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Introduction

It has not escaped our notice that the
specific pairing we have postulated
immediately suggests a possible copying
mechanism for the genetic material.

James. D. Watson
and Francis. H. C. Crick

0.1 ARN/ADN : si proches, si différents

Les acides ribonucléique (ARN) et désoxyribonucléique (ADN) sont deux macromolé-
cules de structure similaire, formées d’une chaîne plus ou moins longue de nucléotides. Les
nucléotides sont des molécules comportant trois unités distinctes : une base azotée, un mono-
saccharide à cinq carbones (pentose), et un groupement phosphate (figure 0.1). Les polynu-
cléotides d’ADN et d’ARN sont constitués en formant une chaîne de nucléotides, avec une
liaison entre le pentose d’un nucléotide et le groupe phosphate du nucléotide suivant (figure
0.1). La chaîne ainsi obtenue est orientée. L’extrémité phosphate est dénommée 5’, et l’extré-
mité sucre 3’. La seule différence entre les nucléotides composant l’ADN et ceux composant
l’ARN vient de la nature du pentose : il s’agit d’un ribose pour l’ARN (figure 0.2), alors que
l’ADN contient un désoxyribose (figure 0.2). Dans le désoxyribose, un groupement -OH est
remplacé par un atome -H. Il existe différentes bases azotées, distinguées par leur nombre de
cycles carbonés et par les groupements portés par ceux-ci. Dans la nature, trois sont retrou-
vées à la fois dans l’ADN et dans l’ARN. Il s’agit de la cytosine (C), de la guanine (G), et de
l’adénine (A). La thymine (T) n’est présente que dans les molécules d’ADN, alors que l’ura-
cile (U) se trouve dans l’ARN. Ces bases sont réparties en deux catégories : les pyrimidines,
composées d’un seul cycle carboné (C, T, et U), et les purines, qui en contiennent deux (G et
A).

Les chaînes de nucléotides décrites forment des acides nucléiques simple brin. C’est dans
cet état que se trouve en général l’ARN contenu dans les cellules. L’ADN est par contre présent
sous la forme d’une double hélice, formée par l’enroulement de deux chaînes de nucléotides
(figure 0.3). Cela est rendu possible par l’établissement de liaisons hydrogène entre les bases
azotées complémentaires de chaque chaîne. Une pyrimidine va établir des liaisons H avec une

1



2 INTRODUCTION
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5’ - - 3’

Figure 0.1 Structure schématique des polyacides nucléiques. Chaque nucléotide est com-
posé d’un groupe phosphate, d’un pentose, et d’une base azotée (haut). Les chaînes sont ob-
tenues en formant une liaison entre le pentose d’un nucléotide et le groupe phosphate du
nucléotide suivant (bas).

purine, selon les couples canoniques suivants : A et T sont reliées par deux liaisons hydrogène,
C et G par trois.

Lorsque deux simples brins d’ARN complémentaires sont mis en présence, une double
hélice peut aussi se former spontanément. La thymine est alors remplacée par l’uracile dans
la liaison avec l’adénine. De la même façon, il est possible de former une hélice hybride com-
posée d’un brin d’ADN et d’un brin d’ARN. Malgré les structures chimiques très proches
de l’ADN et de l’ARN, les hélices obtenues par appariement de deux brins d’ADN sont dif-
férentes de celles obtenues avec deux brins d’ARN, ou des hélices hybrides (figure 0.4). En
conditions physiologiques, les doubles hélices d’ADN sont des hélices droites de type B, de
rayon 1 nm et dont le pas hélical vaut 3.4 nm pour 10 paires de bases. Dans les mêmes condi-
tions, l’ARN confère à la double hélice une structure droite de type A, plus compacte, avec
2.8 nm de pas hélical et 11 paires de bases par tour, et un rayon de 1.3 nm. Les hélices hy-
brides sont aussi de type A. Cette différenciation a une cause stéréochimique : la présence du
groupement -OH en 2’ dans les brins d’ARN est incompatible avec la formation d’une hélice
B.

0.2 Importance des ARNs structurés en biologie

Les récents progrès des techniques de séquençage ont permis une exploration inédite du
contenu en ARN des cellules biologiques. Bien que seuls 2% environ du génome humain cor-
respondent à une séquence d’ARN messager codant pour une protéine, la majorité de l’ADN
est transcrit en ARN. Les ARNs non codants, dont la taille peut varier de quelques bases à
plusieurs centaines, occupent des fonctions variées, allant de la catalyse à la régulation de l’ex-
pression génique. Ces fonctions sont rendues possibles par la capacité qu’a l’ARN, transcrit en
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Figure 0.2 Structure chimique des pentoses. Gauche : représentation de Lewis du ribose,
constituant des nucléotides d’ARN. Droite : représentation de Lewis du désoxyribose, consti-
tuant des nucléotides d’ADN.

simple brin, de se structurer dans l’espace. Cette structuration est en général décomposée en
structure secondaire et tertiaire. Elle est déterminée en premier lieu par la séquence du poly-
mère d’ARN, combinaison des quatre nucléotides standards A,U,G, et C. Ceux-ci pouvant for-
mer des liaisons hydrogène doubles ou triples dans les paires Watson-Crick classiques (A=U ;
G⌘C), un simple brin d’ARN peut apparier localement deux zones complémentaires de sa sé-
quence. Cette structuration secondaire "canonique" induit l’apparition d’hélices double brins
qui mettent en contact deux parties potentiellement très distantes dans la séquence linéaire.
Ces liaisons "canoniques" n’impliquent cependant que 60% des bases dans les ARNs structu-
rés. Les autres peuvent interagir par des liaisons hydrogène non canoniques mettant en jeu les
autres faces des bases, à savoir la face "Hoogsteen" et la face "sucre" [2]. Chaque interaction
pouvant se faire en conformation cis ou trans, 12 géométries sont possibles, et toutes ont été
observées. Un appariement fréquent dans les structures secondaires d’ARN est le G·U (paire
« wobble », ou bancale), qui ne fait pas partie des paires canoniques, mais implique toutefois
les faces Watson Crick des deux nucléotides.

Un niveau d’interactions supplémentaire forme des structures tertiaires ou supra-hélicoïdales,
où des régions non-appariées sont mises en contact, ou mises en contact avec des hélices. Ces
motifs tertiaires reposent le plus souvent sur l’empilement des bases (stacking), favorisé d’un
point de vue énergétique par la géométrie plane des bases azotées. Les ARNs de transfert sont
un exemple classique de structuration secondaire et tertiaire (figure 0.6). Parmi les 76 bases de
leur séquence totale, 41 sont impliquées dans une structure hélicoïdale, et 72 dans une interac-
tion d’empilement. Le hairpin, structure secondaire minimale, fait l’objet du chapitre 3 de ce
travail.

Les diversités structurelle et fonctionnelle présentées par les molécules d’ARN sont un
argument fort dans le modèle du "monde ARN". Dans cette théorie, l’origine de la vie sur
Terre remonterait à l’émergence de l’ARN, polymère capable d’assumer à la fois les fonctions
de support de l’information génétique et les fonctions catalytiques vitales à une cellule.

Les fonctions catalytiques de structures d’ARN complexes sont bien illustrées par le cas
du ribosome. Cette machinerie cellulaire sophistiquée est nécessaire à la vie de toute cellule :
le ribosome assure la fonction de traduction de l’ARN messager en protéine. Il est lui-même
composé d’un assemblage de plusieurs longs brins d’ARN fortement structurés et de nom-
breuses protéines. Les protéines assurent la structuration et le maintient du complexe, et la
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Figure 0.3 Représentations schématiques d’une hélice d’ADN de type B. Gauche : pre-
mière représentation, proposée par J. D. Watson et F. H. C. Crick en 1953 [1]. Figure reproduite
avec la permission de Macmillan Publishers Ltd : Nature, copyright 1953. Droite : Sur cette
deuxième représentation figurent aussi les différents constituants des nucléotides (P : groupe
phosphate ; D : désoxyribose ; A/T/G/C : base azotée).

Figure 0.4 Structures A et B des doubles hélices. Gauche : structure A d’une double hélice
adoptée par l’ARN et les hybrides en conditions physiologiques. Droite : structure B d’une
double hélice adoptée par l’ADN en conditions physiologiques.
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Figure 0.5 Représentation schématique des différentes faces d’interaction de Westhof
sur des bases ARN. En plus de la face Watson-Crick impliquée dans les liaisons canoniques,
les bases azotées peuvent interagir par leur face « sucre » ou leur face « Hoogsteen » (appelée
face « C-H » dans les pyrimidines). Figure issue de Leontis et al., Nucleic Acids Research,
2002, avec la permission de Oxford University Press [2].

fonction catalytique du ribosome (fonction petidyl transferase) est entièrement assurée par des
résidus ARN. Le ribosome sera mentionné à plusieurs reprises dans ce travail, en particulier
dans les chapitres 3 et 4.

0.3 Outils : piège optique, molécules uniques

Les expériences classiques de biologie moléculaire ont permis d’apprendre beaucoup sur
la structure des acides nucléiques, ainsi que sur leur interaction avec certaines protéines. Ces
expériences ne permettent toutefois que l’étude de comportements moyens, évalués sur une
population. Les techniques sur molécules uniques développées plus récemment permettent au
contraire d’étudier le comportement individuel d’une molécule d’ADN ou d’ARN, seule ou
en interaction avec une protéine. Il devient alors possible d’accéder à des données supplé-
mentaires, telles que la variabilité entre molécules, le mécanisme d’action d’une protéine, les
différentes étapes d’une réaction...

Nous avons ici mis à profit la technique de mesure de force par piégeage optique pour
l’étude de structures secondaires d’ARN. Différents aspects ont été abordés. Dans un premier
temps, nous nous sommes intéressés à une structure secondaire modèle, le hairpin : une étude
comparative de la réponse dynamique des hairpins d’ARN et d’ADN a été réalisée. La question
de l’interaction entre les structures secondaires d’ARN et les protéines a ensuite été abordée.
Dans le cadre d’une recherche plus large sur l’assemblage du ribosome, l’action d’une hélicase
sur un fragment d’ARN ribosomique a été étudiée. Enfin, une méthode d’étude des interac-
tions ARN/protéines en configuration de surétirement est en cours de développement. Cette
technique permettrait l’étude de plusieurs protéines ribosomiques sur leur ARN cible dans des
conditions proches de celles présentes in vivo.
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Figure 0.6 Représentation de la structuration secondaire et tertiaire d’un ARN de trans-
fert (ARNt). L’encart présente la structure secondaire seule. Les boucles rouge (boucle D),
verte (boucle TPsiC), et orange (boucle variable) présentent des interactions tertiaires fortes
qui donnent à l’ARNt sa forme caractéristique. La boucle bleu contient l’anti-codon (gris), qui
vient interagir avec l’ARN messager à traduire. La tige violette est liée à un acide aminé par
son extrémité jaune. La tige violette et les tiges à la base de chaque boucle (rouge, verte, et
bleue) forment des structures hélicoïdales [3].



Chapitre 1

Dispositif expérimental pour l’étude
de molécules uniques par piégeage
optique

J’accorde une grande importance au
matos.

Michel, par Bruno Podalydès,
dans « Comme un avion »

1.1 Piège optique

1.1.1 Principe du piégeage optique

Le piégeage optique provient de l’interaction entre des photons et un objet. Ce phénomène
se comprend bien en considérant le cas limite de l’optique géométrique, lorsque la longueur
d’onde du laser est petite devant la taille des objets à piéger. Ce n’est pas rigoureusement le
cas dans cette étude puisque les billes ont une dimension comparable à la longueur d’onde,
mais cette vision permet une compréhension assez intuitive du piégeage optique. Lorsqu’un
faisceau lumineux rencontre une interface, l’interaction est de deux types : d’une part les pho-
tons exercent une pression de radiation sur l’interface ; d’autre part, lorsqu’ils sont réfractés
entre les deux milieux d’indice différent, ils transfèrent une certaine quantité de mouvement
à l’interface. Les deux milieux sont ici une bille (silice ou polystyrène) et son milieu d’im-
mersion (solution aqueuse). La force résultante peut être décomposée en deux contributions
(Figure 1.1) : l’une dirigée dans le sens de propagation de la lumière (pression de radiation) et
l’autre vers les fortes intensités lumineuses (force de gradient due à la réfraction). Dans le cas
d’un faisceau homogène, la force de gradient est négligeable devant la pression de radiation et
une bille est entraînée par le flux lumineux [4]. Si par contre le faisceau est fortement focalisé,
la force de gradient devient dominante, et la bille est attirée puis piégée près du point focal [5]

7
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(légèrement décalée par l’effet de la pression de radiation). Un faisceau laser d’une puissance
de l’ordre du Watt fortement focalisé permet de créer un piège que l’on peut assimiler à un
puits de potentiel équivalent à celui créé par un ressort, et dont la constante de raideur serait
de l’ordre de 250 pN/µm pour une bille de polystyrène de taille micrométrique.

Figure 1.1 Représentation schématique de l’action d’un laser sur une bille. La réfraction
des faisceaux a et b représentés génère des forces dénotées respectivement Fa et Fb. La force
résultante F peut être décomposée en une composante colinéaire au faisceau lumineux (Fscat)
et une qui lui est orthogonale (Fgrad). Gauche : effet d’un laser non focalisé sur une bille. La
bille est ramenée vers le centre du faisceau par la force de gradient Fgrad , et déplacée dans le
sens de propagation de la lumière par la pression de radiation Fscat . Droite : effet d’un laser
fortement focalisé sur une bille. La force de gradient est très dominante, et la bille est piégée
légèrement sous le point focal f du laser. Figure issue de Ashkin, Biophysical Journal, 1992.[5].

La théorie généralisée de Lorenz-Mie permet de décrire exactement les forces générées au
niveau du piège optique. Elle repose sur l’étude de la diffusion de la lumière par un objet de
forme quelconque [6]. Son développement ne sera pas exposé ici.

