
concentration en H2O2 chez S. cerevisiae et E. coli

Le rôle physiologique des différents anti-oxydants décrits précédemment peut être évalué

grâce à l’étude phénotypique de mutants présentant un défaut dans ces activités. Deux

systèmes expérimentaux sont utilisés afin de déterminer le rôle d’une activité dans la

tolérance de la cellule aux oxydants. Le premier mesure la survie de la cellule après une

exposition brève mais intense à un oxydant ; il est réalisé en milieu liquide et est appelé test

de survie. Le deuxième mesure la capacité de la cellule à croître et à survivre en présence de

cet oxydant ; il est réalisé en milieu solide et est appelé test en gouttes. Alors que le test de

survie mesure une toxicité aiguë, le test en gouttes mesure la capacité de la cellule à croître en

présence de l’oxydant au cours d’une exposition prolongée.
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(a) La réponse anti-oxydante aux peroxydes chez S. cerevisiae.

(1) Deux peroxyrédoxines, Tsa1 et Ahp1 et une GPx , Gpx3 sont
essentielles pour la résistance aux peroxydes.

Comme nous l’avons vu précédemment, il existe trois types d’enzymes capable de réduire les

peroxydes : les peroxyrédoxines, les glutation-peroxydases et les catalases. L’importance

physiologique de chacune de ces activités a été testée: des souches invalidées pour chacun des

gènes correspondants ont été crées et leur sensibilité aux peroxydes a été mesurée par test en

gouttes. Il en résulte que trois enzymes contribuent de façon prédominante à la résistance aux

peroxydes. Les souches invalidées pour TSA1 et AHP1 sont hypersensibles au H2O2 et au t-

butyl-hydroperoxyde respectivement [63, 71]. De plus, l’invalidation simultanée de ces deux

gènes altère très sévèrement la capacité de la souche mutante à croître en conditions aérobies

(Biteau et Toledano, données non publiées). Ces deux peroxyrédoxines jouent donc un rôle

majeur dans le contrôle de la concentration en peroxydes. Parallèlement, l’invalidation

simultanée des trois glutathion-peroxydases [67, 68] entraîne une hypersensibilité au H2O2 et

aux hydroperoxydes de lipides. Ce phénotype est essentiellement associé à l’invalidation de

GPX3 [67, 68].

L’analyse du rôle des catalases chez la levure repose sur un nombre très restreint d’études. En

particulier, aucune étude phénotypique de type test en gouttes n’a été réalisée chez des

mutants acatalasémiques. En revanche, la survie d’un mutant acatalasémique est compromise

après exposition à de fortes doses de H2O2, et dans ce cas, sa capacité à mettre en place une

réponse d’adaptation est altérée [72]. Une autre étude montre que l’activité catalase ne semble

requise chez S. cerevisiae, que lorsque les autres activités anti-oxydantes, en particulier le

glutathion, font défaut [73].

L’ensemble de ces études suggère que les catalases n’ont pas un rôle de premier plan dans la

réduction des peroxydes chez S. cerevisiae et que les thiol-peroxydases apparaissent donc

comme les activités essentielles au contrôle de la concentration en peroxydes chez cet

organisme.



40

(2) Le rôle des thiorédoxines dans la réduction des peroxydes

L’invalidation de la thiorédoxine réductase (TRR1) (données du laboratoire ; [74]) et

l’invalidation simultanée des deux thiorédoxines cytoplasmiques (TRX1 et TRX2) (données du

laboratoire ; [55]) entraînent une hypersensibilité très marquée des mutants au H2O2. La voie

des thiorédoxines joue donc un rôle central en réponse aux peroxydes. Quel est ce rôle ? La

surexpression d’Ahp1 permet d’augmenter la résistance de la cellule aux peroxydes

organiques, sauf en l’absence de TRX1 et TRX2 [63] et Tsa1 et Ahp1 sont décrites comme des

enzymes thiorédoxine-dépendantes in vitro et in vivo [44, 62, 63]. Ces données suggèrent

donc que le rôle essentiel joué par les thiorédoxines dans la tolérance aux peroxydes est au

moins en partie relayé par ces deux thiol-peroxydases.

(3) Le glutathion est essentiel en cas de stress aigu

Le caractère essentiel du glutathion chez S. cerevisiae a rendu son étude difficile et a souvent

engendré des résultats contradictoires. La construction dans le laboratoire d’une souche

contenant une quantité très réduite de glutathion, ySOG [50]; voir résultats) a permis de

mettre en évidence le rôle essentiel de ce dernier en cas de stress aigu. A la différence des

mutants de la voie des thiorédoxines, les mutants de la voie du glutathion ne présentent

qu’une sensibilité très modérée aux peroxydes en test en gouttes [50]. En revanche, la survie

d’une souche ySOG est significativement diminuée après exposition des cellules à de fortes

doses de H2O2. Le rôle physiologique du glutathion en tant que réducteur des peroxydases

glutathion-dépendantes reste mal connu.

(4) Le rôle essentiel du NADPH

Comme nous l’avons vu auparavant, le dénominateur commun des thiol-peroxydases est leur

dépendance vis-à-vis du NADPH. La principale voie de réduction du NADP+ en NADPH est

le cycle des pentoses phosphate. Or, l’inactivation de certaines enzymes de la voie des

pentoses, en particulier la G6PDH [75, 76] entraîne une augmentation de la sensibilité des

mutants au H2O2. Il a été montré par la suite que l’inactivation de chacune des enzymes de la

voie des pentoses confère une hyper-sensibilité aux oxydants [77]. Les profils d’expression

génique en réponse au H2O2, suggèrent une redistribution des activités en faveur de la voie
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des pentoses phosphate et donc de la production de NADPH et soulignent d’autant

l’importance de ce métabolite au cours des réponses anti-oxydantes. [23].

(5) Conclusion

Les études phénotypiques ont permis de montrer que les thiol-péroxydases et la voie des

thiorédoxines ont un rôle prédominant dans le contrôle de la concentration en peroxydes chez

la levure. La tolérance de la levure vis-à-vis des peroxydes dépend donc ultimement du

pouvoir réducteur du NADPH.

(6) Le phénomène de compensation

Les données phénotypiques suggèrent que la tolérance de la cellule aux peroxydes implique

au moins trois peroxydases différentes. Or, l’absence d’une de ces enzymes peut être

compensée par la stimulation de l’expression des autres anti-oxydants. Ainsi, l’invalidation

d’AHP1 entraîne une stimulation de l’expression de TSA1 [61]. L’induction de cette autre

peroxydase minore sans doute le phénotype observé pour le simple mutant ∆ahp1. Ce

phénomène montre donc qu’il est difficile de quantifier pratiquement le rôle physiologique

d’une activité en étudiant le phénotype du mutant correspondant même si l’existence de cette

compensation est une preuve indirecte de l’importance d’une activité donnée.

Plus spécifiquement, ce phénomène de compensation confirme l’importance du contrôle de la

concentration en peroxydes car il met en avant l’existence de rétrocontrôles permettant à la

cellule de détecter un défaut de réduction des peroxydes.

(b) La réponse anti-oxydante aux peroxydes chez E.coli.

(1) Deux enzymes essentielles au contrôle de la concentration en
peroxydes : le système peroxydatique AhpCF et la catalase
KatG

Le contrôle de la concentration en peroxydes fait intervenir deux systèmes enzymatiques

majeurs chez E. coli: les catalases, en particulier katG et le système AhpCF, aussi appelé

AhpR pour « alkyl-hydroperoxyde-reductase » [78, 79]. Les activités de KatG et d’AhpR

présentent deux niveaux de complémentarité : i) KatG réduit spécifiquement l’H2O2, alors

qu’AhpR peut réduire l’H2O2 et les peroxydes organiques ii) AhpR n’est efficace qu’aux
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faibles doses de H2O2 alors que KatG peut réduire des doses plus importantes. Ainsi, AhpR

est responsable de la réduction des faibles doses de peroxyde d’hydrogène produites par le

métabolisme cellulaire [80]. A de plus fortes doses, le défaut d’activité d’AhpR est compensé

par KatG, dont l’activité est stimulée lorsque les doses de peroxyde d’hydrogène augmentent

[80]. Ainsi, l’invalidation de katG (combinée ou non avec l’invalidation de katE, la deuxième

catalase existant chez E. coli) entraîne une hypersensibilité marquée au H2O2 [36, 37, 81].

Parallèlement, l’invalidation d’AhpR ne présente qu’un faible défaut de tolérance au H2O2. Ce

phénotype peu marqué observé pour la souche ahpR— est lié à l’utilisation de doses d’H2O2

trop fortes, l’induction de katG compensant alors l’absence d’AhpR [80]. L’expression de

KatG [82] et d’AhpR [17] est induite en réponse au H2O2 et le rôle complémentaire essentiel

d’AhpR et de KatG dans le contrôle de la concentration en H2O2 est souligné par l’observation

d’un important défaut de croissance en aérobiose lorsque ces deux activités sont absentes

simultanément [80]. Parallèlement, AhpR est impliqué dans la résistance aux alkyl-

hydroperoxydes [57, 79], La réduction des alkyl-hydroperoxydes par AhpR et non KatG est

compatible avec le mode d’action de ces enzymes (en particulier, le site actif des catalases ne

permet pas la réduction des peroxydes complexes).

(2) Quel rôle pour la voie des thiorédoxines ?

Chez S. cerevisiae, la voie des thiorédoxines joue un rôle majeur dans le contrôle de la

concentration intracellulaire en peroxydes, par l’intermédiaire de peroxydases thiorédoxine-

dépendantes. Or, chez E. coli, AhpR et KatG sont indépendants des voies thiol-rédox

classiques. Dans ce cadre, les thiorédoxines sont elles impliquées dans le contrôle de la

concentration en peroxydes chez E. coli ? Seules deux activités peroxydase thiorédoxine-

dépendantes ont été décrites chez E. coli, une protéine de 20 kD, tpx aussi appelée p20 [83],

et une protéine de la famille Tsa/AhpC, BCP [65]. Les données in vitro suggèrent que Bcp et

tpx se comportent préférentiellement comme des alkyl-hydroperoxydases. Tpx est une

protéine périplasmique [83] et son absence, comme celle de Bcp entraîne une hypersensibilité

des souches aux peroxydes [65, 84]. L’activité de ces deux enzymes pourrait rendre compte

d’un rôle éventuel des thiorédoxines dans la réponse aux peroxydes chez E. coli. L’étude

phénotypique de mutants affectés dans la voie des thiorédoxines n’a pas permis de conclure
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quant au rôle physiologique de cette voie chez E. coli. A la différence de S. cerevisiae, la

double délétion des deux thiorédoxines cytoplasmiques, trxA et trxC n’entraîne pas d’hyper-

sensibilité au H2O2 ; le double mutant est paradoxalement hyper-résistant au H2O2 [85, 86]. Ce

phénotype peut être expliqué par un phénomène de compensation. En effet, l’hyper-résistance

observée chez un mutant trxB-- (invalidé pour la thiorédoxine reductase) est entre-autres liée à

l’induction des catalases [85].

(3) Quel rôle pour le glutathion ?

A la différence de la levure, le glutathion n’est pas essentiel chez E. coli : l’invalidation du

gène gshA, codant la première enzyme de biosynthèse du GSH n’entraîne aucun défaut de

croissance. De plus, contrairement à ce qui est observé chez S. cerevisiae , aucune sensibilité

des mutants gshA n’est constatée en test de survie [87]. Le glutathion ne semble jouer aucun

rôle dans la tolérance aux peroxydes chez E. coli.

B. les régulons

Comme nous l’avons vu précédemment, la cellule répond aux oxydants par la mise en place

d’une résistance cellulaire acquise. Cette réponse physiologique est globale et implique

l’activation et la répression transcriptionnelle d’un nombre important de gènes. D’autres

niveaux d’activation existent, mais leur rôle dans la réponse au stress oxydant sont moins

connus (contrôle de la stabilité des ARNs, modifications post-traductionnelles...). Des

régulateurs, capables de détecter un signal de stress spécifique convertissent ce signal en

réponse transcriptionnelle. Ces régulateurs contrôlent l’expression d’un ensemble de gènes

appelé régulon.

1) Caractérisation des régulons peroxyde et superoxyde chez E.
coli.

Chez E. coli, les réponses aux peroxydes et au superoxyde impliquent deux régulons bien

distincts : le régulon OxyR contrôle la majorité des anti-oxydants en réponse aux peroxydes et

le régulon SoxR répond spécifiquement au stress superoxyde induit par la présence de

composés à activité redox cyclique.
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Tableau 1. Principaux gènes contrôlés par OxyR. Les gènes dont l’expression est réprimée par OxyR
sont notés en gris.

Induction a

Gène Fonction ARN / essais-β-galactosidase Gels 2D b Puces à ADN c

Voie du glutathion
gorA Glutathione réductase H, OxyRC H
grxA Glutarédoxine 1 H, [94] H H

Voie des  thioredoxines
trxC Thioredoxin 2 H H

Autres antioxydants
ahpC Alkyl Hydroperoxyde peroxydase H, OxyRC H
ahpF  Réductase d’AhpC H, OxyRC H
sufE oxydoréductase H

katG Catalase H, OxyRC H
hemH Ferrochelatase synthèse de l’hème H
hemF Coproporphyrinogène III oxydase. synthèse de l’hème H, [95]
sodA Mn-SOD OxyRC

Protéines du méatbolisme du soufre

sufA Synthèse des centres Fer-Soufre H H
sufS Homologue à NifS sélénocystéine lyase H H

Pompes à efflux
sufB Transporteur ABC H
sufC Transporteur ABC H
sufD Transporteur ABC H

Régulateurs
fur Répresseur de l’import de fer  H [96] H
OxyR Régulateur de la réponse aux peroxydes H,[93, 97]
OxyS ARN régulateur de la réponse aux peroxydes [97]
rcsC Régulateur de la synthèse des polysaccharides de la

paroi
H, [95]

Métabolisme
zwf G-6-P deshydrogénase OxyRC

gldA Glycérol deshydrogénase H, [95]

Autres
dps Protéine de liaison à l’ADN (non spécifique) OxyRC H
flu Antigène 43 H
fhuF Réductase de fer ferrique H
uvrD ATPase ADN-dépendante, ADN hélicase  [95]
a H = Peroxyde d’hydrogène, OxyRC = mutant constitutif d’OxyR

b Gels bidimensionnels des protéines [17] [92]
c  Zheng et col., 2001 [25]
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Ainsi, l’invalidation d’OxyR entraîne une hypersensibilité aux peroxydes [88], alors que celle

de SoxR diminue la tolérance de la cellule aux composés générateurs d’ions superoxyde, tels

que le paraquat ou la ménadione [89]

(a) Le régulon OxyR (Tableau 1)

Le locus OxyR a été identifié dans un crible génétique recherchant des mutants hyper-

résistants au H2O2 [17] et  code un régulateur majeur de la réponse aux peroxydes chez E. coli

[88, 90]. OxyR est un activateur de transcription de la famille LysR, en particulier capable

d’activer l’expression de KatG et d’AhpC en réponse au H2O2 [17, 91, 92]. Il peut en outre

fonctionner comme un répresseur de sa propre expression [88, 93]. Une analyse globale du

régulon OxyR a permis d’identifier une vingtaine de gènes dont l’expression est stimulée par

le peroxyde d’hydrogène de façon OxyR dépendante (tableau 1) [17, 25, 91, 92]. Parmi ces

gènes se trouvent, outre katG et ahpC, ahpF, des gènes codant la voie des thiorédoxines et du

glutathion (grxA, codant la glutarédoxine 1, gorA, codant la glutathion réductase et trxC,

codant la thiorédoxine 2) [25].

(b) Le régulon SoxRS (Tableau 2)

Le locus SOX a été identifié par deux cribles indépendants, l’un recherchant des mutants

hyper-résistants à la ménadione, un composé à activité redox cyclique générateur d’ions

superoxyde [98], l’autre permettant l’expression constitutive de gènes normalement induits

par ces composés [89]. L’identification du locus SOX a révélé l’existence de deux gènes soxS

et soxR [99, 100]. soxR et soxS codent tous deux des facteurs de transcription appartenant

respectivement à la famille MerR et AraC. L’activation de SoxR par des composés à activité

redox cyclique, stimule l’expression de SoxS [101, 102]. SoxS active ensuite le régulon

SoxRS en se liant spécifiquement aux promoteurs de ses gènes cibles [99, 103] (voir aussi

Fig. 10). Le régulon SoxS est constitué de 37 gènes induits et de 58 gènes réprimés [24]. Les

gènes induits par SoxS comprennent en particulier sodA et zwf, codant respectivement la Mn-

SOD et la G6PDH [89]. SoxS induit également la synthèse d’isoenzymes redox-résistantes en

remplacement de certaines enzymes redox-sensibles [104]. Ainsi l’induction de fumC codant

pour une fumarase redox-résistante permet le maintien de cette fonction dans le cycle de

Krebs [105].
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Tableau 2. Principaux gènes contrôlés par SoxRS. Les gènes dont l’expression est réprimée par SoxR

sont notés en gris.

Induction a

Gène Fonction ARN / essais-β-galactosidase Gels 2D b Puces à
ADN c

Réductases
fldA flavodoxine +
fpr Ferredoxine réductase NADPH

dépendante
P [106]
H [107]

+

nfnB nitroréductase +

Antioxydants
sodA Mn-SOD P [89, 98]

H (Manchado et col., 2000)
sod-- [102]

SoxRC +

Protéines du métabolisme du soufre

cysK Cystéine synthase A +
map Méthionine aminopeptidase +

Régulateurs
fur Répresseur de l’import de fer P [96] +
micF ARN régulateur de la réponse

superoxydes
P [108]
H [107]

soxS Régulateur de la réponse au
superoxyde

P, Répression de soxS par lui même
[109]

Métabolisme
zwf G-6-P deshydrogènase P [89, 98] SoxRC +
fumC Fumarase C P [105]

sod-- [104, 110]

Autres
nfo Endonucléase IV P [89, 98] SoxRC +
acrA Composant de la pompe à efflux

AcrAB
Surexpression de SoxS [111]

tolC Pompe à efflux Surexpression de SoxS [111]
ompF Porine (régulation indirecte par micF) +
lpxC Enveloppe et division cellulaire +

a P = Paraquat, H = Peroxyde d’hydrogène; SoxRC = mutant constitutif de SoxR, sod-- : mutants déficients en
superoxyde-dismutase

b Greenberg et col., 1990 [98]
c  Pomposiello et col., 2001 [24] (gène dont l’expression est modulée à la fois par le paraquat et la surexpression de
SoxS)
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De même, l’induction Sox-dépendante d’une NADPH ferredoxine réductase (fpr) permet une

compensation de l’inactivation de la pyruvate ferredoxine réductase [106]. La définition du

régulon SoxRS par puce à ADN a été réalisée dans des conditions de surexpression de SoxS

[24]. Ainsi, ce protocole expérimental mime l’activation de SoxRS par l’ion superoxyde mais

ne la reproduit probablement pas fidèlement. De fait, parmi les gènes induits par la

surexpression de SoxS, seuls 14 sont induits en réponse par le paraquat. La définition du

régulon SoxRS donnée par Pomposiello et col.[24] dépasse donc la simple activation de SoxS

par le stress superoxyde .

(c) Spécificité des réponses peroxyde et superoxyde

Les régulons OxyR et SoxR sont décrits comme deux régulons indépendants répondant

spécifiquement l’un à une augmentation de la concentration en peroxydes et l’autre à la

production d’ions superoxyde par les composés à activité redox cyclique. Cette spécificité est

le résultat de leur capacité à détecter chacun des signaux redox différents (voir chapitre III).

Cependant, un certain nombre de gènes du stimulon peroxyde sont également induits par

l’exposition des cellules à l’ion superoxyde [21, 24]. Ceci peut être expliqué par la

dismutation du superoxyde en peroxyde d’hydrogène, permettant l’activation secondaire

d’OxyR [112]. En revanche, il est plus difficile de comprendre l’activation du régulon SoxRS

en réponse au peroxyde d’hydrogène [25, 107]. Cette activation intervient à des doses plus

importantes de H2O2 et suggère que SoxR peut être activé même indirectement par le H2O2.

Les bases moléculaires responsables de cette activation sont inconnues.

(d) Existence d’autres régulateurs

Qu’il s’agisse de la réponse peroxyde ou superoxyde, le nombre de gènes induits ou réprimés

dépasse largement le nombre des gènes régulés par SoxRS ou OxyR, suggèrant l’existence

d’autres régulateurs capables de ressentir les stress imposés. Le recrutement de ces autres

régulateurs peut être indirect.
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- L’exemple du represseur Fur (pour « ferric iron uptake »)

L’expression du régulateur Fur est par exemple stimulée de façon OxyR ou SoxR-dépendante

en réponse au peroxyde d’hydrogène ou à l’ion superoxyde respectivement [96]. Fur est un

répresseur qui régule l’expression de protéines impliquées dans le transport du fer en inhibant

leur transcription lorsque le fer est abondant [113]. Le rôle physiologique de cette induction

pourrait être lié à la nécessité de réprimer l’import de fer en présence d’ions superoxyde ou de

peroxyde d’hydrogène, conditions dans lesquelles la production de radical hydroxyle par les

réactions de Fenton et d’Haber-Weiss est favorisée. Cette hypothèse est étayée par

l’observation d’une hypersensibilité au H2O2 et d’une augmentation du taux de mutations

spontanées dans une souche invalidée pour fur [114].

- La double réponse à la ménadione, un composé générateur d’ions superoxyde

Deux composés à activité redox cyclique, la ménadione et le paraquat, sont couramment

utilisés pour créer expérimentalement un stress superoxyde. Or l’étude des régulons répondant

à ces deux composés dévoile un autre niveau de complexité de cette réponse. Le principal

régulateur activé par le paraquat est SoxR alors que la ménadione active SoxRS mais

également un autre régulateur, MarA [24, 115]. MarA est un facteur de transcription de la

même famille que SoxS, impliqué dans la résistance pléiotropique aux antibiotiques. La

ménadione est donc capable d’activer à la fois SoxRS et MarA par des signaux différents. Les

moyens utilisés pour produire expérimentalement l’ion superoxyde font que cette réponse,

contrairement à la réponse peroxyde, n’est jamais pure. Premièrement, les composés à activité

redox cyclique présentent une réactivité chimique qui leur est propre. Ainsi, la réactivité

chimique de la ménadione est vraisemblablement responsable de l’activation de MarA.

Deuxièmement, l’exposition de la cellule à ces composés entraîne à une oxydation du pool de

NADPH [116 ]. Les moyens techniques limitent donc l’étude du stress superoxyde au sens

strict. La majorité des études portant sur SoxR ont ainsi été réalisées avec le paraquat, une

molécule dont les effets parallèles semblent les plus limités.
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2) Le régulon peroxyde chez S. cerevisiae (Tableau 3)

Chez S. cerevisiae, la réponse au peroxyde d’hydrogène est essentiellement contrôlée par le

facteur de transcription Yap1, qui régule, en association avec un autre facteur de transcription,

Skn7, la majorité des anti-oxydants induits par le H2O2 (voir Tableau). L’invalidation de YAP1

[117, 121, 136] ou de SKN7 [76] entraîne une hyper-sensibilité au H2O2, et une perte de la

capacité d’adaptation.

(a) Yap1, le régulateur majeur de la réponse anti-oxydante aux peroxydes

Yap1 est un activateur de la transcription, identifié comme une protéine capable de se fixer

spécifiquement au site de liaison à l’ADN du facteur de transcription mammifère AP-1 (ARE

pour AP-1 recognition element) [137]. YAP1 code une protéine de 650 acides aminés de la

famille des « leucine-zipper » à domaine basique (b-ZIP), homologue à Gcn4 et c-jun [138].

A la différence des autres facteurs de la famille AP-1, le b-ZIP de Yap1 est situé en N-

terminal de la protéine et permet une liaison spécifique de Yap1 à des sites A(T/G)ACTAA

appelés YRE pour « Yap1 Response Element » [121, 139, 140]. Ce site est différent du site

AP1 canonique. L’étude du régulon Yap1 par gel d’électrophorèse bi-dimensionnelle a

montré que Yap1 contrôle l’expression de 32 protéines en réponse au H2O2 [123]. Yap1 induit

en particulier l’expression de la majorité des activités anti-oxydantes, incluant les enzymes

des voies des thiorédoxines et du glutathion, les peroxyrédoxines et les superoxyde-

dismutases. Le régulon Yap1 comprend également des enzymes de la voie des pentoses

phosphates. L’analyse du régulon Yap1 par puce à ADN a permis d’étendre le nombre de

gènes dont l’expression est stimulée de façon Yap1-dépendante en réponse au H2O2 à environ

70 ([22]; Biteau et Toledano données du laboratoire). Yap1 apparaît donc comme un

activateur majeur de la réponse peroxyde.
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Tableau 3.  Liste des principaux gènes régulés par Yap1, Skn7 et Msn2/4.

Gène Fonction Induction a Régulation
Northern blot / essais-β-galactosidase Gels 2D b Puces

à ADN c
 Northern blot / essais-β-galactosidase Gels 2D d Puces à ADN c

Voie du glutathion

GSH1 Glutamate-cystéine ligase H, M [117] H,D,M Yap1 [117] Yap1

GSH2 Glutathione synthétase H, TB [118] H,D,M Yap1 [118] Yap1

GLR1 Glutathione réductase H, D [119] H H,D,M Yap1 [119] Yap1 Yap1

GPX1 Glutathione peroxydase M [67] H,D,M

GPX2 Glutathione peroxydase H, TB, CH, P, M, D [67] H,D,M Yap1 [67] Yap1

GRX1 Glutarédoxine 1 H, M, D [120] H H,D,M Msn2/4

GRX2 Glutarédoxine 2 H, M, D [120] H,D,M

Voie des thioredoxines
TRX2 Thioredoxin 2 H, TB, M, D [121] H H,D,M Yap1/Skn7 [121] Yap1/skn7 Yap1

TRR1 Thioredoxin reductase 1 H, D [122] H H,D,M Yap1/Skn7 [122] Yap1/skn7 Yap1

TSA1 Thiol peroxydase H, D [123, 124] H H,D,M Yap1/Skn7 [123, 124] Yap1/skn7 Yap1

AHP1 Thiol peroxydase H, TB, D [63, 123] H H,D,M Yap1/Skn7 [63] Yap1/skn7

mTPx Thiol peroxydase H, D [61] H,D,M

TSA2 Thiol peroxydase H, D [61] H H,D,M Yap1/skn7 Yap1

Autres antioxydants
CCP1 Cytochrome-c peroxydase H [123] H H,D,M Yap1/Skn7 [123] Yap1/skn7 Yap1

CTA1 Catalase A, peroxysomale H Yap1

CTT1 Catalase T, cytosolique H [125, 126] H H,D,M Msn2 [127] Yap1/skn7 Msn2/4

SOD1 Superoxyde dismutase H, P [128] H H,D,M Yap1/skn7 Yap1

SOD2 Superoxyde dismutase P [128] H H,D,M Yap1/skn7

CUP1 Métallothionéine M [129]

Protéines de choc thermique

SSA1 famille H SP70 H [117, 130] H D Yap1/Skn7 [123]; Skn7  [131] Yap1/skn7

SSA3 famille H SP70 H D

SSA4 famille H SP70 H,D

HSP12 HSP H [124] H H,D,M Skn7 [131]; Msn2 [124] Msn2/4

HSP26 HSP H [127, 131] H H,D Skn7 [131]; Msn2 [127]

HSP42 HSP H H,D,M

HSP82 HSP H [123] H H,D Yap1/Skn7 [123] Yap1/skn7

HSP104 HSP H [131] H H,D,M Skn7 [131]

Pompes à efflux

FLR1 Pompe à efflux ATP-
dépendante

H, TB, D [132] H,D,M Yap1 [132] Yap1

ATR1 Pompe à efflux ATP-
dépendante

H,D,M Yap1

Métabolisme des sucres

ZWF1 G-6-P dehydrogenase H [133] H H,D Yap1 Yap1

TSL1 Trehalose-6-P synthase H,D,M Msn2/4

TPS1 Trehalose-6-P synthase H H,D Yap1

TPS2 Trehalose-6-P synthase H,D,M

ALD3 Aldéhyde dehydrogènase M [134] H,D Msn2/4

Autres
UBI4 Ubiquitine H H,D,M

GRE1 H,D

GRE2 Homologue à une
dihydrofavonol réductase

H [135] H H,D,M Yap1 Yap1

GRE3 Aldose réductase H [135]) H,D,M Msn2/4

PDI1 Protéine disulfide
isomerase

H D Yap1

a H = Peroxyde d’hydrogène, TB= ter-butyl hydroperoxyde, D = Diamide, M = Ménadione, P = Paraquat, CH = Cumène Hydroperoxyde,
b Godon et al., 1998 [23]
c  Gasch et al., 2000 [22]
d  Lee  et al., 1999b [123]
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(b) Skn7 participe au contrôle d’une partie du régulon Yap1

Skn7 a été identifié au cours d’un crible recherchant des mutants hyper-sensibles au peroxyde

d’hydrogène [76, 141]. Skn7 est un facteur de transcription, dont la partie C-terminale

présente des similitudes avec le domaine receveur des systèmes à deux composants

procaryotes. D’autre part, la partie N-terminale de Skn7 est homologue au domaine de liaison

à l’ADN, en hélice-tour-hélice, présent chez le facteur de transcription Hsf1 [141, 142]. Skn7

est nécessaire à l’induction d’environ la moitié des gènes du régulon Yap1, tel qu’il a été

défini par gel d’électrophorèse à deux dimensions [123]. Cette étude a permis d’identifier

deux sous-groupes séparant parmi les gènes Yap1-dépendants, les peroxyrédoxines et les

enzymes de la voie des thiorédoxines, co-régulées par Yap1 et Skn7 et les enzymes de la voie

du glutathion et des pentoses phosphates, dont l’induction est indépendante de Skn7. En

réponse au H2O2, Skn7 ne contrôle aucun gène indépendamment de Yap1. La faculté de Skn7

à co-réguler l’expression de TRX2, TRR1, ou TSA1 est associée à sa capacité à lier les

promoteurs de ces gènes indépendamment de Yap1 [122, 123]. L’ensemble de ces données

suggère que Yap1 et Skn7 coopèrent pour activer un certain nombre de gènes en réponse aux

peroxydes.

(c) D’autres régulateurs sont impliqués dans la réponse peroxyde chez S.
cerevisiae

Les régulons Yap1 et Skn7 ne représentent qu’une partie des gènes dont l’expression est

modulée en réponse au péroxyde d’hydrogène. D’autres facteurs de transcription ont en effet

été impliqués dans la mise en place de cette réponse.

- Les régulateurs Msn2 et Msn4

Les facteurs de transcription Msn2 et Msn4 se lient et activent l’expression de gènes

contenant un Stress Response Element (STRE : CCCCT), en réponse à divers stress

environnementaux, incluant le stress peroxyde mais aussi la transition diauxique et les stress

osmotique, thermique et acide [143, 144]. Ainsi, en réponse au H2O2, l’induction d’environ

180 gènes est affectée par l’invalidation simultanée des régulateurs Msn2 et Msn4 [22] parmi

lesquels, la catalase CTT1, plusieurs HSP et diverses enzymes du métabolisme des sucres [22,
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145]. L’invalidation simultanée de MSN2 et MSN4 entraîne une hyper-sensibilité au H2O2 en

test en gouttes. Cependant, ce mutant est toujours capable d’adaptation [145]. Cette étude

phénotypique ainsi que l’étude protéomique des cibles de ces régulateurs indiquent que

Msn2/4 ne seraient pas impliqués dans le contrôle de l’homéostasie redox à proprement parlé

mais permettraient la réparation ou la dégradation des composants endommagés et la

réorganisation des voies métaboliques une fois cette homéostasie rétablie.

- Hsf1, Met4 et Rpn4

Le stimulon H2O2 compte un certain nombre de protéines de choc thermique (HSP) [23, 127,

131]. L’induction de ces gènes en réponse aux peroxydes est relayée par le facteur de

transcription Hsf1, en association avec Skn7 [131] ou Msn2/4 [127]. D’autre part,

l’implication de deux autres régulateurs, Rpn4 et Met4, dans le contrôle du stimulon H2O2 a

été mise en évidence grâce à une analyse par puce à ADN réalisée au laboratoire (Biteau et

col., données non publiées). Met4 contrôle indépendamment de Yap1 les gènes du

métabolisme du Soufre et Rpn4, les gènes du protéasome.

(d) S. cerevisiae ne semble pas posséder de régulon superoxyde distinct

Outre son rôle dans la réponse peroxyde, Yap1 semble important dans la réponse superoxyde.

En effet, l’invalidation de ce régulateur entraîne une hyper-sensibilité à la ménadione [136]. A

la différence d’E. coli, le même régulateur semble donc impliqué dans les deux réponses chez

S. cerevisiae. Aucun régulateur permettant une réponse spécifique à l’ion superoxyde n’est

connu chez S. cerevisiae et l’activation du régulon Yap1/Skn7 pourrait être relayée par la

production de peroxyde d’hydrogène après dismutation de l’ion superoxyde.

C. Contrôle de la concentration en peroxydes endogènes

Comme nous l’avons vu précédemment, la concentration en H2O2 est finement régulée au

cours des différentes phases de croissance chez E. coli. En réponse à un stress H2O2 exogène,

la cellule induit l’expression des stimulons présentés ci-dessus et cette induction est
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essentielle à la survie cellulaire. La cellule utilise-t-elle les mêmes systèmes inductibles pour

contrôler la concentration des peroxydes produits par le métabolisme ? Chez E. coli, l’absence

de KatG et d’AhpCF mais surtout celle du régulateur OxyR entraîne une augmentation

sensible de la concentration en H2O2 intracellulaire [15, 80]. De plus, l’expression du régulon

OxyR est modulée au cours des différentes phases de croissance, parallèlement à la

production de H2O2 [146, 147]. L’expression de katG est en particulier induite au cours du

passage en phase exponentielle de croissance [146]. Ainsi, la production métabolique de H2O2

est au moins en partie contrecarrée par l’induction des enzymes du régulon OxyR. La cellule

utilise donc des systèmes inductibles afin de réguler la production de H2O2 endogène. La

nécessité d’adapter en permanence la concentration d’antioxydants au niveau de production

de H2O2 suggère i) que la production constitutive d’antioxydants peut être délétère, et/ou ii)

que la cellule doit tolérer une concentration intracellulaire de H2O2 minimale. La mesure de la

concentration intracellulaire en H2O2 chez E. coli, montre d’ailleurs que celle-ci n’est pas

nulle. Ces données indiquent donc que le H2O2 peut ne pas être simplement toxique mais qu’il

pourrait participer à l’établissement de l’homéostasie redox cellulaire.
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Chapitre III. Les détecteurs du stress oxydant :

caractérisation des mécanismes moléculaires de détection

La cellule perçoit les variations de la concentration en peroxydes ou en ions superoxyde grâce

à des détecteurs spécifiques. Chez E. coli, la spécificité des réponses peroxyde et superoxyde

repose sur l’existence de deux régulons distincts, le régulon OxyR et le régulon SoxR. La

caractérisation des mécanismes moléculaires responsables de l’activation de ces deux

régulateurs a permis d’établir les bases de la spécificité du processus de détection. Dans un

cas comme dans l’autre, le régulateur est aussi le détecteur. Chez S. cerevisiae, les

mécanismes moléculaires responsables de l’activation de la voie Yap1/Skn7, contrôlant le

régulon peroxyde, sont encore mal connus et l’étude du facteur de transcription Yap1

constitue l’objet de mon travail de thèse.

I. Les détecteurs du stress oxydant chez les Procaryotes

A. Les détecteurs du H2O2

1) Chez E. coli

(a) OxyR est activé par oxydation

La forme active d’OxyR, capable de stimuler la transcription, est une forme oxydée [148]. En

effet, dans un système de reconstitution in vitro, OxyR active la transcription de katG

lorsqu’il est oxydé et la présence d’un agent réducteur, comme le dithiotréitol (DTT) inhibe la

réaction. Cette inhibition est réversible. Pourquoi OxyR est-il inactif en conditions

réductrices ? L’étude de l’interaction d’OxyR avec l’ADN a montré que seule la forme

oxydée d’OxyR est capable de se lier aux promoteurs des gènes induits de façon OxyR-

dépendante, suggèrant que l’oxydation de ce régulateur permet son recrutement aux

promoteurs de ses gènes cibles [97] (Fig.8A). L’existence d’une liaison coopérative d’OxyR

et de l’ARN Polymérase [149] indique que la forme oxydée d’OxyR serait en outre capable

de recruter l’ARN Polymérase afin d’initier la transcription.
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Figure 8. Contrôle de l’activité d’OxyR. Modèle représentant l’induction de l’expression d’un gène
cible d’OxyR (par exemple AhpC ou KatG) (A) et le rôle de répresseur joué par OxyR au niveau de
son propre promoteur (B).
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OxyR est également capable de se lier à son propre promoteur et d’en réprimer la

transcription [88, 93]. Dans ce cas, la capacité d’OxyR à lier l’ADN est indépendante de son

état d’oxydation [97]( Fig. 8B). En revanche, la transcription d’oxyS, un gène cible d’OxyR

localisé tête-bêche avec oxyR, est spécifiquement induite en conditions oxydantes.

L’activation d’oxyS ne dépend pas de la capacité d’OxyR à lier l’ADN mais d’un

repositionnement d’OxyR au niveau du promoteur. La forme réduite d’OxyR se lie à deux

fois deux sillons adajacents séparés par un tour d’hélice et réprime oxyR sans activer oxyS.

L’oxydation d’OxyR entraîne un déplacement de son site de liaison, permettant son contact

avec quatre sillons majeurs consécutifs et stimulant ainsi l’expression d’oxyS, tout en

maintenant la répression d’oxyR. Ce déplacement est dû à un changement de conformation

majeur d’OxyR lors de la transition entre les formes réduite et oxydée.

(b) L’oxydation d’OxyR dépend de la formation d’un pont disulfure
intramoléculaire

Le centre redox d’OxyR est constitué de deux cystéines, les cystéines 199 et 208 dont

l’oxydation en un pont disulfure intramoléculaire conduit au changement de conformation

responsable de l’activation d’OxyR en réponse aux peroxydes [150]. La mutagénèse de la

cystéine 199 (C199S) et dans une moindre mesure de la cystéine 208 (C208S) induit une

hypersensibilité aux peroxydes [149]. Ces deux mutants sont transcriptionnellement inactifs

in vitro comme in vivo [149, 150]. La mutagénèse des quatre autres cystéines d’OxyR

n’entraîne au contraire aucune altération fonctionnelle ou phénotypique pour l’ensemble des

tests effectués [149]. En particulier, un mutant ne possèdant plus que les cystéines 199 et 208

(OxyR4C-A) est sauvage. L’étude par spectrométrie de masse de la protéine mutante OxyR4C-A,

purifiée et oxydée à l’air, a démontré l’existence d’un pont disulfure entre les cystéines 199 et

208 [150]. In vivo, l’état redox d’une protéine peut être visualisé grâce à des techniques

spécifiques (voir Résultats) [151, 152]. L’analyse par ces techniques des mutants des

cystéines d’OxyR a permis de confirmer la formation de ce pont disulfure en réponse au H2O2

[152].
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Le potentiel redox du couple OxyRred/OxyRox est de –185 mV [150]. Cette valeur, inférieure

d’environ 100 mV à celle du potentiel redox intracellulaire (-280 mV), est compatible avec la

présence d’OxyR sous forme réduite dans des conditions de croissance standard [151, 152].

OxyR est oxydé in vivo dès 30 secondes d’exposition au H2O2 [151]. En réponse à une dose

unique de H2O2, cette oxydation est transitoire avec un retour à l’état réduit après 5 minutes

d’exposition. Le profil d’oxydation d’OxyR est corrélé avec la cinétique d’activation de ses

gènes cibles. Les doses requises in vivo pour l’oxydation d’OxyR sont faibles (à partir de 5

µM de H2O2 ajouté dans le milieu). Ces données montrent qu’OxyR est activé par un

changement de conformation de la protéine, induit par la formation d’un pont disulfure

intramoléculaire entre les cystéines 199 et 208.

(c) OxyR est réduit par la glutarédoxine 1

OxyR est désactivé par réduction. Afin de caractériser le système enzymatique responsable de

sa réduction, les profils cinétiques d’activation et de désactivation d’OxyR ont été déterminés

dans différents mutants de la voie des thiorédoxines et du glutathion. La désactivation

d’OxyR est retardée dans des mutants grxA, gorA ou gshA, mais pas dans des mutants trxA ou

trxB, suggèrant qu’OxyR pourrait être réduit par la glutarédoxine 1, via la voie du glutathion

[150]. La réduction d’OxyR in vitro en présence de glutarédoxine 1, de glutathion et de

glutathion réductase étaye cette hypothèse. L’expression de grxA et de gorA étant stimulée par

OxyR en réponse au H2O2, le système apparaît auto-régulé [17, 94]. La persistance d’une

réduction même retardée, dans le mutant grxA, suggère cependant qu’en l’absence de

glutarédoxine 1, OxyR peut être réduit par un autre système, moins efficace (par exemple les

thiorédoxines).

(d) Bases structurales de la réactivité d’OxyR vis à vis des peroxydes

L’oxydation d’OxyR par le H2O2 est directe [151]. En effet, en présence du système de

réduction décrit ci-dessus, OxyR se conduit comme une thiol-peroxydase, réduisant H2O2 par

consommation de NADPH.
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R266 C199(S)

C208

R266

C199

C208

OxyRred OxyRox

Figure 9 Structures simplifiées du centre redox d’OxyR. Comparaison des formes réduite (contenant
la cystéine 199 mutée en sérine) et oxydée. Le résidu arginine 266 et l’hélice α contenant la cystéine 199
stabilisent vraisemblablement la forme thiolate de ce résidu.

17,3Å
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La reconstitution in vitro du système d’oxydation/réduction d’OxyR a montré que cette

protéine peut être oxydée par 2 µM de H2O2 en présence de 25 mM de GSH [151]. La

réactivité d’OxyR vis à vis des peroxydes est donc bien supérieure à celle du glutathion. Les

déterminants de cette réactivité ne sont pas clairement établis. Cependant, une étude

structurale d’OxyR a permis de caractériser l’environnement électronique de chacune des

cystéines du pont disulfure régulateur [153] (Fig. 9) et de proposer un modèle mécanistique

de la transition entre les formes réduite et oxydée.

Le cristal de la forme réduite d’OxyR montre que les deux cystéines 199 et 208 sont espacées

de 17,3 Å et que la cystéine 199 est localisée dans une étroite poche hydrophobe. Ce résidu

est en contact étroit avec une arginine, chargée positivement, dont la présence est susceptible

d’augmenter la réactivité de la cystéine 199. L’observation d’un phénotype d’hyper-

sensibilité au H2O2 ainsi que d’un défaut d’activation d’OxyR chez un mutant dépourvu de ce

résidu arginine étaye cette hypothèse [149]. La présence de trois petites hélices α, formant des

petits dipôles électro-attracteurs, à proximité de la cystéine 199 peut également augmenter à la

réactivité de la cystéine 199. Les données de mutagénèse, confortées par les données

structurales, suggèrent donc que le H2O2 induit la formation d’un acide sulfénique au niveau

de la cystéine 199 [150, 153]. Sa présence au sein d’un environnement hydrophobe pourrait

rendre cette forme instable et la cystéine oxydée serait alors soustraite à cet environnement

par la formation du pont disulfure avec la cystéine 208.

(e) Un mécanisme controversé

Une étude récente, réalisée par le groupe de Stamler, a remis en cause le modèle d’activation

par formation d’un pont disulfure, décrit ci-dessus. Il propose que l’activation d’OxyR par les

peroxydes repose sur la formation d’un acide sulfénique au niveau de la cystéine 199 et que

cette espèce suffit à induire une conformation active de la protéine [154]. Des études

d’oxydation in vitro ont permis de montrer que la cystéine 199 est la seule cystéine redox

réactive et que la forme Cys199-SOH est stable et active transcriptionnellement. La stabilité

de cet acide sulfénique suggère qu’aucun thiol vicinal, permettant sa condensation en pont

disulfure, n’est présent. Cette donnée est compatible avec l’éloignement structural des

cystéines 199 et 208 décrit par Choi et col [153]. OxyR peut donc être oxydé in vitro, sans
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qu’il n’y ait formation d’un pont disulfure intramoléculaire. Les auteurs expliquent ces

nouveaux résultats par le fait que les techniques d’analyse réalisées pour l’identification

formelle du pont Cys199-Cys208 sont discutables (protéine tronquée et/ou mutée pour les

quatre autres cystéines (OxyR 4C-A)). L’utilisation de ces mutants aurait ainsi occulté

l’oxydation de la cystéine 199 en acide sulfénique, en permettant la formation illégitime du

pont 199-208. In vivo, l’hypothèse de Stamler est étayée par l’observation, en réponse au

H2O2, d’une oxydation de la cystéine 199 et par la purification d’une forme d’OxyR

conjuguée au glutathion (OxyR-S-SG), vraisemblablement issu de la conjugaison du dérivé

sulfénique avec une molécule de GSH [154]. Cependant, aucune preuve formelle de

l’existence de la forme Cys199-SOH n’a pu être apportée in vivo.

2) Chez B. subtilis

Des homologues d’OxyR ont été décrits dans de nombreuses bactéries [155-157]. Cependant,

aucun homologue d’OxyR n’a été trouvé chez B. subtilis. La réponse aux peroxydes chez cet

organisme semble contrôlée, au moins en partie, par deux répresseurs récemment découverts,

PerR et OhrR, dont l’inactivation permet l’induction des anti-oxydants. D’une manière

générale, l’étude de ces systèmes reste très préliminaire.

(a) PerR

PerR est une petite métalloprotéine de la famille des « ferric uptake repressor » (Fur),

contrôlant, en réponse aux peroxydes, l’expression d’une catalase (KatA), d’un opéron

responsable de la biosynthèse de l’hème et d’une alkyl-hydroperoxyde-réductase homologue

au système AhpR d’E. coli [158]. L’exposition des cellules au H2O2 inactive PerR et permet la

levée de la répression. Ainsi, l’invalidation de perR entraîne une hyper-résistance au H2O2. Le

mécanisme moléculaire responsable de cette inactivation n’est pas connu. Il est possible qu’il

fasse intervenir la formation d’un pont disuflure car PerR peut être réactivé en présence d’un

dithiol réducteur [159]. A l’instar des autres membres de la famille Fur, PerR contient deux

centres métalliques par monomère [159]. Le premier site contient un atome de Zinc, dont la

fonction semble structurale. L’autre site contient un métal qui peut être soit un atome de Fer

soit un atome de Manganèse. La capacité du H2O2 à inactiver PerR semble dépendre de la

nature du métal présent dans ce site [159, 160]. Cependant, les bases moléculaires de cette
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inactivation sont inconnues. Des homologues de PerR sont présents chez de nombreuses

bactéries Gram+ et Gram-. La caractérisation du mécanisme moléculaire de détection des

peroxydes par cette protéine constituera donc un nouveau modèle d’étude des détecteurs du

stress oxydant chez les procaryotes.

(b) OhrR

 OhrR régule l’expression du gène ohrA, responsable avec ohrB de la majorité de l’activité

alkyl-hydroperoxyde réductase chez B. subtilis [161]. OhrR réprime l’expression d’ohrA et

est spécifiquement inactivé par les alkyl-hydroperoxydes in vivo. In vitro, la liaison d’OhrR

au promoteur d’ohrA est inhibée en présence de divers peroxydes et le traitement ultérieur par

le DTT permet de restaurer cette liaison [162]. L’unique résidu cystéine d’OhrR est nécessaire

à la dérepression d’ohrA, et donc à l’inactivation d’OhrR. L’utilisation de méthodes

spectrophotométriques associées à une analyse par spectrométrie de masse a permis de

montrer que la cystéine d’OhrR est oxydée in vitro en acide sulfénique. Ces données

suggèrent que la réactivité unique de la cystéine d’OhrR contrôle l’activité de ce régulateur.

Cependant, la formation de cet acide sulfénique in vivo reste à démontrer.

B. La réponse au O2 
._

  et aux composés à activité redox cyclique
chez E. coli

L’utilisation de diverses techniques de biophysique a permis de montrer que l’activité de

SoxR est régulée par son état redox. Cependant la nature du signal responsable de cette

modification redox est encore un sujet de controverse.

1) La présence d’un centre Fer-Soufre dans SoxR est essentielle à
l’activité de SoxR

SoxR est une métalloprotéine contenant un centre [2Fe-2S] par monomère [163, 164]. La

présence de ce centre est essentielle à son activité. Deux formes de SoxR peuvent être

produites : la forme Fe-SoxR, contenant le centre [2Fe-2S], et la forme Apo-SoxR, dépourvue

de centre métallique [163]. L’analyse de l’activité transcriptionnelle de SoxR in vitro montre

que seul Fe-SoxR est capable de stimuler l’expression de SoxS [163, 164]. De plus la
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mutagénèse individuelle des quatre cystéines, nécessaires à la formation du centre métallique,

rend SoxR transcriptionnellement inactif [165].

2) L’activité de SoxR dépend de l’état redox du centre [2Fe-2S]

La présence de métal n’est pas une condition suffisante à l’activation de SoxR. L’analyse

spectroscopique et par Résonance Paramagnétique Electronique (RPE) a permis de montrer

que le centre Fer-Soufre de SoxR peut être soit oxydé ([Fe3+-Fe3+]) soit réduit ([Fe3+-Fe2+])

[163, 164]. La forme réduite de Fe-SoxR ne présente pas d’activité transcriptionnelle mais

peut être réactivée par simple incubation à l’air [166, 167]. In vitro, l’activité

transcriptionnelle de SoxR dépend du potentiel redox [167]. L’état redox du centre Fer-soufre

de SoxR constitue donc un niveau de contrôle de l’activité de ce régulateur in vitro. Le couple

SoxRred/SoxRox a un potentiel redox de –285 mV, une valeur proche du potentiel redox

intracellulaire mesuré.

3) Le centre Fer-soufre de SoxR est rapidement oxydé in vivo

La mise au point d’une technique de RPE, permettant la visualisation de l’état d’oxydation de

SoxR in vivo  [168, 169] a permis de conclure que l’activité de SoxR dépend essentiellement

de l’état d’oxydation du centre [2Fe-2S]. En absence d’inducteur, 90 % de la protéine est

détectée sous forme Fe-SoxR réduite. Le traitement des cellules au paraquat entraîne la

disparition rapide (< 2 minutes) du signal RPE, disparition correspondant à une oxydation et

non à une destabilisation du centre [2Fe-2S] de SoxR puisque le signal RPE peut être de

nouveau détecté après perméabilisation et traitement des cellules avec un agent réducteur

puissant, la dithionite. L’élimination du paraquat par lavage des cellules permet également de

restaurer ce signal, indiquant que le centre Fer-Soufre de SoxR est rapidement réduit après

élimination de l’inducteur [168, 169]. La stimulation de l’expression de SoxS est corrélée in

vivo avec l’oxydation de SoxR [168]. Le centre Fer-Soufre de SoxR est donc oxydé in vivo et

son oxydation contrôle l’activité de SoxR.
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Figure 10. Modèle d’activation du régulon SoxRS. Le signal induit par le stress superoxyde est détecté
par SoxR, qui forme alors un complexe ouvert avec l’ARN Polymérase et initie la transcription de SoxS.
L’augmentation de la concentration en SoxS permet l’induction des gènes du régulon.

Figure 11. Activation de SoxR par oxydation de son centre Fer-Soufre. Représentation des différents
signaux susceptibles d’oxyder SoxR. La présence d’ions superoxyde ou l’augmentation du rapport
NADP+/NADPH sont vraisemblablement deux signaux de nature différente capables d’activer SoxR.
L’oxydation du NADPH en NADP+ par les composés à activité redox cyclique pourrait limiter la capacité
d’une réductase spécifique à réduire SoxR et donc conduire à son activation.
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Un autre modèle d’activation de SoxR par assemblage-désassemblage du centre Fer-Soufre a

également été proposé [170, 171]. Cependant, les données in vivo obtenues par RPE suggèrent

que ce mode d’activation n’est pas prépondérant.

4) Comment la forme oxydée de SoxR active-t-elle la
transcription de soxS ?

La présence du centre Fer-Soufre de SoxR ne contrôle ni sa liaison au promoteur de soxS, ni

le recrutement de l’ARN polymérase [163]. Comment l’état d’oxydation du centre Fer-Soufre

régule-t-il la transcription de soxS ? La liaison de SoxR au promoteur de soxS présente des

caractéristiques inhabituelles. Les boîtes –10 et –35 du promoteur de soxS sont anormalement

espacées et SoxR se lie entre ces deux séquences, un site généralement lié par les répresseurs.

L’activation de SoxR provoquerait un remodelage structural des régions –10 et –35 du

promoteur, permettant alors l’induction de SoxS [172].

Ainsi, la liaison, au promoteur de SoxS, de Fe-SoxR (oxydé au cours de la purification) et de

l’ARN polymérase promeut la formation d’un complexe de transcription ouvert, indétectable

en présence d’Apo-SoxR [164] (Fig. 10). L’oxydation du centre Fer-Soufre de SoxR serait

donc indispensable à l’initiation de la transcription.

5) Quel est le signal détecté par SoxR ? (Fig. 11)

SoxR est activé par l’exposition des cellules à des composés à activité redox cyclique. Ces

molécules sont réduites par le biais de réductases NADPH-dépendantes et leur ré-oxydation

se fait par réduction de l’oxygène moléculaire. Leur cycle d’oxydo-réduction entraîne donc

simultanément une production importante d’ions superoxyde et une oxydation du pool de

NADPH. SoxR est-il activé par la production d’ions superoxyde ? La réactivité spécifique de

l’ion superoxyde avec les centres Fer-Soufre, rend cette hypothèse attractive. Afin de tester ce

mécanisme, la concentration intracellulaire en ion superoxyde a été artificiellement modulée

soit par la surexpression soit par l’invalidation des superoxyde-dismutases et l’effet sur l’état

d’activation de SoxR a été analysé. L’activité basale de SoxR est augmentée dans des mutants

dépourvus de superoxyde-dismutase [104, 173] et cette activation est dépendante de la
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présence d’oxygène [110]. L’absence de SOD accroit également l’intensité de la réponse

transcriptionnelle après induction par le paraquat [110]. Ces résultats suggèrent que O2
.- est

effectivement un inducteur de SoxR.

O2
.- ne semble cependant pas être le seul signal détecté par SoxR. En effet, la surexpression

de l’activité SOD ne diminue pas l’induction du régulon SoxR par le paraquat. [105, 174],

suggérant que dans ce cas, l’activation de SoxR est indépendante de la concentration en ion

superoxyde. SoxR est-il activé en réponse à l’oxydation du NADPH? La déplétion artificielle

du NADPH dans un mutant de la G6PDH (zwf), permet une stimulation accrue des gènes

SoxRS-dépendants en réponse au paraquat [105], conduisant les auteurs à postuler que

l’augmentation du rapport NADP+/NADPH agit comme un signal d’activation pour SoxR. Ce

rapport pourrait en particulier influer sur la capacité de SoxR à être réduit par une réductase

spécifique.

6) Quelle réductase pour SoxR ?

Le potentiel redox du couple SoxRred/SoxRox étant proche du potentiel redox intracellulaire, le

maintien d’une forme majoritairement réduite, observée en RPE in vivo, impliquerait la

réduction permanente de SoxR par une réductase spécifique. L’inhibition de cette réductase

pourrait donc permettre l’oxydation et l’activation de SoxR. Le rôle de différentes réductases

dans la réduction de SoxR a été testé, sans succès. L’effet de l’invalidation ou de la

surexpression d’une ferredoxine oxidoreductase NADPH dépendante (fpr), identifiée comme

une cible de SoxRS [106] a tout d’abord été analysé. En effet, cette enzyme aurait pu être le

lien manquant entre l’état redox de SoxR et celui du pool de pyridine nucléotide. Cependant,

la fpr est incapable de réduire SoxR in vitro en présence de NADPH [166], et la surexpression

de cette enzyme entraîne une stimulation de l’activité de SoxR plutôt qu’une atténuation

[175]. La surexpression de la fpr entraînant une oxydation accrue du NADPH, cette

observation renforce l’idée que le rapport NADP+/NADPH est important dans le contrôle de

l’activité de SoxR. Les tentatives d’identification de la réductase de SoxR ont été jusque-là

infructueuses. Cet échec peut s’expliquer si plusieurs voies de réduction de SoxR existent ou

si cette réductase est essentielle à la viabilité cellulaire. Une équipe a cependant isolé une
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activité capable de réduire SoxR in vitro en présence de NADPH [176]. Malheureusement,

l’identité de cette activité reste encore inconnue.

C. Conclusion

Ces études montrent qu’OxyR est le détecteur des peroxydes. OxyR permet le maintien d’une

concentration en peroxydes stable par le jeu de son activation directe par le H2O2 et de son

inactivation par la glutarédoxine 1, un gène cible d’OxyR dont l’induction permet la mise en

place d’un rétrocontrôle négatif. La concentration en peroxyde d’hydrogène est donc soumise

à un contrôle de type homéostatique. L’étude du régulateur SoxR n’a pas permis de décrire un

tel système en réponse à l’ion superoxyde. En particulier, la nature du signal détecté par SoxR

est encore débattue. L’ion superoxyde étant détoxifié par sa réduction en peroxyde

d’hydrogène, le contrôle de la concentration en H2O2 est un paramètre dont la régulation est

centrale.

II. Les détecteurs du stress oxydant chez S. cerevisiae

Les données décrites dans le chapitre II (paragraphe II.B.2) ont mis en évidence le rôle

essentiel de la voie Yap1/Skn7 dans la mise en place des défenses anti-oxydantes chez la

levure. Le facteur Yap1 apparaît comme un régulateur clé de cette voie. Yap1 est en effet

capable d’activer la transcription de certains de ses gènes cibles en l’absence de Skn7 [123],

suggérant qu’il est capable de détecter lui-même la présence de peroxydes. D’autre part, Yap1

est activé par un nombre relativement important de composés incluant les peroxydes mais

aussi des chimiques comme le diéthylmaléate [121], le bénomyl ou le

méthylméthanesulfonate (MMS) [132], un agent thiol-oxydant, le diamide [121], le cadmium

[177-180] et le sélénite [181]. La variété des composés induisant l’activation de Yap1 a rendu

la recherche du mécanisme moléculaire d’activation de ce facteur encore plus attractive : à

quel niveau s’exerce la régulation permettant l’activation de Yap1 dans des conditions aussi

diverses ? Quelle est la nature commune de cette régulation et comment les différents signaux

engendrés par ces inducteurs sont-ils globalement intégrés par un seul régulateur ?
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Figure 12. L’accumulation nucléaire de Yap1 en réponse à un stress oxydant dépend de son
interaction avec l’exportine Crm1. En absence de stress, Yap1 est continuellement importé dans le
noyau par l’importine Pse1 et exporté hors du noyau par l’exportine Crm1. En présence d’un stress
oxydant, l’interaction entre Yap1 et Crm1 est interrompue et Yap1 s’accumule dans le noyau.



69

A. L’activité de Yap1 est contrôlée post-transcriptionnellement.

Aucune stimulation de la synthèse de Yap1 n’a été observée en réponse à un inducteur [121,

182]. De plus, l’addition de cycloheximide au cours de l’induction ne prévient pas la

stimulation Yap1-dépendante de TRX2 [121]. Le contrôle de Yap1 est donc post-

transcriptionnel. L’étude de la liaison de Yap1 au promoteur de TRX2, l’un de ses gènes

cibles, [121] a montré que le traitement des cellules au H2O2, mais surtout au diamide ou au

diéthylmaléate, permet de stimuler in vitro la fixation de Yap1 à l’ADN. Cependant, le niveau

modeste de cette stimulation ainsi que l’observation d’une liaison de Yap1 au promoteur de

TRX2 en dehors de toute induction suggèrent que ce mécanisme n’est pas majoritairement

responsable de l’activation de Yap1 in vivo [183].

1) L’activité de Yap1 est contrôlée au niveau de son export
nucléaire

L’activité de Yap1 est en fait régulée par sa localisation subcellulaire [183]. En absence

d’inducteur, Yap1 est majoritairement cytoplasmique [183]. Cette localisation est le résultat

d’un processus dynamique impliquant l’import de Yap1 dans le noyau grâce à l’importine

Pse1 [184] et son export hors du noyau grâce à l’exportine Crm1 [185, 186]. La localisation

globalement cytoplasmique de Yap1 implique que l’export est plus rapide que l’import.

L’export de Yap1 repose sur la présence dans la partie C-terminale de ce régulateur d’un

signal d’export nucléaire (NES) non canonique, riche en résidus hydrophobes (leucine,

isoleucine) permettant l’interaction de ce facteur avec Crm1. Un complexe coopératif est ainsi

formé composé de Yap1, de son exportine et de la petite GTPase Ran ; l’hydrolyse de GTP au

niveau du pore nucléaire permet ensuite le relargage de Yap1 hors du noyau [185]. En

absence du NES, par exemple lorsque la partie C-terminale de Yap1 est tronquée ou lorsque

les résidus hydrophobes sont mutés, l’interaction entre Yap1 et Crm1 est interrompue et Yap1

s’accumule dans le noyau [183, 185]. L’exposition des cellules au diamide, au diéthylmaléate

[183] ou au H2O2 [187] entraîne une concentration de Yap1 dans le noyau, indiquant que

l’accumulation nucléaire de Yap1 est une étape essentielle du contrôle de son activité (Fig.

12).
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Figure 13. Description schématique des domaines de Yap1. Les domaines riches en cystéines ( n-CRD et c-
CRD) sont indiqués en bleu ciel et le domaine de liaison à l’ADN en bleu foncé. Le détail du domaine c-CRD
indique les résidus constituant le signal d’export en vert et leur localisation par rapport aux motifs CSE
(indiqués en rouge).
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Des tests d’interaction par double-hybride ont permis de montrer que l’accumulation

nucléaire de Yap1 en réponse à ces inducteurs est le résultat d’une inhibition de l’interaction

entre Yap1 et Crm1 [185, 186, 188]. L’activité de Yap1 est donc régulée au niveau de son

interaction avec l’exportine Crm1. Aucune régulation de l’import de Yap1 n’a été observée

[184].

2) Recherche du mécanisme moléculaire impliqué dans
l’inhibition de l’interaction entre Yap1 et Crm1

La recherche du mécanisme permettant l’inhibition de l’interaction Yap1-Crm1 s’est

rapidement orientée vers l’existence d’une altération de la fonction NES de Yap1. Or, ce

signal d’export nucléaire présente une localisation très particulière au sein d’un domaine

appelé c-CRD pour « Cysteine Rich Domain ». Les résidus hydrophobes du NES sont en effet

intercalés avec trois motifs Cystéine-Sérine-Glutamate (CSE), présents en C-terminal de la

protéine (Fig. 13). La mutagenèse simultanée des trois résidus cystéines présents du c-CRD

prévient complètement l’accumulation nucléaire et l’activation de Yap1 en réponse aux

oxydants [183]. Cette absence de réactivité est associée à une persistance de l’interaction

entre Yap1 et Crm1 en présence de diamide [185].

Ces données dévoilent l’importance de ces résidus cystéines dans le contrôle de l’interaction

Yap1-Crm1. De plus, la fusion du domaine c-CRD de Yap1 à Gal4 (contenant un domaine

d’import nucléaire) confère à cette protéine de fusion la capacité de s’accumuler dans le

noyau en réponse au diamide et au diéthyl-maléate [183]. Le c-CRD contient donc les

informations nécessaires à la régulation de l’interaction entre Yap1 et Crm1 par ces deux

composés. Cette régulation implique probablement la modification des résidus cystéine

présents dans ce domaine. L’observation d’une interaction entre Yap1 et Crm1 in vitro en

présence d’agents réducteurs mais pas d’agents oxydants étaie cette hypothèse [185] et

suggère que cette modification est une modification redox.

B. Des réponses distinctes au peroxyde d’hydrogène et au diamide

Deux classes de mutants présentant une hypersensibilité au H2O2 ont été obtenus [182, 187,

189]. La première est constituée de mutants de Yap1 présentant une hypersensibilité au H2O2,
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au diamide et au cadmium. La deuxième classe est constituée de mutants de Yap1 présentant

une hypersensibilité au H2O2 mais paradoxalement une hyper-résistance au diamide ou au

cadmium. L’activation de Yap1 en réponse à ces différents composés nécessitant sa

translocation nucléaire, l’obtention de cette deuxième classe de mutants implique deux

possibilités : i) la réponse au H2O2 nécessite l’interaction de Yap1 avec un autre régulateur,

inutile à la réponse au diamide ou au cadmium ii) Yap1 détecte la présence du H2O2 et du

diamide par des mécanismes moléculaires différents. Ces deux hypothèses ne sont d’ailleurs

pas exclusives. Les données de mutagenèse ont également permis d’identifier deux domaines

distincts dans Yap1, en fonction de leur implication dans la réponse au diamide ou au

peroxyde d’hydrogène. Seule la partie C-terminale de Yap1, contenant le c-CRD est

nécessaire à l’induction par le diamide alors que la présence d’un domaine central (résidu

220-335) est indispensable, en plus du c-CRD, à la réponse au H2O2 [182, 187]. Il est

intéressant de noter que cette partie centrale contient également un domaine riche en cystéine

(trois résidus), appelé n-CRD [187] (Fig. 13).
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III. Conclusion

L’ensemble des données présentées ici corrobore l’existence de systèmes inductibles

responsables du maintien de l’homéostasie redox intracellulaire et en particulier du contrôle

de la concentration en peroxydes. Ces systèmes sont les mieux décrits chez la bactérie, mais

sont probablement conservés chez les eucaryotes. Comme nous l’avons vu chez la bactérie, la

compréhension des déterminants qui régissent l’homéostasie redox intracellulaire passe par

l’étude des régulateurs/détecteurs en charge de corriger une perturbation redox. La

caractérisation du régulateur est associée à la définition d’un régulon, dont la fonction

physiologique peut être définie par rapport à la nature du signal détecté. Chez les eucaryotes,

la recherche des détecteurs et des régulateurs des réponses peroxyde et superoxyde doit

permettre de mieux cerner la notion de stress oxydant et donc d’homéostasie redox chez ces

organismes.