1.1.2 Dispositif utilisé : le double piège optique

Dans le cas d’expériences impliquant des objets biologiques, la longueur d’onde du laser
de piégeage doit être choisie de façon à limiter les dégâts sur l’échantillon. La fenêtre optimale
est située dans l’infra-rouge, entre 800 et 1200 nm. Le laser utilisé ici est de type Nd : YVO4
(cristal d’yttrium vanadate), de longueur d’onde 1064 nm. Celui-ci présente une stabilité suffi-
sante à la fois en puissance (1% sur quelques minutes) et en pointage (5µrad/˚C) pour obtenir
une bonne précision sur la mesure de force. Afin de limiter les fluctuations du faisceau dues
aux flux d’air, le système est isolé par une protections en PVC.

Les deux pièges sont générés par le même faisceau laser (Figure 1.2) : ceci est obtenu
en décomposant le faisceau selon deux polarisations orthogonales. Chaque polarisation suit
ensuite un chemin optique différent. La première forme un faisceau qui est réfléchi sur un
ensemble de miroirs fixes, et constitue un piège immobile, à une position bien définie. Le
second faisceau va former un piège mobile, dont la position doit être précisément contrôlée.
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Figure 1.2 Schéma simplifié du montage du double piège optique. a. Création de deux
faisceaux de polarisations orthogonales (C1), l’un mobile (piezo stage) et l’autre fixe. Le mo-
dulateur acousto-optique est inséré entre le cube C1 et le miroir mobile. Recombinaison des
faisceaux (C2). b. Création de deux pièges optiques par focalisation à travers un objectif de
microscope de forte ouverture numérique (NA=1.4). c. Mesure de force par détection de la
position de la bille piégée dans le potentiel fixe (détecteur PSD). Le faisceau de polarisa-
tion correspondant au piège mobile est éjecté (Glan air polarizer). Figure reproduite avec la
permission de Mangeol et al., Review of Scientific Instruments, 2008,. Copyright 2008, AIP
Publishing LLC [7].
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Pour cela, un miroir monté sur une cale piézo-électrique est placé sur le chemin optique de
ce faisceau. Grâce à ce dispositif, le piège mobile peut être éloigné jusqu’à 15 µm du piège
fixe, avec une précision de l’ordre du nanomètre. La génération des deux pièges par le même
faisceau laser permet d’augmenter significativement la précision du montage : comme les deux
pièges se déplacent ensemble lors de perturbations, leur écartement relatif reste stable.

La focalisation qui permet la création des pièges optiques est réalisée par le premier objec-
tif du microscope. Son ouverture numérique doit donc être la plus grande possible. L’objectif
installé est un Nikon 100X d’ouverture numérique 1.4, optimisé dans l’infrarouge. La focali-
sation est optimale près de la lamelle, c’est donc là que les billes seront piégées. Le second
objectif collecte la lumière émergente afin de permettre la mesure de force. L’ouverture numé-
rique doit être assez grande pour collecter le maximum du faisceau émergeant, et ainsi amélio-
rer la précision sur la mesure. Il s’agit ici d’un objectif Olympus 60X à ouverture numérique
1.2.

La mesure de force est effectuée sur la polarisation correspondant au piège fixe, par dé-
tection en pupille arrière. Il s’agit d’évaluer les variations de position du centre de gravité de
l’intensité lumineuse sur la pupille arrière de l’objectif. Ces variations sont induites par les
déplacements de la bille située dans le piège. Comme le piège est équivalent à un puits de
potentiel harmonique, la relation ~F = �kp~x permet d’obtenir la force correspondante. Si le
piège a été correctement calibré, la force peut ainsi être mesurée avec une précision inférieure
au piconewton. Dans le montage, une combinaison de lentilles permet de faire l’image de la
pupille arrière du microscope sur le détecteur PSD (Position Sensitive Detector).

En pratique, la polarisation n’est pas exactement conservée à la traversée des objectifs
du microscope. Par conséquent les faisceaux peuvent interférer, ce qui perturbe la mesure de
force. Pour éviter ce problème, un modulateur acousto-optique est inséré sur le chemin du laser
correspondant au piège mobile, afin de décaler sa fréquence [7]. Les interférences ne sont pas
réellement supprimées, mais elles varient trop rapidement pour être détectées.

L’imagerie de l’échantillon sur une caméra CCD, par le même chemin optique, permet de
visualiser les billes sur un écran.

1.2 Échantillons biologiques

1.2.1 Vision générale

Les échantillons biologiques étudiés ici sont des polymères d’acides nucléiques, ADN ou
ARN, contenant plusieurs milliers de bases. Il en résulte des molécules longues de quelques
micromètres et de section nanométrique. Dans les solutions aqueuses utilisées, ces molécules
se présentent sous forme de pelotes sub-micrométriques. Elles ne sont alors ni directement
observables en microscopie optique, ni manipulables par piégeage optique. Afin de permettre
leur étude, les extrémités de chaque molécule vont être fixées à des billes micrométriques.
Lorsque les billes sont placées dans les pièges optiques, il est possible de les séparer d’une
distance contrôlée, et de mesurer la force qui est appliquée à la molécule (Figure 1.3).
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streptavidine

biotine

anti-digoxygénine

digoxygénine

Figure 1.3 Schéma simplifié du piégeage d’un échantillon. Les constructions d’acides
nucléiques sont fonctionnalisées à leurs extrémités par une biotine ou une digoxygénénine
(panneau inférieur). Ces fonctions peuvent former des liaisons avec des molécules de biotine
ou d’anti-digoxygénine, respectivement. Par ce biais, les constructions d’acides nucléiques
peuvent être fixées à des billes micrométriques fonctionnalisées par de la biotine ou de l’anti-
digoxygénine. Les billes micrométriques peuvent être attrapées avec les pièges optiques. Il
est alors possible d’exercer une force sur les constructions moléculaires en déplaçant l’un des
pièges (panneau supérieur).



12 CHAPITRE 1. DISPOSITIF EXPÉRIMENTAL

1.2.2 Préparation des échantillons

L’attachement des polymères d’acides nucléiques aux billes est réalisé par des couplages
ligand/récepteur. Certains nucléotides proches des extrémités sont fonctionnalisés avec l’un
des éléments du couple, l’autre élément étant fixé chimiquement aux billes. Selon les expé-
riences, les attachements peuvent être simples ou multiples. Les couples utilisés ici sont bio-
tine/streptavidine et digoxygénine/anti-digoxygénine (Figure 1.3). Le protocole de fonction-
nalisation des billes (par de la streptavidine ou de l’anti-digoxygénine) est dérivé du protocole
d’un kit commercial, et est donné en annexe (Covalent coupling of proteins to carboxylated
microspheres).
Les billes fonctionnalisées et les constructions d’acides nucléiques sont stockées séparément.
Chaque expérience commence donc par une étape où les billes et les constructions sont mises
en présence. Afin de faciliter la rencontre des différents éléments, l’échantillon est centrifugé
(6 minutes à 30g). Les billes sont ainsi concentrées au fond du tube, ce qui augmente la pro-
babilité qu’une construction se fixe à deux billes. Après centrifugation, le mélange est laissé
à incuber pendant une heure à température ambiante. La concentration de constructions est
choisie assez faible pour minimiser les attachements multiples, mais assez grande pour que
le temps de recherche d’un « duplexe » (deux billes rattachées par une construction) ne soit
pas trop long. Typiquement, 0.5 µL de solution de constructions à 5 ng/µL sont mis à incuber
avec 1 µL de solution de billes à 105 billes/µL. Le temps de recherche d’un duplexe est alors
en général inférieur à 5 minutes. Après incubation, la préparation est diluée dans une solution
adaptée à la manipulation, jusqu’à un volume final de 20 µL. Afin d’éviter les interactions
non spécifiques entre billes, il est important que le pH soit proche de 7.4. Les tampons utilisés
pour les différentes expériences réalisées seront précisés dans les chapitres correspondants.
L’échantillon est ensuite déposé entre deux lamelles de microscope (épaisseur #1, ⇠160 µm)
séparées par des bandes de parafilm. La cellule ainsi créée est scellée à la cire (1/3 vaseline,
1/3 paraffine, 1/3 lanoline en masse), afin d’éviter l’évaporation de la solution [8].

1.2.3 Capture et étirement d’une construction

La cellule contenant l’échantillon est ensuite placée entre les deux objectifs. La première
étape consiste à repérer un duplexe. Afin de le capturer, le piège mobile est initialement éloigné
du piège fixe d’une distance légèrement supérieure à la somme des rayons des deux billes. Une
fois piégé, le duplexe est amené à une distance de 5 µm au dessus de la lamelle inférieure de
la cellule, distance qui offre à la fois une bonne qualité de piégeage et de faibles interactions
hydrodynamiques entre les billes et la surface. Le déplacement et la vitesse du piège mobile
sont ensuite choisis en fonction de la mesure à réaliser. La fréquence d’acquisition de la mesure
doit être ajustée. Les constructions ont été conçues de manière à pouvoir être utilisées plusieurs
fois : lorsque la construction a été étirée, il est possible de rapprocher les pièges pour qu’elle
reprenne sa conformation initiale. Une même construction peut donc être étirée et relaxée
jusqu’à ce qu’elle (ou ses attachements) se rompe et que les billes se séparent.
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1.3 Calibration

Après chaque mesure, une calibration du piège fixe (utilisé pour la mesure de force) est
effectuée, afin de déterminer sa raideur. Celle-ci dépend notamment du diamètre, de la forme
exacte et de l’indice diélectrique des billes. Toutes ces grandeurs étant sujettes à fluctuations,
la raideur peut varier d’une mesure à l’autre. Une calibration est donc effectuée après chaque
expérience. La calibration est basée sur la mesure du mouvement brownien d’une bille dans
le piège. Ce mouvement est décrit par l’équation de Langevin qui, passée dans le domaine
de Fourier, permet de relier l’amplitude du mouvement à la raideur du piège et au coefficient
de conversion entre la tension mesurée et la force. Afin de prendre en compte l’interaction
hydrodynamique entre la bille et la lamelle (séparées de 5 µm), le coefficient de frottement de
la bille est corrigé. Le spectre en fréquence du mouvement brownien est mesuré grâce à un
analyseur de spectre, et son ajustement par la fonction théorique permet d’obtenir la raideur
kp (en pN/µm) et le coefficient de conversion tension/force (pN/V). Plus de détails concernant
la calibration sont donnés en annexe (Calibration).
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Chapitre 2

Comparaison des hairpins d’ARN
avec leur équivalent ADN

Le génie n’est plus qu’une grande
aptitude à la patience.

Georges-Louis Buffon

2.1 Les hairpins d’ARN : une structure secondaire fonda-
mentale en biologie

Le hairpin (ou « tige-boucle ») est la forme minimale de structure secondaire que peut
former un polymère d’acides nucléiques simple brin (Figure 2.1). Lorsque la séquence pré-
sente deux fragments antiparallèles complémentaires, le brin peut se replier pour permettre
l’appariement de ces fragments. Une double hélice est alors localement formée, dont l’une des
extrémités est fermée par une boucle simple brin. Cette structure peut se former indifférem-
ment sur les brins d’ADN ou d’ARN. Dans les structures secondaires d’ARN plus complexes,
le hairpin est le motif le plus fréquemment retrouvé, d’où l’intérêt de son étude approfondie.
Un exemple de structure complexe est l’ARN ribosomique 16S, où 70% des nucléotides sont
impliqués dans des structures en hairpin [9, 10].

In vivo, les interactions secondaires dans l’ARN sont assez stables pour que la plupart
des ARNs simple brin en forment naturellement. Dans le cas du hairpin, la tige hélicoïdale et
la boucle peuvent être de taille variable. A cause des répulsions stériques, la taille minimale
d’une boucle d’ARN est de 3 nucléotides. Les boucles à 4 nucléotides sont particulièrement
fréquentes, et peuvent être fortement stabilisées par des liaisons internes non Watson-Crick.
De manière générale, les hairpins d’ARN sont très importants dans la structuration des ARN,
et dans les différente fonctions qu’ils assurent in vivo, ce qui recouvre notamment le contrôle
de l’expression génique. La bivalence entre un état « ouvert » (ARN simple brin, absence
de hairpin) et un état « fermé » (hairpin formé) leur confère la possibilité de contrôler un

15
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Figure 2.1 Représentation schématique d’un hairpin. Les bases appariées constituent la
tige, fermée d’un côté par une boucle de nucléotides non appariés.

processus : une des conformations l’autorise, l’autre le bloque. Ainsi, la présence d’un hairpin
sur un brin d’ARN messager (ARNm) en cours de transcription peut décider de la poursuite ou
de l’interruption du processus, et donc moduler l’expression du gène concerné [11, 12, 13, 14].
Cette modulation peut aussi avoir lieu au niveau des ARNm totalement transcrits. La présence
d’un hairpin peut alors favoriser, ou au contraire empêcher la reconnaissance de l’ARNm
par certaines protéines, avec pour effet de moduler la durée de vie de l’ARNm et donc sa
probabilité de traduction [15, 16].

Les hairpins d’ADN sont beaucoup moins fréquents in vivo, l’ADN étant majoritairement
présent sous forme double brins. Ils existent cependant, par exemple dans certains virus à ADN
[17]. In vitro, des structures secondaires se forment spontanément dans l’ADN simple brin, et
des formes présentant une activité catalytique ont pu être obtenues (déoxyribozymes, [18]).

2.2 Étude de hairpins en molécule unique

Afin de comparer les propriétés dynamiques plutôt que structurales des hairpins d’ARN
par rapport à leurs homologues d’ADN, nous avons préparé des hairpins identiques, réalisés
sous les deux formes ADN et ARN. L’étude comparative de ces quatre hairpins a fait l’objet
d’une publication [19]. Je vais donc dans un premier temps présenter une description assez
générale de ces hairpins, et des expériences réalisées. Les résultats particuliers obtenus de
ces expériences seront présentés dans la forme sous laquelle ils ont été publiés, en anglais
donc, avec de légers remaniements. Ils seront bien évidemment accompagnés d’un résumé en
français. L’article complet, sous sa forme originale, est inclus aux annexes.