Afin d’étudier les mécanismes de régulation de l’homéostasie redox intracellulaire chez un

eucaryote, nous avons choisi la levure Saccharomyces cerevisiae, très largement utilisé

comme organisme eucaryote modèle. Cet organisme offre des avantages techniques

considérables, incluant la disponibilité de la séquence complète de son génome, la facilité des

manipulations génétiques et biochimiques et la rapidité de croissance. C'est un des seuls

modèles eucaryotes permettant d’intégrer les approches de biologie moléculaire et cellulaire,

les analyses génomiques globales et la physiologie des fonctions cellulaires.  C’est aussi un

des seuls modèles eucaryotes permettant d’aborder le fonctionnement d’ensemble de

l’homéostasie redox intracellulaire. L’identification du facteur de transcription Yap1 comme

le régulateur majeur de la réponse peroxyde chez S. cerevisiae nous a conduit à étudier les

modalités de son activation en réponse au H2O2. Depuis sa découverte, les données obtenues

sur le contrôle de Yap1 suggéraient que son activité pouvait être régulée de façon redox. Nous

avons donc élaboré des expériences nous permettant d’une part de mesurer l’état redox de

Yap1 in vivo et d’autre part, de caractériser son mode d’activation en réponse à différents

inducteurs. De nombreuses études montrent que l’activité d’une protéine peut être modulée

par son état redox. En particulier, l’oxydation des résidus cystéine ou méthionine d’une

protéine peut aisément conduire à son inactivation. Le problème posé par l’interprétation de
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tels résultats est de savoir si cette modification est spécifique et présente un rôle

physiologique. Cependant, si la pertinence de l’inactivation d’une protéine par oxydation est

souvent difficile à cerner, la caractérisation chez E. coli de protéines spécifiquement activées

par oxydation est une indication forte que l’oxydation d’une protéine peut effectivement

relayer une réponse physiologique. C’est en particulier le cas des régulateurs OxyR et SoxR.

La caractérisation des modifications redox capable de promouvoir l’activation de ces deux

régulateurs a nécessité la mise au point de protocoles fiables permettant l’identification de ces

modifications in vivo. Cependant, malgré un nombre important d’études, les mécanismes

d’activation d’OxyR et de SoxR présentent encore des zones d’ombre. Ceci dénote

l’importance de la mise au point de différentes techniques d’études permettant l’analyse de

l’état redox des protéines in vivo et l’intérêt de la confrontation des résultats obtenus par ces

différentes techniques.
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Figure 14. Mesure de l’activation de Yap1 en réponse au H 2O2. A. Cinétique d’expression de TRX2.
Les ARNs totaux sont extraits après exposition d’une souche sauvage à 0,4 mM de H2O2 durant les
temps indiqués. L’expression de TRX2 et de ACT1 a été quantifiée par RT-PCR semi-quantitative après
séparation sur gel des produits de PCR marqués au P32 et exposition au PhosphorImager (Gel). Les
rapports TRX2/ACT1 ont ensuite été calculés et reportés en fonction du temps (Graphique).B.
Accumulation nucléaire de Yap1 en réponse au H2O2. Une souche ∆yap1 exprimant la fusion GFP-
Yap1 a été exposée au H2O2 (0,3 mM) durant les temps indiqués et le marquage GFP correspondant a
été observé au microscope à fluorescence.

Temps d’exposition au H2O2 (min)
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RESULTATS Première Partie : Contrôle redox de

l’activité de Yap1 par les peroxydes

I. Yap1 est activé par oxydation en réponse aux peroxydes

A. Mesure de l’activation de Yap1 en réponse au H2O2

L’activation de Yap1 peut aisément être mesurée par la quantification de l’expression de l’un

de ses gènes cibles, la thiorédoxine 2 (TRX2) [121].  Après traitement des cellules au H2O2

(0,4 mM), l’expression de TRX2 augmente rapidement, atteint un maximum après 30 minutes

d’exposition, puis redescend à son niveau de base après 60 minutes (Fig. 14A). Ce profil

d’expression est caractéristique de la réponse génomique, observée pour les gènes cibles de

Yap1 après induction H2O2 (doses moyennes et faibles) ([22]; Biteau et Toledano, données du

laboratoire).  L’activation de Yap1 peut également être suivie par l’observation de sa

localisation sub-cellulaire [183] grâce à l’utilisation d’une fusion GFP-Yap1. En absence de

stress, Yap1 est majoritairement cytoplasmique. L’exposition des cellules au H2O2 (0,3 mM)

entraîne une accumulation nucléaire de Yap1 dès 12 minutes de traitement (Fig. 14B). Cette

concentration de Yap1 dans le noyau est transitoire; Yap1 est présent de façon prépondérante

dans le noyau pendant la première demi-heure de traitement, puis redevient progressivement

cytoplasmique avec un retour à la situation basale après 1 heure.

B. Yap1 est oxydé en réponse au H2O2

La partie C-terminale de Yap1, aussi appelée c-CRD pour « Cysteine Rich Domain » ,

contient le signal d’export nucléaire (NES) entouré de 3 residus cystéines, C598, C620 et

C629 (Fig. 13). La mutagénèse simultanée de ces trois cystéines empêche l’accumulation

nucléaire de la protéine après induction [186].
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Figure 15. Yap1 est oxydé in vivo en réponse au H2O2. A. Des cellules exprimant myc-Yap1 ont été
exposées ou non pendant 2,5 min à 0,4 mM d’H2O2 (lignes 1 à 4) ou à 1 mM de t-butyl-hydroperoxyde
(lignes 5 et 6), puis lysées en présence de TCA. Après resuspension du précipitat en présence
d’iodoacétamide, les extraits protéiques ont été séparés sur gel dénaturant non réducteur et révélés au moyen
de l’anticorps anti-myc 9E10. La seule différence existant entre les lignes 1 et 2, et 3 et 4 réside dans le fait
que les précipitats après TCA des lignes 3 et 4 ont été préalablement traités avec 200 mM de DTT avant
resuspension en présence d’un excès d’iodoacétamide (3,2 M). B. Cinétique d’oxydation de Yap1. Des
cellules exprimant myc-Yap1 ont été exposées  à 0,4 mM de H2O2 pendant les temps indiqués. Les extraits
ont été réalisés comme décrit en A (lignes 1 et 2), puis traités à la phosphatase alcaline et séparés sur gel
dénaturant réducteur ou non réducteur. C. Détermination de la dose minimale de H2O2 nécessaire à
l’oxydation de Yap1. Des cellules exprimant myc-Yap1 ont été exposées pendant 5 min au doses de H2O2

indiquées et les extraits ont été réalisés comme décrit en A (lignes 1 et 2).
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L’absence de réactivité du mutant Yap1C598T,C620A,C629T et la présence de ces résidus cystéines au

sein d’un domaine de régulation essentiel, nous ont conduit à rechercher l’existence d’une

oxydation in vivo de Yap1 en réponse au H2O2. La nature labile des modifications redox ainsi

que leur propension à survenir par simple exposition à l’air nous ont amenés à utiliser un

protocole d’extraction des protéines adapté [152]. Les cellules sont lysées en absence d’agent

réducteur et en présence d’acide trichloroacétique (TCA), qui permet en abaissant très

fortement le pH de maintenir les cystéines dans leur état redox natif : les ponts disulfures déjà

présents dans la cellule sont maintenus, alors que la protonation des thiols prévient

l’oxydation non spécifique des cystéines libres. La re-solubilisation des protéines, par re-

suspension du culot protéique à pH alcalin, est réalisée en présence d’un agent alkylant des

thiols, l’iodoacétamide. Les cystéines libres, qui ont ainsi été bloquées, ne présentent plus de

réactivité à l’oxydation lors des étapes ultérieures. Les protéines sont ensuite séparées sur un

gel dénaturant en conditions non réductrices. Si l’oxydation d’une protéine s’est traduite in

vivo, par la formation d’un pont disulfure intramoléculaire, le changement de conformation

induit par la présence de cette modification covalente entraînera une altération de la migration

électrophorétique de la protéine oxydée par rapport à la protéine réduite.  Nous avons ainsi

observé qu’après traitement des cellules au H2O2, une forme de Yap1 étiquetée avec 9

épitopes myc (myc-Yap1) adopte une migration électrophorétique plus rapide, visible

uniquement en conditions non réductrices (Fig. 15A, lignes 1 et 2). L’ajout de DTT lors de

l’électrophorèse abolit la différence de migration visible entre les échantillons non induit et

induit au H2O2 (Fig. 15A, lignes 3 et 4), indiquant que le changement de migration observé en

conditions non réduites est lié à une oxydation de Yap1 par le H2O2. L’exposition des cellules

au t-butyl-hydroperoxyde (t-BOOH) reproduit également cette altération de migration (Fig.

15A, lignes 5 et 6). Cette oxydation de Yap1 intervient très rapidement (2,5 minutes après

traitement au H2O2) (Fig. 15B), et reste maximale pendant 15 minutes. Puis, la réduction de

Yap1 s’amorce dès 30 minutes d’exposition au H2O2 pour être totale après 60 minutes

d’induction. L’oxydation de Yap1 est observée pour de faibles doses de H2O2 (100 µM) et est

maximale dès traitement des cellules avec 200 µM de H2O2 (Fig. 15C).
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Peptides tryptiques
contenant les cystéines de

Yap1

Yap1 red Yap1ox Yap1ox  réduit et alkylé
(DTT puis IAA)

279-305 Non détecté Non détecté Non détecté
306-313 Cys310 alkykée NEM Cys310 alkykée NEM Cys310 alkykée NEM
314-319 Cys315 alkykée NEM Cys315 alkykée NEM Cys315 alkykée NEM
598-604 Cys598 alkykée NEM Non détecté Cys598 alkykée IAA
611-626 Cys620 alkykée NEM Cys620 alkykée NEM Cys620 alkykée NEM
627-632 Non détecté Non détecté Non détecté

Tableau 4.  Description sommaire des peptides tryptiques observés à partir des échantillons Yap1red

et Yap1ox, avec ou sans réduction/alkylation par l’iodoacétamide. Yap1 a été purifié en présence de NEM
à partir de cellules ∆yap1 exprimant myc-Yap1 sur un plasmide à bas nombre de copies et exposées au
H2O2 (0,6 mM) pendant 5 minutes. Après migration sur gel dénaturant non réducteur, les formes oxydées
et réduites de Yap1 sont séparées et digérées par la trypsine. Une moitié de la bande contenant la forme
oxydée a été réduite et alkylée par le DTT et l’iodoacétamide avant digestion.
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réducteur

Gel non
réducteurC

Yap1red

Yap1ox

Figure 16. Identification des cystéines redox de Yap1. A. Représentation schématique des cystéines
de Yap1. B. Des cellules ∆yap1 exprimant myc-Yap1C303A,C310A,C315A et myc-Yap1C598T,C620A,C629T ont été
exposées ou non pendant 5 minutes à 0,4 mM de H2O2. Les extraits ont été réalisés comme décrit dans
la figure 15A (lignes 1 et 2) et révélés après migration sur gel dénaturant non réducteur. C. Des cellules
∆yap1 exprimant les différents mutants de myc-Yap1 ont été exposées ou non pendant 5 minutes à 0,4
mM de H2O2. Les extraits ont été réalisés comme décrit dans la figure 15A (lignes 1 et 2), les protéines
ont été séparées sur gel dénaturant réducteur ou non réducteur et révélées au moyen de l’anticorps anti-
myc. D. Gel préparatif dénaturant non réducteur séparant les formes réduites et oxydées de Yap1. Yap1
a été purifié à partir d’une souche ∆yap1 exprimant myc-Yap1 exposée à 0,6 mM de H2O2 pendant 5
minutes.
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La cinétique d’apparition de la forme oxydée de Yap1 est comparable à la cinétique

d’activation de Yap1, visualisée en termes d’expression génique et de translocation nucléaire,

suggèrant un lien entre activation et oxydation.

C. L’exposition des cellules au H2O2  entraîne la formation d’un
pont disulfure entre les cystéines 303 et 598 de Yap1

L’utilisation concertée du système expérimental décrit ci-dessus et de la mutagenèse dirigée

nous a permis d’identifier sans ambiguïté deux cystéines, l’une dans le c-CRD (C598) et

l’autre dans la partie médiane de Yap1 (n-CRD) (C303) comme étant le centre redox de la

protéine. Les protéines issues des allèles mutants myc-Yap1C303A,C310A,C315A et myc-

Yap1C598T,C620A,C629T ne sont pas capables de reproduire le changement de mobilité

électrophorètique lié à l’oxydation de la protéine sauvage, suggérant qu’une ou plusieurs

cystéines de ces deux domaines (c-CRD et n-CRD) sont essentielles à l’oxydation de Yap1

par le H2O2 (Fig. 16B). Nous avons donc effectué une analyse systématique de l’effet de la

substitution en alanine de chacun des six résidus cystéine de Yap1. Parmi les six résidus

cystéine présents dans Yap1, seule la mutagenèse de la cystéine 303 ou de la cystéine 598

entraîne la disparition de la modification de migration électrophorétique visible après

induction au H2O2 (Fig. 16C). La présence de ces seuls résidus dans la protéine myc-

Yap1C310A,C315A,C620A,C629T est de plus suffisante pour reproduire la différence de migration

caractéristique de la forme oxydée de Yap1. Ces résultats indiquent que les cystéines 303 et

598 sont non seulement nécessaires mais aussi suffisantes à l’oxydation de Yap1 par le H2O2.

La disparition totale de la forme oxydée de Yap1 si l’une ou l’autre des cystéines 303 et 598

est absente sous-tend l’existence d’un pont disulfure entre ces deux cystéines. Nous avons

cherché à montrer formellement, par spectrométrie de masse, que ce pont disulfure est formé

en réponse à un traitement des cellules par le H2O2. Pour cela, nous avons purifié sur une

résine d’affinité anti-myc (9E10), la forme oxydée de myc-Yap1.  Après exposition au H2O2

(0,6 mM), les cellules exprimant myc-Yap1 ont été lavées puis lysées en présence de N-éthyl-

maléimide (NEM), un agent alkylant des cystéines permettant en particulier de prévenir la

réduction de Yap1 par les réductases cellulaires au cours de la lyse.
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Figure 17. Activité des mutants de substitution des cystéines de Yap1. A. Sensibilité au H2O2

des mutants cystéine. Une souche ∆yap1, transformée ou non avec les plasmides exprimant Myc-
Yap1 ou les différents mutants cystéine est cultivée en phase stationnaire puis sa tolérance au H2O2

est mesurée sur milieu solide contenant des concentrations croissantes de cet oxydant. B. Activité
transcriptionnelle des mutants cystéine de Yap1. L’expression de TRX2 et de ACT1 a été quantifiée
par RT-PCR semi-quantitative, à partir de souches identiques à celles décrites en A, exposées ou
non à 0,4 mM de H2O2 pendant les temps indiqués. Les ARN totaux ont été extraits et traités
comme dans la figure 14A. C. Le rapport TRX2/ACT1 a été mesuré après quantification de la
radioactivité incorporée au PhosphorImager, puis rapporté en fonction du temps.
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La migration sur gel non réducteur de la protéine purifiée a permis de dissocier la partie

réduite de Yap1 de la partie oxydée (Fig. 16D). Les bandes correspondant aux formes réduites

et oxydées de Yap1 ont été digérées par la trypsine et analysées par nanochromatographie

liquide couplée à la spectrométrie de masse (nanoESI-Q-TOF MS/MS) (Tableau 4). Trois des

résidus cystéines (Cys310, Cys315 et Cys620) sont alkylés par le NEM dans la forme réduite

comme dans la forme oxydée. Ces cystéines étaient donc libres lors de la lyse des cellules et

ne participent pas directement à la forme oxydée de Yap1. Le peptide contenant la cystéine

598 est en revanche présent et alkylé NEM dans la forme réduite mais absent dans la forme

oxydée. La réduction/alkylation par le DTT et l’iodoacétamide de l’échantillon correspondant

à la forme oxydée de Yap1 permet de nouveau de détecter le peptide contenant la cystéine

598 sous forme carbamidométhylée. Ces résultats indiquent que la cystéine 598 est oxydée en

réponse au H2O2 et participe à la constitution de la forme oxydée de Yap1. Les peptides

contenant les cystéines 303 et 629 n’ont pas pu être observés par les différentes techniques

utilisées, très probablement à cause de leur taille. D’autres stratégies de digestion devront être

mises en place pour espérer détecter ces peptides. Ces données associées aux données de

mutagenèse suggèrent très fortement l’existence d’un pont disulfure entre les cystéines 303 et

598 de Yap1. Il est intéressant de noter que les protéines mutantes myc-Yap1C310A, myc-

Yap1C629A, et par voie de conséquence Yap1C310A,C315A,C620A,C629T, ne sont pas complètement

oxydables, bien que leur participation directe dans la modification redox observée sur gel soit

largement exclue par les données précédentes (voir discussion).

D. L’oxydation de Yap1 est essentielle pour son activation

L’identification des résidus impliqués dans l’oxydation de Yap1 nous a permis de tester

l’importance de cette oxydation dans le processus d’activation. Pour cela, nous avons tout

d’abord exprimé les différents allèles mutants de Yap1 dans une souche invalidée pour Yap1

(∆yap1) et mesuré la sensibilité au H2O2 des souches correspondantes (Fig. 17A). Alors que

les allèles yap1C315A et yap1C620A récupèrent complètement l’hypersensibilité d’une souche

∆yap1, tous les autres mutants testés sont hypersensibles au H2O2, les mutants exprimant les

allèles yap1C303A et yap1C310A étant les plus sensibles.
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Figure 18. Les cystéines 303 et 598 sont essentielles à l’accumulation nucléaire de Yap1 en
réponse au H2O2. La souche ∆yap1, transformée avec un plasmide exprimant GFP-Yap1 ou les
différents mutants cystéine est exposée pendant 12 minutes à 0,3 mM de H2O2 puis le marquage
GFP est observé au microscope à fluorescence

A B

Figure 19. Les cystéines 303 et 598 ont un rôle essentiel dans la régulation  de l’interaction
entre Yap1 et Crm1. A. L’interaction entre Yap1 et Crm1 est mesurée par double hybride au
moyen d’un gène rapporteur LacZ. Yap1 est exprimé en fusion avec le domaine d’activation de
LexA (pJG4-5-Yap1) et Crm1 avec le domaine de liaison à l’ADN (pKW422). Les vecteurs vides
pEG202 et pKW422 ont été utilisés comme contrôles. A. Essai β-galactosidase en milieu solide, en
absence ou en présence de 1,25 mM de H2O2. B. Essai β-galactosidase en milieu liquide en absence
(-) ou en présence (+) de 0,5 mM de H2O2. Les histogrammes représentent la moyenne de quatre
expériences indépendantes.
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Nous avons ensuite mesuré l’activité transcriptionnelle des différents mutants (Fig. 17B et

17C) ainsi que leur capacité à se concentrer dans le noyau en réponse à une exposition

au H2O2 (Fig. 18). De la même façon, les mutants Yap1C315A et Yap1C620A ont un profil

d’activité transcriptionnelle (Fig. 17B et 17C) et une accumulation nucléaire sauvages

(données non montrées). En revanche, les mutants Yap1C303A et Yap1C598A présentent non

seulement un défaut d’activité transcriptionnelle mais également une absence totale

d’accumulation nucléaire. Les mutants Yap1C310A et Yap1C629A ont des phénotypes plus

complexes. Ces deux mutants présentent un défaut d’activité transcriptionnelle, malgré une

faible induction de TRX2 après une heure de traitement ainsi qu’une altération de leur capacité

à s’accumuler dans le noyau. Le mutant Yap1C310A est capable de se concentrer dans le noyau

mais de façon relativement inefficace et retardée, alors que le mutant Yap1C629A est

partiellement nucléaire en absence de stress avec une légère augmentation de sa concentration

nucléaire après exposition au H2O2. Ces phénotypes peuvent être rapprochés du défaut

d’oxydation décrit pour ces mutants dans le paragraphe précédent.

E. L’oxydation de Yap1 contrôle son interaction avec Crm1

Les données de relocalisation indiquent que l’oxydation de Yap1 est requise pour son

accumulation nucléaire. Nous avons donc mesuré par double-hybride l’impact des mutations

C303A et C598A sur l’interaction de Yap1 avec l’exportine Crm1 (Fig. 19). En absence

d’agent oxydant, l’interaction entre Yap1 et Crm1 se traduit par la coloration bleue des

colonies. En présence de H2O2, l’interaction entre Yap1 et Crm1 est interrompue (pas de

coloration et baisse de l’activité β-galactosidase), alors qu’elle persiste lorsque les mutants

Yap1C303A et Yap1C598A sont exprimés à la place de la protéine sauvage. Ces données indiquent

que l’oxydation de Yap1 permet une inhibition de l’interaction entre Yap1 et Crm1. Le

changement de conformation induit par la formation du pont disulfure 303-598, masque

probablement le NES et entraîne l’accumulation nucléaire de Yap1 en réponse au H2O2.

L’existence d’un changement de conformation au cours de la transition réduit/oxydé a été

mise en évidence grâce à un anti-corps polyclonal conformationnel, dirigé contre un peptide
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C-terminal de Yap1 (Fig. 20). En effet, cet anti-corps reconnaît la forme oxydée avec une

affinité nettement diminuée.

Gel réducteur

1: Control
2: H2O2

3: t-BOOH

1   2  3

Gel non réducteur

Anticorps
polyclonal
anti-Yap1

Figure 20. Un anticorps polyclonal dirigé contre la partie C-terminale de Yap1 ne
reconnaît plus la forme oxydée. Une souche sauvage a été exposée ou non pendant 5 minutes
à 0,4 mM de H2O2 ou 1 mM de t-BOOH. Les extraits sont réalisés comme décrit dans la figure
15A.
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F. Conclusion/ Discussion

Nous avons montré que l’exposition de cellules au peroxyde d’hydrogène entraîne la

formation d’un pont disulfure intramoléculaire entre les cystéines 303 et 598 de Yap1. Cette

oxydation est cruciale pour l’activation de Yap1 en réponse au H2O2 car elle contrôle

l’interaction entre Yap1 et Crm1 et régule ainsi sa localisation subcellulaire. Ces données sont

donc compatibles avec les précédents résultats de mutagénèse, montrant que le c-CRD et la

partie médiane de Yap1 sont indispensables à l’accumulation nucléaire de Yap1 en réponse au

H2O2 [187].

1) Validité des techniques d’investigation

Contrairement aux techniques classiques d’extraction des protéines, la méthode que nous

avons utilisée pour déterminer l’état redox de Yap1 est adaptée à l’observation des

modifications redox in vivo. En effet, l’abaissement rapide du pH grâce à l’ajout d’acide

trichloroacétique (TCA) diminue de façon drastique la réactivité des cystéines et permet de

figer l’état redox des protéines tel qu’il était à l’intérieur de la cellule. Cet état redox est

maintenu de façon comparable au cours de la lyse. Lors de leur re-solubilisation à pH alcalin,

l’oxydation non spécifique des protéines est prévenue par l’ajout d’un agent alkylant des

thiols, l’iodoacétamide. Le blocage définitif des cystéines libres se fait à un pH égal à 8,

permettant l’alkylation de la majorité des cystéines. Une fois modifiées de façon covalente,

les protéines peuvent être analysées par séparation sur gel dénaturant et les profils de

migration en conditions réductrices ou non réductrices peuvent être comparés.

L’utilisation d’une technique de lyse non dénaturante (sans TCA) a été nécessaire, en

particulier pour l’analyse du pont disulfure en spectrométrie de masse. Dans ce cas, le blocage

des cystéines par l’agent alkylant (NEM) est réalisé in vivo. Ce blocage est à priori moins

efficace que l’arrêt par le TCA (pH intracellulaire et vitesse de réaction) et pose de plus le

problème de l’existence d’une réponse physiologique de la cellule aux agents alkylants des

thiols. Cette technique n’a donc pas été utilisée en première intention pour l’analyse de l’état
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redox des protéines, mais seulement afin de confirmer par spectrométrie de masse les résultats

prédits par la mutagénèse.

2) L’oxydation de Yap1 repose sur la formation d’un pont
disulfure intramoléculaire entre les cystéines 303 et 598

La mutagenèse dirigée nous a permis de désigner deux cystéines comme essentielles à

l’oxydation et à l’activation de Yap1 : les cystéines 303 et 598. Bien que nous n’ayons pas été

capables d’identifier formellement le pont disulfure, un faisceau d’arguments nous permet

d’appuyer son existence. L’analyse par spectrométrie de masse a permis d’éliminer

formellement l’implication des cystéines 310, 315 et 620 dans la forme oxydée. Bien que le

peptide contenant la cystéine 629 n’ait pas pu être détecté, son implication dans le pont

disulfure est peu probable aux vues des données génétiques. Par ailleurs, la mutagenèse de

l’une ou de l’autre des cystéines 303 et 598 suffit à abolir totalement la différence de

migration électrophorétique induite par l’oxydation. L’interprétation la plus simple de ce

résultat est la formation d’un pont disulfure entre ces deux cystéines. La présence d’un métal-

redox actif ou d’un groupement prosthétique ne peut cependant pas être éliminé. Elle sera

recherchée lorsque nous obtiendrons la protéine Yap1 purifiée en quantité suffisante.

3) Rôle des autres cystéines de Yap1

Parmi les 4 autres cystéines de Yap1, C315, C620 et C629 ne semblent pas impliquées dans le

processus d’oxydation. Bien que les cystéines 620 et 629, aient été associées, dans des études

de mutagenèse précédemment publiées, au contrôle de l’accumulation nucléaire de Yap1, les

phénotypes observés sont vraisemblablement liés à une modification de la structure du NES,

diminuant l’efficacité de l’export par Crm1, plutôt qu’à une altération de la fonction de

détection du H2O2. Ceci est bien illustré par le fait que la substitution de la cystéine 620 en

thréonine promeut l’accumulation nucléaire de Yap1 [183] alors que sa substitution en alanine

n’a pas d’effet (nos données). De même, la substitution de la cystéine 629 en alanine ([187] et

nos données) altère la fonction du NES alors que le mutant de substitution en thréonine

présente un profil sauvage [183]. La mutagenèse de la cystéine 629 en alanine est également
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associée à un défaut d’activation et à une hyper-sensibilité de la souche en réponse au H2O2.

Ces phénotypes sont partagés par l’ensemble des mutants constitutivement nucléaires ([187]

et nos données), sans que la cause de ce phénomène soit comprise (voir discussion générale).

Le rôle de la cystéine 310 apparaît plus complexe. Nos données montrent que cette cystéine

n’est pas indispensable à l’oxydation de Yap1 ; cependant, cette oxydation est relativement

inefficace et corrèle avec un défaut d’activité transcriptionnelle et une hyper-sensibilité du

mutant au H2O2. Des données obtenues récemment au laboratoire suggèrent que la cystéine

310 jouerait un rôle dans la stabilisation du pont disulfure entre les résidus 303 et 598. Cette

observation est compatible avec le défaut d’oxydation et l’accumulation nucléaire retardée

observés dans ce mutant. De plus, la localisation des deux cystéines 310 et 629 à proximité

des cystéines 303 et 598 n’exclut pas que ces résidus jouent un rôle structural important, en

particulier dans l’établissement de la réactivité du centre redox. Par ailleurs, l’existence d’un

mécanisme d’oxydation concerté impliquant les cystéines 310 et 629 et reposant sur la mise

en place d’une chaîne de transfert de ponts disulfures aboutissant à la forme la plus stable, ne

peut pas être exclu. Cependant, la capacité à être oxydé du mutant Yap1C310A,C315A,C620A,C629T, ne

possèdant plus que les cystéines 303 et 598, suggère qu’un tel mécanisme n’est pas essentiel.

4) Conclusion : Comment Yap1 est-il oxydé en réponse aux
peroxydes ?

Chez E. coli, OxyR est oxydé directement par les peroxydes [49] : OxyR est en même temps

le détecteur et l’activateur de la réponse aux peroxydes. Ce mécanisme est-il conservé chez S.

cerevisiae : l’oxydation de Yap1 est-elle directe ? Notre incapacité à reproduire l’oxydation

de Yap1 in vitro, en présence de H2O2, suggérait qu’un mécanisme plus complexe était en

effet responsable de l’oxydation de Yap1 (données non montrées).
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Figure 21. En réponse au H2O2, Yap1 interagit de façon transitoire avec une petite protéine
d’environ 20 kD. A. Analyse in vivo  de l’état redox de Yap1. La souche ∆yap1 exprimant myc-Yap1 est
exposée à 0,4 mM de H2O2 pendant les temps indiqués. Les extraits, réalisés comme décrit dans la figure
15A, sont ensuite séparés sur gel dénaturant non réducteur ou réducteur et révélés au moyen de l’anticorps
anti-myc 9E10. La bande de haut poids moléculaire correspondant à Yap1 en interaction avec la petite
protéine est signalée par une astérisque. B. Effet des mutations des cystéines de Yap1 sur la formation de la
bande de haut poids moléculaire. Les extraits ont été réalisés à partir d’une souche ∆yap1 exprimant les
allèles mutants indiqués, non traitée ou exposée à 0,4 mM de H2O2 pendant 2 minutes. Les protéines sont
ensuite séparées comme décrit en A.



91

II. L’oxydation de Yap1 en réponse aux peroxydes est relayée par la
peroxydase Gpx3

A. Yap1 interagit avec une protéine d’environ 20 kD  via un pont
disulfure inter-moléculaire

L’observation d’un auto-radiogramme plus exposé de la cinétique d’oxydation de myc-Yap1

a permis de mettre en évidence l’apparition d’une bande de haut poids moléculaire, inductible

et présente durant les 15 premières minutes d’exposition au H2O2 (Fig. 21A). La période

pendant laquelle cette bande est visible sur le gel correspond à la période pendant laquelle

l’oxydation de Yap1 est maximale. Cette bande immunoréactive, d’intensité très modérée,

disparaît lorsque les protéines sont séparées en conditions réductrices. D’après ses

caractéristiques de migration, cette bande pourrait correspondre à l’association covalente

d’une faible proportion de Yap1 (environ 10%) et d’une protéine d’environ 20 kDa via un

pont disulfure inter-moléculaire.

L’analyse des mutants des cystéines de Yap1 a montré que cette bande était quasiment

indétectable dans la souche exprimant myc-Yap1C598A,C620A,C629T alors que son abondance était

accrue dans une souche exprimant myc-Yap1C303A,C310A,C315A (Fig. 21B). La stabilisation de

cette bande de haut poids moléculaire est reproduite dans des cellules exprimant le simple

mutant myc-Yap1C303A. Dans ce cas, la proportion de Yap1 impliquée dans cette interaction

atteint 30 à 50 %. La présence de cette bande après exposition au H2O2 de cellules exprimant

le mutant myc-Yap1C310A,C315A,C620A,C629T, ne possédant plus que les cystéines 303 et 598,

suggère que la cystéine 598 est impliquée dans l’interaction de Yap1 avec son partenaire.

B. Le partenaire de Yap1 est la glutathion-peroxydase Gpx3

Nous avons profité de la stabilisation de cette forme de haut poids moléculaire dans le mutant

Yap1C303A pour identifier ce partenaire covalent de Yap1. Après exposition au H2O2, les

cellules exprimant myc-Yap1C303A ont été lavées et lysées en présence de NEM et Yap1 et son

partenaire ont été copurifiés sur une résine d’affinité anti-myc (9E10) en absence d’agent

réducteur.
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Figure 22. La glutathion-peroxydase Gpx3 est la protéine de 20 kD interagissant avec Yap1. A. Gel
préparatif dénaturant non réducteur séparant myc-Yap1C303A libre ou associé à son partenaire. Yap1 a été
purifié à partir d’une souche ∆yap1 exprimant myc-Yap1C303A exposée à 0,6 mM de H2O2 pendant 5
minutes. B. Identification du peptide 96-108 de Gpx3 par fragmentation en mode MS/MS. L’identification
est réalisée par comparaison des profils de fragmentation expérimentaux et des profils théoriques calculés
à partir de la banque de données NCBInr. C. La bande de haut poids moléculaire associée à myc-Yap1C303A

est absente dans une souche ∆gpx3 exposée au H2O2. Les souches ∆yap1 et ∆yap1∆gpx3 exprimant myc-
Yap1C303A non traitées (lignes 1 et 4), exposées à 0,4 mM de H2O2  (lignes 2 et 5) ou à 1 mM de t-BOOH
(lignes 3 et 6) pendant 2 minutes, ont été lysées suivant le protocole décrit en Fig. 15A. D. L’interaction
entre Yap1 et Gpx3 est également observée avec la protéine Yap1 sauvage. Une souche  ∆yap1 co-
exprimant myc-Yap1 et HA-Gpx3 a été exposée ou non à 0,4 mM de H2O2 pendant 2 minutes. Les extraits
ont été réalisés comme décrit en Fig. 15A, dialysés puis purifiés par immunoprécipitation (IP) soit avec
l’anticorps anti-myc 9E10 soit avec l’anticorps anti-HA 12CA5. Les immunoprécipitats ont ensuite été
séparés sur gel dénaturant non réducteur et révélés comme indiqué soit au moyen soit de l’anticorps anti-
HA soit de l’anticorps anti-myc. E. Les protéines Yap1 et Gpx3 réduites interagissent de façon non
covalente. Des extraits issus d’une souche ∆yap1 surexprimant ou non myc-Yap1 ont été incubés en
conditions réductrices (2 mM de DTT) pendant 3 heures à 4°C avec une résine sépharose couplée à l’anti-
myc 9E10. Un extrait contenant His-Gpx3 recombinant (S1), a été réalisé en anaérobiose et déposé sous
argon sur la résine fixant ou non Yap1 réduit. Après lavage de la résine, le matériel fixé spécifiquement à
la résine a été élué par compétition avec le peptide myc et les protéines ont été bloquées au NEM. Les
éluats ont ensuite été déposés sur gel SDS-PAGE non réducteur et révélés au moyen d’un anticorps
monoclonal anti-His.
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Les deux formes, libre et associée de Yap1, ont été séparées sur un gel dénaturant non

réducteur (Fig. 22A). Une analyse par nano-chromatographie liquide couplée à la

spectrométrie de masse (nanoESI-Q-TOF MS/MS) a permis d’identifier, après digestion

tryptique de la bande de plus haut poids moléculaire, comme seules protéines présentes dans

cette bande, Yap1 (avec 40% de couverture) et Gpx3 (avec 27% de couverture) (Fig. 22B).

Nous avons confirmé génétiquement les résultats de spectrométrie de masse en montrant

qu’après traitement au H2O2, la bande de haut poids moléculaire n’est plus visible dans une

souche invalidée pour GPX3 (∆gpx3), exprimant myc-Yap1C303A (Fig. 22C). Nous avons

également montré que Gpx3 interagit covalemment avec la protéine Yap1 sauvage, en co-

exprimant myc-Yap1 et une version étiquetée HA de Gpx3 (Fig. 22D). Après

immunoprécipitation dénaturante de myc-Yap1, l’association de Gpx3 et de Yap1 est

observée spécifiquement dans les immunoprécipitats issus de cellules induites, par la

révélation d’une bande unique immunoréactive HA, migrant à la taille de la bande de haut

poids moléculaire révélée par l’anti-myc. Réciproquement, l’immunoprécipitation dénaturante

de HA-Gpx3 permet de révéler myc-Yap1 en conditions induites. L’induction par le H2O2,

entraînant la formation d’un pont disulfure inter-moléculaire entre Yap1 et Gpx3, nous avons

recherché une éventuelle interaction non covalente entre ces deux protéines en conditions non

induites. La protéine recombinante Gpx3, exprimée dans E. coli, est retenue spécifiquement

par myc-Yap1, immobilisé sur une colonne sépharose anti-myc. Ces résultats ont été obtenus

avec des protéines réduites et l’expérience a été réalisée en anaérobiose (Fig. 22E) ou après

alkylation des protéines (données non montrées). Yap1 et Gpx3 sont donc probablement

associés en un pré-complexe en absence de H2O2.

Gpx3 est l’une des trois glutathion-peroxydases présentes chez S. cerevisiae.  Son poids

moléculaire observé est de 21 kDa. Cette valeur correspond au poids prédit du partenaire de

Yap1 et indique que Yap1 et Gpx3 interagissent avec une stoechiométrie 1:1.

C. L’association de Yap1 et de Gpx3 par un pont disulfure entre les
cystéines 36 de Gpx3 et 598 de Yap1 permet l’oxydation de
Yap1.

La cinétique d’interaction de Gpx3 avec Yap1, la stabilisation de cette interaction dans le

mutant Yap1C303A ainsi que la fonction peroxydase de cette protéine nous ont conduit à penser

que l’oxydation de Yap1 par le peroxyde d’hydrogène pourrait être relayée par Gpx3.
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Figure 23. La formation d’un pont disulfure entre les cystéines 598 de Yap1 et 36 de Gpx3 permet
l’oxydation de Yap1. A. Gpx3 est essentiel à l’oxydation de Yap1 par le H2O2. Les souches ∆yap1,
∆yap1∆gpx3 transformées avec myc-Yap1 ont été exposées ou non à 0,4 mM de H2O2  pendant les temps
indiqués. Les extraits ont été réalisés et analysés sur gel non réducteur comme décrit en Fig. 15A . B.
L’oxydation de Yap1 in vitro  nécessite la présence de Gpx3. 100 µM de H2O2 ont été ajoutés à 1 µM de
Yap1 purifié et réduit en présence ou non de Gpx3 purifié réduit (excès molaire de 10 fois). La réaction a
été réalisée en anaérobiose pendant 10 minutes à température ambiante et a été arrêtée par ajout de NEM (10
mM). L’état redox de Yap1 est visualisé après migration sur gel dénaturant non réducteur. La forme
correspondant au pont disulfure entre Yap1 et Gpx3 est signalée par une astérisque. C. Identification des
cystéines de Gpx3 essentielles à l’oxydation de Yap1. La souche ∆yap1 co-exprimant myc-Yap1 et les
différents allèles sauvage et mutants de Gpx3 (Gpx3C36S, Gpx3C64S, Gpx3C82S et HA-Gpx3C64S,C82S) a été
traitée ou non avec 0,4 mM de H2O2 pendant 2 minutes. Les extraits ont été réalisés comme décrit en Fig.
15A, séparés sur gel dénaturant non réducteur et révélés avec l’anticorps anti-myc. Un schéma décrivant
l’emplacement des cystéines de Gpx3 est placé en dessous. D. Identification du pont disulfure reliant Yap1
et Gpx3 par spectrométrie de masse. Le spectre MS/MS correspondant à la fragmentation des peptides liés
par pont disulfure est représenté deux fois (Masse moléculaire totale: 1847,82 Da) et est interprété soit  par
rapport à la séquence de Yap1 soit par rapport à la séquence de Gpx3. Le pic précurseur est triplement
chargé (Masse moléculaire: 616,94 Da )
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Nous avons donc analysé l’état redox de Yap1 in vivo, et nous avons observé qu’en absence

de Gpx3, aucune oxydation de Yap1 n’est visible, et ce jusqu’à 90 minutes d’exposition au

H2O2 (Fig. 23A). Gpx3 est également nécessaire à l’oxydation de Yap1 in vitro (Fig. 23B). En

anaérobiose, l’ajout de 100 µM d’H2O2 aux protéines Yap1 et Gpx3 purifiées et réduites

permet la formation du pont disulfure intermoléculaire observé in vivo et une oxydation de

Yap1 Gpx3-dépendante. Cependant, la relative inefficacité de l’oxydation de Yap1 in vitro

par rapport à son oxydation in vivo suggère qu’un autre composant pourrait être nécessaire à

cette oxydation.

Gpx3 possède trois cystéines, aux positions 36, 64 et 82 (Fig. 23C). Afin d’identifier la ou les

cystéines impliquée(s) dans l’oxydation de Yap1, nous avons remplacé chacune de ces

cystéines par des sérines et nous avons co-exprimé les mutants correspondants avec myc-

Yap1 dans une souche ∆gpx3 (Fig. 23C). L’oxydation de Yap1 en réponse au H2O2 est

sauvage dans les mutants Gpx3C64S, Gpx3C82S, Gpx3C64S,C82S. En revanche, Yap1 n’est plus

oxydé dans le mutant Gpx3C36S et aucune bande, correspondant à l’association covalente de

Yap1 et de Gpx3, n’est observée. La cystéine 36 de Gpx3 semble donc être, avec la cystéine

598 de Yap1, impliquée dans l’interaction Yap1/Gpx3. Nous avons cherché à préciser

biochimiquement cette interaction en visualisant formellement l’association entre Yap1 et

Gpx3 par spectrométrie de masse. Pour cela, nous avons analysé par nanoESI-Q-TOF MS/MS

l’échantillon non réduit utilisé précédemment pour l’identification de Gpx3, contenant

Yap1C303A associé covalemment à Gpx3 (Fig. 22A). Un ion dont la masse expérimentale

correspond à la masse théorique calculée de l’association des peptides 598-604 de Yap1 et 36-

43 de Gpx3 par un pont disulfure a été détecté dans la digestion tryptique. La fragmentation

de cet ion par MS/MS a permis de déterminer formellement la présence des deux peptides de

Yap1 et de Gpx3 sus-cités (Fig. 23D). Dans cet échantillon, ni le peptide 598-604 de Yap1 ni

le peptide 36-43 de Gpx3 n’ont été détectés sous leur forme libre. Ces données indiquent que

la liaison covalente de ces deux protéines n’implique pas d’autres cystéines que les cystéines

598 et 36, à moins que deux ponts disulfures ne soient nécessaires à l’association covalente

des deux protéines. Or, la capacité du mutant Gpx3C64S,C82S à s’associer covalemment avec

Yap1 montre qu’un seul pont disulfure est suffisant.
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Figure 24. Gpx3 est essentielle à l’activation de Yap1 par le H2O2. A. Gpx3 est nécessaire à
l’accumulation nucléaire de Yap1. Les souche ∆yap1 et ∆gpx3, exprimant GFP-Yap1 ont été exposées à
0,4 mM de H2O2 pendant les temps indiqués et le marquage GFP a été observé au microscope à
fluorescence. B. Mesure de l’expression de TRX2 dans la souche ∆gpx3 exposée au H2O2: dose-réponse.
Les ARN totaux sont extraits à partir des souches sauvage (Y252) et ∆gpx3, exposées pendant 30
minutes aux doses de H2O2 indiquées. Les rapports TRX2/ACT1 ont été déterminés par RT-PCR
quantitative « on line ». C. Cinétique d’induction de TRX2 dans la souche ∆gpx3. Les ARN totaux sont
extraits à partir des souches sauvage (Y252) et ∆gpx3, exposées à 0,4 mM de H2O2 pendant les temps
indiqués. L’expression de TRX2 est mesurée comme en B.
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L’analyse du même matériel après réduction et alkylation par l’iodoacétamide nous a permis

d’observer la disparition du peptide correspondant au pont disulfure intermoléculaire et de

détecter les peptides 598-604 de Yap1 et 36-43 de Gpx3 libres et carbamidométhylés

(données non montrées).

Nous avons montré qu’en réponse au H2O2, Gpx3 et Yap1 s’associent grâce à la formation

d’un pont disulfure intermoléculaire entre la cystéine 36 de Gpx3 et la cystéine 598 de Yap1.

Cette association est indispensable à la formation du pont intramoléculaire 303-598 de Yap1.

La cystéine 36 de Gpx3, qui est essentielle à l’activité de Yap1, est aussi le résidu conservé,

présent sous forme cystéine ou sélénocystéine au sein du site actif des protéines appartenant à

la famille des glutathion-peroxydases.

D. Gpx3 est essentiel à l’activation de Yap1 par les peroxydes

L’oxydation de Yap1 par les peroxydes entraîne son accumulation rapide dans le noyau, et

permet l’induction de ses gènes cibles. Or, dans une souche ∆gpx3 exposée au H2O2, Yap1

reste majoritairement cytoplasmique et ce jusqu’à 90 minutes d’exposition, ce qui contraste

avec la localisation exclusivement nucléaire observée durant les 30 premières minutes

d’exposition d’une souche sauvage (Fig. 24A). Parallèlement, l’activité transcriptionnelle de

Yap1 est très altérée en absence de Gpx3. L’induction de TRX2 après 30 minutes d’exposition

au H2O2 est très limitée quelles que soient les concentrations d’oxydant utilisées (50 à 800

µM) (Fig. 24B). En cinétique, l’absence de Gpx3 abolit la réponse transcriptionnelle durant la

première heure d’exposition (0,4 mM), même si l’expression de TRX2 augmente modérément

après une heure de traitement (Fig. 24C).

Elle est corrélée avec l’observation d’un marquage partiellement nucléaire dans 10-30% des

cellules ∆gpx3 après 30 minutes d’exposition au H2O2. Cette augmentation tardive de

l’expression de TRX2 n’est pas observée dans une souche invalidée à la fois pour YAP1 et

pour GPX3 (données non montrées) ; cette réponse résiduelle est donc Yap1-dépendante mais

Gpx3 indépendante (voir aussi Résultat 2ème Partie paragraphe III A.2).
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Figure 25. L’activité peroxydase de Gpx3 requiert la formation d’un pont disulfure
intramoléculaire entre les cystéines 36 et 82. A. Mesure in vivo de l’état redox de Gpx3. Une souche
∆gpx3 exprimant HA-Gpx3, HA-Gpx3C36S, HA-Gpx3C64S ou HA-Gpx3C82S a été exposée pendant 2
minutes à 0,4 mM de H2O2. Les extraits ont été réalisés comme décrit dans les méthodes (blocage NEM),
séparés sur gel dénaturant non réducteur et révélés au moyen d’un anticorps anti-HA. B. Gpx3 possède
une activité peroxydase in vitro. L’activité des protéines recombinantes Gpx3 et Gpx3C82S purifiées a été
testée en présence de thiorédoxine, thiorédoxine réductase et de H2O2 (carrés blancs et carrés gris). Les
différents contrôles sont réalisés en omettant l’un des composants de la réaction. L’activité peroxydase est
représentée par la décroissance de la densité optique à 340 nm en fonction du temps. C. Mesure de la
tolérance au H2O2 des différents mutants de Gpx3. La sensibilité au H2O2 des souches sauvage (Y252)
∆yap1, ∆gpx3∆yap1, ∆gpx3 exprimant ou non HA-Gpx3 ou les allèles mutantes HA- Gpx3C36S, Gpx3C64S,
Gpx3C82S et Gpx3C64S,C82S a été testée comme décrit en figure 17A.
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E. L’activité peroxydase de Gpx3 fait intervenir la formation d’un
pont disulfure intramoléculaire entre les cystéines 36 et 82.

Nos résultats identifient Gpx3 comme la protéine permettant de détecter la présence de

peroxydes à l’intérieur de la cellule et de transmettre le signal à Yap1. Cependant, d’autres

études avaient attribué à Gpx3 un rôle enzymatique de réduction des peroxydes et des

hydroperoxydes de lipides [67, 68]. Nous avons cherché à déterminer si ces deux fonctions

étaient couplées en caractérisant les résidus cystéine essentiels à l’activité peroxydase de

Gpx3. Pour cela, nous avons tout d’abord analysé les modifications de l’état redox de Gpx3

en réponse au H2O2. Avec une technique similaire à celle utilisée pour Yap1, nous avons

observé que Gpx3 est très rapidement oxydé après exposition des cellules au H2O2 (Fig. 25A).

Cette oxydation est visualisée par l’apparition d’une bande dont la migration

électrophorétique est plus rapide. La disparition de cette bande en conditions réductrices

(données non montrées) et dans les mutants Gpx3C36S et Gpx3C82S indique que Gpx3 s’oxyde

très probablement par la formation d’un pont disulfure intramoléculaire entre les cystéines 36

et 82. La présence de ce pont a été confirmée par nanoESI-Q-TOF MS/MS après digestion

chymotryptique de la forme oxydée de Gpx3 exprimée dans E. coli et purifiée (données non

montrées). Afin de mieux cerner le rôle de ce pont disulfure intramoléculaire au cours du

cycle peroxydatique, nous avons mesuré l’activité peroxydase de Gpx3 et de ses différents

mutants in vitro (Fig. 25B). Pour cela, nous avons mesuré la consommation de NADPH, en

suivant la décroissance de la DO340nm,  lors du mélange de Gpx3 purifiée à partir d’E. coli, du

peroxyde d’hydrogène et du système de réduction (thiorédoxine, thiorédoxine réductase,

NADPH ou glutathion, glutathion réductase, NADPH).  Après purification, l’activité

peroxydase de la protéine sauvage recombinante est significative en présence de H2O2 et du

système thiorédoxine/thiorédoxine réductase (voir aussi paragraphe IV.B.1).  En revanche, le

mutant Gpx3C82S ne présente aucune activité peroxydase détectable.

Ces données indiquent que le cycle peroxydatique de Gpx3 fait intervenir la formation d’un

pont disulfure intramoléculaire entre les cystéines 36 et 82. La formation d’un pont disulfure

intramoléculaire au cours du cycle catalytique d’une peroxydase et en particulier d’une GPx

est inhabituelle.
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F. L’activité régulatrice de Gpx3 est plus importante que son
activité de peroxydase

Nous avons confirmé l’hypersensibilité au H2O2, précédemment décrite pour la souche ∆gpx3

[67, 68]. Cependant, ce phénotype, auparavant attribué à un défaut d’activité peroxydase, peut

être également expliqué par un défaut d’activation de Yap1. Afin de préciser l’importance

physiologique respective des deux phénomènes, nous avons utilisé les différents mutants de

Gpx3 pour découpler ces deux fonctions. Alors que la cystéine 36 est indispensable à

l’activation de Yap1 et à l’activité peroxydase de Gpx3, la cystéine 82 n’est nécessaire qu’à la

fonction peroxydase. Le mutant Gpx3C36S présente un phénotype de sensibilité similaire à

∆gpx3 (Fig. 25C).  En revanche, les mutants Gpx3C64S, Gpx3C82S, Gpx3C64SC82S sont normo-

résistants. L’absence de sensibilité de ces deux derniers mutants suggère qu’in vivo, l’activité

peroxydase de Gpx3 en réponse au H2O2 est négligeable par rapport à son activité régulatrice

sur Yap1. Le phénotype d’hypersensibilité de la souche ∆gpx3 est donc majoritairement

attribuable à un défaut d’activité de Yap1. Pourtant, l’invalidation de GPX3 ne reproduit pas

le phénotype d’hypersensibilité d’une souche invalidée pour YAP1 (∆yap1). La tolérance

résiduelle de la souche ∆gpx3 par rapport à la souche ∆yap1 est perdue lorsque les deux gènes

sont simultanément invalidés (∆gpx3∆yap1). Ces données, associées aux données de

localisation et d’activation transcriptionnelle présentées ci-dessus suggèrent que Yap1

possède une activité résiduelle en l’absence de Gpx3.

III. Mécanisme de détection du peroxyde d’hydrogène chez S.
cerevisiae : modèle et discussion

A. Présentation du modèle

En réponse à un traitement par le peroxyde d’hydrogène, Gpx3 et Yap1 interagissent

covalemment via la formation d’un pont disulfure intermoléculaire entre les cystéines 36 de

Gpx3 et 598 de Yap1.

Cette interaction est transitoire et coïncide avec la cinétique d’oxydation de Yap1. De plus,

l’oxydation de Yap1 nécessite, in vivo et in vitro, la présence de Gpx3. Ces données suggèrent
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fortement que l’interaction redox entre Yap1 et Gpx3 promeut l’oxydation de Yap1, désignant

Gpx3 comme le détecteur des peroxydes de la voie Yap1. Parmi les 3 cystéines présentes dans

Gpx3, seule la cystéine 36 est essentielle à l’oxydation de Yap1. Ce résidu est également la

cystéine conservée présente sous forme cystéine ou séléno-cystéine dans le site actif de

l’ensemble des glutathion-peroxydases. Ces deux observations la désignent comme le site

primaire de détection des peroxydes. Ainsi, nous proposons qu’en réponse à une exposition

des cellules au H2O2, la cystéine 36 de Gpx3 est directement oxydée en acide sulfénique

(cys36-SOH). L’acide sulfénique ainsi formé va ensuite pouvoir réagir avec la cystéine 598,

probablement sous forme thiolate, par substitution nucléophile et permettre la formation du

pont disulfure intermoléculaire observé. La stabilisation de cette liaison dans le mutant

Yap1C303A, suggère que la cystéine 303 de Yap1 est capable de réaliser une attaque

nucléophile du pont disulfure 36-598, permettant son isomérisation en 303-598. La formation

du pont intramoléculaire de Yap1 a pour conséquence la libération de Gpx3 sous forme

réduite (voir Fig. 26A).

B. Discussion du modèle : déterminants de la réactivité des
cystéines

1) Formation de cys36-SOH et du pont disulfure 36-598

La formation transitoire d’un acide sulfénique lors de l’oxydation d’un thiol organique par

l’H2O2 a été montrée in vitro [190]. Depuis, des exemples, de plus en plus nombreux,

montrent que l’oxydation des cystéines entraîne la formation de dérivés sulféniques dans des

protéines natives [191]. La formation d’un acide sulfénique constitue en particulier la

première étape catalysant la dégradation du peroxyde d’hydrogène par la peroxydase de

bactérie AhpC [40]. Ce mécanisme est vraisemblablement conservé lors de l’oxydation de

Gpx3 par le H2O2. Nous chercherons cependant à identifier formellement cet intermédiaire

grâce à l’utilisation du mutant Gpx3C82S.
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Figure 26. Modèle décrivant la double fonction de Gpx3, en tant que détecteur des peroxydes
et en tant que peroxydase. A. Yap1 est associé en pré-complexe avec Gpx3. Le mécanisme de
détection repose sur l’oxydation par les peroxydes de la cystéine 36 de Gpx3, en acide sulfénique
(Cys36-SOH), réduisant de façon concomitante le peroxyde en alcool. La forme Cys36-SOH réagit
alors avec la cystéine 598 de Yap1, entraînant la formation d’un pont disulfure intermoléculaire,
converti en un pont disulfure intramoléculaire entre les cystéines 303 et 598 de Yap1. La formation
de ce pont entraîne la réduction simultanée de Gpx3. B. L’activité peroxydase de Gpx3 repose sur
l’oxydation de la cystéine 36 en acide sulfénique et sur sa condensation avec la cystéine 82,
permettant la formation d’un pont disulfure intramoléculaire dans Gpx3. L’efficacité de la fonction
peroxydase de Gpx3 repose sur réduction par les thiorédoxines (voir aussi paragraphe IV B) et
implique vraisemblablement un pool de Gpx3 libre.
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La présence d’une cystéine vicinale permet la condensation de l’acide sulfénique et de ce

résidu en un pont disulfure [192]. La formation du pont disulfure intermoléculaire entre Yap1

et Gpx3 suppose donc que le dérivé sulfénique Cys36–SOH et la cystéine 598 sont

suffisamment proches l’un de l’autre. L’association non covalente de ces deux protéines en

pré-complexe impose probablement des contraintes structurales propres au rapprochement de

ces deux cystéines.

2) Attaque nucléophile de la cystéine 303

Le pont entre les cystéines 36 de Gpx3 et 598 de Yap1 est formé de façon transitoire. Il peut

cependant être stabilisé en absence de la cystéine 303. Ces données montrent que ce pont

disulfure est d’une part instable et d’autre part, que la cystéine 303 participe à cette instabilité.

Le pKa des cystéines impliquées dans l’isomérisation d’un pont disulfure gouverne la

dynamique et le sens de cet échange. En effet, lorsqu’un thiolate attaque un pont disulfure

mixte, le thiol partant sera celui dont le pKa est le plus bas [6, 193]. De façon plus générale,

un pKa bas limite la stabilité du pont disulfure dans lequel la cystéine réactive est impliquée.

Cette instabilité permet en particulier le transfert de ce pont à d’autres cystéines, comme cela

a été décrit pour la protéine thiol-oxydase DsbA [193]. Parmi les trois cystéines, 36 de Gpx3

et 303 et 598 de Yap1, la cystéine 36 doit donc être la cystéine dont le pKa est le plus bas.

Nous chercherons à mesurer le pKa de ces cystéines en utilisant les deux protéines purifiées.

C. Discussion du modèle: modalités d’interaction de Gpx3 et de
Yap1

1) Compétition des fonctions régulatrice et enzymatique de Gpx3.

L’exposition des cellules au H2O2 entraîne une oxydation de Yap1 Gpx3-dépendante mais

aussi la formation d’un pont disulfure intramoléculaire entre les cystéines 36 et 82 de Gpx3

(voir Fig.13B). Une fois la cystéine 36 oxydée en acide sulfénique, les cystéines 598 de Yap1

et 82 de Gpx3 entrent donc en compétition pour la formation d’un pont disulfure.

L’interaction des cystéines 598 de Yap1 et 36 de Gpx3 doit donc être favorisée soit par la

réactivité de la cystéine 598, soit plus probablement par l’interaction préalable des protéines
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Yap1 et Gpx3, permettant le rapprochement spatial des cystéines impliquées. L’étude

structurale du pré-complexe Yap1/Gpx3 nous permettra de répondre à cette question.

2) Relation Structure-Fonction chez les PH-GPx

Gpx3, et deux autres protéines de S. cerevisiae, Gpx1 et Gpx2, appartiennent à la famille des

glutathion-peroxydases [67], et à la sous-famille des phospholipide-hydroperoxydes

glutathion peroxydases (PH-GPx) [68]. L’identification de Gpx3 en tant que détecteur des

peroxydes et transducteur pour la voie Yap1 décrit donc une nouvelle fonction pour une

protéine de la famille des PH-GPx. Une telle activité avait été pressentie pour la PH-GPx

humaine [194], en se basant tout d’abord sur des données structurales. La modélisation de la

structure des PH-GPx et sa comparaison avec la structure connue de la GPx d’érythrocytes

bovins a permis de mettre en évidence des différences structurales notables entre ces deux

enzymes [41]. Tout d’abord les PH-GPx sont monomériques, alors que les GPx sont des

enzymes tétramériques. Le site actif est conservé chez ces deux enzymes, mais il adopte dans

la PH-GPx, une conformation plus « ouverte », liée à l’absence de quatre résidus arginine.

Cette structure est en théorie responsable de l’activité catalytique de la PH-GPx vis-à-vis des

hydroperoxydes de phospholipides. Elle pourrait en outre permettre la réduction du site

catalytique par des molécules de taille supérieure au GSH, et en particulier par les thiols des

protéines, conférant ainsi à cette enzyme une activité de thiol-oxydase. L’existence de cette

enzyme sous forme d’un monomère pourrait également favoriser son interaction avec des

protéines substrats. Un rôle régulateur de la PH-GPx humaine, compatible avec les données

structurales exposées ci-dessus, a ensuite été décrit au cours du processus de spermatogénèse

[195-197]. Alors que la PH-GPx humaine est détectée sous forme soluble, active dans les

spermatides, elle est majoritairement inactive dans les spermatozoïdes matures. Dans ce cas,

elle est présente sous forme insoluble au niveau de la pièce intermédiaire, suggérant que

l’activité thiol-oxydase de la PH-GPx serait responsable de l’oxydation de protéines dont elle

entraînerait l’agrégation. L’activité de la PH-GPx lui confèrerait ainsi un rôle structural

dynamique dans le processus de spermatogenèse [195] [197].
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Chez la levure, Gpx1, Gpx2 et Gpx3 ne sont pas des séléno-enzymes ; le sélénocystéine

présent au sein du site actif des GPx chez les eucaryotes supérieurs est remplacée par une

cystéine réactive. Cependant, une modélisation structurale de Gpx3 nous a permis de

comparer les caractéristiques structurales majeures de cette enzyme avec la GPx bovine (Fig.

27). Cette structure est comparable à celle décrite pour la PH-GPx humaine. En particulier, les

sites catalytiques de Gpx3 et de la PH-GPx présentent une structure similaire. L’absence de la

boucle responsable de la tétramérisation de la GPx bovine est également absente chez Gpx3,

suggérant que cette enzyme est monomèrique. Ces données structurales sont donc

compatibles avec le rôle de thiol-oxydase que nous avons décrit pour Gpx3. L’ensemble de

ces données suggèrent que, contrairement aux GPx, la sous-famille des PH-GPx pourrait jouer

un rôle régulateur majeur en tant que thiol-oxydases.

3) Essai de comparaison de la réactivité de Gpx1, Gpx2 et Gpx3
vis-à-vis de Yap1

Gpx3 présente un haut degré d’identité avec Gpx2 (74%) mais aussi Gpx1 (58%) (voir aussi

Annexe 1). Cependant, l’absence d’oxydation de Yap1 dans la souche ∆gpx3 indique que seul

Gpx3 est capable d’être le détecteur et le transducteur de la voie Yap1. Contrairement à GPX2

[67] et à la majorité des thiol-peroxydases de levure [22, 23], dont l’expression est induite de

façon Yap1-dépendante en réponse aux peroxydes, l’expression de GPX3 n’est pas modulée.

D’autre part, le niveau d’expression basale de GPX3 est supérieur à celui de GPX1 et de

GPX2 (50 fois et 2 fois respectivement d’après les données du transcriptome obtenues par le

laboratoire de Young : http://web.wi.mit.edu/young/expression/) [67]. Le profil d’expression

de GPX3 est donc compatible avec sa fonction de détecteur des peroxydes et moins avec une

fonction d’anti-oxydant. Nous avons ensuite comparé les modélisations structurales de Gpx2

et de Gpx3, afin de chercher à comprendre les bases de la spécificité d’oxydation de Yap1 par

Gpx3 (Fig. 28). Gpx2 et Gpx3 présentent des structures très comparables sauf au niveau de

deux domaines. L’un, constitué de quatre acides aminés, est localisé à proximité de la

cystéine 82 de Gpx3/Orp1. Ce domaine, conservé chez la GPx de S. pombe, pourrait

notamment influer sur la réactivité de ce résidu.
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Figure 27. Modélisation  structurale de Gpx3 et comparaison avec la GPX bovine

A. Superposition du modèle de Gpx3 monomérique (ruban vert) et de la structure du tetramère de la
Bovin Glutathion Peroxidase (PDB : 1GP1) (ruban jaune). La boucle présente dans la protéine bovine
et absente dans GPX3 est colorée en rouge. Cette boucle est directement impliquée dans la formation
du tétramère.

B. Représentation du modèle de GPX3 en rubans (du Nter bleu au Cter rouge). Les trois cystéines
C36, C64 et C82 sont représentées.
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L’autre domaine est présent sur une boucle externe et présente des différences significatives

au niveau de la répartition des charges en surface des deux protéines, Gpx3 présentant un

caractère plus basique. Ce domaine pourrait donc constituer une cible privilégiée pour l’étude

d’une interaction entre Yap1 et Gpx3. Nous testerons par mutagenèse dirigée l’importance de

ces domaines pour la formation du pré-complexe Yap1/Gpx3 et pour l’activité de thiol-

oxydase de Gpx3.

`

Figure 28. Analyse comparée des surfaces des modèles de Gpx3 et Gpx2 (A) face aux deux
cystéines C36 et C82, (B) vue de dos par rapport à l’orientation (A). Identification des variations de
séquences entre les deux protéines et de leur distribution structurale. En magenta les cystéines 36 et
82 ; en bleu, les résidus identiques entre les deux protéines ; en orange, les régions qui varient à
proximité des deux cystéines exposée à la surface C36 et C82. Les autres résidus différents entre les
deux protéines adoptent des couleurs allant de cyan à jaune à mesure que le taux de similitude
diminue.

(A) (B)

Image 3 :

Remarques :
1 – La face comportant les deux cystéines C36 et C82 (A) est plus conservée entre GPX2 et GPX3 que
la face opposée (B).
2 - Le motif E77IAQ dans GPX3 est modifié en un motif proche mais non identique dans GPX2
(Q78IAE). Toutefois ce motif est identique à la séquence de la seule Gpx de S. Pombe.
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D. Gpx3 est-elle une enzyme bi-fonctionnelle

La mesure in vitro de l’activité peroxydase des trois GPx de S. cerevisiae a confirmé la

capacité de ces enzymes à réduire les peroxydes simples et les peroxydes estérifiés [68, 72].

Dans ces études, Gpx3 a été désignée comme l’enzyme la plus active. Cependant, nos

données, montrant l’absence de sensibilité du mutant Gpx3C82S, indiquent que

l’hypersensibilité de la souche ∆gpx3 au H2O2 est essentiellement due au défaut d’activation

de Yap1. Nos expériences n’excluent pas un rôle de Gpx3 dans la réduction des peroxydes

esterifiés. En effet, l’activité peroxydase de Gpx3 est associée in vitro à la formation d’un

pont disulfure entre les cystéines 36 et 82 et la formation de ce pont disulfure in vivo suggère

que Gpx3 pourrait avoir conservé sa fonction de peroxydase (voir Fig. 26B). L’implication

d’un pont disulfure intramoléculaire dans le cycle catalytique d’une peroxydase n’est pas sans

précédent [198]. Cependant, ce mécanisme est peu courant et surprenant pour une enzyme

appartenant à la famille des glutathion-peroxydases. Ainsi, le pool de Gpx3 associé à Yap1 en

pré-complexe aurait la fonction de détecteur des peroxydes, et le pool libre, la fonction de

peroxydase. De récents résultats obtenus au laboratoire utilisant une colonne d’exclusion,

suggère que ces deux pools co-existent(Monceau et Toledano). La formation d’un pont

disulfure entre les cystéines 36 et 82 de Gpx3 pourrait par ailleurs lui permettre d’oxyder

d’autres substrats que Yap1 par échange de pont disulfure. En effet, de données obtenues

récemment au laboratoire montrent qu’en réponse au H2O2, Gpx3 s’associe de façon redox à

une autre protéine de 55 kDa (Barrault et Toledano) dont l’identité n’est pas encore connue.
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IV. La réduction de Yap1

La désactivation de Yap1 peut être suivie par la chute de l’expression de TRX2, et par le

retour de Yap1 dans le cytoplasme après 30 minutes d’exposition au H2O2 (0,4mM) (Fig. 14A

et 14B). Elle est associée à sa réduction (Fig. 15B). La réduction de Yap1 pourrait être

couplée, comme c’est le cas chez E. coli, aux systèmes de contrôle de l’état redox. Afin de

tester cette hypothèse, nous avons donc mesuré la capacité de Yap1 à être désactivé/réduit

dans des mutants de la voie des thiorédoxines et des mutants de la voie du glutathion.