2.2.1 Les constructions

D’un point de vue thermodynamique, la longueur et la composition de la tige et de la
boucle d’un hairpin jouent un rôle fondamental [20]. En modifiant la stabilité de la structure,
ces éléments ont une influence directe sur son énergie libre. Nous avons réalisé deux hairpins
de tige identique (13 paires de bases, séquence fixée avec ⇠50% de GC) et de boucle de
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Figure 2.2 Représentation schématique des quatre hairpins synthétisés. Les quatre hair-
pins présentent une tige de séquence identique. Les boucles ont une séquence identique deux à
deux, avec une longueur de 10 nucléotides pour DNA10 et RNA10, et de 18 nucléotides pour
DNA18 et RNA18. Pour les deux hairpins ARN, les bases Thymines sont remplacées par des
Uraciles. Figure issue de [19]

longueur différente (10 ou 18 bases). Ces hairpins ont été synthétisés en ARN et en ADN, les
bases Uraciles étant remplacées par des Thymines (Figure 2.2). 4 hairpins sont donc obtenus.

Chacun est inséré entre deux poignées d’environ 2000 bases, ADN ou ARN selon la nature
chimique du hairpin. Afin de rendre ces constructions manipulables avec les pinces optiques,
la molécule simple brin contenant la séquence du hairpin est hybridée, de part et d’autre de
cette séquence, à deux molécules d’ADN simple brin complémentaires. Ces ADNs ont été
fonctionnalisés au préalable, afin de permettre leur attachement aux billes utilisées pour le
piégeage.
Une simulation en dynamique moléculaire des deux hairpins d’ARN (réalisée par Tristan Cra-
gnolini à l’IBPC) est présentée figure 2.3. Cette représentation met en évidence les interactions
non Watson-Crick susceptibles d’être établies dans les boucles d’ARN. De plus cette repré-
sentation tient compte de la rotation véritable au sein de l’hélice, et illustre ainsi le fait que la
tige choisie pour les hairpins, longue de 13 paires de bases, correspond à légèrement plus d’un
pas hélical (11 paires de bases). Ceci est aussi vrai dans le cas de l’ADN, où un pas de l’hélice
B implique 10 paires de bases.

2.2.2 Description des expériences réalisées

Réponse caractéristique d’un hairpin sous extension

La plupart des expériences avec les hairpins ont été réalisées à vitesse constante. Dans
cette configuration, le piège mobile est éloigné, puis rapproché du piège fixe à une vitesse
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RNA10 RNA18

Figure 2.3 Simulation en Dynamique Moléculaire des hairpins RNA10 et RNA18. Les
interactions non Watson-Crick dans la boucle sont prises en compte. Simulations réalisées par
Tristan Cragnolini.

donnée, choisie au préalable. Des mesures ont été réalisées à 50, 150, 300 et 450 nm/s. Dans
tous les cas, la réponse en force mesurée présente une forme similaire. Un exemple de courbe
enregistrée à 50 nm/s sur le hairpin RNA10 est présentée figure 2.4. La courbe foncée cor-
respond à l’éloignement des pièges, et donc à l’extension de la construction. Dans un premier
temps, pour une extension inférieure à ⇠1 µm, la construction s’étire à très basse force. Il
s’agit de la réponse entropique des poignées (hybride ADN/ARN ici) : la pelote formée par le
polymère se déroule, la molécule prend une forme allongée. Pour des extensions plus élevées,
la force augmente avec une pente qui augmente elle-aussi. Il s’agit de la réponse élastique des
poignées, qui sont progressivement étirées au-delà de leur longueur cristallographique (Lc =
1.13 µm). Cette réponse en force est bien décrite par le modèle du ver extensible (extensible
WLC), qui sera détaillé dans le paragraphe suivant. Une chute nette en force est ensuite ob-
servée, ici aux alentours de 13.5 pN. Elle correspond à l’ouverture du hairpin, c’est-à-dire à la
rupture des liaisons Watson-Crick constituant la tige. Ce phénomène est stochastique, la force
à laquelle il est observé est donc distribuée autour d’une valeur moyenne. Les extensions supé-
rieures correspondent à la réponse élastique des constructions après déstabilisation du hairpin.
Elles comportent alors un fragment simple brin (hairpin ouvert) entre les poignées double brin.
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Figure 2.4 Réponse en force du hairpin RNA10 à un cycle extension/relaxation à 50
nm/s. La courbe vert foncé correspond à l’extension de la construction, et la courbe vert clair à
sa relaxation. Les sauts en forces correspondant à l’ouverture (⇠ 13.5 pN) et à la fermeture (⇠
9 pN) du hairpin sont repérés par des lignes noires. L’hystérésis est définie comme la différence
entre les forces d’ouverture et de fermeture. L’encart présente un zoom sur l’ouverture du
hairpin, et la mesure de la longueur L correspondant à la transition entre les états fermé et
ouvert.



20 CHAPITRE 2. COMPARAISON DES HAIRPINS ARN / ADN

La déstabilisation du hairpin est un phénomène réversible : lorsque les extrémités de la
construction sont rapprochées (courbe claire sur la figure 2.4), le hairpin peut se reformer.
Cela se traduit par une augmentation brutale de la force, observée ici à ⇠9 pN. Sur un cycle,
les courbes d’extension et de retour sont similaires, à la fois dans la zone où le hairpin est pré-
sent et dans celle où il est déstabilisé. L’ouverture et la fermeture du hairpin se produisent par
contre à des forces différentes, ce qui donne lieu à une hystérésis en force. Celle-ci est définie
comme la différence entre les forces d’ouverture et de fermeture (figure 2.4). Les forces d’ou-
verture et de fermeture ont été mesurées pour les quatre hairpins, aux quatre vitesses étudiées.
Pour chaque construction mesurée, plusieurs cycles ont été effectués. Un exemple des distri-
butions des forces d’ouverture et de fermeture (mesurées sur le hairpin RNA10) est présenté
figure 2.5. Sur un cycle d’extension/relaxation d’une construction, les forces d’ouverture et
de fermeture correspondent à des événements indépendants. L’hystérésis peut donc être cal-
culée à partir d’une ouverture et d’une fermeture non successives. Les forces d’ouverture et
fermeture mesurées sur N cycles d’une même molécule ont été appariées pour générer les N2

valeurs d’hystérésis possibles. Les probabilités associées aux différentes valeurs d’hystérésis
sont pondérées afin de respecter le nombre de cycles réellement mesurés sur la construction.
Pour une vitesse d’extension donnée, les valeurs ainsi obtenues sur différentes constructions
correspondant au même hairpin sont regroupées, et un histogramme est réalisé. Suivant cette
méthode, les histogrammes d’hystérésis ont été générés pour les quatre hairpins, aux quatre
vitesses étudiées. Ces résultats seront présentés et discutés dans la suite de ce chapitre.

Les forces d’ouverture et de fermeture les plus probables à 50 nm/s sont présentées dans le
tableau 2.3 (section 2.3). Elles sont mesurées comme le maximum d’un fit gaussien des distri-
butions d’ouvertures et de fermetures, comme présenté figure 2.5. La force moyenne de tran-
sition (Ft) est définie comme la moyenne des forces d’ouverture et de fermeture les plus pro-
bables, et est mesurée pour chaque hairpin (Tableau 2.2). L’analyse des courbes force/extension
permet aussi d’obtenir la longueur gagnée à l’ouverture du hairpin (« transition length » L).
Celle-ci correspond à la distance entre les courbes d’extension de la construction avant et
après ouverture du hairpin, mesurée à la force d’ouverture la plus probable du hairpin consi-
déré à 50 nm/s (encart Figure 2.4, Tableau 2.2). Cette vitesse a été choisie comme celle la plus
proche d’une situation d’ouverture à l’équilibre.

Le modèle du ver pour l’extension des polyacides nucléiques

Le modèle WLC (ou modèle du ver) est utilisé pour décrire le comportement des poly-
mères semi-flexibles. Dans ce modèle, la chaîne de polymère est considérée comme un cy-
lindre isotrope continûment flexible (contrairement au modèle de la chaîne librement jointe).
Ce modèle simple doit être adapté lorsque l’on considère le cas de polymères extensibles sou-
mis à une tension. Lorsque cette tension augmente, la chaîne passe d’un régime dominé par
l’entropie à un régime d’extension élastique. Dans le cas des faibles élongations et déforma-
tions, et pour des chaînes grandes devant leur longueur de persistance, la longueur bout à bout
x d’une chaîne soumise à une force F peut s’exprimer sous la forme suivante (solution d’Odijk
[21]) :
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Figure 2.5 Distributions des forces d’ouverture (vert foncé) et de fermeture (vert clair)
de RNA10. Les mesures ont été effectuées à 50 nm/s. Les histogrammes sont réalisés à partir
de 179 événements d’ouverture et 148 de fermeture. Les courbes correspondent à des fits
gaussiens de ces distributions. Figure issue de "Hairpins under tension : RNA versus DNA",
Bercy et al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].
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Le terme entropique fait intervenir l’énergie d’agitation thermique kBT (avec kB la constante
de Boltzmann, et T la température) et la longueur de persistance Lp, et domine à très faibles
forces. Le terme enthalpique prend en compte le module élastique K de la chaîne, mais néglige
tout effet de torsion. C’est ce modèle qui est le mieux adapté à la description de l’étirement
des chaînes d’acides nucléiques dans la limite des basses forces (F  35pN) [22]. Dans le cas
des expériences de piégeage optique, un terme doit être ajouté à la solution pour décrire le dé-
placement des billes dans les pièges. Ce terme est de type loi de Hooke, avec pour paramètre
la raideur équivalente aux deux pièges kp. La solution complète est donc de la forme :
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Application du modèle WLC à nos constructions

Pour des forces allant jusqu’à quelques dizaines de piconewtons, les courbes d’extension
de chaînes d’ADN double brin ou d’hybrides ADN/ARN peuvent être ajustées par la solution
d’Odijk du modèle WLC extensible, présentée ci-dessus. La figure 2.6 présente un exemple de
courbes force extension enregistrées sur les hairpins RNA18 et DNA18, et de leur ajustement
par le modèle WLC. La différence de longueur cristallographique entre la construction à poi-
gnées hybrides (RNA18) et celle à poignées ADN (DNA18) est clairement visible : la zone de
réponse élastique apparaît à plus basse extension pour RNA18 que pour DNA18. L’ajustement
par le modèle WLC donne pour les longueurs cristallographique et de persistance les valeurs
suivantes :

Lc Lp

ARN/ADN 1.17 µm 47 nm
ADN/ADN 1.3 µm 43 nm

Les caractéristiques attendues pour l’hélice hybride ADN/ARN sont bien retrouvées : cette
hélice de type A apparaît plus courte et plus rigide que l’hélice de type B, à nombre de nucléo-
tides et séquence identiques.
Pour modéliser la réponse aux forces supérieures à⇠35 pN, il faut prendre en compte la struc-
ture hélicoïdale des polymères d’acides nucléiques, qui induit un couplage entre l’élongation
et la torsion des chaînes [23]. Cette description sera développée au chapitre 4.

Le modèle WLC peut aussi être utilisé pour décrire l’extension d’acides nucléiques simple
brin [22]. Dans nos expériences, une telle extension se produit lors de l’ouverture du hairpin :
le simple brin est généré sous tension, ce qui induit un coût énergétique supplémentaire à la
déstabilisation des bases de la tige. Cette énergie d’étirement peut être calculée par intégration
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Figure 2.6 Exemples de courbes force/position pour l’extension d’un ADN double brin
(rouge) et d’un hybride ADN/ARN (bleu). L’ajustement par le modèle WLC est représenté
par les lignes continues. Les paramètres ajustés sont la longueur cristallographique Lc et la lon-
gueur de persistence Lp. Les valeurs obtenues sont les suivantes. Hélice hybride ARN/ADN :
Lc,ARN=1.17 µm ; Lp,ARN=47 nm. Hélice ADN/ADN : Lc,ADN=1.3 µm ; Lp,ADN=43 nm. Figure
issue de "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].



24 CHAPITRE 2. COMPARAISON DES HAIRPINS ARN / ADN

de la courbe d’étirement du simple brin correspondant jusqu’à la force à laquelle l’ouverture
se produit. Les courbes d’étirement de ce simple brin ne sont pas directement accessibles
par notre mesure, mais peuvent être générées par le modèle WLC à condition de disposer
des valeurs de longueur cristallographique l0 et de persistance lp correspondantes. Pour les
acides nucléiques simple brin, ces valeurs sont très dépendantes du tampon expérimental. Afin
d’obtenir les valeurs correspondant au mieux à nos conditions, nous avons déterminé celles
qui présentaient le meilleur accord avec les valeurs de force moyenne de transition Ft et de
longueur à l’ouverture L mesurées. Pour cela, nous avons généré les courbes force/extension
correspondant à des simples brins de 36 ou 44 nucléotides (longueur totale de nos hairpins
dépliés) pour différents couples (l0 ;lp) inspirés de la littérature [24, 25, 20, 26] (figure 2.7).
Le couple présentant la meilleure coincidence avec le point (Ft ,L) pour les deux longueurs de
hairpins a été choisi. Ce travail a été fait en parallèle pour les deux hairpins ADN (présentés
figure 2.7), et pour les deux ARN. Les valeurs retenues sont les suivantes :

l0 lp

ARN 0.65 nm/nucléotide 1.37 nm
ADN 0.7 nm/nucléotide 1.2 nm

2.2.3 Modèle hors d’équilibre pour le changement d’état des hairpins

Cette partie a été initialement rédigée pour les sections « Material and Methods » et « Sup-
porting Information » de l’article "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et al.,
Nucl. Acids Res., 2015 [19]. Elle présente les détails du modèle utilisé pour l’analyse ther-
modynamique et cinétique des hairpins, et a été conservée en anglais. Dans le cadre de cette
thèse, il m’a paru plus naturel de réunir ces descriptions et de les faire figurer préalablement à
l’analyse des résultats.

Theoretical description

Hairpin folding and unfolding are complex dynamical processes. They depend on several
characteristics of the molecular construct. The base sequence of the hairpin stem induces a
complex energy landscape and the size of the loop and the elasticity of the DNA/RNA handles
also are important. Moreover, the force measurement by itself influences the experimental
result, via the trap stiffness and the externally imposed distance versus time protocol. The
imposed distance between the centers of the optical traps is subject to position noise arising
from piezo-control electronics, mechanical vibrations and acoustic perturbations.

We use an out-of-equilibrium statistical physics description that is closely related to earlier
publications [27, 28, 20, 29, 30, 31] (usually referred to as Bell-Evans model), and including a
minimal set of parameters. We replace the complex molecular energy landscape by the single-
barrier landscape presented in figure 2.8 and the elasticities of the molecular construct and
optical traps are lumped together in one effective stiffness ke f f . A free energy barrier of height
E separates the folded (x = 0) and unfolded (x = L) states. The free energies of the two states
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Figure 2.7 Courbes théoriques d’étirement d’acides nucléiques simples brins (modèle
WLC). Les courbes ont été générées pour différents couples de paramètres (l0 ;lp) inspirés de
la littérature [24, 25, 20, 26]. Les valeurs (Ft ,L) mesurées pour nos hairpins ont été reportées
(droites pointillées), sur le panneau de gauche pour l’ADN à boucle courte (DNA10) et celui
de droite pour l’ADN à boucle longue (DNA18). Le couple (l0 ;lp) présentant la meilleure
coincidence avec ces valeurs a été choisi, et la courbe correspondante est ici représentée en
couleur.
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Figure 2.8 Schematic representation of the simplified energy landscape used in our theo-
retical description. The state of the folded hairpin occurs at x= 0 and the state of the unfolded
hairpin at x = L. The distances between the transition state and the folded and unfolded states
are denoted by x! and x , respectively. By definition, we have L = x!+ x .

differ by DG. In the absence of force, the folded to unfolded transition rate is k0 = k(F = 0) =
n0 exp(�E/kBT ) (it includes the barrier height E and the attempt frequency n0). The reverse
process is associated to a transition rate k1 = k0 exp(DG/kBT ) = n0 exp(�(E�DG)/kBT ).
Applying an external force F tilts this landscape. In the limit of high barrier (E � kBT ) and
small applied force (F ⌧ E/x!), the position of the transition state x! does not vary signifi-
cantly and the barrier for unfolding is reduced by an amount F x!. Increasing (resp. decrea-
sing) the external force linearly with time within this model, the unfolding probability p!(F)
(resp. folding probability p (F)) can be derived analytically. Both probabilities explicitly de-
pend on the pulling speed.

Derivation of the unfolding and folding probabilities, and force hysteresis expression

Let us start considering the two-state free energy landscape presented in figure 2.8. At t =
0, the molecule is in the folded state (x = 0). Force increases with a constant rate r according
to

F = r t = ke f f vt (2.2.1)

with an effective stiffness ke f f and a displacement velocity v. We define S(F) as the probability
that the molecule is still folded at time t when the force has increased to a value F . Assuming
first order kinetics, we have

dS
dt

=�k (F (t)) S(t) (2.2.2)

where k(F) is a force-dependent transition rate from the folded to the unfolded state. Assuming
k(F) = n0 exp(�(E�F x!)/kBT ) with an attempt frequency n0, Eq. 2.2.2 is easily solved for

Extrait de l’article "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].
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the linear force ramp of Eq. 2.2.1. :

S(F) = exp
✓
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r

ˆ F

0
k(F 0)dF 0

◆

Introducing the distribution of rupture forces p(F) that is related to S(F) by

dS
dt

dt =�p(F)dF

we obtain the unfolding probability
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r
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(2.2.3)

and thus
p!(F) =C! exp
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where k0 = k(F = 0) = n0 exp(�E/kBT ).
The same procedure can be used for the folding probability p (F), which leads to

p (F) =C exp
✓
�F x 

kBT
� k1 kBT

r x 
exp
✓
�F x 

kBT

◆◆
(2.2.5)

with k1 = k0 exp(DG/kBT ) = n0 exp(�(E�DG)/kBT ).
C! and C in Eqs. 2.2.4-5 are normalisation factors which come out when Eq. 2.2.3 (and

the corresponding one for p ) is calculated. They ensure the normalisation
´ +•

0 p!(F 0)dF 0 =
1 (resp. p ).

C! =
k0

r
exp
✓

k0 kBT
r x!

◆

and
C =

k1

r
provided that the starting force of the decreasing force ramp is large enough to prevent folding
events. In that case, the exact initial force doesn’t influence the folding probability. In our
experiments, 20 pN ensures this condition for all the hairpins studied.

The sum of two distributions (which is also a distribution) corresponds to their convolution.
The distribution of hysteresis thus corresponds to the convolution of the distributions p!(F)
and p (�F) :

phys(DF) = (p! ⇤ p )(DF) =

ˆ +•

�•
p!(F)p (F�DF)dF (2.2.6)

p!(F) and p (�F) are calculated numerically using Eqs. 2.2.4-5, and their convolution is
computed by the corresponding Matlab function.

Strictly speaking, p!(F) and p (F) are probability densities, of dimension N�1. For the sake of simplicity,
we have retained the simple notation "probability". In the figures, we present real probabilities, i.e. the probability
density is integrated over the force interval of the bin.
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Parameters and relation to theoretical descriptions of the literature

This model corresponds to the one described in the literature first by Evans [29] (relying
on former work by Kramers [28] and Bell [27]) and more recently enriched by Dudko and
coworkers among others [32, 33], particularly by taking into account various geometries for
the landscape shape. In the aim of using a small number of parameters for our comparison,
we choose to consider the case of a linear force ramp and use Bell’s formula to describe k(F)
[27]. This doesn’t introduce new parameters for the shape of the landscape. This description
involves a set of 3 parameters for the unfolding process, namely x!, k0 = n0 exp(�E/kBT ),
and r = ke f f v. Two additional ones are needed for the folding process : x and k1. Note that
the attempt frequency n0 and the energy barrier E are not considered separately, but merge in
the effective attempt frequency k0.
Since L can be measured (Figure 2.4), we express x as L�x!. We assume the same attempt
frequency n0 for unfolding and folding, yielding to k1 = k0 exp(DG/kBT ). With DG obtained
by calculation (mfold and stretching correction, see previous section and Table 2.2), k1 is
defined by the knowledge of k0. In addition, the loading rate r is determined since the effective
stiffness ke f f is measured, and the velocity v experimentally imposed. This leaves us with only
two fitting parameters, namely x! and k0.

Fitting procedure

The theoretical force hysteresis distribution is used as fitting function for the measured
force hysteresis distributions, with x! and k0 as fitting parameters. The fits are done with
a Matlab least-square fit algorithm. For each hairpin, the hysteresis distributions of the four
velocities are fitted together as follows. In a first step, independent fits are performed for each
velocity. For each of the two parameters an average value is calculated from these fits. These
averages are used as starting values in an iterative procedure to obtain a global best fit, with
x! constraint to a single value (within 0.2 nm tolerance) and k0 allowed to vary within a factor
of 10.

The quality of the fits is characterised by the root mean squared error (rmse) :

rmse =
1
nb

r
Â

i
(pi� phys,i)2 (2.2.7)

with pi representing the experimental probability associated to the bin i, phys,i the calculated
probability for the bin i, and nb the number of bins. For all histograms of this work, the rmse
are in the range of (1-5)⇥10�3.

Extrait de l’article "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].
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2.3 Hairpins under tension : RNA vs DNA

2.3.1 Résumé des résultats obtenus

La comparaison de deux hairpins d’ARN de même tige et de boucles de tailles différentes
avec leurs équivalents réalisés en ADN a donné les résultats suivants :

– dans des conditions expérimentales identiques, la force nécessaire à la déstabilisation du
hairpin est toujours inférieure pour le hairpin d’ADN que pour son équivalent d’ARN.

– pour tous les hairpins, l’hystérésis entre les forces d’ouverture et de fermeture augmente
avec la vitesse d’étirement.

– lors d’expériences à position constante, des changements d’état spontanés sont observés
sur le hairpin d’ADN à grande boucle (DNA18), mais absents pour la structure d’ARN
équivalente (RNA18). Pour les hairpins à boucle courte, de telles transitions sont obser-
vées aussi bien sur la structure ARN (RNA10) que la structure ADN (DNA10).

– en accord avec l’observation précédente, le taux de transition k0 obtenu pour les hair-
pins d’ADN est supérieur à celui des structures d’ARN équivalentes. Cela traduit une
dynamique plus rapide des structures d’ADN par rapport à leur équivalent ARN.

– le paysage énergétique des hairpins étudiés apparait fortement asymétrique, avec dans
tous les cas un état de transition x! plus proche de l’état fermé que de l’état ouvert.
Cette caractéristique est plus prononcée pour les hairpins d’ARN que pour leur struc-
ture d’ADN équivalente. Cela traduit un processus coopératif lors de l’ouverture des
hairpins, avec une déstabilisation complète de la structure lorsque les premières paires
de bases de la tige sont ouvertes (⇠3 premières paires pour RNA10 et 18, et ⇠5-6 pour
DNA10 et 18).

L’obtention de ces résultats est détaillée dans la section suivante (extraite de [19]), de
même que leur discussion approfondie.

2.3.2 Results

Cette partie est extraite de l’article "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et
al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].

In the beginning of a measurement with varying extension, the mobile trap is moved apart
from the fixed trap with a constant velocity. This movement is stopped at a relative extension
of the construct (ratio of total length under tension to crystallographic length) of around 1.4,
where the hairpin is always in the unfolded state. The movement is then inversed, so that the
traps reapproach at the same speed and the hairpin can refold. This cycle is performed several
times on the same molecule.

In Figure 2.9, we present typical force versus extension curves for the four hairpins at 50
nm/s. The left part of each curve (small displacement range not entirely shown) corresponds
to the entropic response of the double-stranded handles where the force remains small. Force
increases with a rising slope when the displacement approaches the crystallographic length of
the molecular construct. This regime corresponds to the elastic response of the double-stranded
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handles, well described by the Worm Like Chain model [34] (Figure 2.6). For the DNA hairpin
constructs, the handles are double-stranded DNA, whereas the RNA hairpin constructs have
hybrid DNA/RNA handles. This explains the length difference at the starting point of the
elastic response. At a certain extension, a sudden drop in force by about 1 pN is observed,
which corresponds to the unfolding of the hairpin. After this event, the force increases again,
now stretching the whole construct with the double-stranded handles and the unfolded hairpin
in series. No intermediate state is observed during hairpin unfolding.

When releasing the strain by inversing the direction of displacement and bringing the traps
closer to each other, the hairpin can fold back into its initial structure. As no intermediate state
is observed during the corresponding sudden upward rise in force, this process also appears to
be cooperative.

The stretch and release curves are indistinguishable, except for the region where the un-
folding (resp. folding) occurs. For a velocity of 50 nm/s and for all constructs except DNA10,
a force hysteresis between unfolding and folding is observed. The hysteresis indicates that
transitions occur out of thermal equilibrium. On the other hand, DNA10 shows several force
flips between the folded and unfolded states during dynamic stretching and releasing of the
construct (Figure 2.9.a, inset). These force flips are a signature of a close-to-equilibrium dyna-
mics [35]. They are no longer observed and hysteresis becomes notable when the displacement
velocity is increased to 150 nm/s and above (Figure 2.10). No force flips are observed for the
other three hairpins.
Experimental data presented in table 1 show that, both for the DNA and RNA hairpins, the
most probable folding force decreases with increasing loop size, while the unfolding force is
less sensitive to this parameter. Both the unfolding and the folding forces of the RNA hairpins
are higher than the corresponding forces of the DNA hairpins.

Measuring the successive unfolding (resp. folding) forces during stretch/release cycles
on different molecules allowed us to build the hysteresis histograms for the four hairpins at
the different displacement velocities. For DNA10 at 50 nm/s, when flips occur, only the first
unfolding and first refolding forces are measured, according to the model used. Figure 2.12
shows such histograms for the four hairpins at 150 nm/s. The histograms corresponding to the
other velocities are presented in figure 2.14. Our data show that for a given hairpin structure
and under identical experimental conditions (same experimental buffer, same temperature,
same pulling speed...), the hysteresis is notably higher for RNA than for DNA. We find that
the hysteresis increases with loop length for both DNA and RNA.

For all four hairpins, the force hysteresis increases with displacement velocity. Figure 2.11
presents histograms of the hysteresis recorded for RNA10 at 50, 150, 300 and 450 nm/s as an
example. A clear increase of the mean hysteresis is visible, with its value going from 5 pN
at 50 nm/s to 7.5 pN at 450 nm/s. The hysteresis values for the four hairpins are given in SI,
table 2.5. For each hairpin and pulling speed, variability in the unfolding and folding forces
is seen, inducing a variability in the hysteresis. This behaviour is expected from the stochastic
character of the unfolding and folding processes.

Extrait de l’article "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].
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Figure 2.9 Force versus extension curves at 50 nm/s for the four different hairpins. The
darker curves correspond to the stretching of the construct, whereas the lighter ones represent
the release process. For both the DNA and RNA hairpins, the hysteresis between unfolding
and folding increases with loop length. For the same hairpin sequence, the hysteresis is larger
for the RNA construct than for the DNA one. The inset provides a closer look to the force flips
observed with DNA10. In this inset, the unfolding and folding curves are shifted vertically for
clarity.

Figure 2.10 Force versus extension curves for DNA10 at 50, 150, 300 and 450 nm/s (from
left to right). The darker curves correspond to the stretching of the construct, whereas the
lighter ones represent the release process. The arrows indicate the force of the unfolding and
folding events. The force flips observed with DNA10 at 50 nm/s vanishes at 150 nm/s and
above. The hysteresis between unfolding and folding increases with the pulling velocity.
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Tableau 2.1 Most probable folding and unfolding forces, determined from measure-
ments at a constant velocity of 50 nm/s. See figure 2.5 for an exemple of unfolding and
folding forces distribution.

hairpin unfolding force folding force
(pN) (pN)

DNA10 6.4 6.2
DNA18 6.1 3.6
RNA10 13.6 8.8
RNA18 14.1 5.8

The presented force values correspond to the maxima of a gaussian fit of the measured dis-
tributions of the forces where unfolding or folding occurs. The unfolding force distributions
are build from 77 measured unfolding events for DNA10, 93 events for DNA18, 179 events for
RNA10 and 146 events for RNA18. The folding force distributions are based on 79 measured
folding events for DNA10, 70 events for DNA18, 148 events for RNA10 and 114 events for
RNA18. The widths of these distributions are about 2.5 pN (FWHM).