A. La voie des thiorédoxines et non celle du glutathion est
impliquée dans le contrôle de l’activité de Yap1

1) Utilisation de mutants spécifiques de la voie des thiorédoxines
ou du glutathion

Nous avons mesuré l’activité transcriptionnelle et l’état d’oxydation de Yap1 dans des

mutants affectant l’une ou l’autre des voies de réduction (Fig. 29). La voie du glutathion a été

testée en utilisant deux mutants différents. Le premier est une souche invalidée pour la

glutathion réductase (∆glr1), dans laquelle le glutathion est présent à 60% sous forme oxydé

[199]. Le deuxième (∆gsh1-pro2-1∆glr1) permet de tester l’effet d’une diminution drastique

de la concentration en glutathion, qui est essentiel chez S. cerevisiae [50]. Il consiste en une

délétion du gène codant la γ-glutamyl-cystéine synthétase (∆gsh1), l’enzyme limitante de la

synthèse du glutathion, et possède une mutation dans un gène de la voie de biosynthèse de la

proline, qui permet de restaurer 0,5% de la synthèse sauvage de glutathion (pro2-1).

L’invalidation de la glutathion réductase (∆glr1) dans cette souche permet ensuite d’obtenir

théoriquement les 0,5% de glutathion présents sous forme oxydée. L’effet de l’invalidation

simultanée de la glutarédoxine 1 et de la glutarédoxine 2 a également été testé. La voie des

thiorédoxines a été testée en utilisant soit une souche invalidée pour la thiorédoxine réductase

(∆trr1) soit une souche invalidée pour les deux thiorédoxines cytosoliques (∆trx1∆trx2).
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Figure 29. L’activité de Yap1 est dérégulée dans les mutants de la voie des thiorédoxines.
Expression de TRX2 (A) et TRR1 (B) dans les souches sauvage (Y252) et mutantes ∆ glr1, ∆ gsh1
∆ glr1pro2-1, ∆trx1∆trx2 (B), ∆trr1 (A) et ∆ tsa1. Les ARN totaux ont été extraits à partir de
cellules exposées à 0,4 mM de H2O2 pendant les temps indiqués et la mesure de l’expression de
TRX2 et TRR1, par RT-PCR semi-quantitative a été réalisée comme décrit en figure 14A. C et D.
Mesure de l’état redox in vivo  de Yap1 dans les mutants ∆trx1∆trx2 (C) et ∆trr1 (D). Les souches
mutantes exprimant myc-Yap1 sont exposées à 0,4 mM de H2O2 pendant les temps indiqués. Les
extraits sont ensuite préparés comme décrit en Fig. 15A puis séparés sur gel dénaturant non
réducteur et révélés au moyen de l’anticorps anti-myc.
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2)  Le niveau basal d’activation et la désactivation de Yap1 sont
dérégulés dans les mutants de la voie des thiorédoxines.

La cinétique d’expression de TRX2 et TRR1 est sauvage dans l’ensemble des mutants

affectant la voie du glutathion, indiquant que Yap1 est normalement régulé dans ces

conditions (Fig. 29 A et B). En revanche, l’activité de Yap1 est dérégulée dans les souches

affectées dans la voie des thiorédoxines. Premièrement, le niveau basal d’activation

transcriptionnelle de Yap1 est augmenté. Deuxièmement, Yap1 est encore inductible et reste

actif pendant les 120 minutes suivant l’exposition au H2O2. Cette dérégulation est spécifique

car seules les protéines du régulon Yap1, visibles sur gel d’électrophorèse à deux dimensions,

présentent une élévation de leur expression basale (données non montrées). La dérégulation

observée dans les mutants de la voie des thiorédoxines est corrélée avec une localisation

partiellement nucléaire de Yap1 dans les mutants ∆trx1∆trx2 et ∆trr1 mais pas dans les

mutants de la voie du glutathion ([200] et nos données, non montrées). L’analyse de l’état

redox de Yap1 dans les mutants ∆trx1∆trx2 et ∆trr1 a montré que Yap1 était partiellement

oxydé dans ces deux souches, en absence de tout oxydant (Fig. 29C et 29D). Après exposition

des cellules au H2O2, Yap1 est encore oxydable, bien que plus faiblement dans la souche

∆trx1∆trx2, mais n’est plus réduit dans l’heure qui suit le traitement. Ces données indiquent

que la présence ou l’absence des thiorédoxines influe sur la capacité de Yap1 à être réduit.

Les thiorédoxines pourraient en particulier réduire directement Yap1 grâce à leur activité

thiol-transférase. Elles pourraient également réduire Yap1 par l’intermédiaire d’une autre

réductase.

B. Gpx3 joue-t-il un rôle dans la réduction de Yap1 ?

Nous avons montré que Gpx3 est le détecteur du peroxyde d’hydrogène et permet l’oxydation

et l’activation de Yap1 en réponse au H2O2. Son état d’oxydation et celui de Yap1 sont donc

couplés. Gpx3 intervient-il également dans la réduction de Yap1 ? Les données décrites

précédemment suggèrent que les thiorédoxines participent directement ou non à la réduction

de Yap1. Or, deux études ont décrit précédemment que l’état redox de Gpx3 est contrôlé in

vitro par la voie du glutathion [67, 68]. Un rôle de Gpx3 dans la réduction de Yap1 semblait

donc exclu. Nous avons donc réévalué in vivo et in vitro le mécanisme de réduction de Gpx3.
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Figure 30. Gpx3 est réduite par la voie des thiorédoxines. Mesure in vivo de l’état redox  de Gpx3 dans la
souche sauvage (Y252) et les mutants trx1 trx2, glr1 et glr1 gsh1-pro2-1. Les différentes souches
exprimant HA-Gpx3 ont été exposées à 0,4 mM de H2O2 pendant les temps indiqués. Les extraits
correspondant au point 0, réalisés à partir de cellules non traitées, ont été alkylés soit avec le NEM (contrôle de
migration), soit avec l’AMS. Les autres points ont été alkylés uniquement avec l’AMS. Les extraits ont ensuite
été séparés sur gel dénaturant non réducteur et révélés au moyen d’un anti-HA. B. Réduction in vitro de Gpx3.
La protéine recombinante Gpx3 purifiée et réduite (ligne 1) a été oxydée en présence de 0,25 mM de H2O2

(ligne 2) et incubée en présence de GSH (0,3 mM), de glutathion réductase (2 µM) et de NADPH (0,3 mM)
(ligne 3), de glutathion réductase et de NADPH (ligne 4), de thiorédoxine (20 µM), de thiorédoxine-réductase
(1 µM) et de NADPH (0,3 mM) (ligne 5) ou de thiorédoxine-réductase et de NADPH (ligne 6). La réaction,
poursuivie à 30°C pendant 10 minutes, a été arrêtée par l’ajout de 10 mM final de NEM et le résultat a été
analysé par migration sur gel dénaturant non réducteur.
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1) La réduction de Gpx3 dépend des thiorédoxines

Nous avons mesuré l’état redox de Gpx3 dans les mutants de chacune des voies du glutathion

et des thiorédoxines en employant une méthode similaire à celle utilisée pour la mesure de

l’état redox de Yap1 (Fig. 30A). Afin de mieux résoudre les formes réduite et oxydée de

Gpx3, nous avons utilisé un agent alkylant de haut poids moléculaire, l’AMS. La fixation

covalente de cette molécule sur les cystéines entraîne un incrément de masse de 0,5 kDa. Les

trois cystéines libres de la forme réduite de Gpx3 seront alkylées (incrément de 1,5 kDa) alors

que dans la forme oxydée, seule la cystéine 64 est accessible à l’alkylation (incrément de 0,5

kDa). Cette alkylation différentielle ajoute une différence de 1kDa à la différence de

migration déjà induite par le pont disulfure et permet de voir que Gpx3 est oxydé à 50%

environ dès 2 minutes d’exposition au H2O2 puis réduit à partir de 15 minutes. Cette cinétique

est comparable à la cinétique d’oxydation/réduction observée pour Yap1. L’interruption de la

voie du glutathion n’entraîne aucune altération de la cinétique d’oxydation/réduction de

Gpx3. En revanche, dans la souche ∆trx1∆trx2, Gpx3 est partiellement oxydé (10%) en

absence d’oxydant, et s’oxyde totalement pour ne plus se réduire après traitement des cellules

au peroxyde d’hydrogène. Afin de confirmer in vitro, la réduction de Gpx3 par les

thiorédoxines, nous avons mesuré son activité peroxydase. En présence de thiorédoxine et de

thiorédoxine réductase, l’activité peroxydase de Gpx3 est significative alors qu’en présence

de glutathion et de glutathion réductase, elle n’est pas détectable (voir paragraphe I.E). La

réduction de la protéine Gpx3 recombinante a également été testée in vitro, grâce à la

visualisation des formes oxydée et réduite par migration sur gel (Fig. 30B). Gpx3,

préalablement oxydé, est réduit efficacement par l’ajout de thiorédoxine, de thiorédoxine

réductase et de NADPH (ligne 5), alors que cette réduction est minime en présence de

glutathion, glutathion réductase et NADPH (ligne 3). L’ensemble de ces résultats montre que

Gpx3 est réduit par la voie des thiorédoxines.
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l’état redox de Yap1 dans les souches ∆trx1∆trx2 et ∆trx1∆trx2∆gpx3. Les souches mutantes exprimant
myc-Yap1 ont été exposées ou non à 0,4 mM de H2O2 pendant 2 minutes et les extraits ont été réalisés
comme décrit en Fig. 15A. B. Mesure de l’expression de TRR1  dans les souches sauvage (Y252),
∆trx1∆trx2 et ∆trx1∆trx2∆gpx3. Les ARN totaux ont été extraits à partir des souches exposées à 0,4 mM de
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dans la figure 24B.
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2) Les thiorédoxines et non Gpx3 réduisent Yap1 in  vitro

Une fois réduit, Gpx3 pourrait réduire Yap1 et ainsi relayer le pouvoir réducteur des

thiorédoxines. Afin de tester cette hypothèse, nous avons mesuré la capacité de la

thiorédoxine et de Gpx3 à réduire Yap1, à partir des protéines purifiées. Pour cela, nous avons

utilisé la protéine recombinante Gpx3 purifiée en conditions réduites et la thiorédoxine de E.

coli commerciale, réduite soit chimiquement, soit en présence de thiorédoxine réductase et de

NADPH.  La thiorédoxine est capable de réduire Yap1 dans un extrait brut, en présence de

thiorédoxine réductase et de NADPH (Fig. 31A). Afin de déterminer si cette réduction est

directe ou fait intervenir Gpx3 ou une autre protéine du lysat, nous avons testé la capacité de

la thiorédoxine, de Gpx3 ou du mélange des deux protéines à réduire Yap1 purifié à partir de

la levure sous forme oxydée (Fig. 31B). La thiorédoxine et Gpx3 sont réduites en présence de

DTT (20 mM). Après dialyse de l’agent réducteur en conditions anaérobiques, la thiorédoxine

recombinante est capable de réduire Yap1 même en absence de Gpx3, alors que Gpx3 réduit

n’en est pas capable. Ces données montrent qu’in vitro, les thiorédoxines, mais pas Gpx3,

peuvent réduire directement Yap1.

3) Gpx3 est responsable de la dérégulation de Yap1 dans la
souche ∆trx1∆trx2

L’intervention directe de Gpx3 dans la réduction de Yap1 a été écartée par les tests in vitro.

Cependant, la dérégulation de Yap1 observée dans les mutants des thiorédoxines peut

dépendre de Gpx3. En effet, le niveau basal d’oxydation de Yap1 observé dans la souche

∆trx1∆trx2 ne peut être expliqué uniquement par un défaut de réduction. Il nécessite

l’activation préalable de la voie Yap1 probablement via l’oxydation de Gpx3. Nous avons

donc construit une souche invalidée à la fois pour les thiorédoxines 1 et 2 et pour Gpx3

(∆trx1∆trx2∆gpx3) et nous avons comparé l’état d’oxydation et d’activation de Yap1 dans

cette souche et dans la souche ∆trx1∆trx2 (Fig. 32). Contrairement à ce que nous avions

observé dans le mutant ∆trx1∆trx2, dans la souche ∆trx1∆trx2∆gpx3, Yap1 est complètement

réduit en absence d’oxydant et n’est plus oxydable après exposition des cellules au H2O2 (Fig.

32A).
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Figure 33. Modélisation du rôle de Gpx3 et des thiorédoxines dans le contrôle de l’activité de Yap1.
Les thiorédoxines contrôlent indirectement la concentration en H2O2 par l’intermédiaire des peroxydases.
Elles régulent donc l’activation Gpx3-dépendante de Yap1. Elles peuvent également réduire directement
Yap1.
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Corrélativement, la triple délétion abroge l’augmentation du niveau basal d’expression des

gènes cibles, observée dans le mutant ∆trx1∆trx2 et limite leur induction en réponse au H2O2

(Fig. 32B). L’oxydation de Yap1 par Gpx3 est donc une étape indispensable à l’observation

d’une dérégulation de Yap1 dans les mutants de la voie des thiorédoxines, suggèrant que cette

dérégulation fait intervenir une production accrue de peroxydes. Ces données n’excluent

cependant pas l’existence d’un défaut de réduction de Yap1 dans le mutant ∆trx1∆trx2.

C. Conclusion/Discussion

1) Deux modèles non exclusifs impliquant les thiorédoxines dans
le contrôle de Yap1

L’importance de la voie des thiorédoxines dans le contrôle de l’activité de Yap1 a été montrée

par différentes études [74, 188, 200]. L’absence de thiorédoxine ou de thiorédoxine réductase

se traduit par une localisation partiellement nucléaire de Yap1 en absence de tout stress

exogène, ainsi que par une augmentation de son activité basale.  Les thiorédoxines catalysent

la réduction des ponts disulfures grâce au pouvoir réducteur du NADPH et de la thiorédoxine-

réductase. Elles peuvent donc directement réduire Yap1. D’autre part, elles contrôlent

indirectement la concentration intracellulaire en peroxyde d’hydrogène, car elles réduisent les

peroxydases thiorédoxine-dépendante de la cellule (Tsa1, Tsa2, Ahp1...). L’importance de

cette fonction est soulignée par l’extrême sensibilité au H2O2 des souches ∆trx1∆trx2 [55] et

∆trr1 ([74], données du laboratoire). Le défaut de réduction du H2O2 pourrait être responsable

de la dérégulation de Yap1 observée dans ces mutants (Fig. 33).

Nos données ne permettent pas conclure quant au rôle des thiorédoxines dans la réduction de

Yap1. En effet, nous avons montré que l’augmentation du niveau basal d’activation de Yap1

dans les mutants des thiorédoxines est dépendante de la présence de Gpx3. Gpx3 étant oxydé

par les peroxydes, l’activation basale de Yap1 dans le mutant ∆trx1∆trx2 est donc

vraisemblablement associé à un défaut de contrôle de la concentration intracellulaire en H2O2.

La stimulation de la voie d’activation de Yap1 peut cependant ne pas être suffisante pour

observer une activation basale en présence d’un système efficace de réduction. Ces

expériences n’excluent donc pas que les thiorédoxines réduisent Yap1. Ainsi, nous avons

observé qu’in vitro, une thiorédoxine recombinante pouvait réduire Yap1 purifié. Nous



118

n’avons cependant pas pu obtenir de preuves de cette interaction in vivo, malgré l’utilisation

de mutants susceptibles de stabiliser l’interaction (essai de co-précipitation). L’une des

hypothèses pouvant expliquer cet échec est que Yap1 est réduit par une réductase utilisant le

pouvoir réducteur des thiorédoxines. Les données in vitro suggèrent que Gpx3 n’est pas

impliqué dans la réduction de Yap1. Il nous faudra cependant mettre au point un système

permettant de tester cette hypothèse in vivo. La compréhension du rôle des thiorédoxines dans

la réduction de Yap1 nécessitera l’utilisation de stratégies expérimentales permettant de

découpler leur rôle dans le contrôle de la concentration intracellulaire en H2O2 et leur activité

thiol-transférase. Par exemple, l’analyse de l’état redox de Yap1 dans des mutants

simultanément invalidés pour les trois peroxydases thiorédoxine-dépendantes (Tsa1, Ahp1 et

Tsa2) devrait nous permettre d’évaluer le seul effet d’un défaut de contrôle de la

concentration en H2O2. L’analyse du mutant ∆tsa1, présentant une persistance de la réponse

au-delà de 60 minutes (Fig. 29A et 29B), souligne déjà l’importance de la concentration en

H2O2 dans le contrôle de Yap1. D’autre part, nous rechercherons biochimiquement et

génétiquement la réductase de Yap1

2) Contrôle cinétique de la réduction

L’efficacité de la réduction permet de contrôler la cinétique de réponse. La vitesse de

réduction de Yap1 doit donc être inférieure à sa vitesse d’oxydation pendant la première

demi-heure de traitement, puis cette tendance doit s’inverser. Dans le cadre d’un contrôle

enzymatique de l’oxydation et de la réduction, la stabilité de la forme oxydée peut être

modulée d’une part par l’abondance de la réductase et d’autre part par la concentration

intracellulaire en peroxyde d’hydrogène. Dans l’hypothèse d’une réduction de Yap1 par les

thiorédoxines, ces deux critères sont respectés, puisque l’induction des thiorédoxines,

conjointement aux peroxydases permet en même temps d’augmenter la concentration en

réductase et d’éliminer l’inducteur. La localisation des thiorédoxines n’étant pas régulée par le

H2O2 [200], l’augmentation de son expression semble être un paramètre essentiel. Cette

hypothèse pourra être testée grâce à l’utilisation d’un mutant inactif mais oxydable de Yap1

(mutant du domaine de liaison à l’ADN), dans lequel les concentrations en thiorédoxines et en

H2O2 pourront être artificiellement contrôlées.
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3) Gpx3 : une glutathion-peroxydase thiorédoxine-dépendante.

L’étude de la réduction de Gpx3 nous a permis de mettre à jour un nouveau type d’activité

peroxydase, reposant sur la formation d’un pont disulfure intramoléculaire et sur sa réduction

in vitro et in vivo par les thiorédoxines. La réduction d’une enzyme de la famille des GPx par

les thiorédoxines et non par le glutathion n’est pas sans précédent [69] [70] et pourrait être

liée à la structure particulière du site actif précédemment décrite [41]. La comparaison de la

structure des PH-GPx et de la cGPx bovine montre en particulier que la PH-GPx (et par

modélisation structurale, Gpx3) ne possède pas les résidus basiques responsables de

l’orientation du GSH en direction de la sélénocystéine catalytique. Cet agencement structural

ainsi que par l’oxydation de Gpx3 en un pont disulfure intramoléculaire pourraient favoriser

la réduction de Gpx3 par un dithiol, plutôt que par le GSH. Par ailleurs, nous avons comparé

les séquences primaires d’enzymes de type glutathion peroxydases, présentes chez différentes

espèces (voir Annexe 1). Chez l’ensemble des enzymes bactériennes et fongiques, la cystéine

correspondant au résidu 82 chez Gpx3, est conservée, suggérant que l’oxydation de ces

enzymes peut à l’instar de Gpx3 conduire à la formation d’un pont disulfure intramoléculaire.

Elle est en revanche absente chez les GPx de mammifère. La présence de cette cystéine

conservée est d’autre part associée à l’absence de conservation d’un résidu arginine (parfois

histidine) impliqué dans la liaison du glutathion [201, 202]. Ces données suggèrent que

l’ensemble des GPx présentes chez les microorganimes pourrait être paradoxalement

thiorédoxine-dépendantes. De nouvelles expériences doivent être réalisées pour tester cette

hypothèse. Chez les plantes, un second résidu cystéine est également conservé et se situe à un

acide aminé de décalage par rapport à la cystéine 82 de Gpx3.

La description de Gpx3 comme une peroxydase thiorédoxine-dépendante relance la question

du rôle du glutathion dans la réponse aux peroxydes. En effet, les cystéines 36 et 82 étant

également conservés chez Gpx1 et Gpx2, il est possible que les trois GPx précédemment

décrites chez la levure soient thiorédoxine-dépendantes. Dans ce cas, la voie du glutathion

apparait isolée de toute activité peroxydase, mettant ainsi en exergue l’importance de la voie

des thiorédoxines dans le contrôle de la concentration en peroxyde.
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Figure 34. Production d’ions superoxyde par la ménadione. La ménadione alterne entre les formes
quinone et semiquinone, alternativement réduite par des quinones réductases et oxydée par l’oxygène
moléculaire.  Cette réduction à un électron entraîne la production  d’ions superoxyde.
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. RESULTATS Deuxième Partie :

Un deuxième mode d’activation de Yap1 en réponse aux

électrophiles

Chez E. coli, la réponse au peroxyde d’hydrogène, contrôlée par OxyR et la réponse à l’ion

superoxyde, mise en oeuvre par le régulon SoxRS sont distinctes. Il existe également chez S.

cerevisiae une réponse adaptative en réponse à la toxicité des composés à activité redox

cycliques. Cependant, les bases moléculaires de cette réponse restent encore largement

inconnues. Nous avons donc étudié chez S. cerevisiae la réponse cellulaire à la ménadione. Ce

travail a été réalisé en collaboration avec Dulce Azevedo, étudiante en thèse dans le

laboratoire de Claudina Pousada-Rodrigues (Lisbonne, Portugal), et Frédérique Tacnet,

chercheur au laboratoire.

I. Bases moléculaires de l’activation de Yap1 en réponse à la
ménadione.

A. qu’est-ce que la ménadione ?

La ménadione ou vitamine K3 est un composé à activité redox cyclique entraînant la

génération d’ions superoxyde (O2
.-) par réduction de l’oxygène moléculaire [116 , 203]. La

ménadione tire son activité redox de la présence d’un groupement  quinone, qui peut être

réduit en semiquinone (réduction à un électron) ou en hydroquinone (réduction à deux

électrons) (Fig. 34). Seule la forme semiquinone peut se réoxyder efficacement en quinone en

utilisant le pouvoir oxydant de l’oxygène. Cette forme est dite auto-oxydable. Elle est donc

responsable de la production d’ions superoxyde et de son caractère cyclique. La ménadione

est réduite in vivo  par les chaînes de transfert d’électron en utilisant le pouvoir réducteur du

NADPH. La mesure de la consommation en oxygène en présence d’inhibiteurs de la

cytochrome oxydase (cyanure et/ou azide), permet de suivre l’activité redox de la ménadione,

en mesurant la « respiration dite cyanure-résistante » [116, 204]. La ménadione possède

également des propriétés électrophiles vis-à-vis des thiols organiques, tout d’abord mises en

évidence par son addition sur le glutathion pour former un adduit appelé thiodione [205].
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Figure 35. Mesure de l’activité de Yap1 en réponse à la ménadione. A. Mesure de l’expression de TRX2,
TRR1 et SOD1 en fonction de la dose d’exposition. Les ARN totaux ont été extraits d’une souche sauvage
exposée aux doses de ménadione indiquées pendant 30 minutes et la quantification de l’expression des gènes
TRX2, TRR1 et SOD1, rapportée à ACT1 a été réalisée comme décrit en Fig. 14A. B. Cinétique d’expression
de TRX2. Les ARN totaux ont été extraits d’une souche sauvage et d’une souche ∆yap1 exposée à 0,25 mM
de ménadione pendant les temps indiqués et la quantification de l’expression de TRX2, rapportée à ACT1 a
été réalisée comme décrit en Fig. 24B. C. Cinétique d’accumulation nucléaire de Yap1. Le marquage GFP
d’une souche ∆yap1 exprimant GFP-Yap1, exposée à 0,25 mM de ménadione pendant les temps indiqués, a
été observée au microscope à fluorescence comme décrit en Fig. 14B.
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La formation de cet adduit in vivo [206] permet probablement l’élimination du toxique par des

pompes à efflux. A de faibles doses, la toxicité de la ménadione dépend de la production

d’ions superoxyde. Ainsi, chez la levure, elle est exclusivement visible en conditions aérobies

[204] et elle est accrue dans un mutant déficient en activité SOD [130].

B. Le rôle de Yap1 dans la réponse à la ménadione

A l’instar d’E. coli, la levure est capable de développer une réponse adaptative à la ménadione

[19, 20]. Ce processus d’adaptation est dépendant d’une néo-synthèse protéique et implique

l’induction d’un stimulon. La comparaison des stimulons ménadione et H2O2 [22] montre que

les réponses génomiques impliquées sont pour une grande part similaires, suggérant

l’existence de régulateurs communs. L’invalidation de Yap1 entraînant une hypersensiblité à

la ménadione, nous avons analysé le rôle de Yap1 dans la réponse cellulaire à ce composé

[136]. 

1) La ménadione induit une réponse Yap1-dépendante

(a) Yap1 est activé en réponse à la ménadione

La mesure par RT-PCR quantitative de l’expression de TRX2, TSA1 et SOD1, trois gènes

cibles de Yap1, en réponse à la ménadione nous a permis de conclure que Yap1 est activé en

réponse à ce composé. Après 30 minutes d’exposition, l’induction de l’expression de ces trois

gènes est maximale pour une dose de ménadione non toxique, égale à 250 µM, puis décroît

lorsque les doses augmentent (Fig. 35A). L’analyse de la cinétique d’induction de TRX2 en

réponse à 250 µM de ménadione montre que l’expression de ce gène est maximale entre 40 et

60 minutes d’exposition puis décroît (Fig. 35B) ; l’expression de TRX2 reste cependant élevée

à moins que la ménadione ne soit éliminée par lavage des cellules (données non montrées).

Cette induction est dépendante de Yap1 car elle est complètement abolie dans une souche

∆yap1. L’activité de Yap1 dépend de son accumulation nucléaire en réponse à un inducteur.

Nous avons donc analysé sa localisation sub-cellulaire après exposition des cellules à la

ménadione.
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Figure 36. Yap1 est oxydé en réponse à la ménadione. A. Cinétique d’oxydation de Yap1. Une souche ∆yap1
exprimant myc-Yap1 a été exposée ou non à 0,25 mM de ménadione pendant les temps indiqués. Les extraits ont
été réalisés comme décrit en figure 15A et séparés sur gel dénaturant non réducteur. B. L’oxydation de Yap1 par
la ménadione nécessite la présence des cystéines 303 et 598. Une souche ∆yap1 exprimant myc-Yap1, myc-
Yap1C303A ou myc-Yap1C598A a été exposée ou non à 0,25 mM de ménadione pendant  5 minutes. Les extraits ont
été réalisés comme décrit en Fig. 15A et séparés sur gel dénaturant non réducteur. C. L’oxydation de Yap1
dépend de la production d’ions superoxyde. Une souche ∆yap1 exprimant myc-Yap1 a été exposée ou non à 0,25
mM de ménadione pendant 5 minutes, en aérobiose ou en anaérobiose. Les extraits ont été réalisés comme décrit
en Fig. 15A et séparés sur gel dénaturant non réducteur.
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En effet, la fusion GFP-Yap1 s’accumule efficacement dans le noyau après 20 minutes

d’exposition à 250 µM de ménadione (Fig. 35C) et Yap1 reste présent dans le noyau durant

les deux heures suivant le traitement. Ces données indiquent que Yap1 est activé

spécifiquement par la ménadione.

(b) Yap1 est oxydé en réponse à la ménadione

Nous avons vu précédemment que Yap1 est spécifiquement activé par le H2O2. Or,

l’exposition des cellules à la ménadione engendre une production d’ions superoxyde,

rapidement dismutés en H2O2., suggérant que l’activation de Yap1 par la ménadione pourrait

être indirecte. L’analyse de l’état redox de Yap1 nous a permis de montrer que Yap1 est

effectivement oxydé en réponse à la ménadione (Fig. 36). Cette oxydation est comparable à

celle observée en réponse au H2O2, puisqu’elle dépend de la présence des cystéines 303 et 598

(Fig. 36B) et de Gpx3 (données non montrées). L’oxydation de Yap1 en réponse à la

ménadione est cependant plus limitée puisqu’elle n’affecte au maximum que 50% de la

protéine (contre 90 % en réponse au H2O2), quelle que soit la dose de ménadione utilisée

(données non montrées). Après exposition des cellules à 250 µM de ménadione, Yap1 est

oxydé rapidement et de façon persistante (Fig. 36A), à moins que la ménadione ne soit

éliminée (données non montrées). Ces données suggèrent donc que l’oxydation de Yap1 par

la ménadione est effectivement indirecte. Ainsi, en conditions anaérobies, dans lesquelles il

n’y a pas de production d’ions superoxyde ni de H2O2, le traitement des cellules par la

ménadione n’entraîne pas d’oxydation de Yap1 (Fig. 36C).

2) L’oxydation de Yap1 n’est pas indispensable à son activation
par la ménadione

Les données précédentes montrent que l’activation et l’oxydation de Yap1 suivent des

cinétiques similaires, suggérant que l’oxydation de Yap1 par le H2O2 peut être responsable de

son activation en réponse à la ménadione. Nous avons donc mesuré la tolérance à la

ménadione des mutants Yap1C303A et Yap1C598A. Or, de façon surprenante, ces mutants sont

normo-tolérants à la ménadione (Fig. 37A).
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Figure 37. L’oxydation de Yap1 n’est pas essentielle à son activation par la ménadione (Md). A.
Sensibilité à la ménadione des mutants cystéine de Yap1. Une souche ∆ yap1, transformée ou non avec les
plasmides exprimant myc-Yap1 ou les différents mutants cystéine, est cultivée en phase stationnaire puis la
tolérance à la ménadione de ces différentes souches est mesurée sur un milieu solide minimum contenant des
concentrations croissantes de ce composé. B. Cinétique d’expression de TRX2. Les ARN totaux ont été
extraits à partir d’une souche ∆yap1, transformée avec myc-Yap1 ou myc-Yap1C598A, exposée à 0,25 mM de
ménadione pendant les temps indiqués. La quantification de l’expression de TRX2, rapportée à ACT1 a été
réalisée comme décrit en Fig. 24B. C. Cinétique d’expression de TRX2. Les ARN totaux ont été extraits à
partir d’une souche sauvage ou dans une souche gpx3, exposée à 0,25 mM de ménadione pendant les temps
indiqués. La quantification de l’expression de TRX2, rapportée à ACT1 a été réalisée comme décrit en Fig.
24B. D. Le mutant Yap1C598A s’accumule dans le noyau en réponse à la ménadione. Le marquage GFP d’une
souche ∆yap1, transformée avec GFP-Yap1C598A est observée selon le protocole décrit en figure 14B. E.
L’accumulation nucléaire de Yap1 en réponse à la ménadione ne dépend pas de la production d’ions
superoxyde. Une souche ∆ yap1, transformée avec GFP-Yap1, est exposée sous argon à 0,25 mM de
ménadione pendant 15 minutes. Les noyaux sont marqués par l’ajout de DAPI pendant les 5 dernières
minutes d’induction. Les marquages sont observés au microscope à fluorescence après lavage des cellules et
ajout de DABCO en anaérobiose.
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Corrélativement, le mutant Yap1C598A ne présente pas de défaut, ni d’activité transcriptionnelle

(Fig. 37B) ni d’accumulation nucléaire (Fig. 37D) en réponse à ce composé et l’activation de

Yap1 par la ménadione n’est pas affectée par l’absence de Gpx3 (Fig. 37C). Ces données

indiquent donc que l’oxydation de Yap1 en réponse à la ménadione n’est pas indispensable à

son activation. Ceci est confirmé par la capacité de la ménadione à promouvoir

l’accumulation nucléaire de  Yap1 en anaérobiose (Fig. 37 E). L’activation de Yap1 par la

ménadione peut donc être relayée par un mécanisme indépendant de la production d’ions

superoxyde et donc de peroxyde d’hydrogène.

3) Les trois cystéines C-terminales de Yap1 sont indispensables à
son activation par la ménadione

Nous avons cherché à voir si des résidus cystéines, autres que les cystéines 303 et 598, sont

nécessaires à l’activation de Yap1 par la ménadione. La mutagenèse de chacune des six

cystéines de Yap1 en alanine n’altère pas la résistance des souches à ce composé (données

non montrées). Seule la mutagenèse simultanée des trois cystéines C-terminales

(Yap1C598A,C620A,C629T), mais pas celle des cystéines N-terminales (Yap1C303A,C310A,C315A), confère

un phénotype d’hypersensibilité similaire à celui observée pour la souche ∆yap1 (Fig. 37A).

De la même manière, le mutant Yap1C598A,C620A,C629T est le seul à ne pas s’accumuler dans le

noyau et à être transcriptionnellement inactif en réponse à la ménadione (Fig. 38A et 38B).

Les cystéines C-terminales sont donc essentielles à l’activation de Yap1 en réponse à la

ménadione. Sont-elles suffisantes ? La construction d’une fusion entre le c-CRD de Yap1, la

GFP et le domaine de liaison à l’ADN de Gal4, contenant un signal de localisation nucléaire

(NLS), a permis de montrer que le c-CRD contient les informations suffisantes pour que la

protéine de fusion s’accumule dans le noyau en réponse à la ménadione (Fig. 38C).