Theoretical analysis of the hysteresis histograms enables us to extract thermodynamic and
kinetic information about the hairpin structures. The experimental distributions were fitted to
calculated probability distributions, as defined in the previous section. For each hairpin, the
fitting procedure is applied over the global data set, combining the four different speeds. The
calculated force hysteresis distribution is presented by the solid line in figure 2.12.

Measured mean transition forces Ft (average of the mean opening force and the mean fol-
ding force at 50 nm/s) and transition lengths L, as well as theoretical free energy values that
were obtained by simulation are presented in Table 2.2. Two parameters, the distance x! bet-
ween folded state and transition state and the characteristic transition rate k0 were fitted to
the experimental data and are presented in Table 2.3. The quality of the fits is good, with a
root mean squared error in the range (1.0� 5.0)⇥ 10�3 for each fitted histogram (rmse, see
previous section for definition) and allows us to univocally determine the two parameters.

The results for x! indicate a clear asymmetry in the energy landscape for both DNA and
RNA hairpins (ratio x!/L < 0.5). The DNA values of x!/L ⇠ 0.3 are higher than the RNA
values of x!/L⇠ 0.17. The transition rates k0 differ by a factor of about 10 between DNA18
and RNA18. The ratio is also about 10 between DNA10 and RNA10. These results confirm
and quantify the faster dynamics of DNA as compared to RNA, already suggested by the ap-
pearance of force flips in the DNA10 curves at 50 nm/s.

The observation that the transition rates and hence the dynamics differ between the DNA
and RNA hairpins is further confirmed by additional measurements performed with the four

Extrait de l’article "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].
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Figure 2.11 Histograms of the hysteresis measured on RNA10 at 50, 150, 300, and 450
nm/s. The solid lines correspond to the fit with the calculated convolutions of the unfolding and
folding probabilities (Eqs. 4-6). Experimental data for 50 nm/s come from 148 stretch/release
cycles on 48 molecules. 150 nm/s : 152 cycles on 44 molecules. 300 nm/s : 125 cycles on
16 molecules. 450 nm/s : 91 cycles on 7 molecules. There is good agreement between the
experimental data and the calculated probability distributions. For this figure, the rmse is in
the range (1.4-2.7)⇥10�3 for each panel.

Tableau 2.2 Data obtained from measurements at 50 nm/s (a) or theoretical prediction
(b).

(a) (a) (b) (b) (b)
hairpin transition transition DG DG DG

force Ft length L mfold stretch total
(pN) (nm) (kJ/mol) (kJ/mol) (kJ/mol)

DNA10 6.3 14.8 ± 2 63± 3 20 ± 1 83 ± 4
DNA18 4.85 16.6 ± 2 60 ± 3 18 ± 1 78 ± 4
RNA10 11.2 17.7 ± 2 89 ± 4 32 ± 2 121 ± 6
RNA18 9.95 18.4 ± 2 87 ± 4 35 ± 2 122 ± 6

mfold : http ://mfold.rna.albany.edu, see materials and methods and supplementary informa-
tion for parameter determination.



34 CHAPITRE 2. COMPARAISON DES HAIRPINS ARN / ADN

Figure 2.12 Histograms of the hysteresis measured at 150 nm/s on the four different
hairpins. The experimental distributions are fitted to calculated convolution of the unfolding
and folding probability distributions (solid line), as explained in the Materials and Methods
section and in SI (section S1, Eqs 4-6). For each fitted histogram, the root mean squared error
(rmse) is in the range (2.0� 3.0)⇥ 10�3. For DNA10 the data come from 46 stretch/release
cycles on 12 molecules. DNA18 : 95 cycles on 13 molecules. RNA10 : 152 cycles on 44
molecules. RNA18 : 150 cycles on 21 molecules.

Tableau 2.3 Parameters deduced from hysteresis measurements for the four hairpins.

hairpin transition state transition state transition rate
x! x!/L k0
(nm) (s�1)

DNA10 4.4 ± 0.2 0.30 (1.0�3.0)⇥ 10�4

DNA18 4.7 ± 0.2 0.28 (3.8�8.5)⇥ 10�5

RNA10 3.0 ± 0.2 0.17 (2.9�5.5)⇥ 10�5

RNA18 3.1 ± 0.2 0.17 (3.0�10)⇥ 10�6

By definition, we have x = L� x! and x /L = 1� x!/L.
k0 = k(F = 0) = n0 exp(�E/kBT )
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hairpins at constant extension. Here, the molecular construct is brought to a defined extension,
which is then maintained constant during 10 seconds to 2 minutes. If the energy barrier is not
too high, there are extension values where the hairpin can spontaneously flip between its folded
and unfolded states [36, 35] ; the measured force flips are induced by thermal fluctuations. If
the corresponding dwell times do not significantly exceed the time-scale of the measurement,
these spontaneous transitions can be observed experimentally.

Figure 2.13 (top) shows the force recorded on RNA10 as a function of time, while ex-
tension is held constant apart from stepwise increases. At the smallest extension, the hairpin
remains folded most of the time, but already displays some brief passages to the unfolded
state. The mean lifetime in the unfolded state progressively increases with extension, and at a
given point equals the one in the folded state (this situation is presented in the middle panel).
At even larger extensions, the unfolded state becomes energetically favorable, and the hairpin
only folds sporadically. The same global behavior is observed for DNA10 (two bottom panels),
but the transitions occur more frequently and the dwell-times of the folded and unfolded states
are shorter than for RNA10. This observation is in line with the different k0 values of RNA10
and DNA10, presented in Table 3.

DNA10, DNA18 and RNA10 present spontaneous force flips at constant extension. For
RNA18 however, no extension exists where both spontaneous unfolding and folding occurs,
although the two RNA hairpins are close in terms of the theoretically predicted DG values.
This difference between RNA10 and RNA18 is consistent with the observation that the k0
value of RNA18 obtained from the varying extension data is an order of magnitude smaller
than the one of RNA10.

2.3.3 Discussion

Cette partie est extraite de l’article "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et
al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].

We observe that the RNA hairpins unfold and fold at higher force than the DNA hairpins.
This may be expected from the known fact that in terms of free energy difference DG an RNA
duplex is more stable than the DNA duplex of equivalent sequence. Note however that there
are three problems with this simplified view. First, the denaturation mechanisms under force
and by thermal melting are different [37]. Whereas thermal melting involves independent and
stochastic fluctuations of the stem bonds until denaturation occurs, force-induced unfolding is
a directed process. Even if the bonds still fluctuate, the stem is sequentially opened from the
bottom of the hairpin to the top. Similarly, the initial conditions for hairpin thermal folding
are different from the ones for force reduction. Whereas folding of a thermally denatured mo-
lecule starts from a relatively compact conformation, the force measurement imposes a fully
stretched initial construct. Second, the unfolding force can be estimated by a relation of the
type F = DG/L only if the transition occurs sufficiently close to thermal equilibrium. In the
non-equilibrium case the actual barrier height, the attempt frequency and the force loading rate
are the main parameters. There is no general relation between the equilibrium DG and the bar-
rier height. Third, the elastic energy usually plays a significant role in force-induced unfolding.

Extrait de l’article "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].
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Figure 2.13 Spontaneous transitions between folded and unfolded hairpin states at
constant extension. (Top panel) Force recorded on RNA10 (green) as a function of time,
while the extension is constant apart from stepwise increases (black). Force flipping is obser-
ved for each extension value. (Second panel) Zoom on an extension where both states have a
similar probability of occupation : the average dwell times are 1.77 s in the unfolded state and
3.1 s in the folded state. Presented time range : 80 s. (Third panel) Force recorded on DNA10
(orange) as a function of time, while the extension is constant apart from stepwise increases
(black). Force flipping is observed for each extension value. (Bottom panel) Zoom on an ex-
tension where both states have a similar probability of occupation : the average dwell times
are 0.11 s in the unfolded state and 0.25 s in the folded state. Presented time range : 10 s. The
transition rate is much higher for DNA10 than for RNA10.
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If for the sake of simplicity we consider the equilibrium case, the estimation of the opening
force is of the form F = DGtot/L, but the molecular elasticity influences both the characteristic
energy (DGtot = DGm f old +DGstretch, in the notations of Table 2) and the characteristic length
L (L is the sum of the molecule length at zero-force and the force-induced extension). As can
be seen from Table 2, the stretching energy contributions are sizeable for both DNA and RNA.

The hysteresis is larger for RNA18 than for RNA10 and the same holds for DNA18 com-
pared to DNA10. This mainly arises from a loop-length dependence of the folding force. As
shown in Table 1, the folding forces significantly decrease with increasing loop size, while
the unfolding forces change weakly. To initiate hairpin folding a loop must form to approach
the bases of the stem for base pairing. As folding occurs against an external force F in the
present case, this initiation requires a mechanical work of the order W = FL, where L denotes
the length of the unfolded loop. For similar W (energy fluctuations of similar amplitude), the
different L thus implies that folding of the small-loop hairpin occurs at higher F than folding
of the large-loop one. Of note, it was found by fluorescence techniques that even without ex-
ternal force the rate of hairpin closing decreases with increasing loop size [38].

We find that the transition rate k0 is smaller for the RNA hairpins than for their DNA
counterparts. As shown in Figure 2.13, the RNA hairpin that exhibits smaller k0 also shows
longer dwell times in both hairpin states. Smaller k0 leads to larger hysteresis in the constant
velocity measurement, since both unfolding and folding happen statistically later on the force
ramp. This relation between k0 on the one hand and magnitude of the force hysteresis on the
other hand is observed in our measurements. RNA10 (resp. 18) exhibits smaller k0 and larger
hysteresis than DNA 10 (resp. 18) at given velocity. For example, the transition length L cor-
responding to RNA10 unfolding (resp. folding) is ⇠20 nm. Considering a typical equilibrium
dwell time of 1 s for this hairpin (estimated from Figure 2.13, second panel), a pulling velocity
of 50 nm/s induces a displacement of 50 nm during this time. This displacement is larger than
L, and the folding (resp. unfolding) transition is thus highly unlikely. The unfolding transition
(resp. folding) thus occurs out of equilibrium at this speed. On the contrary, the shorter dwell
time of DNA10 (⇠0.1 s) induces a displacement (⇠5 nm) that is smaller than L (⇠15 nm) and
allows for flipping between the two states. In this case, the measurement can be considered as
close to equilibrium (Figure 2.9.a, inset).

As shown in table 2.3, the transition state is closer to the folded state than to the unfolded
state. We convert the values of x! to the number of unfolded nucleotides, using a procedure
described earlier [39]. For DNA10 (resp. DNA18) the transition state corresponds to 9 (resp.
11) unfolded nucleotides, or base pair 5-6 of the hairpin stem counted from the bottom. For
RNA10 and RNA18 we obtain 5 (resp.6) nucleotides, corresponding to base pair 3 from the
bottom. We tentatively attribute these positions to the stem sequence : the first base pairs from
the bottom are three G·C (Figure 2.2), conferring a greater stability to the bottom compared to
the top of the stem. This interpretation is consistent with the fact that no intermediate state is
observed during hairpin unfolding. Simply speaking, when the mechanical work becomes suf-

Extrait de l’article "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].
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ficient to unfold the initial G·C rich regions, the whole stem bursts open cooperatively. Within
our model that assumes a single transition state, the folding of the hairpin is correspondingly
expected when the G·C rich part of the stem reforms. The fact that no intermediate states were
observed in our measurements indicates that the folding and unfolding transitions occur with
a high degree of cooperativity.

For comparison, we have calculated unfolding free energy landscapes of the hairpins. This
study is described in section S8 of the supplementary information. The calculations are based
on mfold free energies, include the sequential energy contributions of the different base pairs
of the stem and the single-stranded loop, but do not include cooperativity. Interestingly the
calculated landscapes exhibit their maxima at the top of the hairpin stem, in contrast to the
measurements indicating transition states closer to the bottom of the stem. The differences are
significant. First, they provide additional support to the idea that cooperativity is important for
all investigated hairpins. Moreover, the comparison suggests a higher degree of cooperativity
in RNA than in DNA, since we experimentally observe that the RNA hairpins exhibit smaller
x! than the DNA hairpins.

There are structural arguments both for the stem and the loop that support a stronger co-
operativity of the RNA hairpin as compared to the DNA hairpin. The stem of the RNA hairpin
exhibiting a A-form helical structure is shorter and therefore more compact than the stem of
the DNA hairpin, which is a B-form double helix. In the RNA helix, the constraint caused
by the opening fork may thus more easily extend over several base pairs than in the DNA
helix. It is expected that interactions between nucleotides in the hairpin loop contribute in a
non-negligible manner to the overall stability. Indeed RNA is known (and DNA suspected) to
build non Watson-Crick basepairs and we note that mfold does not fully take the correspon-
ding free-energy contributions into account [2, 40]. The 2’-OH group of the RNA nucleotide
forms hydrogen bonds, while the 2-H of DNA does not. In this regard, NMR studies of chi-
meric RNA stem/DNA loop hairpins revealed that 2’-H in the hairpin loop reduces the overall
stability and also suggests that the structure of the stem, A-form or B-form, strongly influences
the loop structure [41].

We tentatively attribute the slower dynamics of the RNA hairpins to a stronger coopera-
tivity. For strong cooperativity, barriers against folding and unfolding may be localized and
high, since they can cumulate energy contributions of many structural elements. With weak
cooperativity, on the other hand, the energy contributions of the structural elements distribute
more equally over the reaction coordinate, high local barriers are less probable to occur and
therefore passage of this landscape by a random walk that is biased by the external force is
faster.

Measurements on more complex RNA structures showed pronounced structures in the
force versus extension curves (or length versus force curves for force-clamp measurements)
and hysteresis occurred even at low pulling speed [42, 43, 39], in qualitative agreement with

Extrait de l’article "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].
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the present findings. Recently, an investigation of the mechanical properties of double-stranded
RNA under force and torque has been published [44]. The authors applied torque to a torsio-
nally constraint double-stranded RNA construct using magnetic tweezers. They investigated in
particular a plectonemic buckling transition. They find that the characteristic transition rate of
this buckling transition is two orders of magnitude smaller for double-stranded RNA than for
double-stranded DNA. It is interesting to mention this study in the present context because it
shows a slower dynamics for RNA than for DNA, although the buckling transition is different
from hairpin folding.

A typical RNA molecule has a complex three-dimensional shape stabilized by several
duplexes. The individual duplexes are connected by single strands of varying length, which al-
lows for propagation of conformational changes within the RNA structure. This propagation of
strain and displacement is influenced by the elasticity of the connecting single strands. Forces
of the order k/Dx develop, where k is the stiffness of the molecular linker and Dx the relative
displacement. This global picture suggests that the configuration studied in the present paper
represents an elementary building block of complex three-dimensional structures formed by
a single-stranded nucleic acid chain. Specifically, our result that the dynamics of folding and
unfolding under mechanical load is slower in RNA hairpins than in the corresponding DNA
hairpins translates itself into predicting that RNA structures are dynamically more stable. In
other words, structures formed by single-stranded DNA rather than RNA exhibit significantly
faster inter-conversion between alternative configurations. There are of course good reasons
of evolutionary origin to explain why the domain of biologically-active three-dimensional nu-
cleic acid structures is traditionally occupied by RNA. Our suggestion that RNA structures are
dynamically more stable than DNA structures may be an interesting additional argument to
understand why single-stranded DNA was not selected to become a molecule that assures its
biological role by a complex internal structure.

2.3.4 Conclusion

Cette partie est extraite de l’article "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et
al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].

Two RNA hairpin structures of different loop size were compared with their DNA equiva-
lents. Under the same experimental conditions, the forces needed to unfold the DNA hairpins
are systematically lower. Hysteresis between unfolding and folding is more pronounced for
RNA than for DNA. For all studied hairpin types, the hysteresis increases with the pulling
speed. Imposing a constant distance, spontaneous force flips are observed for the large loop
DNA hairpin, but are absent for the equivalent RNA structure. For small loop hairpins, flip-
ping between the folded and unfolded states occurs with both DNA and RNA. Comparison of
the experimental data with a theoretical description allowed us to estimate the position of the
transition state and a characteristic transition rate. The latter is found to be smaller for RNA
than DNA. From all these results emerges the picture that RNA exhibits a more pronounced

Extrait de l’article "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].
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out-of-equilibrium character than DNA. The force-induced conformational dynamics of hair-
pins is slower in RNA than in DNA. The results suggest that structures made of RNA are more
stable against internal and external forces than structures made of single-stranded DNA and
therefore the former are more apt to form complex structures that are required for an active
biological function.

Extrait de l’article "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].
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2.3.5 Supplementary Information

Cette partie est extraite de l’article "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et
al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].

Precision of the measured force hysteresis compared to the precision of separately mea-
sured folding and unfolding forces.

Calibration uncertainty limits the precision of the measured force to about 5 % in our
experimental case. Major causes are variability in sample viscosity, uncertainty in the distance
between the coverslip surface and the beads and variations in diameter, refractive index and
deviations from spherical shape of the beads. These quantities influence the force calibration
derived from the power spectral density of a captured bead. Experimental noise also affects the
precision of the measured force and amounts to DF ' 0.25 pN for the unfolding and folding
forces and acquisition rates of this study. The precision is slightly lower for the determination
of the zero-force baseline, possibly due to the close proximity of the beads that can lead to
cross-talk and weak rearrangement of the beads in the traps. We estimate the precision of our
zero-force baseline to DF0 ' 0.5 pN. Given these contributions, we can estimate the precision
of the measured unfolding force DFun, folding force DFf o and force hysteresis DFhys as follows.

DFun = DF +DF0 +0.05(Fun)

' 0.75pN+0.05(Fun)

DFf o = DF +DF0 +0.05(Ff o)

' 0.75pN+0.05(Ff o)

DFhys = 2 DF +0.05(Fun�Ff o)

' 0.5pN+0.05(Fun�Ff o)

This simple analysis shows that we have a higher precision on the hysteresis measurement
than on the opening and closing forces. Calculated DFun, DFf o and DFhys for the four hairpins
at 50 nm/s are provided in Table 2.4.

Tableau 2.4 Estimation of the error in the measured unfolding force, folding force and
force hysteresis for the four hairpins at 50 nm/s.

hairpin DFun (pN) DFf o (pN) DFhys (pN)

DNA10 1.05 1.05 0.50
DNA18 1.05 0.90 0.65
RNA10 1.40 1.20 0.75
RNA18 1.50 1.05 0.90
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Hysteresis distributions for the four hairpins at 50, 300, and 450 nm/s.

Figure 2.14 Histograms of the hysteresis measured on the four hairpins at 50 (top), 300
(middle), and 450 (bottom) nm/s. The solid lines correspond to the fit with the calculated
convolutions of p! and p (Eqs. 4-6). The number of measured molecules and cycles are
given in Table S3. The rmse is in the range (1.0-5.0)⇥10�3 for each fitted histogram.



2.3. HAIRPINS UNDER TENSION : RNA VS DNA 43

Calculation of hysteresis histograms and associated error bars.

On a stretch and release cycle, the unfolding and the folding forces are the result of inde-
pendent events, and are thus uncorrelated. Consequently, for a given molecule and at a given
speed, the hysteresis Fun�Ff o can be calculated combining values from different cycles. The
histogram (for a given hairpin, at one speed) was obtained in three steps : first, all the unfol-
ding forces measured were paired with all the folding forces measured on the same molecule in
order to generate all possible hysteresis values. Second, the obtained values were weighted de-
pending on the actual number of stretch and release cycles performed on this molecule. Third,
a histogram was built from the values obtained with all the molecules probed. The number of
event ni in each histogram bin was normalised to the probability pi = ni/N, with N the total
number of cycles performed. The error bars have been determined using the variance of the bi-
nomial law [45], leading to the following uncertainty in the probability : pi±(pi(1� pi)/N)1/2.
They are shown for every histogram of this publication.

Theoretical unfolding free-energy landscapes

In this section, we present energy landscapes obtained by sequential calculation of mfold
free-energy contributions. We consider the expression

Etot( j) =
j

Â
i=1

E(i)�F l( j,F), (2.3.1)

with

E(i) =
⇢

Ebp(i)+Estretch : i nstem
Eloop/nloop +Estretch : nstem < i nstem +nloop,

where nstem = 13, nloop = 5 for DNA10 and RNA10 and nloop = 9 for DNA18 and RNA18.
The binding energies of the base pairs Ebp and the loop energies Eloop are obtained by mfold.
Estretch denotes the energy required to extend a single-strand of two nucleotides from zero-
force to F . The term �F l( j,F) on the right of Eq.8 accounts for the mechanical work of the
generated single-strand of j base pairs exhibiting a length l( j,F) at force F . Estretch and l( j,F)
are determined as described in section S1. This one-dimensional theoretical description of the
unfolding energy landscape has been used in earlier studies, for instance by the Block group
[20] and our group [35, 46].

In figure 2.15, we present the landscapes calculated for the hairpin structures at different
forces. In all cases of relevance to our measurements the maximum of the landscape occurs at
the last base pair of the stem, i.e. at the top of the stem in the representation of main text figure
2.2. The experimental results, however, indicate transition states that are closer to the bottom of
the stem. A way to account for this discrepancy consists in assuming that the base pairs in the
vicinity of the opening fork are destabilized. This is a way to introduce cooperativity. More
pronounced destabilisation corresponds to stronger cooperativity and would lead to smaller
x!.

Extrait de l’article "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].
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Figure 2.15 Unfolding energy landscapes calculated for the DNA (left panel) and RNA
(right panel) hairpin structures at 0, 8, 10, and 13 pN externally imposed force. The da-
shed lines represent the large loop hairpins (DNA18 and RNA18), and the solid lines the smal-
ler loop ones (DNA10 and RNA10). The stem of the two DNA (resp. RNA) hairpins being
identical, at a given force the curves are superimposed from 1 to 12 unfolded base pairs.
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As a main result this supplementary section indicates that cooperativity is required to ac-
count for the experimentally observed positions of the transition state. In agreement with the
discussion section of the main text, our observation of significantly smaller x! for RNA than
for DNA suggests that cooperativity is stronger in RNA.

Influence of DG on the fitted parameters

At constant trap distance force flipping between the folded and unfolded states can be ob-
served for hairpins DNA10, RNA10 and DNA18. We measure the force F1/2, for which the
average dwell times in the folded and unfolded states are equal. This allows us to experimen-
tally estimate DG. We have DG= F1/2L, where L is the change in the hairpin length induced by
a transition at the force F1/2. Measured F1/2 and derived DG values are presented in table 2.7.
The table contains no line for RNA18, since flipping is not observed for this hairpin. The ener-
gies obtained from F1/2 and the DGtot values of Table 2 agree within 30%. Using the energies
obtained from F1/2 rather than the theoretically predicted DGtot values in the fitting procedure
changes neither x! nor the ratios between the transition rates k0, as can be seen by comparing
table 2.7 and table 2.3.

Extrait de l’article "Hairpins under tension : RNA versus DNA", Bercy et al., Nucl. Acids Res., 2015 [19].
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Tableau 2.5 Increase of hysteresis with displacement velocity. The values correspond to
the maximum of the fit of the measured hysteresis distribution to our out-of-equilibrium model.

hairpin hysteresis at 50 nm/s hysteresis at 450 nm/s
(pN) (pN)

DNA10 0 2
DNA18 2.5 4.5
RNA10 5 7.5
RNA18 8.5 9.5

Tableau 2.6 Number of molecules and stretch-release cycles that were measured and
analyzed.

hairpin 50 nm/s 150 nm/s 300 nm/s 450 nm/s
(mol./cyc.) (mol./cyc.) (mol./cyc.) (mol./cyc.)

DNA10 15 / 70 12 / 46 8 / 49 5 / 52
DNA18 15 / 70 13 / 95 7 / 68 6 / 51
RNA10 48 / 148 44 / 152 16 / 125 7 / 91
RNA18 29 / 114 21 / 150 17 / 122 9 / 124

Tableau 2.7 Force F1/2 measured at constant trap distance, energy DG derived from F1/2,
and the parameters x! and k0 obtained by fitting our hysteresis measurements using DG
derived from F1/2.

hairpin F1/2 DG x! k0
(pN) (kJ/mol) (nm) (s�1)

DNA10 6.3 56 4.4 (2.4�7.1)⇥10�3

DNA18 7.0 70 4.6 (1.0�2.5)⇥10�4

RNA10 11.0 117 3.1 (1.8�3.0)⇥10�5



Chapitre 3

Action des protéines hélicases sur
les structures secondaires d’ARN

Le biologiste passe, la grenouille reste...

Jean Rostand

3.1 Les protéines hélicases

Les protéines hélicases sont associées à l’ouverture des hélices double brin d’acides nu-
cléiques. Certaines sont spécifiques des doubles brins d’ADN, d’autres des doubles brins
d’ARN. D’autres encore sont polyvalentes, au moins in vitro. La spécialité des hélicases acide
nucléique spécifiques peut provenir (entre autres) de la différence de structure des doubles
hélices selon l’acide nucléique qui les compose : l’ADN leur confère une structure de type B,
alors que l’ARN provoque une structure de type A (Introduction). L’accessibilité des petit et
grand sillons dépend du type d’hélice.

Selon la présence ou l’absence de certains motifs d’acides aminés, les hélicases (ADN
et ARN) sont classées selon 5 « superfamilles ». Les protéines à motif DEAD, étudiées dans
ce projet, font par exemple partie de la superfamille SF2. Les protéines de cette famille sont
retrouvées dans quasiment tous les processus impliquant des polymères d’acides nucléiques :
transcription, traduction, formation du ribosome [47, 48]... Leur structure est proche de celle
de nombreuses hélicases à ADN processives (capables de séparer activement de longs frag-
ments d’ADN double brin), bien que les hélicases à ARN le soient rarement. Elles comportent
deux domaines de type RecA (protéine bactérienne de recombinaison) permettant la liaison au
substrat (Figure 3.1). Une molécule d’ATP peut se fixer entre ces deux domaines. Le « coeur
hélicase » (constitué des deux domaines RecA) contient 12 motifs à séquences caractéris-
tiques, qui permettent de classer ces protéines en différents sous-groupes. Le motif DEAD est
un exemple de motif II.

47
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Figure 3.1 Modèle 3D de la protéine Ded1. La structure tertiaire présentée est basée sur
la structure cristallographique résolue d’une protéine de séquence proche. Les deux domaines
de type RecA sont séparés, et l’ATP vient se placer au centre. Le substrat ARN est aussi
représenté.

Les protéines à motif DEAD

Les protéines DEAD contiennent la séquence Asp-Glu-Ala-Asp (D-E-A-D) en motif II.
Ce sont des protéines très conservées, déjà présentes chez les bactéries et les virus, et qui
se retrouvent chez l’humain. Leur substrat est l’ARN. Elles présentent une activité ATPase
ARN-dépendante. Une fois fixées à l’ARN elles peuvent hydrolyser l’ATP. Certaines hélicases
DEAD sont capables de déstabiliser de courts fragments d’ARN double brin (⇠ 10 paires de
bases). Ce type d’activité permet entre autres le réarrangement de structures secondaires de
l’ARN, et rend possible la directionnalité de réactions complexes (l’assemblage du ribosome
en est un exemple). Le mécanisme de cette déstabilisation est toutefois encore débattu. En
pratique, des protéines de ce type sont retrouvées dans presque tous les processus biologiques
impliquant de l’ARN [47, 48].

3.1.1 Exemples de protéines à motif DEAD

La protéine Ded1

Ded1 est une protéine issue de la levure S. cerevisiae (Figure 3.1) ; elle comporte le motif
DEAD. Il s’agit de l’homologue de DDX3 chez l’humain. Elle intervient dans de nombreux
processus impliquant des molécules d’ARN : épissage des ARNs messagers, transcription des
ARNs issus de la polymérase III, initiation de la traduction, assemblage du ribosome 40S,
dégradation de l’ARN... Ded1 a une activité ATP-ase assez importante, et une bonne capa-
cité de liaison à l’ARN. Il a été montré qu’elle peut déstabiliser de courts fragments d’ARN
double brin si ceux-ci sont adjacents d’un fragment simple brin (10-15 paires de bases), indif-
féremment dans les sens 50 ! 30 ou 30 ! 50, mais elle est non processive. Sa fixation sur un
ARN simple brin n’implique pas la reconnaissance d’une séquence spécifique. In vivo, son site
de fixation est probablement guidé par la structure de son substrat et de protéines cofacteurs
[49, 50].
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Figure 3.2 Représentation de la fixation de DbpA au hairpin ARN H92. Le domaine
de fixation à l’ARN (RBD) de la protéine (rose) vient interagir avec le hairpin 92 du site
de transfert peptidique du ribosome. Il s’agit sur ce schéma de l’analogue de DbpA chez B.
Subtilis[54]. Figure reproduite à partir de : Journal of Molecular Biology, 402, Hardin et al.,
Copyright 2010, avec la permission de Elsevier.