Contrairement au H2O2, le mécanisme moléculaire d’activation de Yap1 par la ménadione

n’implique donc que la réactivité des cystéines C-terminales.
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Figure 38. Les cystéines C-terminales de Yap1 sont nécessaires et suffisantes à son activation par la
ménadione. A. Le c-CRD est essentiel à l’accumulation nucléaire de Yap1 en réponse à la ménadione. Le
marquage GFP d’une souche  ∆ yap1, transformée avec GFP-Yap1, GFP-Yap1C303A,C310A,C315A ou GFP-
Yap1C598T,C620A,C629T est observée selon le protocole décrit en Fig. 14B. B. L’induction de TRX2 par la ménadione
nécessite la présence des cystéines C-terminales de Yap1. Les ARN totaux ont été extraits à partir d’une
souche ∆yap1, transformée avec myc-Yap1, myc-Yap1C303A,C310A,C315A ou myc-Yap1C598T,C620A,C629T, et exposée à
0,25 mM de ménadione pendant les temps indiqués. La quantification de l’expression de TRX2, rapportée à ACT1
a été réalisée comme décrit en Fig. 24B. C. Le c-CRD de Yap1 s’accumule dans le noyau en réponse à la
ménadione. Représentation schématique de la fusion du c-CRD avec la GFP et le NLS de Gal4. Une souche
∆yap1, transformée avec GFP-CRDYap1 a été exposée à 0,25 mM de ménadione pendant 15 minutes et le
marquage GFP a été observé comme décrit en Fig. 14B.
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4) L’activation de Yap1 par la ménadione implique une
modification des cystéines C-terminales

La structure chimique de la ménadione peut être comparée à celle du NEM, utilisé comme un

alkylant des thiols. Ces molécules possèdent toutes deux des groupements carbonyles

conjugués à une double liaison, leur conférant une réactivité de type accepteur de Michaël

(voir schéma ci-dessous) [207]. La formation d’adduits ménadione au niveau des cystéines C-

terminales de Yap1 pourrait masquer le NES et permettre ainsi son activation.

Formation d’un thio-éther par réaction d’un thiolate sur le NEM

NO O

CH3

N
OOH
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Formation d’un thio-éther par réaction d’un thiolate sur la ménadione
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(a) La partie C-terminale de Yap1 est modifiée in vivo par la ménadione

Nous avons montré précédemment que le c-CRD de Yap1 contient les éléments responsables

de son activation enréponse à la ménadione. Nous avons donc utilisé une construction

contenant le c-CRD fusionné à une étiquette protéine A et au domaine de liaison à l’ADN de

Gal4 (contenant le NLS), afin de visualiser in vivo, la formation éventuelle de thio-éthers

ménadione sur les cystéines C-terminale de Yap1 (Fig. 39A). Nous avons pour cela utilisé

l’AMS, un agent de haut poids moléculaire (0,5 kDa par molécule) alkylant les cystéines. En

absence de modification des cystéines, l’incrément de masse entraîné par l’AMS sera de 1,5

kDa ; en revanche, la formation d’adduits sur les cystéines limitera leur accessibilité à

l’alkylation et diminuera d’autant l’incrément de masse lié à leur modification par l’AMS.

Ainsi, nous avons observé que l’exposition des cellules à la ménadione entraîne une légère

diminution de l’incrément de masse constaté dans l’échantillon contrôle.

H+
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Figure 39. L’activation de Yap1 par la ménadione implique une modification de ses cystéines C-
terminales. A. Le c-CRD de Yap1 est modifié après exposition au NEM ou à la ménadione.
Représentation schématique de la fusion du c-CRD avec l’étiquette protéine A et le NLS de Gal4. Une
souche ∆yap1, transformée avec la construction Gal4-cCRD-Yap1-TAPtag a été exposée à 0,1 mM de
NEM ou 0,25 mM de ménadione pendant 15 minutes et les extraits ont été réalisés selon le protocole
décrit dans les méthodes. Les échantillons ont ensuite été séparés sur gel dénaturant réducteur. B.
L’exposition au NEM empêche l’oxydation ultérieure de Yap1 par le H2O2. Une souche ∆yap1 exprimant
myc-Yap1 a été exposée à 0,1 mM de NEM pendant 15 minutes. La moitié de l’échantillon est ensuite
exposée à 0,4 mM d’H2O2 pendant 5 minutes. Après lavage des cellules au TCA, les extraits ont été
réalisés comme décrit en Fig 15A et les échantillons ont été séparés sur gel dénaturant non réducteur.
L’oxydation de Yap1 par le H2O2 sert de contrôle. C. L’exposition à la ménadione empêche l’oxydation
ultérieure de Yap1 par le H2O2. Une souche ∆yap1 exprimant myc-Yap1 a été exposée à 0,25 mM de
ménadione en anaérobiose pendant 15 minutes. La moitié de l’échantillon est ensuite exposée à 0,4 mM
d’H2O2 pendant 5 minutes. Après lavage des cellules au TCA, les extraits ont été réalisés comme décrit en
Fig. 15A et les échantillons ont été séparés sur gel dénaturant non réducteur. L’oxydation de Yap1 par le
H2O2 sert de contrôle.
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Cette diminution est comparable à celle observée après traitement des cellules au NEM. Ces

données suggèrent que l’une au moins des cystéines C-terminales de Yap1 est modifiée par le

traitement ménadione.

(b) L’oxydation de Yap1 par le H2O2 et sa modification par la ménadione
sont deux phénomènes exclusifs

L’exposition de cellules au H2O2 entraîne la formation d’un pont disulfure entre les cystéines

303 et 598. Si au cours d’une exposition antérieure au NEM ou à la ménadione, ces cystéines

étaient modifiées, la formation de ce pont serait empêchée. Ainsi, l’exposition des cellules au

NEM (100 µM) pendant 5 minutes prévient totalement la formation du pont disulfure en

réponse à un traitement ultérieur au H2O2 (Fig. 39B). De même, l’exposition anaérobique des

cellules à la ménadione (250 µM pendant 5 minutes) limite l’oxydation ultérieure de Yap1 par

le peroxyde d’hydrogène (Fig. 39C). Ces données indiquent que les cystéines 303 et/ou 598

sont directement modifiées ou que leur réactivité est altérée par la ménadione et le NEM.

L’exposition à de faibles doses de NEM (100 µM) de cellules exprimant la partie C-terminale

de Yap1 a permis de montrer par spectrométrie de masse que les 3 cystéines C-terminales de

Yap1 étaient effectivement alkylées in vivo par le NEM (données non montrées). Aux vues de

la structure chimique de la ménadione, la ménadione pourrait modifier les résidus cystéines de

Yap1 par une addition covalente similaire. Cette modification n’a cependant pas pu être

directement observée par spectrométrie de masse.

II. Existe-t-il un mécanisme général d’activation de Yap1 impliquant
la réactivité des cystéines C-terminales ?

A. L’activation de Yap1 par le 4-hydroxynonénal est indépendante
de Gpx3

Les données obtenues avec la ménadione suggèrent que Yap1 peut être activé par des

molécules capables d’interagir avec ou de modifier les cystéines. Nous avons cherché à tester

cette hypothèse en mesurant la capacité de Yap1, et des mutants Yap1C303AC310AC315A et

Yap1C598AC620AC629A à s’accumuler dans le noyau en réponse à différents composés.
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Figure 40. Yap1 est activé par diverses molécules ayant un réactivité vis à vis des thiols. A.
Localisation cellulaire de la fusion GFP-cCRD-Yap1 après exposition au H2O2 ou au 4-hydroxy-nonénal
(4-HNE). Une souche ∆yap1, transformée avec la construction GFP-cCRD-Yap1, est exposée à 0,4 mM de
H2O2 ou 0,25 mM de 4-HNE pendant 15 minutes. Les marquages sont ensuite observés au microscope à
fluorescence comme décrit en Fig. 14B. B. Expression de TRX2 en réponse au 4-HNE. Les ARN totaux
ont été extraits à partir des souches sauvage (Y252), ∆gpx3 et ∆yap1 exposées à 0,25 mM de 4-HNE
pendant les temps indiqués. L’expression de TRX2 est mesurée comme décrit en Fig. 24B. C. Mesure de
l’état redox de Yap1 en réponse au diamide. Des cellules ∆yap1 exprimant myc-Yap1 ont été exposées à 2
mM de diamide pendant les temps indiqués. Les extraits ont été réalisés comme décrit dans la figure 15A
et révélés après migration sur gel dénaturant non réducteur. D. Expression de TRX2 en réponse au diamide.
Les ARN totaux ont été extraits à partir des souches sauvage (Y252) et ∆gpx3, exposées à 2 mM de
diamide pendant les temps indiqués. L’expression de TRX2 est mesurée comme décrit en Fig 24B.
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Nous avons en particulier recherché des composés naturels dont la structure chimique leur

confère une éventuelle réactivité avec les thiols. Ainsi, le 4-hydroxynonénal (4-HNE), un

sous-produit de la peroxydation lipidique, possède une fonction carbonyle conjuguée à une

double liaison. A l’instar de la ménadione, cette configuration chimique lui confère une

réactivité de type accepteur de Michaël. L’exposition des cellules au 4-HNE entraîne une

accumulation nucléaire de Yap1 et une induction de TRX2. Cette activation de Yap1 par le 4-

HNE est indépendante de la présence de Gpx3 et, contrairement au H2O2, ne nécessite que la

présence des cystéines C-terminales (Fig. 40A et 40B). L’activation de Yap1 par le 4-HNE est

indépendante de toute production de H2O2 et repose vraisemblablement les propriétés

électrophiles de cette molécule. D’autres électrophiles, comme le diéthyl-maléate et

l’iodoacétamide ont également été testés et permettent l’accumulation nucléaire de la fusion

cCRD-GFP (données non montrées). Yap1 apparaît donc comme le régulateur d’une réponse

aux électrophiles.

B. Le cas du diamide

Le diamide a été largement utilisé dans la littérature comme un agent oxydant des thiols et en

particulier du glutathion [208]. L’exposition de cellules au diamide induit l’expression

transcriptionnelle de TRX2 de façon Yap1-dépendante, ainsi que l’accumulation nucléaire de

Yap1 [121, 183]. Nous avons donc analysé l’état redox de Yap1 en réponse au diamide.

L’exposition des cellules au diamide n’induit pas la formation du pont disulfure

intramoléculaire constatée en réponse aux peroxydes (Fig. 40C). Cette observation est

compatible avec l’ensemble des données présentes dans la littérature suggérant que les

mécanismes moléculaires de détection du diamide et du peroxyde d’hydrogène par Yap1 sont

distincts [182, 187]. En particulier, la partie C-terminale (c-CRD) de Yap1 est suffisante à la

régulation de l’interaction entre Yap1 et Crm1 par le diamide [183], alors qu’elle ne l’est pas

pour le peroxyde d’hydrogène (Fig. 40A). L’analyse de l’activité transcriptionnelle de Yap1

nous a permis de montrer que l’activation de Yap1 par le diamide est également Gpx3-

indépendante (Fig. 40D). Ces observations, associées à l’hyper-sensibilité au diamide du

mutant Yap1C598A,C620T,C629T [183] suggèrent que le diamide pourrait activer Yap1 par un

mécanisme similaire à celui décrit pour les électrophiles.
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III. Conclusion/Discussion

A. Activation de Yap1 par la ménadione

1) La ménadione active Yap1, indépendamment de la production
d’ions superoxyde.

La capacité de la ménadione à activer Yap1 en anaérobiose, ainsi que l’inductibilité des

mutants Yap1C303A, Yap1C598A et ∆gpx3 montrent que la stimulation de la voie Yap1 peut se

faire indépendamment de la production d’ions superoxyde et de peroxyde d’hydrogène. Ces

données impliquent que la ménadione en tant que composé chimique stimule, directement ou

non, l’activation de Yap1. Nous avons pu voir que la ménadione modifie le c-CRD in vivo et

que cette modification prévient l’oxydation ultérieure de Yap1 par le H2O2. L’une des

hypothèses que nous favorisons est que ces cystéines sont bloquées par leur liaison covalente

avec la ménadione. Bien que ce composé puisse être considéré comme un accepteur de

Michaël, nous n’avons pas pu détecter de thio-éther correspondant à la fixation d’une

molécule de ménadione sur une cystéine de Yap1. Ce résultat peut être expliqué par divers

problèmes techniques. D’une part, l’adduction due la méandione peut être instable lors de la

lyse et du traitement de l’échantillon. Il a en particulier été montré qu’une liaison thio-éther

entre la ménadione et le glutathion peut être hydrolysée in vitro par passage en milieu alkalin,

et que cette liaison est par ailleurs photosensible [209]. D’autre part, le lysat peut contenir des

enzymes capables de réduire l’adduit. Nous avons essayé de bloquer l’activité de ces

éventuelles réductases en traitant les cellules et/ou le lysat au NEM, après exposition à la

ménadione. Mais dans ce cas, les cystéines de Yap1 sont alkylées par le NEM et non par la

ménadione (données de spectrométrie de masse). Cette observation peut être expliquée par

une attaque nucléophile du NEM sur les éventuelles cystéines modifiées, ou par l’instabilité

des adduits ménadione, lors de la lyse, laissant les thiols libres à l’alkylation par le NEM.

Notre capacité à observer ces modifications semble donc directement dépendante des

constantes d’association et de dissociation propres à chaque type d’adduit et de leur stabilité

au cours des différents traitements subis par l’échantillon. L’étude de la modification des

cystéines par la ménadione est donc difficile et les expériences de spectrométrie de masse ne

permettent pas d’étayer l’hypothèse que nous avons formulée.



135

Cependant, une étude très récente a montré que Pap1, l’homologue de Yap1 chez S. pombe est

modifié in vitro par le diéthylmaléate. Cette modification implique l’addition de cette

molécule sur deux des cystéines C-terminales de Pap1 [210]. L’ensemble de ces données

suggèrent que Yap1 et Pap1 sont effectivement impliqués dans une réponse aux électrophiles.

Il sera cependant essentiel de montrer formellement l’existence d’adduits au niveau des

cystéines C-terminales de ces deux régulateurs in vivo.

2) Coexistence des mécanismes d’activation Gpx3-dépendant et
Gpx3-indépendant

(a) en réponse à la ménadione

Nos données indiquent que la formation du pont disulfure 303-598 n’est pas nécessaire à

l’activation de Yap1 par la ménadione. L’exposition aérobie des cellules à la ménadione

entraîne cependant l’oxydation de Yap1, très probablement via la dismutation du superoxyde

en H2O2. Il est donc probable que dans ces conditions, cette oxydation joue un rôle dans

l’activation de Yap1. En effet, la forme oxydée représente environ 50% de la protéine totale,

suggérant que la moitié de Yap1 est activé par la présence de H2O2. Ces données indiquent

que les deux modes d’activation co-existent mais que la cinétique d’activation associée au

mécanisme Gpx3-indépendant doit être légèrement plus lente.

(b) en réponse aux peroxydes dans la souche gpx3

La description d’un deuxième mode d’activation de Yap1 permet plus généralement de

commenter l’existence d’une réponse transcriptionnelle tardive de Yap1 dans la souche ∆gpx3

exposée au H2O2 (Fig. 24C). En effet, l’exposition au H2O2 de cellules incapables d’induire

rapidement les antioxydants, pourrait entraîner la formation de sous-produits d’oxydation

responsables de la stimulation de la voie d’activation Gpx3-indépendante. Il nous faudra

caractériser le mécanisme responsable de cette activation tardive. D’autre part, nous

chercherons à savoir si la présence de lipides insaturés, dont la peroxydation entraîne en

particulier la production de 4-HNE, stimule l’activité de Yap1.
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B. Relation réactivité-toxicité

Nos données suggèrent que tout composé électrophile présentant une réactivité vis-à-vis des

thiols va induire plus ou moins efficacement la voie Yap1. Cette hypothèse pose un certain

nombre de questions. Premièrement, tout composé activant Yap1 par ce biais est-il

nécessairement toxique ? L’activation de Yap1 par ces molécules est-elle spécifique ?

L’activation anaérobie de Yap1 par la ménadione indique que la voie Yap1 peut être activée à

des doses ne présentant pas de toxicité réelle pour la cellule [204]. A des doses plus élevées,

une certaine toxicité peut cependant être associée au caractère électrophile des quinones telles

que la ménadione [207]. En effet, la modification par les composés électrophiles, des

cystéines ou d’autres résidus possédant des propriétés nucléophiles comparables, peut

entraîner l’inhibition de certaines activités. Ainsi, la toxicité du 4-HNE est également liée à

son caractère électrophile. Ce composé réagit avec les cystéines mais aussi avec les résidus

lysine et histidine des protéines, permettant entre-autres l’inhibition d’enzymes telles que la

Glyceraldéhyde-3-Phosphate deshydrogénase [211]. L’activation de la voie Yap1 permet de

contrer la toxicité des électrophiles par l’induction de pompes à efflux. Ces protéines

transportent, dans la vacuole ou dans le milieu extérieur, le toxique, sous forme conjuguée au

glutathion [46]. Le caractère électrophile de ces composés est donc responsable de leur

toxicité mais aussi de leur détection et de leur élimination. Une souche ∆yap1 possède une

tolérance diminuée vis-à-vis de nombreux composés électrophiles (données non montrées),

suggérant que cette réponse est physiologique. Cependant, la détection des électrophiles par

Yap1 apparaît moins spécifique que la détection des peroxydes. En effet, l’activation de Yap1

par la ménadione, mais aussi par le diamide et le cadmium est accrue dans la souche ∆gsh1-

pro2-1 (données non montrées), suggérant que les cystéines du glutathion sont en compétition

avec les cystéines de Yap1 pour la formation d’adduits.
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DISCUSSION GENERALE
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Figure 41. Modèle d’activation de Yap1 par le peroxyde d’hydrogène. A. En absence de H2O2, Yap1
est associé à Gpx3, et décrit un cycle entre le noyau et le cytosol grâce à l’importine Pse1 et l’exportine
Crm1. Yap1 et Gpx3 sont associés en pré-complexe. B. La détection du H2O2 par Gpx3 entraîne la
formation d’un pont disulfure intermoléculaire entre Yap1 et Gpx3. La résolution rapide de ce pont en un
pont intramoléculaire dans Yap1 entraîne la réduction concomitante de Gpx3. Une fois oxydé, Yap1 n’est
plus capable d’interagir avec l’exportine Crm1 et s’accumule dans le noyau, où il induit l’expression de ses
gènes cibles.
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. DISCUSSION GENERALE

I. Yap1/Gpx3 est le système détecteur des peroxydes chez S.
cerevisiae.

A. Récapitulation des deux modes d’activation de Yap1

1) Le modèle d’activation de Yap1 par les peroxydes

(a) Description du modèle

- Existence d’une homéostasie du peroxyde d’hydrogène

Nos données montrent que comme E. coli, S. cerevisiae possède un système détectant

spécifiquement les peroxydes (Fig. 41). Ce système comprend un détecteur, Gpx3, et un

régulateur Yap1. En absence de Gpx3, Yap1 n’est pas activé par les peroxydes. Gpx3 possède

une activité thiol-oxydase capable de relayer l’oxydation de Yap1 par le H2O2. Une fois

oxydé, Yap1 s’accumule dans le noyau, où il active l’expression de ses gènes cibles.

L’activité de Yap1 est soumise à un rétrocontrôle négatif, impliquant vraisemblablement une

réduction par les thiorédoxines. L’identification du système Yap1/Gpx3 suggère que chez S.

cerevisiae, comme chez E. coli, la concentration intracellulaire en peroxydes est soumise à un

contrôle homéostatique.

- Gpx3, un récepteur des peroxydes

Le système Yap1/Gpx3 possède deux niveau de spécificité : une spécificité au niveau du

mécanisme de détection (Gpx3 et non Yap1 est oxydé par le H2O2) et une spécificité au

niveau de la transduction du signal redox (seul Yap1, et peut être une autre protéine sont

oxydés par Gpx3 ). Il peut ainsi être comparé aux systèmes ligand-récepteur-transducteur

classiques. Ces données nous ont donc amené à proposer une nouveau nom pour Gpx3 : Orp1

pour « Oxidant Receptor Peroxidase 1 ». En outre, Gpx3/Orp1 peut réduire des peroxydes

complexes tels que hydroperoxydes de lipides [68], permettant outre une spécificité et une

efficacité de la réponse cellulaire au H2O2, une certaine diversification des inducteurs.
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Figure 42. Deux modes d’activation de Yap1, l’un Gpx3-dépendant, l’autre Gpx3-indépendant. Le
H2O2 induit la formation d’un pont disulfure dans Yap1 alors que les électrophiles modifient, probablement
par liaison covalente, les cystéines du c-CRD. Ces deux modifications entraînent une inhibition de
l’interaction entre Yap1 et Crm1 et permettent son accumulation nucléaire. Le pont disulfure intramoléculaire
induit par l’exposition des cellules est probablement réduit, directement ou non, par les thiorédoxines. La
voie permettant la desactivation de Yap1 après son activation par les électrophiles n’est pas connue.
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(b) Questions posées par le modèle

L’étude du mécanisme de détection des peroxydes par Gpx3/Orp1 doit être affinée.

Premièrement, des études biochimiques et structurales devront être menées afin de mieux

comprendre comment Gpx3/Orp1 s’oxyde en réponse au H2O2. Deuxièmement, le mécanisme

de détection devra être replacé dans son contexte cellulaire. Nous ignorons en particulier si

l’oxydation de Yap1 par Gpx3/Orp1 a lieu dans un compartiment cellulaire préférentiel.

Le mécanisme de transduction du signal redox de Gpx3/Orp1 à Yap1 devra également être

affiné. Dans le modèle actuel, la forme oxydée de Gpx3/Orp1, responsable de l’oxydation de

Yap1 est l’acide sulfénique (Cys36-SOH) et l’oxydation de Yap1 en un pont disulfure

intramoléculaire entraîne la réduction de Gpx3/Orp1. Nous ne savons pas si la réduction de

Gpx3/Opr1 et l’oxydation de Yap1 entraîne une dissociation du complexe. Par ailleurs,

l’exposition des cellules au H2O2 entraîne aussi la formation d’un pont disulfure

intramoléculaire Cys36-S-S-Cys82 dans Gpx3/Orp1. Ce pont pourrait oxyder Yap1 par un

mécanisme d’échange de pont disulfure. Bien que les données génétiques indiquent que la

formation de ce pont n’est pas nécessaire à l’oxydation de Yap1 par Gpx3/Orp1, il est

important de savoir s’il existe un deuxième mode d’oxydation de Yap1 par Gpx3. Les essais

préliminaires de reconstitution du système avec Yap1 et Orp1 purifiés permettent une

oxydation de Yap1 dépendante de Gpx3/Orp1. Cependant, la relative inefficacité de cette

oxydation indique qu’un autre composant du système est probablement manquant.

2) Comparaison du mode d’activation de Yap1 par le H2O2 et par
les électrophiles

Yap1 est activé par un nombre important de composés de natures chimiques variées. Ces

différents inducteurs agissent tous au niveau de l’interaction entre Yap1 et Crm1, par deux

mécanismes clairement distincts: la formation d’un pont disulfure intramoléculaire entre les

cystéines 303 et 598 par les peroxydes et la modification des cystéines C-terminales,

probablement par addition de molécules à caractère électrophile (Fig. 42). Chacune de ces

modifications résulte en une altération du NES de Yap1 et dans les deux cas, les cystéines

constituent la cible de la régulation. Comment les mêmes résidus sont-ils capables de détecter
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des molécules aussi diverses que les peroxydes, le cadmium ou les électrophiles ? La

réactivité des cystéines de Yap1 vis-à-vis de molécules électrophiles suppose que ces résidus

présentent un caractère nucléophile (associé à leur présence sous forme thiolate). L’oxydation

d’une cystéine en acide sulfénique par le H2O2 étant également une réaction de substitution

nucléophile, Yap1 devrait pouvoir être directement oxydé par le H2O2. Ce n’est pas le cas.

Pourquoi ? La présence d’une cystéine sous forme thiolate est nécessaire mais peut ne pas être

suffisante à son oxydation par les peroxydes. L’environnement de la cystéine réactive doit

aussi permettre la stabilisation de l’alcoolate (RO -), produit consécutivement à la réduction

du peroxyde (Ellis et Poole, 1997). Il est possible que Yap1 ne possède pas un tel

environnement favorable à proximité de ses cystéines réactives. Il est également possible que

la formation d’un pont disulfure entre Yap1 et Gpx3/Orp1 permette le rapprochement

structural des cystéines 303 et 598, sans lequel le pont disulfure intramoléculaire de Yap1 ne

peut se faire. L’ensemble de ces hypothèses devra être testé par des études biochimiques et

structurales et l’étude de la réactivité des cystéines de Yap1 vis-à-vis des électrophiles devra

être poursuivie.

B. Comparaison des systèmes fongique et bactérien de détection du
stress oxydant

1) Yap1 et OxyR sont des homologues fonctionnels

Yap1 et OxyR permettent tous deux le contrôle de la concentration intracellulaire en

peroxydes chez S. cerevisiae et E. coli.

(a) L’activité d’OxyR et de Yap1 est contrôlée par leur état redox

L’activation d’OxyR comme de Yap1 dépend de la formation d’un pont disulfure

intramoléculaire. Il existe cependant une différence majeure entre ces deux systèmes. Alors

qu’OxyR sert à la fois de détecteur et de régulateur [151], ces deux fonctions sont découplées

chez S. cerevisiae. Ainsi, OxyR associe la fonction peroxydatique de Gpx3/Orp1 et la

fonction effectrice de Yap1.

OxyR et Yap1 sont rapidement réduits/désactivés après exposition des cellules au peroxyde

d’hydrogène. Bien que les données obtenues ne permettent pas de conclure formellement, la
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réduction de Yap1 apparaît dépendante de la voie des thiorédoxines, et celle d’OxyR, de la

voie du glutathion via la glutarédoxine 1. Les thiorédoxines et la glutarédoxine 1 étant

respectivement des gènes cibles de Yap1 et d’OxyR, l’activité des deux régulateurs est

rétrocontrôlée. Alors que les thiorédoxines sont essentielles au contrôle de la concentration

intracellulaire en peroxydes chez S. cerevisae, chez E. coli, la glutarédoxine 1 n’est pas

impliquée dans la réduction du H2O2 [212]. Ainsi, contrairement à S. cerevisiae, il ne semble

pas y avoir de couplage entre la réduction du H2O2 et la réduction d’OxyR chez E. coli. Le

défaut de désactivation d’OxyR observé dans les mutants de la voie du glutathion peut donc à

priori être considéré comme une mesure directe du défaut de réduction de ce facteur.

(b) L’état redox de Yap1 et d’OxyR contrôle leur activité à des niveaux
différents

L’oxydation de Yap1 régule sa localisation subcellulaire alors que l’oxydation d’OxyR

contrôle sa liaison aux promoteurs des gènes cibles [97, 148]. Le système levure revêt donc

une dimension plus complexe liée à la présence d’une compartimentalisation cellulaire.

2) La réponse au stress « disulfure »

L’activité basale d’OxyR est augmentée dans des mutants simultanément inactivés pour la

voie des thiorédoxines et du glutathion. Or, chez E. coli, ces deux voies de réduction ne sont

pas essentielles au maintien de l’homéostasie des peroxydes. Ainsi, OxyR peut être activé

indépendamment d’une augmentation de la concentration en H2O2 [151]. Quel est mécanisme

d’activation  impliqué ? Les auteurs ont observé, dans ces mutants, une accumulation de thiols

oxydés sous forme de ponts disulfures. Ce phénomène, appelé stress « disulfure » peut être

suivi par la mesure du rapport GSSG/GSH et l’activation dans le cytosol d’une enzyme

périplasmique, la phosphatase alcaline3 Les auteurs proposent que dans ces mutants, le

potentiel redox intracellulaire atteint une valeur supérieure à celle du potentiel du couple

OxyRred/ OxyRox, entraînant ainsi l’oxydation d’OxyR. Ils proposent également que le

diamide, un agent oxydant des thiols, pourrait de même activer indirectement OxyR, en

                                                
3  L’activité de cette enzyme, normalement périplasmique, dépend de la formation de deux
ponts disulfures. Dans le cytoplasme, ces ponts sont réduits et l’activité de l’enzyme est
négligeable.
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oxydant le glutathion en GSSG. Nos données n’ont pas permis de mettre en évidence une telle

réponse pour Yap1, bien qu’il soit activé par le diamide. En effet, l’élévation du rapport

GSSG/GSH, dans un mutant de la glutathion réductase (∆gsh1) où 60% du glutathion est sous

forme oxydée, n’entraîne pas l’activation de Yap1. Bien que le mécanisme moléculaire

d’activation de Yap1 par le diamide ne soit pas encore clairement établi, la modification

impliquée est clairement différente de l’oxydation du facteur observée en réponse aux

peroxydes.

3) La nature de la modification des cystéines module-t-elle la
réponse cellulaire ?

L’équipe de Stamler a proposé qu’il existe différentes formes actives d’OxyR et que la nature

de la modification activant OxyR entraîne des transitions allostériques différentes permettant

de moduler la réponse physiologique [154]. Cette hypothèse est séduisante car elle

permettrait, à partir de la réactivité d’une seule protéine, d’obtenir une réponse cellulaire

complexe et adaptée à l’inducteur. Ce modèle s’oppose au mécanisme d’activation « tout ou

rien » associé par l’équipe de Storz à la formation du pont disulfure intramoléculaire [150].

Ainsi, l’équipe de Stamler a montré que la cystéine 199 d’OxyR peut être modifiée par

formation d’un acide sulfénique (Cys199-SOH), par formation d’un pont disulfure avec le

glutathion (Cys199-SSG) ou par nitrosylation (Cys199-SNO). Ces trois formes sont

transcriptionnellement actives in vitro mais leur conformation et leur mode de recrutement

aux promoteurs sont différents [154]. Chez S. cerevisiae, il existe également différentes

formes du régulateur, associées aux deux modes d’activation de Yap1. Cependant, la nature

de l’étape contrôlée par ces modifications (l’accumulation nucléaire) semble plutôt

s’apparenter à un mécanisme d’activation de type « tout ou rien », rendant peu probable une

modulation de la réponse, similaire à celle décrite par Stamler.

C. Il existe d’autres niveaux de contrôle de l’activité de Yap1

Nos données et les données de la littérature [187] ont montré que des mutants

constitutivement nucléaires ne sont pas hyper-résistants au H2O2 comme on aurait pu

l’attendre, mais au contraire, hyper-sensibles. Ainsi, le mutant Yap1L619SL623S, dont le NES est
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muté, est hypersensible au H2O2 et son activité transcriptionnelle n’est pas inductible (données

non montrées). L’accumulation nucléaire de Yap1 est donc une étape nécessaire mais pas

suffisante à son activation par le H2O2. En revanche, le mutant Yap1L619SL623S est hyper-

résistant et reste transcriptionnellement actif en réponse au diamide ou au cadmium.

L’activation de Yap1 par le H2O2 semble donc impliquer un niveau supplémentaire de

régulation, absent dans le mutant yap1L619SL623S. Or, l’H2O2 induit spécifiquement l’oxydation

de Yap1 et nous avons observé que le mutant Yap1L619SL623S n’est plus oxydable par le H2O2.

(données non montrées). Ce défaut d’oxydation apparaît comme un défaut intrinsèque de ce

mutant et n’est pas lié à sa localisation constitutivement nucléaire (données non montrées).

Ces données suggèrent donc que le rôle du pont disulfure Cys303-Cys598 en réponse aux

peroxydes pourrait aller au-delà de la seule régulation de l’interaction Yap1-Crm1.

La phosphorylation de Yap1 pourrait également constituer un autre niveau du contrôle de

l’activité de ce facteur. En effet, Yap1 est phosphorylé en réponse au H2O2 et cette

phosphorylation dépend de la capacité de Yap1 à s’accumuler dans le noyau (voir annexe

Delaunay et col., 2000). Il est intéressant de noter que les mutants constitutivement

nucléaires, inactif en réponse au H2O2, sont incomplètement phosphorylés (voir annexe,

Delaunay et col., 2000).

II. Un système de détection conservé chez les eucaryotes ?

A. Chez les autres levures

Des homologues structuraux de Yap1 ont été identifiés chez Schizosaccharomyces pombe

(Pap1), chez Candida albicans (Cap1) et chez Kluyveromyces lactis (Klyap1). La

comparaison des séquences de ces protéines avec celle de Yap1 indique la conservation, dans

Pap1, Cap1 et Klyap1, du domaine de liaison à l’ADN de type b-ZIP, mais aussi des deux

domaines c-CRD et n-CRD. Pap1, Cap1 et Klyap1 sont essentiels à la tolérance aux

peroxydes chez ces trois levures [213-215]. A l’instar de Yap1, Pap1 [213] et Cap1 [216]

s’accumulent dans le noyau en réponse au H2O2 et l’accumulation nucléaire de Pap1 est

dépendante de son interaction avec l’exportine Crm1 [213, 217]. Il a été récemment montré

que les résidus cystéine de Pap1, homologues aux résidus 303 et 598 de Yap1 sont également

essentiels à l’activation de Pap1 par le H2O2 [210]. Le mécanisme de détection des peroxydes
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que nous avons décrit chez S. cerevisiae est donc vraisemblablement conservé chez ces

levures. En particulier, S. pombe possède un homologue structural de Gpx3/Orp1 [218], dont

le rôle dans la réponse peroxyde chez cet organisme devra être testé.

B. Chez les eucaryotes supérieurs

1) Bach1 et Bach2

Il est intéressant de noter que chez l’homme, deux régulateurs, Bach1 et Bach2 appartiennent

à la famille des facteurs de transcription de type b-ZIP et que leur régulation en réponse au

H2O2 est similaire à celle décrite pour Yap1. En effet, Bach1 et Bach2 s’accumulent tous deux

dans le noyau en réponse au H2O2, par un mécanisme dépendant de Crm1 [219]. Le rôle de

Bach1 et de Bach2 en réponse au H2O2 n’est pas connu. Une étude récente suggère qu’en

réponse à un stress oxydant, Bach2 et non Bach1 aurait un rôle pro-apoptotique dans les

lignées lymphoïdes [220]. Ces deux régulateurs sont actuellement étudiés au laboratoire.