La protéine RhlE

RhlE est une protéine à motif DEAD de la bactérie E. coli. C’est une des rares protéines
DEAD à pouvoir avoir pour substrat de l’ARN purement double brin, elle ne nécessite donc
pas d’extension simple brin pour se fixer à une structure (in vitro). Elle n’a par ailleurs pas
de séquence spécifique de fixation connue. Comme Ded1, c’est une protéine non processive,
capable de déstabiliser seulement de courts fragments double brin (⇠ 15 paires de bases) [51].
RhlE présente une affinité pour les hélices ARN/ADN comparable à celle pour les doubles
brins d’ARN.

DbpA

Dbpa est une protéine d’E. coli faisant partie de la famille des hélicases DEAD. Elle in-
tervient dans l’assemblage du ribosome lors de la phase tardive de maturation de la sous-unité
23S [52, 53]. L’hélicase DbpA, non processive, est particulière en ce qu’elle possède (au moins
in vitro) un site de fixation spécifique sur la boucle d’un hairpin au niveau du centre de trans-
fert peptidique du ribosome (hairpin H92, Figure 3.2). Deux autres hairpins (H90 et H91)
sont impliqués dans l’interaction avec la protéine, et augmentent la stabilité du complexe [54].
Ils ne sont cependant pas indispensables à l’activité de DbpA [55]. Le domaine de fixation à
l’ARN (RBD) de DbpA est une partie fortement structurée de la protéine, de même que les
domaines de type RecA, responsables de l’activité hélicase. Ces deux éléments sont reliés par
une chaîne d’acides aminés moins structurée, plus flexible. Une fois le RBD fixé sur son site,
cela permet de mettre en contact les domaines « RecA » avec une hélice d’ARN à déstabiliser.
Contrairement à la fixation des domaines de type RecA, la fixation de DbpA à l’hélice H92 ne
nécessite pas la présence d’ATP.
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3.1.2 Étude des protéines hélicases en molécule unique

Avec les avancées de différentes techniques d’observation et de manipulation de molé-
cules uniques (en particulier les pinces optiques et le FRET), les années 90 ont marqué les
débuts d’études biomécaniques de protéines variées [56]. L’étude des protéines hélicases en
molécule unique remonte aux années 2000. Elle concerne principalement les hélicase à ADN,
plus processives, avec tout d’abord des expériences en FRET [57], puis par piégeage optique
[58, 59, 60]. Des études plus récentes utilisent conjointement la mesure de force et les obser-
vations en fluorescence [61]. En ce qui concerne les hélicases à ARN, les résultats obtenus en
molécule unique sont plus limités. Une étude parue en 2001 [62] rapportait l’observation par
imagerie AFM d’une activité de séparation des doubles brins d’ARN par DbpA. Plus récem-
ment, la déstabilisation de structures secondaires d’ARN par des hélicases DEAD (CYT-19 et
Ded1) a été observée en FRET [63]. Enfin, un article publié en juin 2015 rapporte l’observation
par mesure de force sur molécule unique de la déstabilisation d’un hairpin ARN par un com-
plexe protéique constitué d’une hélicase DEAD (eIF4A) et de plusieurs cofacteurs [64]. La
manipulation d’ARN par piégeage optique étant courante dans notre laboratoire, nous avons
débuté une étude de l’activité d’hélicase à ARN (de la famille DEAD) par cette méthode.

3.2 Notre étude de l’activité des protéines à motif DEAD
par mesures de forces

Des expériences préliminaires avec les protéines Ded1 et RhlE ont été réalisées sur les
hairpins RNA10 et RNA18 décrits dans le chapitre précédent. La boucle (simple brin) du
hairpin devait servir de site de fixation à Ded1, et nous nous attendions à une modification du
signal d’ouverture des hairpins en présence de l’une ou l’autre de ces hélicases. Aucun résultat
en ce sens n’ayant pu être observé avec Ded1 ou RhlE, nous avons décidé de nous concentrer
sur DbpA, qui a l’avantage de posséder un site de fixation spécifique, et aussi une meilleure
affinité pour l’ARN (du moins sur ce site) que les autres protéines DEAD.

3.2.1 Les constructions pour l’étude de DbpA

Afin d’observer l’activité de DbpA, nous avons tiré parti de la présence du site de fixa-
tion spécifique pour immobiliser la protéine à proximité de l’hélice dont nous souhaitions
suivre la déstabilisation. Les constructions présentées ici ont été réalisées par Hala Bounihi
et Thierry Bizebard, dans le cadre d’une collaboration avec l’Institut de Biologie Physico-
Chimique (IBPC). Elles ont été inspirées par le travail de Diges et al. [55], qui ont étudié la
déstabilisation d’une hélice ARN par DbpA sur un substrat bimoléculaire. Dans leurs expé-
riences, un oligomère d’ARN (<10 bases) est hybridé à un ARN plus long contenant le hairpin
H92, site de fixation de la protéine. Pour nos expériences en molécule unique, un fragment
d’ARN a été ajouté afin de fermer la construction (Figure 3.3).

Les premières expériences sur ce substrat n’ont montré aucun signe de présence de DbpA.
Afin d’améliorer l’affinité de DbpA pour la séquence, les hélices voisines impliquées dans
sa fixation ont donc été ajoutées. La séquence d’ARN retenue, présentée figure 3.4, contient
donc les hairpins H92 (site principal de fixation) et H90 de l’ARN ribosomique. L’hélice H91
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Figure 3.3 Séquence pour l’étude de l’activité de DbpA en molécule unique. Cette sé-
quence contient le hairpin H92. Les quatre nucléotides du site de fixation spécifique de DbpA
sont entourés en vert. Le substrat bimoléculaire utilisé par Diges et al. [55] (séquence explicité)
a été fermé par une séquence arbitraire de 11 nucléotides. L’hélice cible de la déstabilisation
est indiquée en orange.

a été prolongée afin d’ajouter une hélice cible pour la déstabilisation, tout en conservant une
construction fermée. Il est ainsi possible d’effectuer, comme pour les hairpins du chapitre pré-
cédent, plusieurs cycles d’ouverture et de reformation sur une même molécule. De la même
façon que pour les constructions à hairpin, la séquence d’intérêt est insérée entre deux poi-
gnées ARN d’environ 2000 bases. Ces poignées sont ensuite hybridées à leur complémentaires
d’ADN, préalablement fonctionnalisés afin de pouvoir être liées à des billes micrométriques
(fonctions biotine/ streptavidine et digoxygénine/anti-digoxygénine, figure 1.3). Afin de favo-
riser la formation de la structure secondaire attendue, les constructions sont placées dans un
tampon contenant un sel divalent (50 mM KCl, 50 mM Hepes pH 7.5, 5 mM MgCl2). Ces
conditions correspondent à celles utilisées majoritairement par l’équipe d’Uhlenbeck [55].

3.2.2 Conditions expérimentales

Les constantes cinétiques d’activité de DbpA dans les expériences d’enzymologie clas-
siques sont bien définies [65]. DbpA peut être vue comme une ATPase activée par la présence
de son substrat ARN. Dans une solution saturée en ATP, la constante apparente de fixation
avec l’ARN mesurée est 10 nM. Les expériences en molécule unique sont toutefois très dif-
férentes des expériences d’enzymologie : ce n’est pas l’activité moyenne de la population de
protéines qui est sondée, mais l’activité individuelle d’une protéine présente sur la molécule
d’ARN immobilisée au moment de la mesure. Il faut donc se placer dans des conditions où
statistiquement, toutes les molécules d’ARN sont occupées par une protéine. Pour cela, il est
nécessaire d’utiliser des concentrations bien supérieures à celles suggérées par les constantes
mesurées par les tests classiques. De plus, il est très difficile de connaitre la concentration en
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Figure 3.4 Séquence pour l’étude de l’activité de DbpA en molécule unique. Cette sé-
quence contient les hairpins H90, H91, et H92 impliqués dans l’interaction du RBD de DbpA
avec l’ARN ribosomique 23S. Les quatre nucléotides du site de fixation spécifique sont entou-
rés en vert, et l’hélice cible de la déstabilisation est indiquée en orange. Cette construction est
aussi adaptée à partir des études menées par l’équipe d’Uhlenbeck [55].
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protéines réellement présente lors d’une mesure. En effet, les protéines ont fortement tendance
à s’adsorber aux interfaces. Contrairement aux expériences réalisées « en tube », où le volume
de réaction est grand et la surface de contact avec le récipient faible, nos expériences « sur
lamelle » présentent le rapport d’aspect inverse. La surface de contact avec les lamelles est
grande, et additionnée de la surface de contact avec les micro-billes utilisées pour le piégeage.
La concentration effective de protéines est donc notablement plus faible dans la cellule expé-
rimentale que dans la solution initiale. Nous avons donc utilisé de très fortes concentrations en
protéines, mais les valeurs indiquées ne correspondent pas aux concentrations effectives.
La protéine est ajoutée juste avant le début de l’expérience : après l’incubation des billes avec
les constructions présentées précédemment, la solution est diluée dans un tampon favorable à
l’activité de DbpA (50 mM KCl, 50 mM Hepes pH 7.5, 5 mM MgCl2, 5%glycerol, 0.1 mM
DTT, 0.1 mg/mL BSA) [55]. Sont ensuite ajoutés, selon les expériences, 1 ou 2µM de DbpA
et 2 mM d’ATP.

3.3 Les résultats obtenus

3.3.1 Expériences à vitesse constante

Caractérisation des constructions en l’absence de protéines

En l’absence de DbpA, la réponse des constructions à une rampe de déplacement (50 nm/s)
est celle attendue pour la déstabilisation d’une structure secondaire de taille modérée (Figure
3.5). Comme décrit dans le chapitre 2, la première partie de la courbe montre une augmentation
de la force avec le déplacement. Cela correspond aux réponses entropique, puis enthalpique
des poignées hybrides ADN/ARN. Le modèle WLC décrit bien la réponse en force dans cette
zone. Aux alentours de 9 pN, une chute brutale en force se produit, d’une amplitude d’environ
2 pN. Une certaine variabilité a été observée au niveau de ce saut en force : dans environ 1/3
des cas, celui-ci présente une étape intermédiaire, de durée variable (Figure 3.6). Ce saut ne
correspond en général pas à l’ouverture complète de la construction, et des flips sont souvent
observés entre l’état d’arrivée du saut et l’état d’ouverture complète (Figure 3.6). Une étude
plus systématique du nombre de paires de bases ouvertes à chaque étape révèle une grande
variabilité dans les états intermédiaires rencontrés. Ceci est probablement dû à la présence
d’interactions non Watson Crick dans la grande boucle d’ARN. Par comparaison, dans le cas
du hairpin RNA18 du chapitre précédent (qui présente une boucle de taille similaire), l’ou-
verture de la tige intervient aux alentours de 15 pN, sans étape intermédiaire. Avec une force
d’ouverture presque deux fois moindre, des interactions non Watson-Crick dans la boucle de
la construction DbpA peuvent être révélées. De plus, des interactions tertiaires sont prévues
entre les différentes hélices de la construction, ce qui peut complexifier son signal d’ouverture.
Enfin, il n’est pas à exclure que des structures secondaires alternatives à celle attendue soient
présentes dans notre échantillon. L’occurence du saut peut toutefois être attribué à la présence
de la tige à la base de la construction. En effet, en présence d’un oligo compétiteur à cette sé-
quence, le saut disparait après une première ouverture de la construction. L’ouverture devient
alors progressive, avec un signal assez mal défini.



54 CHAPITRE 3. INTERACTION ARN / HÉLICASES

20

15

10

5

0

F
o
rc

e
 (

p
N

)

1.51.41.31.21.1

Position (µm)

Figure 3.5 Courbe de réponse en force des constructions pour l’étude de DbpA en l’ab-
sence de la protéine. La courbe foncée correspond à l’extension de la construction. La pre-
mière partie de la courbe correspond à la réponse élastique des poignées hybrides. Aux alen-
tours de 10 pN, une chute brutale en force est observée. Il s’agit de la déstabilisation du frag-
ment d’ARN ribosomique structuré contenant le site de fixation de DbpA. La courbe claire
correspond à la relaxation de la construction. La re-structuration de la séquence est progres-
sive.
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Le signal de référence en l’absence de protéine sera donc défini par un saut net se pro-
duisant à un force toujours supérieure à 6 pN, et pouvant présenter une étape intermédiaire.
Ce signal n’est pas modifié par l’ajout d’ATP dans la solution. Une hystérésis est visible entre
les signaux d’ouverture et de reformation de la construction. Cette dernière intervient à basse
force, généralement en plusieurs étapes.

Indices de la fixation de DbpA, variabilité

D’après la conception des constructions de cette étude, DbpA devrait faciliter la désta-
bilisation de l’hélice à la base de la structure. Le signal attendu devrait donc présenter une
ouverture à plus basse force, et potentiellement plus progressive que le signal de référence.
L’ouverture du reste de la construction sera accompagné de l’éjection de la protéine. Selon
l’effet stabilisant ou déstabilisant de la fixation de cette dernière, l’ouverture pourrait se pro-
duire à plus haute force, ou au contraire être confondue avec l’ouverture de la tige à la base de
la structure.

Comme détaillé en introduction, DbpA peut se fixer à l’ARN en absence d’ATP (fixation
au hairpin H92), mais la déstabilisation d’une double hélice se fait avec consommation d’ATP.
Un signal spécifique de l’activité hélicase de DbpA ne sera donc observé que si la solution
contient à la fois la protéine et de l’ATP. Aucune différence de ce type n’a été observée entre
les expériences avec et sans ATP, en présence de DbpA.