La description d’une régulation homéostatique de la concentration en peroxydes est encore

prématurée chez les mammifères. En particulier, si l’activité de nombreux facteurs de

transcription semble pouvoir être modulée par le H2O2, il n’a pas été montré que ces

régulateurs contrôlent une réponse anti-oxydante comparable à celle décrite chez la bactérie

ou la levure.

2) Nrf2 et la réponse aux électrophiles

Une réponse au stress chimique, lié à l’exposition des cellules à des composés électrophiles, a

été mise en évidence grâce à des études in vivo et in vitro, effectuées sur un modèle murin

[221, 222]. Le facteur de transcription Nrf2 contrôle, en réponse aux électrophiles,

l’expression des gènes de phase II, permettant entre autres la détoxification de ces molécules.

L’activité de Nrf2 est modulée par sa localisation subcellulaire. En absence d’inducteur, Nrf2

est maintenu dans le cytosol grâce à son interaction avec Keap1, une protéine riche en

cystéine [223]. La modification de certaines cystéines de Keap1 par les électrophiles entraîne

une inhibition de l’interaction entre Keap1 et Nrf2 et permet l’accumulation de Nrf2 dans le

noyau [224]. A l’instar de Yap1, la modification des résidus cystéine par les électrophiles

apparaît responsable de l’activation du régulateur.
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III. L’activité d’une protéine peut être régulée par son oxydation

De nombreuses études montrent que l’état redox d’une protéine peut réguler son activité. Ce

mode de contrôle nécessite la présence au sein de la protéine d’un centre rédox, capable d’être

oxydé puis réduit. Il existe différents types de centres redox, dont les mieux documentés sont

les protéines à thiols réactifs (cystéine) et les protéines à centre Fer-Soufre.

A. Les différents types de modifications redox

Comme nous l’avons vu, les résidus cystéine d’une protéine peuvent être la cible d’une

oxydation et ainsi contrôler son activité. Il existe différents types d’oxydation d’un résidu

cystéine dont le mieux décrit est le pont disulfure. Il peut être intramoléculaire, impliquant

deux cystéines de la même protéine, comme dans le cas d’OxyR ou de Yap1, ou

intermoléculaire ; dans ce cas, le pont est formé entre deux cystéines n’appartenant pas à la

même chaîne polypeptidique. La glutathionylation d’une protéine, impliquant la liaison d’une

cystéine avec le glutathion (Cys-S-SG) est un cas particulier de pont disulfure

intermoléculaire (revue en [225]). Dans certains cas, l’oxydation d’une cystéine peut conduire

à la formation d’un acide sulfénique stable (Cys-SOH) [191]. L’ensemble de ces

modifications est réversible, par le jeu de réductases spécifiques (thiorédoxines,

glutarédoxines). L’oxydation des résidus cystéines est donc propice à la mise en place d’un

contrôle redox. Bien qu’aucun exemple bien documenté ne soit décrit, les résidus méthionine

représentent également une cible potentielle de régulation redox. La méthionine peut être

oxydée en méthionine sulfoxyde, dont la réduction est catalysée par une enzyme spécifique,

las méthionine sulfoxyde réductase.

Les centres Fer-Soufre peuvent en théorie présenter différents états d’oxydo-réduction,

dépendant de l’état redox du Fer. Ainsi, l’oxydation d’un centre Fer-Soufre peut comme dans

le cas de SoxR conduire à l’activation de la protéine [226]. L’oxydation du Fer peut

également conduire à la déstabilisation et à la perte du centre métallique. Ainsi, l’oxydation

puis la perte de son centre Fer-Soufre, conduit à l’inactivation de FNR, un régulateur de la

réponse à l’anaérobiose chez E. coli, [227]. Il est donc difficile dans ce cas de distinguer

régulation redox et assemblage/désassemblage du centre métallique.
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B. Régulation redox et contrôle de l’homéostasie

Comment la cellule peut-elle concilier homéostasie redox et régulation redox ? Le milieu

intracellulaire étant un milieu globalement réducteur, une régulation redox implique

généralement, en premier lieu, une oxydation. Or, cette oxydation devrait être prévenue par

les systèmes responsables du maintien de l’homéostasie redox. Cette observation pose deux

questions essentielles : comment l’oxydation transitoire de certaines protéines est-elle

possible ? et comment une telle oxydation peut-elle être engendrer une régulation spécifique ?

L’étude des protéines régulées par formation d’un pont disulfure a permis de montrer que

l’oxydation des cystéines est un processus sélectif catalytique. Ainsi, l’oxydation d’OxyR par

de très faibles doses de H2O2 intervient en présence de concentrations millimolaires de GSH

[150]. De même, l’étude des mécanismes de formation des ponts disulfures structuraux dans

les voies de sécrétions a montré que ce processus était catalysé, chez E. coli, comme chez S.

cerevisiae, par des thiol-oxydases spécifiques [228]. Ainsi, notre étude et la découverte du

système Yap1/Orp1 conforte l’idée que le peroxyde d’hydrogène et des enzymes à activité

thiol-oxydase peuvent catalyser la formation spécifique de ponts disulfures indépendamment

de l’état redox intracellulaire et ainsi permettre la mise en place d’une régulation redox.

L’efficacité et la spécificité de la régulation dépend également du temps pendant laquelle

l’oxydation est maintenue. Selon les principes de l’homéostasie redox, la demi-vie d’une

protéine oxydée dans un environnement globalement réducteur devrait être très courte. Or, la

réduction des ponts disulfures apparaît également comme un processus sélectif, catalysé par

des réductases spécifiques [229] dont l’activité peut être contrôlée. Ainsi, l’intervention de

mécanismes catalytiques d’oxydation et de réduction rend possible l’existence d’une

régulation redox, indépendante du maintien de l’homéostasie redox. Comment cette

régulation peut-elle être spécifique ? Le mécanisme le plus simple permettant une spécificité

d’oxydation est la compartimentalisation des réactions. Or, l’implication d’une catalyse dans

les processus d’oxydo-réduction permet d’aborder la question de la spécificité de la régulation

redox sous un angle différent. Dans ce cas, les réactions d’oxydo-réduction sont des réactions

contrôlées de façon cinétique. Les vitesses relatives d’oxydation et de réduction de protéines

réactives détermine donc la stabilité de la modification redox et peuvent ainsi jouer sur la
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nature de la réponse induite. Comment les paramètres cinétiques peuvent-ils être modulés,

afin d’autoriser des régulations redox spécifiques différentes  ? Les cinétiques de réactions

peuvent tout d’abord être modulées par la concentration des oxydases et des réductases.

D’autre part, l’oxydation et la réduction d’un substrat dépendent de sa capacité à interagir

avec ces enzymes. Ainsi, la spécificité des mécanismes de régulation redox reposerait sur

l’existence d’oxydases et de réductases spécifiques permettant l’oxydation et la réduction de

protéines cibles via des interactions régulées.

C. Conclusion

Gpx3/Orp1 est le deuxième exemple, après OxyR, d’un mécanisme de détection des

peroxydes, reposant sur l’activité peroxydatique d’un thiol réactif. La spécificité de la

détection est associée à la très haute réactivité de ce thiol vis-à-vis des peroxydes. Cette

réactivité pourrait être partagée par une famille de peroxydases (peut-être les PH-GPX), dont

la fonction serait de canaliser le signal redox et de le transférer par oxydation sur des

protéines spécifiques. En particulier, la très haute réactivité des sélénothiols, présents chez les

PH-GPx des eucaryotes supérieurs, suggère que toute oxydation d’un thiol en réponse aux

peroxydes pourrait être relayée par ces enzymes, qui joueraient alors le rôle de récepteurs des

peroxydes.

Ces données mettent également en avant le rôle majeur joué par le H2O2 dans l’oxydation

sélective des thiols. L’existence de thiol-oxydases capables de transduire un signal grâce au

pouvoir oxydant du H2O2 suggère que cette molécule pourrait être plus généralement

responsable de la formation de ponts disulfures régulateurs. Cependant, l’étude récente du

détecteur de l’aérobiose, CrtJ, chez la bactérie photosynthétique Rhodobacter capsulatus,

montre que la formation d’un pont disulfure dans ce régulateur est spécifiquement induite par

l’oxygène moléculaire (et non par le H2O2) [230]. Cette étude suggère donc que l’oxydation

d’une protéine peut non seulement être sélective, mais aussi dépendre de la nature du signal

redox, dévoilant encore un autre niveau de complexité.
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. Matériels et méthodes

I. Milieux et conditions de cultures

Les cellules de levure sont cultivées à 30°C en YPD (1% d’extrait de levure, 2% de Peptone,

et 2% de glucose) ou en milieu minimum (SD) (0.67 % de « yeast nitrogen base », 2% de

glucose). Le glucose peut être remplacé par 2% de raffinose (S raffinose) ou 2% de galactose

(S galactose). Les acides aminés sont ajoutés en fonction des besoins. L’ajout de casamino

acides (0,1%) conduit à l’obtention d’un milieu sans tryptophane, sans uracile, sans adénine et

sans tyrosine. Les autres acides aminés sont ajoutés séparément selon les conditions décrites

par Sherman [231]. Les cultures anaérobiques sont réalisées dans les mêmes milieux

supplémentés en ergosterol (30 mg/L) et en Tween 80 (0.2%), et dégazés à l’argon. Les

cellules sont ensuite cultivées dans une boîte à gants sous flux d’argon (Jacomex, France). Les

conditons d’anaérobioses sont contrôlées par le changement de couleur d’un indicateur coloré

(Anaerocult, Merck). Les cultures d’E. Coli sont réalisées à 37°C dans un milieu LB (1%

tryptone, 0.5% d’extrait de levure, 1% NaCl) supplémenté en ampicilline (100 ug/mL) ou en

milieu TB (bacto-tryptone (12 g/L), extraits de levure (24 g/L), glycerol (0.4%), KH2PO4

(1.15 g/L), K2HPO4 (6.25 g/L)), supplémenté en kanamycine (40 mg/L) pour les plasmides

d’expression de protéines recombinantes.

II. Souches

Toutes les souches ont été construites à partir de la souche YPH98 [232] (MATa, ura3-52,

lys2-801amber, ade2-101ochre, trp1-∆ 1, , leu2-∆ 1). L’ensemble des invalidations de gène a

été réalisé par intégration en une étape de la cassette d’invalidation par recombinaison

homologue au locus [233]. Différents marqueurs ont été utilisés pour invalider les gènes: les

gènes TRP1 et LEU2 de S. cerevisiae, le gène URA3 de K. lactis, et la cassette d’invalidation

KAN, portée par le plasmide pKan-Mx4 (Eurofan, [234]), permettant la résistance au G418

(Sigma).
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Figure 43. Introduction d’une mutation ou d’une étiquette par PCR en deux étapes.
Deux fragments de PCR (PCR1 et PCR2) sont produits par une première amplification (1+2 ;
3+4). Les PCR1 et PCR2 s’hybrident par l’intermédiaire de la partie complémentaire (en
vert). Puis le fragment est allongé et amplifié grâce aux oligonulcéotides 1 et 4, contenant les
sites de clonage..

PCR1
PCR2

Plasmide linéarisé

Figure 44. Introduction du fragment de PCR mutagénisé par recombinaison
homologue.  Le fragment de PCR est co-transformé dans la levure avec le plasmide
linéarisé. Il recombine ensuite avec le plasmide linéarisé grâce aux homologies de
séquences, permettant la recircularisation du plasmide et sa réplication dans la levure.

Séquences
homologues
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III. Plasmides

♦ Construction de myc-Yap1 et des mutants cystéines de YAP1

La construction myc-Yap1 contient 9 épitopes Myc insérés en N-terminal de Yap1, clonés au

site AccI, un site naturel de YAP1, situé trois codons après l’ATG. Elle est clonée au site

EcoRI du plasmide centromérique pRS316 [123]. Myc-Yap1 a ensuite été sous-cloné entre les

sites SacI et HindIII de pRS315. La protéine de fusion complémente l’hypersensibilité aux

oxydants d’une souche ∆yap1. Un fragment de 1.17 kb codant les substitutions C303A,

C310A et C315A a été amplifié à partir de pLDB538 (un don de L. Davis, université de

Brandeis) [185]. Ce fragment a ensuite été inséré par recombinaison homologue chez la

levure dans pRS316 myc-Yap1 ; la construction est extraite puis amplifié chez E. coli,

conduisant à l’obtention du mutant Yap1C303A,C310A,C315A. Yap1L619S,L623S, Yap1C303A, Yap1C310A,

Yap1C315A, Yap1C598A, Yap1C620A et Yap1C629A ont été préparés par une méthode de PCR en deux

étapes (Fig. 43), et les fragments mutés ont également été introduits dans myc-Yap1 par

recombinaison homologue dans la levure (Fig. 44). Pour cela, le plasmide pRS316 myc-Yap1

a été digéré par BseRI et PacI pour l’introduction des mutants N-terminaux et par PacI et

BstEII pour l’introduction des mutants C-terminaux. 2 µg de plasmide linéarisé et 500 ng de

produit de PCR ont été co-transformés dans une souche ∆yap1, et les transformants ont été

sélectionnés sur milieu –URA. Les plasmides sont ensuite été extraits et amplifiés dans E.

coli, pour être séquencés. Un fragment de 327 pb codant les substitutions C598T, C620A et

C629T a été extrait de PIdb518 [185] par digestion NdeI-PacI et sous-cloné dans pRS315

myc-Yap1 conduisant à l’obtention du mutant Yap1C598T,C620A,C629T. GFP-Yap1 est une fusion

N-terminale de Yap1 avec la GFP exprimée à partir du vecteur pRScp-GFP HA-YAP1

(TRP1, CEN6-ARSH4) (un don de S. Kuge, Université de Tokyo) [183]. Les fusions GFP-

Yap1 contenant les mutations individuelles Cys-Ala ont été réalisées par sous-clonage des

fragments correspondants entre les sites BamHI et BstEII de pRScp-GFP HA-YAP1.
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♦ Construction de HA-Gpx3, His-Gpx3 et des mutants cystéines de GPX3

Un fragment d’ADN contenant la phase codante de GPX3 flanquée de 400 pb en amont et de

210 pb en aval a été amplifié par PCR et cloné au site BamHI de pRS316. Les mutants de

GPX3 contenant les substitutions des cystéines en sérines ont été préparés par une méthode

d’amplification par PCR en deux étapes et clonés de même dans pRS316, conduisant à

l’obtention de Gpx3C36S, Gpx3C64S, Gpx3C82S, et Gpx3C64S,C82S . La fusion N-terminale entre

l’étiquette 3HA et Gpx3 (HA-Gpx3) a également été réalisée grâce à deux étapes de PCR au

moyen d’oligonucléotides contenant la séquence de l’épitope HA.
Oligonucléotide (brin supérieur)
TGACGTCCCGGACTATGCAGGATCCTATCCATATGACGTTCCAGATTACGCTGCTCAGTGC.TCAGA
ATTCTATAAGCTAGC 
Oligonucléotide (brin inférieur)
CTGCATAGTCCGGGACGTCATACGGATAGCCCGCATAGTCAGGAACATCGTATGGGTAAAAGAT.C
ATGATAAACTTGAATACTTTAC)

La fonctionnalité de la protéine de fusion a été testée en mesurant la tolérance au H2O2 d’une

souche ∆gpx3, transformée avec HA-Gpx3.

Les mutants de substitution des cystéines en sérines ont été transférés dans HA-Gpx3 en

remplaçant le fragment EcoRI-EcoRI de pRS316-HA-Gpx3 par la séquence mutante

correspondante, présente dans les mutants dérivés de pRS316-Gpx3. Pet28a-His-Gpx3 a été

construit par sous-clonage de la phase codante de GPX3 entre les sites BamHI et XhoI du

plasmide d’expression Pet28a (Novagen), plaçant l’étiquette 6His à l’extrêmité N-terminale

de Gpx3.

♦ Construction des plasmides GFP-CRDYap1 et Gal4-cCRD-Yap1-TAPTag

La GFP a été introduite en N-terminal du c-CRD de Yap1 par PCR en deux étapes. La

séquence codant la GFP entière a été amplifiée à partir de pYGFP3 [235]. Le c-CRD (acides

aminés 570 à 650) a été amplifié, à partir de la séquence YAP1 sauvage. Les séquences GFP

et c-CRD ont ensuite été couplées par une troisième PCR. Le produit de cette PCR est purifié,

digéré par EcoRI et BamHI et cloné dans le plasmide pGBT9, en fusion avec le domaine de

liaison à l’ADN de Gal4, contenant le signal d’export nucléaire.
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La fusion c-CRDYap1-TAPtag est construite de manière analogue à celle décrite ci-dessus.

Le TAPtag est amplifié à partir du plasmide pBS1479 [236]. Le produit final de PCR est

purifié, puis digéré avec PstI et cloné dans pGBT9, en fusion avec le domaine de liaison à

l’ADN de Gal4.

IV. Tests de sensibilité en milieu solide

Le milieu utilisé est un milieu solide, réalisé à partir de milieu minimum (SD) dans lequel

5g/L d’agar ont été rajoutés avant l’autoclavage. Ce milieu est ensuite refondu et supplémenté

en acides aminés selon les besoins. Lorsque le milieu est à une température d’environ 60°C,

les boîtes sont préparées selon le protocole suivant : une quantité appropriée d’oxydant est

ajoutée à une petite quantité de milieu liquéfié (cela afin de faciliter le mélange et

l’homogénéité du milieu) puis une quantité plus importante est rajoutée (qsp 20 mL). Après

une nouvelle phase de mélange, le milieu contenant l’oxydant est versé dans une boîte de

Petri. L’oxydant est ajouté dans un volume compris entre 10 µL et 250 µL de solvant. Les

cellules en phase stationnaire sont diluées à une concentration d’environ 100 cellules par µL.

Pour ce faire, nous avons considéré qu’une DO600 nm  de 0,1 représente approximativement

3,5.106 cellules/mL. Les cellules (20 µL) sont ensuite déposées sur les boîtes contenant des

concentrations croissantes d’oxydant. La tolérance des différentes souches à un oxydant

donné est déterminée après 2 jours d’incubation  à 30 °C.

V. Transformations

♦ Electroporation des levures [237]

Les cellules sont cultivées sur la nuit en milieu YPD ou milieu sélectif. Environ 25 mL d’une

culture à saturation ou 50 mL d’une culture de DO600nm de 1.3-1.5 sont centrifugés et le culot

de cellules est resuspendu dans 10 mL de milieu neuf auquel sont ajoutés 250 µL d’une

solution de DTT à 1M et 200 µL d’une solution tampon HEPES 1M. Les cellules sont ensuite

incubées pendant 15 min à 30°C, puis lavées et centrifugées à froid, trois fois, avec 30 mL

d’eau à 4°C. Entre les lavages, les cellules sont maintenues dans la glace. Les cellules sont

ensuite lavées avec une solution 1 M de sorbitol, et resuspendues dans 70 µL d’une solution
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de sorbitol 1 M et conservées dans la glace. 40 µL de cellules compétentes et environ 100 ng

de plasmide sont utilisés pour une transformation. Pour l’intégration de cassettes

d’invalidation par recombinaison homologue, 500 ng à 2 µg d’ADN linéaire sont nécessaires.

L’électroporation est effectuée dans une cuvette Biorad Gene Pulser de 0.2 cm (ref 165-2089)

sous une tension de 1500 Volts à l’aide d’un Electroporateur Eppendorf 2510. Les cellules

sont ensuite resuspendues dans 600 µL d’une solution de sorbitol 1 M dont 100 à 200 µL sont

étalés sur milieu sélectif. L’efficacité de l’électroporation peut être améliorée par l’utilisation

de boîtes contenant du sorbitol 1 M. Les boîtes sont incubées à 30°C pendant 2 à 4 jours.

♦ Transformation par choc thermique

Les cellules, en phase exponentielle de croissance (D.O.600nm=0,4-0,8), sont centrifugées et

lavées une fois dans l’eau et une fois dans un tampon TELiAc (Acétate de Lithium 100mM ;

TrisEDTA 1x). Les cellules sont ensuite reprises dans le tampon TeLiAc (100 µl de tampon

pour 10 ml de culture initiale) et incubées pendant 30 minutes à 30°C. L’ADN plasmidique

(300ng) ou la cassette d’invalidation (1 à 2 µg) sont ensuite mélangés à 100 µl de cellules puis

400 µl de PEGTeLiAc (TELiAC 100 mM et PEG 40 %) est ajouté et le mélange est incubé

pendant 30 minutes à 30°C. Les cellules subissent ensuite un choc thermique de 20 minutes à

42°C, puis le PEG et l’acétate de lithium sont éliminés par centrifugation. Les cellules sont

reprises dans de l’eau et étalées sur milieu sélectif. Dans le cas d’une invalidation par la

cassette kan-Mx4, une fois centrifugées, les cellules sont reprises dans 500 µl de YPD liquide

et incubées à 30°C pendant 2 heures avant d’être étalées sur des boites YPD solide

supplémenté avec 200 µg/ml de Généticine (G418, Sigma). Les transformants sont visibles

après 2 à 5 jours d’incubation à 30 °C selon les souches.

♦ Electroporation d’ E. coli  [238]

Une préculture de 50 ml d’E.coli (DH10 ou XL1Blue) est réalisée en LB sur la nuit . Les

cellules sont ensuite diluées à une D.O.600 de 0.1 dans 1 litre de milieu et incubées à 37°C

pendant environ 2 heures jusqu’à ce que la D.O.600nm atteigne 0.5-0.6. La croissance des

cellules est arrêtée dans la glace pendant 30 à 60 min puis les cellules sont centrifugées à

froid, et lavées 2 fois avec de l’eau stérile, et 1 fois avec du glycérol 10%, les deux solutions
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ayant été préalablement refroidies. Les cellules sont ensuite resuspendues dans 2 mL de

glycérol 10%, échantillonnées par 90 µl et conservées à –80°C. La transformation par

électroporation nécessite 40 µL de cellules compétentes, mélangées à 5 µL d’une solution

contenant l’ADN à transformer. Les cellules sont ensuite électroporées à 1500 Volts dans une

cuvette Biorad Gene Pulser de 0.1 cm. Puis, les cellules sont resuspendues dans 200 µL de LB

et incubées pendant 30 min à 37°C. Les cellules sont ensuite étalées sur boîtes LB

supplémentée en ampicilline (ou TB supplémenté en kanamycine pour les plasmides de la

famille Pet28) et incubées une nuit à 37°C.

VI. Séquençage

Le séquençage automatique a été réalisé à l’aide d’un kit de réaction de séquençage « Big dye

terminator cycle » et d’un séquenceur d’ADN Perkin Elmer ABI Prism 377 selon le protocole

indiqué par le constructeur. Les séquences sont ensuite analysées à l’aide du logiciel

« Sequencher 3.1 ».

VII. Extraction de plasmides à partir de la levure

1 à 2 mL d’une culture saturée sont centrifugés et resuspendus dans 200 µL de tampon de lyse

(2% Triton X-100, 1% SDS, 100 mM NaCl, 10 mM Tris-Cl (pH 8), 1 mM Na2EDTA), puis

0,3 g de bille de verre (« acid washed glass beads » Sigma), et 200 µL de phénol-chloroforme

sont ajoutés. Les échantillons sont ensuite vortexés 2 à 3 minutes à température ambiante,

centrifugés pendant 10 minutes et la phase aqueuse est récupérée. 1 µL de cet échantillon est

dilué dans 5 µL d’eau et électroporé dans E.coli pour amplification.

VIII. Analyse de cellules exprimant les fusions Yap1-GFP par
microscopie à fluorescence

Des cellules exprimant la fusion Yap1-GFP et ses dérivés sont cultivées en phase

exponentielle de croissance. Lorsque leur DO600nm atteint 0,3-0,4, les cellules sont induites

avec les doses et pendant le temps indiqués. Cinq minutes avant la fin de l’induction, 5 µg/ml
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de DAPI (un colorant de l’ADN) sont ajoutés, les cellules sont centrifugées, lavées dans de

l’eau et resuspendues dans 100 µl d’une solution de DABCO (75% glycerol, 0.25x de tampon

phosphate salin, 200 mM de diazabicyclooctane). Les marquages GFP et DAPI sont ensuite

analysés à l’aide d’un microscope à fluorescence Leica DMRXA équipé d’une caméra CCD

refroidie Roper Scientific Micro-Max et du logiciel MetaMorph (Universal Imaging, Inc.).

IX. Expériences de double hybride

La souche EGY48 portant le plasmide psH18-34 (un plasmide de 2µ comportant un gène

rapporteur lacZ sous le contrôle de huit opérateurs lexA) [239] a été transformée avec les

plasmides PKW442 [CRM1-LexABD [240] ou pEG202 (lexA (1-202)
BD) et soit le plasmide pJG4-

5 vide soit le plasmide pLDB439 contenant Yap1 [YAP1-B42AD [185]], ou les plasmides

contenant les mutants de Yap1, pYAP1C303A-B42AD ou pYAP1C598A-B42AD. Les mutations

C303 et C598 ont été introduites par clonage d’un fragment muté issu d’une PCR en deux

étapes dans pLDB439, entre les sites BamHI et PacI (C303A) ou entre les sites PacI et XhoI

(C598A). L’interaction Yap1/Crm1 a été mesurée en phase liquide : les cellules ont été

cultivées dans un milieu sélectif contenant 2% de raffinose jusqu’à ce que la DO600 nm atteigne

0.3-0.5. Elles ont ensuite été transférées dans un volume équivalent d’un milieu contenant 2%

de galactose pendant 30 min afin de permettre l’expression des protéines de fusion. Les

cellules sont alors exposées ou non à 500 µM de H2O2 pendant 1 heure. L’activité β-

galactosidase a été mesurée selon le protocole décrit en [241]. L’interaction a également été

mesurée en phase solide : une culture de cellules en phase exponentielle de croissance,

réalisée en milieu 2% S raffinose, a été déposée en goutte à une densité de 4.5.107 cellules sur

une milieu solide contenant 1% S raffinose/2% galactose et incubée pendant 2 heures et demi

à 30°C . L’activité β-galactosidase est révélée grâce au dépôt sur les cellules d’un top agar

contenant 0.04% de X-gal.
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X. Expériences de RT-PCR quantitative

Les ARN totaux ont été isolés selon le protocole décrit par Lee et col [123]. Les expériences

de RT-PCR quantitative radioactive ont été réalisées selon le protocole décrit par Godon et

col [23]. Les ADNc ont été synthétisés à partir de 1 µg d’ARN total et rétrotranscrits à partir

de l’hybridation aléatoire d’hexanucléotides. Les PCR quantitatives ont été réalisées en

utilisant des oligonucléotides spécifiques pour

TRX2 (GGTCACTCAATTAAAATCCGCTTC / GGAAGCAATAGCTTGCTTGATAGC),

TRR1 (CCAGGGCAGAAATCAAGCCAATCC / ATAAACCGCTGACTGGCAAATCGG),

ACT1 (TTGGATTCCGGTGATGGTGTTACT/ TGAAGAAGATTGAGCAGCGGTTTG)

et une solution de dNTP contenant du dCTP radiomarqué.

Les produits de la PCR marqués au 32P sont séparés sur gel de polyacrylamide, séchés, et

exposés sur un film d’autoradiographie. Les signaux sont quantifiés à l’aide d’un

PhosphorImager.

Les RT-PCR quantitatives « on-line » ont été réalisées au moyen d’un appareil Bio-Rad

iCycler. La PCR est réalisée grâce à des oligonucléotides spécifiques, en présence de

SYBRGreen (Molecular Probe), permettant de suivre l’amplification par fluorescence.

5 pM de de chaque oligonucléotide sont utilisés amplifiant spécifiquement TRX2,TRR1, ou

ACT1.

TRR1 : CACACACCGCCGCCATCT/ ACCTGGGAAGTTTTCGATTTC ;

TRX2 : GAACAATATTCTGACGCTGCT/ CCGACGACTCTGGTAACCT ;

ACT1 : CTATTGGTAACGAAAGATTCAG/ CCTTACGGACATCGACATCA

Les réactions sont réalisées en triplicats, dans les conditions recommandées par le fournisseur.

Les cycles-seuils ainsi que les rapports TRX2/ACT1 ou TRR1/ACT1 ont été calculés grâce

au logiciel iCycler iQ RT (Bio-Rad).
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XI. Extraits protéiques, analyses électrophorétiques et purification
des protéines

♦ Protocole d’extraction TCA permettant de visualiser l’état redox de myc-
Yap1 et de Gal4-cCRDYap1-TAPtag

A partir d’une pré-culture en milieu sélectif, les cellules sont diluées à une DO600nm de 0.1 et

incubées à 30°C jusqu’à ce que la DO600nm atteigne 0.3-0.4. Les cellules sont ensuite induites

aux doses et aux temps indiqués. 10 ml de culture sont utilisés par point de cinétique ou de

dose-réponse. L’induction est arrêtée par ajout dans le milieu d’acide trichloroacétique (TCA)

(20% final) et les cellules sont centrigugées pendant 1 minute. Le culot est ensuite lavé dans

500 µL de TCA 20% et les échantillons sont transférés dans un tube de microcentrifugation.

Le culot est ensuite congelé dans un bain carboglace/éthanol (EtOH) puis éventuellement

conservé à -80°C. La lyse est effectuée dans 100 µL de TCA 20% en présence de 50 à 100 mg

de bille de verre (taille 425-600 µm). Les échantillons sont alternativement vortexés pendant

une minute et refroidis sur de la glace. Cette étape est répétée 5 fois. Le lysat est ensuite

récupéré et placé dans un nouveau tube. Les billes de verre sont lavées avec 100 µL de TCA

5% et ce lavage est poolé avec le lysat récupéré à l’étape précédente. Les extraits sont ensuite

centrifugés 3 minutes à 20000g, et le surnageant est soigneusement décanté. Le culot,

contenant les protéines précipitées, est ensuite lavé 3 fois avec 200 uL d’acétone froid

(resuspension et centrifugation 3 minutes à 20000g), puis sèché sous vide afin d’éliminer les

restes d’acétone. Les culots sont alors resuspendus dans 100 µL d’un tampon contenant 1.5%

de SDS, 100 mM de Tris pH=8, 1 mM d’EDTA, un cocktail d’antiprotéases (PMSF 1 mM et

Complete Protease inhibitor cocktail (Boehringer Mannheim ref 1836145) (1 pastille pour 10

ml)), et 75 mM d’iodoacétamide. Les protéines sont ensuite resolubilisées et alkylées par

incubation sous agitation (1000 rpm) à 25°C pendant 20 min. Les extraits sont ensuite

centrifugés pendant 3 minutes à 20000g et le surnageant est récolté.

Les extraits sont ensuite dialysés en sacs collodions (Sartorius, 13202), contre une solution

tampon contenant 50 mM de NaCl, 10 mM de MgCl2, 10 mM de Tris pH=8, pendant la nuit.

La concentration des extraits protéiques est déterminée par Test de Bradford, et myc-Yap1 est

déphosphorylé par ajout de 20 U de phosphatase alcaline bovine pendant une heure à 37°C.
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Les échantillons sont ensuite préparés par ajout d’une solution tampon de Laemli (2% SDS,

62.5 mM Tris-Cl pH 8.7, 10% glycérol, 0.01% de bleu de bromophénol). Le β-

mercaptoethanol (5%) est rajouté ou ommis comme indiqué (conditions réductrices ou non

rédutrices). Les échantillons sont incubés 5 minutes à 95°C, puis déposés sur gel 8%

(acrylamide/bisacrylamide 30:0,4). Après transfert des gels sur membrane de nitrocellulose,

l’immunodétection est réalisée au moyen d’un anticorps anti-myc monoclonal (9E10) et du kit

de détection ECL-Plus (Amersham-Pharmacia).

Les cellules exprimant la construction Gal4-cCRP-TAPtag sont exposées à la ménadione ou

au NEM aux concentrations et pendant les temps indiqués. Elles sont ensuite lysées en

présence de TCA 20 % selon le protocole utilisé pour myc-Yap1, puis les culots protéiques

sont resolubilisés en présence d’AMS (15 mM) (4-acetamido-4’-maleimidylstilbene-2,2’-

disulfonic acid, Molecular Probe) dans 50 µL d’un tampon contenant 1.5% de SDS, 100 mM

de Tris, 1 mM d’EDTA et un cocktail d’antiprotéases (PMSF 1 mM et Complete Protease

inhibitor cocktail (Boehringer Mannheim ref 1836145) (1 pastille pour 10 ml)) et incubés

pendant 2 heures à 37°C. Ils sont ensuite séparés sur gel SDS-PAGE non réducteur 15% et

révélés au moyen d’un anticorps peroxydase anti-peroxydase reconnaissant l’étiquette

protéine A (SIGMA P2026).

♦ Analyse de l’état redox de HA-Gpx3 par lyse TCA

Des cellules exprimant la fusion HA-Gpx3 sont induites au H2O2 pendant le temps et là la

concentration indiqués. L’induction des cellules est stoppée par ajout de TCA 100% dans la

culture et les cellules sont lysées selon un protocole identique à celui décrit pour myc-Yap1.

Les protéines précipitées sont resolubilisées dans un tampon contenant 100 mM Tris pH8, 1%

SDS, et soit 50 mM de NEM (N-ethylmaléimide) soit 15 mM d’AMS (4-acetamido-4’-

maleimidylstilbene-2,2’-disulfonic acid, Molecular Probe), comme indiqué dans la légende

des figures. Après dosage des protéines par test de Bradford et reprise des échantillons en

tampon Laemli contenant ou non du β-mercaptoétanol, les extraits sont incubés pendant 5

minutes à 95 °C et séparés sur gel 15% SDS-PAGE (acrylamide/bisacrylamide 30 ;0,4).
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♦ Purification de Yap1 pour analyse par spectrométrie de masse et tests
fonctionnels.

Pour l’analyse de myc-Yap1 et myc-Yap1303A par spectrométrie de masse, 10 litres d’une

souche ∆yap1 exprimant pRS-316-myc-Yap1 ou myc-Yap1303A ont été cultivés en milieu

sélectif jusqu’à une DO600nm d’environ 0,8 puis exposés à 0,4 mM d’H2O2 pendant 5 min. Les

cellules induites ont ensuite été sédimentées, lavées avec une solution d’eau froide contenant

du NEM (10 mM) et reprises dans un tampon L [Tris-Cl pH=8 (100 mM), NaCl (50 mM),

0.2% deoxycholate, 0.15% NP-40, NEM (50 mM), anti-protéases] pour être lysées dans une

presse de French. Les extraits sont ensuite ultracentrifugés à 100000g pendant 30 minutes

puis ce premier surnageant est centrifugé une nouvelle fois pendant une heure à 100000g. Le

S100 ainsi obtenu est alors dialysé contre un tampon D [Tris-Cl pH=8 (100 mM), NaCl (50

mM), 0.15 NP-40] sur la nuit afin d’éliminer le NEM en excès. L’extrait dialysé est ensuite

incubé pendant deux heures avec 500 µl de phase Sépharose 4B non couplée afin d’éliminer

les protéines se fixant non spécifiquement sur la phase solide puis, myc-Yap1 ou myc-

Yap1303A est purifié par deux immunoprécipitations successives réalisées à 4°C au moyen

l’anticorps monoclonal anti-Myc (9E10) couplé covalemment à une résine de sépharose

(protocole au bromure de cyanogène). Après lavages, Yap1 est élué dans un tampon E [Tris-

Cl pH=8 (50 mM), NaCl (50 mM)] contenant 2 µg/µL d’un peptide Myc synthétique

(AEEQKLISEEDLLRKR). Les élutions sont concentrées sur centricon YM100 (Millipore) et

la concentration protéique de l’éluat est mesurée par test de Bradford. La protéine purifiée est

ensuite déposée sur un gel 8% SDS-PAGE en conditions non réductrices. Le gel est ensuite

précautionneusement coloré avec du bleu de Coomassie colloïdal (Bio-Rad), en évitant toute

contamination de kératine.

Pour les essais de reconstitution in vivo, Yap1 est purifié à partir de cellules exprimant

pRS426-myc-Yap1 (un plasmide de surexpression).  Les cellules sont lysées à la presse de

French dans un tampon D, contenant du DTT (1 mM). La purification est menée dans des

conditions identiques à celles décrites ci-dessus, excepté que l’ensemble des tampons contient

1 mM de DTT.
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♦ Expression et Purification de Gpx3 dans E. coli

La protéine Gpx3 recombinante est exprimée dans une souche d’E. coli BL21 (DE3)

(Invitrogen), exprimant le plasmide Pet28a-His-Gpx3. La culture est réalisée à 37°C dans un

milieu Terrific Broth [bacto-tryptone (12 g/L), extraits de levure (24 g/L), glycerol (0.4%),

KH2PO4 (1.15 g/L), K2HPO4 (6.25 g/L), kanamycine (40 mg/L)]. Une pré-culture saturée est

ré-ensemencée dans 20 ml de milieu à une DO600 nm de 0.1. Lorsque la DO600 nm atteint 0.5, les

cellules sont induites pendant 2 heures avec de l’isopropyl b-D-thiogalactopyranoside

(IPTG,1 mM), puis lavées et resuspendues dans 500 µl de tampon de lyse [Tris-Cl pH=8 (100

mM), NaCl (50 mM), DTT (20 mM), PMSF (1mM)]. Les cellules sont lysées par trois cycles

successifs de congélation-décongelation dans de l’azote liquide, puis les extraits sont soniqués

(20 secondes à puissance moyenne). Les extraits sont ensuite clarifiés par centrifugation

(20000 g, 4°C pendant 20 minutes), puis le surnageant est incubé pendant une heure avec 100

µl de résine de Nickel (agarose Ni-NTA, Qiagen), en présence de 50 mM d’imidazole. La

résine est ensuite lavée avec un tampon E contenant de l’imidazole (50 mM) et les protéines

retenues sont éluées dans un tampon E contenant 500 mM d’imidazole.

Les extraits contenant His-Gpx3, utilisés pour les essais d’interaction non covalente entre

Yap1 et Gpx3 (« pull-down »), ont été réalisés en anaérobiose, dans une boîte à gants sous

flux d’argon (Jacomex, France). Les cellules exprimant le plasmide Pet28a-His-Gpx3 sont

lysées en présence de billes de verre dans le tampon de lyse décrit ci-dessus, préalablement

dégazé à l’argon. Les cellules sont alternativement vortexées et congelées dans de l’azote

liquide. Puis 10 U d’ADNase1 et 10 mM  de MgCl2 sont ajoutés au lysat afin de diminuer la

viscosité de l’extrait, liée à la présence d’ADN. Après incubation pendant 5 minutes à 37°C,

les extraits sont centrifugés et le surnageant est utilisé pour l’essai d’interaction.

XII. Tests peroxydase

L’activité peroxydase de Gpx3 est suivie par la décroissance de la DO à 340 nm, mesurant la

consommation de NADPH par le système. La réaction est réalisée dans un tampon contenant
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du 100 mM de Tris-Cl pH=8, 0,3 mM de NADPH (Sigma), et 1,34 µM de thioredoxine (E.

Coli, Sigma) et 0.18 µM de thioredoxine réductase (E. coli, Sigma) ou 0,3 à 3mM de GSH

(Sigma) et 2 µM de glutathion reductase (Sigma). La protéine Gpx3 purifié (2.5 µg = 1.35

µM) est ajoutée à 100 µL de tampon, et la mesure de la densité optique est débutée 1 min

après l’addition de H2O2 (100 µM).

XIII. Analyses de spectrométrie de masse (CPL-MS/MS et analyses
MS/MS)

Les protéines séparées sur gel SDS-PAGE ont été digérées par la trypsine, d’après le

protocole de Shevchenko [242]. La moitié de chaque échantillon a été réduite et alkylée par le

dithiothréitol (DTT) et l’iodoacétamide avant la digestion enzymatique.

Pour identifier Gpx3, le produit de digestion de la bande de gel correspondant à

Yap1C303A associé à son partenaire a été analysé par chromatographie capillaire en phase

liquide couplée à la spectrométrie de masse en tandem (LC-MS/MS), à l’aide d’un système

chromatographique Famos-Switchos-UltiMate (LC Packings, Amsterdam, Pays-Bas)

connecté à un spectromètre de masse hybride nanoESI-QqTOF (QTOF2, Micromass,

Manchester, Royaume-Uni). Les séparations chromatographiques ont été menées sur une

colonne capillaire à polarité de phase inversée (Pepmap C18, 75 µm d.i., 15 cm de longueur,

LC Packings), à un débit de 200 nL/min, avec un gradient de 100% de tampon A

(H2O/acétonitrile/AF, 96/4/0,1, v:v) à 50% de tampon B (H2O/acétonitrile/AF, 10/90/0,085,

v:v) en 50 min, suivi par 15 min à 100% B. Les données de LC-MS/MS ont été obtenues en

mode automatique et converties en fichiers .PKL grâce au logiciel Masslynx (Micromass),

puis soumises au programme de recherche Mascot (http://www.matrixscience.com/). Les

protéines ont été identifiées par confrontation des données expérimentales à la banque de

données NCBInr.

Pour identifier les ponts disulfures, les peptides tryptiques des protéines Yap1 et Gpx3

ont été analysés par fragmentation manuelle en spectrométrie de masse en tandem sur le

QTOF2. Des ions de masses correspondant aux peptides liés par un pont disulfure ou à leurs

constituants réduits et alkylés ont été détectés, sélectionnés et fragmentés, permettant la

détermination de la séquence les composant.
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Tableau 5. Liste des souches de levure

Nom de la souche Génotype Origine
Y252 a ura3 lys2  ade2  trp1  leu2 [232]
yap1 (LEU2) Y252 ∆yap1::LEU2 [123]
yap1 (TRP1) Y252 yap1::TRP1 [123]
∆tsa1 Y252 tsa1::TRP1 [123]
∆glr1 Y252 glr1::URA [123]
∆gsh1pro2-1 Y252 gsh1::LEU PRO2-1 [50]
∆glr1 ∆gsh1pro2-1 Y252 glr1::URA gsh1::LEU PRO2-1 [50]
∆trx1∆ trx2 Y252 trx1::URA3 trx2::KAN [188]
∆trr1 Y252 trr1::KAN [123]
∆ gpx3 (TRP) Y252 gpx3::TRP Delaunay et col., 2002
∆ gpx3 (KAN) Y252 gpx3::KAN Delaunay et col., 2002
∆yap1 ∆gpx3 (TRP) Y252 yap1::LEU2 gpx3::TRP Delaunay et col., 2002
∆yap1 ∆gpx3 (KAN) Y252 yap1::TRP1 gpx3::KAN Delaunay et col., 2002
∆trx1 ∆trx2 ∆gpx3 Y252 trx1::URA trx2::Kan

gpx3::TRP
Delaunay et col., 2002

∆grx1 ∆grx2 CY4 grx1::KEU2 grx2::HIS3 [120]
EGY48 α ura3 trp1 his3 LEXA op(x§)-LEU2 [239]
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Tableau 6. Liste des plasmides

Nom du  plasmide description Origine
pRS316 Myc-Yap1 Plasmide URA3, AMPR portant Yap1 étiqueté

avec 9 myc exprimé sous son propre promoteur
Cette étude [123]

pRS316 Myc-Yap1C303A pRS316 Myc-Yap1, mutant C303A [188]
pRS316 Myc-Yap1C310A pRS316 Myc-Yap1, mutant C310A [188]
pRS316 Myc-Yap1C315A pRS316 Myc-Yap1, mutant C315A [188]
pRS316 Myc-Yap1C598A pRS316 Myc-Yap1, mutant C598A [188]
pRS316 Myc-Yap1C620A pRS316 Myc-Yap1, mutant C620A [188]
pRS316 Myc-Yap1C629A pRS316 Myc-Yap1, mutant C629A [188]
pRS316 Myc-
Yap1C303AC310AC315A

pRS316 Myc-Yap1, mutant C303AC310AC315A [188]

pRS315 Myc-Yap1 Plasmide LEU2, AMPR portant Yap1 étiqueté
avec 9 myc exprimé sous son propre promoteur

Cette étude

pRS315 Myc-
Yap1C598TC620AC629T

pRS315 Myc-Yap1, mutant C598TC620AC629T [188]

pRS315 Myc-Yap1C303A pRS315 Myc-Yap1, mutant C303A Delaunay et col,
2002

pRScp-GFP-YAP1 Plasmide TRP1, AMPR portant Yap1 fusionné à
la GFP (N-terminal), exprimé sous le promoteur
Cup1

[183]

pRScp-GFP-YAP1 C303A Plasmide dérivé de pRScp-GFP-YAP1 contenant
la mutation C303A

[188]

pRScp-GFP-YAP1 C310A Plasmide dérivé de pRScp-GFP-YAP1 contenant
la mutation C310A

[188]

pRScp-GFP-YAP1 C315A Plasmide dérivé de pRScp-GFP-YAP1 contenant
la mutation C315A

[188]

pRScp-GFP-YAP1 C598A Plasmide dérivé de pRScp-GFP-YAP1 contenant
la mutation C598A

[188]

pRScp-GFP-YAP1 C620A Plasmide dérivé de pRScp-GFP-YAP1 contenant
la mutation C620A

[188]

pRScp-GFP-YAP1 C629A Plasmide dérivé de pRScp-GFP-YAP1 contenant
la mutation C629A

[188]

pRScp-GFP-YAP1
C303AC310AC315A

Plasmide dérivé de pRScp-GFP-YAP1 contenant
la mutation C303AC310AC315A

[188]

pRScp-GFP-YAP1
C598TC620AC629T

Plasmide dérivé de pRScp-GFP-YAP1 contenant
la mutation C598TC620AC629T

[188]

pRS316 Gpx3 Plasmide URA3, AMPR portant Gpx3, exprimé
sous son propre promoteur

Cette étude
(Delaunay et col.,
2002)

pRS316 Gpx3C36S pRS316 Gpx3, mutant C36S Cette étude
(Delaunay et col.,
2002)

pRS316 Gpx3C64S pRS316 Gpx3, mutant C64S Cette étude
(Delaunay et col.,
2002)

pRS316 Gpx3C82S pRS316 Gpx3, mutant C82S Cette étude
(Delaunay et col.,
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2002)
pRS316 Gpx3C64SC82S pRS316 Gpx3, mutant C64SC82S Cette étude

(Delaunay et col.,
2002)

pRS316 Gpx3-HA Plasmide URA3, AMPR portant Gpx3 étiqueté
3HA exprimé sous son propre promoteur

Cette étude
(Delaunay et col.,
2002)

PRS314 Gpx4-HA Plasmide TRP1, AMPR portant Gpx3 étiqueté
3HA exprimé sous son propre promoteur
(clonage KpnI)

Cette étude
(Delaunay et col.,
2002

pRS316 Gpx3C36S-HA pRS316 Gpx3-HA, mutant C36S Cette étude
(Delaunay et col.,
2002)

pRS316 Gpx3C64S-HA pRS316 Gpx3-HA, mutant C64S Cette étude
(Delaunay et col.,
2002)

pRS316 Gpx3C82S-HA pRS316 Gpx3-HA, mutant C82S Cette étude
(Delaunay et col.,
2002)

pRS316 Gpx3C64SC82S-
HA

pRS316 Gpx3-HA, mutant C64SC82S Cette étude
(Delaunay et col.,
2002)

GFP-CRDYap1 Plasmide exprimant la fusion du c-CRD de Yap1
en fusion avec le domaine de liaison à l’ADN de
Gal4 contenu dans PGBT9 et la GFP.

Azevedo et col (en
préparation)

Gal4-cCRD-Yap1-
TAPTag

Plasmide exprimant la fusion du c-CRD de Yap1
en fusion avec le domaine de liaison à l’ADN de
Gal4 contenu dans PGBT9 et l’étiquette TAPtag

Azevedo et col (en
préparation)

PSH18-34 Plasmide URA3, AMPR portant un gène
rapporteur LacZ  exprimé sous le contrôle de 8
opérateurs LexA

[239]

PEG202 Plasmide HIS3, AMPR portant le domaine de
liaison à l’ADN de LexA

[239]

PKW422 Plasmide PEG202 portant CRM1 en fusion avec
le domaine de liaison à l’ADN de LexA

[240]

PJG4-5 Plasmide TRP1, AMPR portant le domaine
d’activation (B42 AD étiqueté HA) de LexA

[239]

pLDB439 Plasmide PJG4-5 portant YAP1 en fusion avec  le
domaine d’activation (B42 AD étiqueté HA) de
LexA

[185]

pLDB518 Plasmide LEU2, AMPR exprimant
Yap1C598TC620AC629T -GFP

[185]

pLDB538 Plasmide exprimant Yap1C303A310A315AC598TC629T -
GST

[185]
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ANNEXE 1(pages suivantes):
Alignement multiple d’une sélection représentative de différentes séquences homologues à
GPX3 dans différents règnes du vivant. En haut, sont indiquées les structures secondaires
observée dans la structure de cGPx bovine (séquence GSHC_BOVIN indiquée en rouge), le
code couleur correspondant à celui utilisé pour la figure 27B. La position des cystéines
conservées est indiquée par un astérisque. La colonne correspondant à Cys82 est en rouge sur
gris dans la section des Champignons, Bactéries, et Plantes (gris foncé). Elle est absente chez
les métazoaires sauf dans le cas de la GSHC_BOVIN (non significatif).
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Fungi :                                                 *                            *
GSHJ_YEAST(GPX3) 1   MSEFYKLAPVDKKGQPFPFDQLKGKVVLIVNVASKCGFTPQ-YKELEALYKRYKDEGFTIIGFPCNQFGHQEPGSDE 76
GSHI_YEAST(GPX2) 1   -TSFYDLECKDKKGESFKFDQLKGKVVLIVNVASKCGFTPQ-YKELEELYKKYQDKGFVILGFPCNQFGKQEPGSDE 75
GSHJ_SCHPO       1   MSHFYDLAPKDKDGNPFPFSNLKGKVVLVVNTASKCGFTPQ-YKGLEALYQKYKDRGFIILGFPCNQFGNQEPGSDE 76
GSHH_YEAST(GPX1) 1   MQEFYSFSPIDENGNPFPFNSLRNKVVLIVNVASHCAFTPQ-YKELEYLYEKYKSHGLVIVAFPCGQFGNQEFEKDK 76
Q8X1N8 (BLUMER.) 1   ----YDFMPKDKNGEPVPLEKYKGQVVLIVNTASKCGFTPQ-FEGLEKLYK(6)PGKFTILGFPCNQFGGHDPGSND 75
Bacteria :
GPO_LACLC        1   ---FYDFSAVKMNGETVSMSDYKGKVVIVVNTASKCGFTPQ-FEGLEKLYETYKDQGLEILGFPCNQFANQDAGENT 73
GPO_SYNY3        1   -------------GSPVALRDFEGKVLLIVNTASQCGFTPQ-YQGLQALYNRFGDRGFTVLGFPCNQFGQQEPGGSG 63
BSAA_BACHD       1   -------------GEEKALSDYKDQVLLIVNTASKCGLTPQ-YEELQILYETYKDQGFTVLGFPSNQFMNQEPGDHN 63
BSAA_BACSU       1   -------------GKDMTLQPFAGKVLMIVNTASKCGFTSQ-LKQLQELYDTYQQEGLEILGFPCNQFMNQEPGEEA 63
GPXA_NEIMA       1   ----YDFQMKDAEGNAVDLSGYRGKVLLIVNTATRCGLTPQ-YEALQKLYAQYTAEGLEILDFPCNQFREQAPESSG 72
BTUE_ECOLI       1   ----------DIDGEVTTLEKFAGNVLLIVNVASKCGLTPQ-YEQLENIQKAWVDRGFMVLGFPCNQFLEQEPGSDE 66
GPWA_PSEWI       1   -----ELPKLRAKGENIELCQYAGKPLVVVNTASFCGFTPQ-FKGLEALYQRYKDQELEVLGVPSDDFR-QESADSK 70
ViridiPlantae :
GSHH_CITSI       1   ----------DAKGQDVDLSIYKGKLLLIVNVASQCGLTNSNYTELSQLYDKYKNQGLEILAFPCNQFGAQEPGDNE 67
GSHH_NICSY       1   ----YDFTVKDAKGNDVDLSIYKGKVLIIVNVASQCGLTNSNYTDLTEIYKKYKDQGLEILAFPCNQFGGQEPGSIE 73
GSHY_HELAN       1   ----------DVKGQDVELSKYKGKVLLIVNVASQCGFTNSNYPELTTLYQKYKDQGFEILAFPCNQFGGQEPGSNE 67
GSHY_ARATH       1   ----------DIDGKDVALNKFKGKVMLIVNVASRCGLTSSNYSELSHLYEKYKTQGFEILAFPCNQFGFQEPGSNS 67
GSHZ_HELAN       1   ----YDFTVKDAKGNDVDLSVYKGKVVLIVNVASKCGLTNNSYDELNQIYLKYKEKGFEILAFPCNQFGQQEPGTNE 73
Eukaryota Metazoa :
GSHD_CAEEL       1   MASVHGITVKNAQGEDTPLSNYQGKVLIIVNVASQCGLTNSNYNQFKELLDVYKKDGLEVLAFPCNQFGGQE--PSC 75
GSHC_CAEEL       1   MSSVYDFNVKNANGDDVSLSDYKGKVLIIVNVASQCGLTNKNYTQLKELLDVYKKDGLEVLAFPCNQFAGQE--PSC 75
GSHH_MOUSE       1   ----HEFSAKDIDGHMVCLDKYRGFVCIVTNVASQCGKTDVNYTQLVDLHARYAECGLRILAFPCNQFGRQEP-GSN 72
GSHH_HUMAN       1   ----HEFSAKDIDGHMVNLDKYRGFVCIVTNVASQCGKTEVNYTQLVDLHARYAECGLRILAFPCNQFGKQEP-GSN 72
GSHE_HUMAN       1   ------------KNEYVSFKQYVGKHILFVNVATYCGLTAQ-YPELNALQEELKPYGLVVLGFPCNQFGKQEP-GDN 63
GSHE_MOUSE       1   --------------EDIPFKQYRGKHVLFVNVATYCGLTIQ-YPELNALQEDLKPFGLVILGFPCNQFGKQEP-GDN 61
GSHP_HUMAN       1   -----------------PFKQYAGKYVLFVNVASYCGLTGQ-YIELNALQEELAPFGLVILGFPCNQFGKQEP-GEN 58
GSHP_BOVIN       1   -----------------PFKQYAGKYILFVNVASYCGLTGQ-YVELNALQEELEPFGLVILGFPCNQFGKQEP-GEN 58
GSHP_MOUSE       1   -----------------PFKQYAGKYILFVNVASYCGLTDQ-YLELNALQEELGPFGLVILGFPSNQFGKQEP-GEN 58
GSHG_HUMAN       1   ---FYDLSAISLDGEKVDFNTFRGRAVLIENVASLCGTTTRDFTQLNELQCRFPRR-LVVLGFPCNQFGHQEN-CQN 72
GSHG_MOUSE       1   ---FYDLSAIGLDGEKIDFNTFRGRAVLIENVASLCGTTTRDYNQLNELQCRFPRR-LVVLGFPCNQFGHQEN-CQN 72
GSHC_MOUSE       1   -------------GEPVSLGSLRGKVLLIENVASLCGTTIRDYTEMNDLQKRLGPRGLVVLGFPCNQFGHQEN-GKN 63
GSHC_BOVIN       1   RTVYAFSARPLAGGEPFNLSSLRGKVLLIENVASLCGTTVRDYTQMNDLQRRLGPRGLVVLGFPCNQFGHQEN-AKN 63
GSHC_HUMAN       1   -------------GEPVSLGSLRGKVLLIENVASLCGTTVRDYTQMNELQRRLGPRGLVVLGFPCNQFGHQEN-AKN 63
GSHU_CAEEL       1   ------------QGEYTDLSQYRGKVILLVNVATFCAYTQQ-YTDFNPMLEKYQAQGLTLVAFPCNQFYLQEP-AEN 63

Fungi :                    *
GSHJ_YEAST(GPX3) 77  -EIAQFCQLN-------YGVTFPIMKKIDVNGGNEDPVYKFLKSQKSG----------------------- 116
GSHI_YEAST(GPX2) 76  -QITEFCQLN-------YGVTFPIMKKIDVNGSNADSVYNYLKSQKAG----------------------- 115
GSHJ_SCHPO       77  -EIAQFCQKN-------YGVTFPVLAKINVNGDNVDPVYQFLKSQKK------------------------ 115
GSHH_YEAST(GPX1) 77  -EINKFCQDK-------YGVTFPILHKIRCNGQKQDPVYKFLKNSVSG----------------------- 116
Q8X1N8 (BLUMER.) 76  -EIQNFCRIN-------YGVTFPMLGKVNVNGDTADPLFEWLKVEKPGIM--------------------- 117
Bacteria :
GPO_LACLC        74  -EINEFCQLN-------YGVTFTMFQKIKVNGKEAHPLYQFL--------------------------KKE 110
GPO_SYNY3        64  -EIKNFCETR-------YGVTFPLFEKVEVNGPNAHPLFKFLTAASPGMAI------------------PF 108
BSAA_BACHD       64  -EIAAFCERN-------YGVSFPIFEKVKVNGKEAHPLFQYLTSQQGGLF--------------------- 105
BSAA_BACSU       64  -DIQEFCETN-------YGVTFPMFSKVDVNGKNAHPLFVYLTEHAKGML--------------------- 105
GPXA_NEIMA       73  -EIAQVCMMK-------FGTKFKIFDKIEVNGANTAPLYAYLKSVKPQDKGNHLFKDFVLKL------AAL 129
BTUE_ECOLI       67  -EIKTYCTTT-------WGVTFPMFSKIEVNGEGRHPLYQKLIAAAPTAVAPEESGFYARMV------SKG 123
GPWA_PSEWI       71  -ETATVCYVN-------YGVTFAMTEPQPVSGANAIPLFKGLAEQSRQ----------------------- 110
ViridiPlantae :
GSHH_CITSI       68  EQIQEFACTR------FKAEFPIFDKVDVNGDNAAPLYKHLKSSKGGLFG-------------------- 110
GSHH_NICSY       74  EEIQNMVCTR------FKAEYPIFDKVDVNGDNAAPLYKFLKSSKGGFFG-------------------- 116
GSHY_HELAN       68  EEIQVFACTR------FKAEYPVFSKVNVNGKEADPLYKFLKSSKGGFLG-------------------- 110
GSHY_ARATH       68  SEIKQFACTR------FKAEFPIFDKVDVNGPSTAPIYEFLKSNAGGFLG-------------------- 110
GSHZ_HELAN       74  EEIVDFVCTK------FKSEFPIFDKIDVNGENAAPVYEFLKTGFYGILG-------------------- 116
Eukaryota Metazoa :
GSHD_CAEEL       76  EIDIAAFVADK------FKFEPTLFQKIDVNGDNTAPLYKFLKQEKGGFLV-------------------- 120
GSHC_CAEEL       76  EIDIQAFVADK------FKFEPTLFQKIDVNGDKQSPLFKFLKNEKGGFMF-------------------- 120
GSHH_MOUSE       73  QEIKEFAAG--------YNVKFDMYSKICVNGDDAHPLWKWMKVQPKGRGMLGN----------------- 118
GSHH_HUMAN       73  EEIKEFAAG--------YNVKFDMFSKICVNGDDAHPLWKWMKIQPKGKGILGN----------------- 118
GSHE_HUMAN       64  KEILPGLKYVRPGGGFVP--SFQLFEKGDVNGEKEQKVFSFLKHSCPHPSE-----------ILGTFKSIS 121
GSHE_MOUSE       62  LEILPGLKYVRPGKGFLP--NFQLFAKGDVNGENEQKIFTFLKRSCPHPSE-----------TVVMSKHTS 119
GSHP_HUMAN       59  SEILPTLKYVRPGGGFVP--NFQLFEKGDVNGEKEQKFYTFLKNSCPPTSE-----------LLGTSDRLF 116
GSHP_BOVIN       59  SEILATLKYVRPGGGFTP--NFQLFEKGDVNGEKEQKFYTFLKNSCPPTSE-----------LLGSPDRLF 116
GSHP_MOUSE       59  SEILPSLKYVRPGGGFVP--NFQLFEKGDVNGEKEQKFYTFLKNSCPPTAE-----------LLGSPGRLF 116
GSHG_HUMAN       73  EEILNSLKYVRPGGGYQP--TFTLVQKCEVNGQNEHPVFAYLKDKLPYPYDDPFS-------LMTDPKLII 134
GSHG_MOUSE       73  EEILNSLKYVRPGGGYQP--TFSLTQKCDVNGQNEHPVFAYLKDKLPYPYDDPFS-------LMTDPKLII 134
GSHC_MOUSE       64  EEILNSLKYVRPGGGFEP--NFTLFEKCEVNGEKAHPLFTFLRNALPTPSDDPTA-------LMTDPKYII 125
GSHC_BOVIN       64  EEILNCLKYVRPGGGFEP--NFMLFEKCEVNGEKAHPLFAFLREVLPTPSDDATA-------LMTDPKFIT 125
GSHC_HUMAN       64  EEILNSLKYVRPGGGFEP--NFMLFEKCEVNGAGAHPLFAFLREALPAPSDDATA-------LMTDPKLIT 125
GSHU_CAEEL       64  HELMNGLTYVRPGNGWTPHQELHIYGKIDVNGDNHHPLYEFVKESCPQTVDK-----------IGKTDELM 123
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Fungi :
GSHJ_YEAST(GPX3) 116 --MLGLRGIKWNFEKFLVDKKGKVYERYSSLTKPS--SLSETIEELLKEVE- 163
GSHI_YEAST(GPX2) 115 --LLGFKGIKWNFEKFLVDSNGKVVQRFSSLTKPS--SLDQEIQSLLSK--- 160
GSHJ_SCHPO       115 --QLGLERIKWNFEKFLVNRQGQVIERYSSISKPE--HLENDIESVL----- 158
GSHH_YEAST(GPX1) 116 --KSGIKMIKWNFEKFVVDRNGKVVKRFSCMTRPL--ELCPIIEELLNQ--- 161
Q8X1N8 (BLUMER.) 117 --G--MKRVKWNFEKWLVSKDGKPIKRYSSTAGPEG--FQSLIIEEIEK--- 160
Bacteria :
GPO_LACLC        111 AKGALSGTIKWNFTKFLIDRDGQVIERFAPKTEPEE--MEEEIKKLL----- 155
GPO_SYNY3        109 LGG--AEDIKWNFTKFLVDRQGKVVKRYGSIAKPDE--IAADIEKLL----- 151
BSAA_BACHD       105 -----TEKIKWNFTKFLIDRSGNVVKRYAPSTSPIK--IKDDIEELL----- 145
BSAA_BACSU       105 -G---TKAIKWNFTKFIVDRNGEIVGRYSPNTNPKE--LEDDIVKLLEQ--- 148
GPXA_NEIMA       130 GEKRDEGDIKWNFTKFLVNRDGEVVERFAPSVTPEE--IEADIRALL----- 174
BTUE_ECOLI       124 RAPLYPDDILWNFEKFLVGRDGKVIQRFS----------------------- 152
GPWA_PSEWI       110 --------PRWNFFKYVVDRQGKVVASFSSLTKP------------------ 136
ViridiPlantae :
GSHH_CITSI       110 ------DSIKWNFSKFLVDKEGNVVERYAPTTSP--LSIEKDIKKLLE---- 150
GSHH_NICSY       116 ------DSIKWNFSKFLVDKEGNVVDRYSPTTTP--ASMEKDIKKLL----- 155
GSHY_HELAN       110 ------DSIKWNFTKFLVDREGKVVDRYAPTTSP--LSIEKDIKKLL----- 149
GSHY_ARATH       110 ------GLIKWNFEKFLIDKKGKVVERYPPTTSP--FQIEKDIQKLLAELK- 153
GSHZ_HELAN       116 ------GDIQWNFSKFLVDKNGQPVDCYYPTTSP--LTVERDIQKLL----- 155
Eukaryota Metazoa :
GSHD_CAEEL       120 ------DAIKWNFTKFLVGRDGHVIKRFSPTTEP--KDMKKDIEAALQ---- 160
GSHC_CAEEL       120 ------DAIKWNFTKFLVGRDGKIIKRFGPTTDP--KDMEKDIKEALGE--- 161
GSHH_MOUSE       118 -------AIKWNFTKFLIDKNGCVVKRYGPMEEP--QVIEKDL--------- 152
GSHH_HUMAN       118 -------AIKWNFTKFLIDKNGCVVKRYGPMEEP------------------ 145
GSHE_HUMAN       122 WDPVKVHDIRWNFEKFLVGPDGIPVMRWSHRATV--SSVKTDILAYLKQ--- 168
GSHE_MOUSE       120 WEPIKVHDIRWNFEKFLVGPDGVPVMRWFHQAPV--STVKSDI--------- 160
GSHP_HUMAN       117 WEPMKVHDIRWNFEKFLVGPDGIPIMRWHHRTTV--SNVKMDI--------- 157
GSHP_BOVIN       117 WEPMKVHDIRWNFEKFLVGPDGIPIMRWYHRTTV--NSVKMDI--------- 157
GSHP_MOUSE       117 WEPMKIHDIRWNFEKFLVGPDGIPVMRWYHRTTV--SNVKMDI--------- 157
GSHG_HUMAN       135 WSPVRRSDVAWNFEKFLIGPEGEPFRRYSRTFPT--INIEPDIKRLLK---- 180
GSHG_MOUSE       135 WSPVRRSDVSWNFEKFLIGPEGEPFRRYSRSFQT--INIEPDIKRLLK---- 180
GSHC_MOUSE       126 WSPVCRNDIAWNFEKFLVGPDGVPVRRYSRRFRT--IDIEPDIETLLSQ--- 172
GSHC_BOVIN       126 WSPVCRNDVSWNFEKFLVGPDGVPVRRYSRRFLT--IDIEPDIETLLSQ--- 172
GSHC_HUMAN       126 WSPVCRNDVAWNFEKFLVGPDGVPLRRYSRRFQT--IDIEPDIEALLSQ--- 172
GSHU_CAEEL       124 YNPVRPSDITWNFEKFLIDRNGQPRFRFHPTAWSHGDVVTPFIEQLLAE--- 172
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