Lorsque DbpA est ajoutée au mélange expérimental (avec ou sans ATP, donc), les signaux
d’ouverture observés se diversifient. Les profils observés en l’absence de la protéine sont tou-
jours présents, mais des ouvertures à des forces inférieures à 6 pN sont aussi observées. Dans
ces cas, le signal peut comme précédemment présenter un saut net, avec ou sans étapes. Des
profils nouveaux apparaissent, qui contiennent des zones d’ouverture progressive. Les signaux
enregistrés sont donc très variables, aussi bien au niveau de leur forme que de la force d’ou-
verture, qui peut varier de 4 à plus de 10 pN. Bien évidemment, certains de ces signaux cor-
respondent à des cas où la protéine est absente. Il est donc attendu d’obtenir une certaine
proportion de profils similaires au cas sans protéine. La figure 3.7 présente un exemple d’ou-
verture de la construction en présence de DbpA où le profil observé est très différent du cas de
référence. Aucun saut de grande amplitude n’est observé, mais l’ouverture semble se produire
assez régulièrement à partir de 6 pN. Après cette zone, lorsque la construction est entièrement
déstabilisée, les courbes avec et sans protéine se superposent parfaitement. Les hélices de fixa-
tion de DbpA ont donc elles-aussi été déstabilisées, et la protéine a été éjectée. Cet état final
similaire au cas sans protéine est systématiquement observé (tous les enregistrements ont été
faits jusqu’à une force finale d’au moins 15 pN).

Classification des profils d’ouverture observés

Afin de quantifier les fréquences relatives des différents profils, ceux-ci ont été classés en
8 catégories, détaillées figure 3.8. Celles-ci sont basées sur la présence et l’ordre des étapes
progressives et des sauts. Les deux dernières (6b et 7) représentent le cas sans DbpA. Des
exemples correspondant aux différentes catégories sont donnés figure 3.9. Les 5 premières
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Figure 3.6 Agrandissement de courbes de réponse en force des constructions pour
l’étude de DbpA en l’absence de la protéine. Les flèches indiquent le début de l’ouverture
de la construction. Trois cas sont représentés ici. Les courbes ont été arbitrairement décalées
en position par rapport à la courbe centrale pour une meilleure lisibilité. Courbe bleu clair :
saut net sans étape. Courbe bleu foncé : Saut avec étape ; des flips sont observés ⇠0.05 µm
après le saut. Courbe violette : saut avec étape, puis flip sur l’état intermédiaire du saut.
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Figure 3.7 Courbe de réponse en force des constructions pour l’étude de DbpA en ab-
sence et en présence de la protéine La courbe violette correspond à la réponse en force des
constructions en absence de la protéine, déjà décrite figure 3.5. La courbe rose présente la ré-
ponse obtenue en présence de DbpA. Sur cet exemple, les deux courbes sont très différentes :
en présence de la protéine, l’ouverture est progressive, avec quelques sauts de faible amplitude.
Avant et après la zone d’ouverture, les deux courbes sont parfaitement superposées.
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1) progressif 
(pente négative)

2) saut(s)  
avec étape(s)

3) très progressif 
(pas de pente négative)

4) 1er saut net 
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Figure 3.8 Représentation schématique des différents profils d’ouverture en présence
de DbpA. Les différents profils ont été classés selon la présence ou l’absence de sauts nets, et
le signe de la pente de la courbe dans la zone de déstabilisation de la structure secondaire.

correspondent à des profils observés uniquement en présence de la protéine, et sont caractéri-
sées par la présence d’une zone d’ouverture progressive (3.9 zooms cat 1 et 4), ou de plusieurs
sauts de faible amplitude. Ces 5 profils sont observés à des forces variables, à l’exception de
la catégorie 3 (ouverture très progressive) où il n’est pas possible de définir une force d’ouver-
ture. La catégorie 6, présentant un saut net sans étape, a été subdivisée pour isoler le cas déjà
observé sans protéine : l’ouverture se produisait alors systématiquement à une force supérieure
à 6 pN (6b), alors que des cas d’ouverture inférieure à 6 pN (6a) sont observés en présence de
DbpA.

Les probabilités correspondant à l’apparition du profil de chaque catégorie sont représen-
tées figure 3.10. Elles correspondent au cas où la solution expérimentale contient à la fois
DbpA et de l’ATP. La présence d’un saut net à force supérieure à 6 pN (6b), profil le plus cou-
rant en l’absence de DbpA, voit sa fréquence diminuer fortement en présence de la protéine,
au profit des autres catégories. Environ 40% des signaux avec DbpA présentent une ouverture
progressive (catégorie 1) ou très progressive (catégorie 3), sans aucun saut net.

Comme annoncé au paragraphe précédent, ce type de signal est observé à la fois en pré-
sence et en absence d’ATP en solution. Il ne peut donc pas s’agir de l’activité hélicase de
DbpA, qui est ATP-dépendante. Une modification du profil d’ouverture peut toutefois être due
à la seule fixation de DbpA sur la construction. Les signaux de la catégorie 4, où un saut net
est observé à une force supérieure à 6 pN et suivi d’une ouverture plus progressive, pourraient
correspondre à ce cas : l’ouverture de l’hélice « cible » n’est pas modifiée (saut net), mais la
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Figure 3.9 Exemples des différents profils d’ouverture en présence de DbpA. Le panneau
supérieur présente un exemple pour chaque profil d’ouverture décrit dans la figure 3.8. Les
courbes ont été arbitrairement décalées en position. Quatre agrandissements sont présentés
dans les panneaux inférieurs. Les zones concernées sont matérialisées par des rectangles noirs
dans le panneau supérieur.
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Figure 3.10 Probabilités correspondant à l’apparition des différents profils observés en
absence et en présence de DbpA. Les barres violettes correspondent aux profils observés en
l’absence de DbpA, les rouges au cas où la protéine est présente, dans une solution contenant
de l’ATP. Environ 40% des signaux avec DbpA présentent une ouverture progressive (caté-
gorie 1) ou très progressive (catégorie3), sans aucun saut net. Dans ces mêmes conditions, la
proportion d’un saut net à haute force (6b) diminue fortement.

déstabilisation des hélices impliquées dans la fixation de DbpA est modifiée par sa présence.
Les cas d’ouverture à plus basses forces pourraient traduire l’interaction des domaines de type
RecA de DbpA avec l’hélice cible, sans pour autant que cette interaction ne soit active. Il n’est
pas à exclure que la présence de la protéine modifie la structuration de la construction, et que
la géométrie obtenue ne soit donc pas celle attendue. Une structure secondaire avec des hélices
moins stables présenterait une ouverture à plus basse force, éventuellement moins structurée.
DbpA est connue pour être une hélicase peu processive, son activité est donc limitée à la dé-
stabilisation d’hélices courtes. L’hélice cible qui lui est ici présentée a une énergie d’environ
28 kBT à 29˚C, ce qui correspond aux stabilités maximales sur lesquelles une activité de DbpA
a été rapportée [55]. Il est possible que pour une telle hélice, l’activité hélicase de DbpA soit
systématiquement masquée par l’ouverture mécanique imposée. Quelques expériences com-
plémentaires ont été réalisées afin de contourner ce problème.

3.3.2 Expériences complémentaires

Expériences à position constante

Afin de ne pas ouvrir mécaniquement la construction avant que DbpA n’ait pu déstabili-
ser son hélice cible, des expériences à position constante ont été réalisées. Dans ce cas, les
pièges sont amenés à une distance telle que les poignées sont alignées et légèrement étirées,
mais l’hélice cible n’est pas ouverte. Avec les constructions initiales, il faut pour cela imposer
une force d’environ 3 pN. A une force si petite, le rapport signal/bruit n’est pas satisfaisant.
Nous avons donc préparé de nouvelles constructions avec une hélice cible allongée de 3 nu-
cléotides afin d’augmenter la stabilité de la première hélice à ouvrir. Ces constructions ont
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été réalisées à l’IBPC par Virya Ok et Thierry Bizebard. Avec cette nouvelle version, il est
possible de travailler à position constante sous une force d’environ 6 pN, et ainsi d’avoir un
rapport signal/bruit acceptable. L’hélice cible a alors une stabilité supérieure à celle que peut
ouvrir DbpA (⇠37 kBT à 29˚C), mais l’application d’une force réduit sa stabilité effective.
Mais même dans ces conditions, aucune activité ATP-spécifique de type hélicase n’a pu être
observée.

Hypothèses quand à l’absence d’activité hélicase

L’activité ATP-dépendante de notre échantillon de DbpA en conditions « classiques » a
bien évidement été vérifiée. Cela a été fait en FRET, sur un substrat bimoléculaire. Le proto-
cole détaillé (proposé par Thierry Bizebard) est présenté en annexe (Test en FRET de l’activité
de DbpA).

L’activité hélicase de DbpA n’a jamais été observée sur un substrat fermé, comme l’est
notre construction. Il est possible que la contrainte imposée par la fermeture de la molé-
cule entraine une structuration incompatible avec l’activité de DbpA. Nous avons essayé de
mettre au point une expérience en FRET sur une construction fermée, afin de tester par un
autre moyen l’activité de DbpA sur notre substrat. Cela n’est pas chose facile puisque dans le
cas d’une construction fermée, l’ouverture de l’hélice n’implique pas l’éloignement des deux
brins. Ceux-ci sont en effet maintenus proches l’un de l’autre par le reste de la construction.
Les fluorophores pour le FRET ne peuvent donc pas être directement placés sur la tige à ouvrir.
De plus, la réhybridation intramoléculaire des deux brins est favorisée. Le test mis au point
reposait donc sur un signal de FRET (ou de quench) entre un fluorophore placé sur un oligo
compétiteur de l’hélice cible (en grand excès), et un autre placé sur un oligo complémentaire à
la poignée prolongeant la boucle (Figure 3.11). Les résultats préliminaires de ce test n’ont pas
fourni de réponse quant à l’activité de DbpA, et il n’a pas été poursuivi. Ce test est mentionné
ici dans l’hypothèse d’une reprise ultérieure de ces travaux.

3.4 Conclusion

Malgré quelques résultats suggérant un effet de la protéine DbpA sur la déstabilisation des
hélices ARN, nous n’avons pas obtenu de signature claire de son activité hélicase. L’objec-
tif initial du projet était de tirer profit d’un outil qui paraissait parfaitement adapté, le double
piège optique, pour visualiser simplement l’activité hélicase des protéines à motif DEAD sur
une double hélice d’ARN. Il semble que notre protocole expérimental ne le permette pas.
L’hypothèse la plus probable est que la construction préparée n’adopte pas la structure prévue,
et ne permette donc pas la fixation correcte de DbpA. La séquence ajoutée pour obtenir la fer-
meture de la construction peut aussi avoir un effet défavorable pour la fixation de DbpA. Nos
mesures semblent bien indiquer une interaction de DbpA avec la structure d’ARN, mais quelle
qu’en soit la raison, cette interaction ne permet pas la fonctionnalité de la protéine. Une autre
hypothèse est que la mise sous tension de l’hélice cible de l’hélicase empêche son activité. Le
problème viendrait alors de la nature même de la mesure.
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Figure 3.11 Représentation schématique du test de l’activité hélicase de DbpA sur un
substrat fermé. La construction utilisée pour le test en FRET ne contient que la partie struc-
turée de la construction utilisée en molécule unique, les poignées hybrides ont été retirées.
Seules 20 bases environ sont conservées de chaque côté. Gauche : en l’absence de DbpA, l’hé-
lice cible est hybridée. Un des oligonucléotides portant un fluorophore est hybridé à la courte
poignée prolongeant la boucle. Droite : en présence de DbpA, l’hélice cible est ouverte, et le
deuxième oligonucléotide (en grand excès) peut être hybridé. Les deux fluorophores sont alors
suffisamment proches pour qu’un signal de FRET (ou de quench) ait lieu.
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La publication très récente d’une étude de l’hélicase eIF4A (spécifique de l’ARN, appar-
tenant à la famille DEAD) par mesure de force [64], dans une configuration de double piège
optique proche de la nôtre, apporte une perspective différente. L’équipe de Block a montré
qu’eIF4A n’a une activité hélicase processive ATP-dépendante que lorsqu’elle est associée à
au moins deux de ses cofacteurs (eIF4G et eIF4B). Hors de ce complexe, la déstabilisation de
l’ARN double brin est soit absente (si la concentration en eIF4A est inférieure à 1 µM), soit
indépendante de la présence d’ATP (pour une concentration de 3-5 µM). Ce dernier résultat,
très proche de ce que nous avons observé avec DbpA, est interprété comme une capture par la
protéine d’une ouverture spontanée de quelques paires de bases. Il ne s’agit alors pas d’une ac-
tivité catalytique, et ce processus ne nécessite pas d’ATP. Il requiert cependant une très grande
concentration de protéines, et est bien moins efficace que l’ouverture catalytique en présence
du complexe. Il est possible que de la même façon, l’activité de DbpA soit fortement dépen-
dante de protéines cofacteurs. Contrairement au cas de eIF4A, peu de données à ce sujet sont
disponibles.

Une étude fine visant d’une part à déterminer précisément la structure adoptée par l’ARN,
et d’autre part à étudier l’activité de DbpA sur des substrats fermés, nous a semblé dépasser
largement le cadre de cette thèse et sortir tout à fait de ses objectifs initiaux. En l’absence
de données supplémentaires quant à d’éventuels cofacteurs de DbpA, la mise en place d’un
système proche de celui utilisé pour eIF4A paraît prématurée. C’est pourquoi, après avoir
consacré un temps beaucoup plus long qu’initialement prévu à l’étude des protéines à motif
DEAD par mesure de force, nous avons décidé de ne pas poursuivre ce projet.
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Chapitre 4

Surétirement d’hybrides ARN/ADN

Il n’est point nécessaire que toutes les
questions trouvent leur réponse. Pour les
plus importantes, c’est déjà beaucoup
qu’elles aient été posées.

Friedrich Hebbel

4.1 La double hélice d’ADN sous haute force : le surétire-
ment

4.1.1 Les débuts

Dans les chapitres précédents, les forces appliquées sur les acides nucléiques n’ont jamais
dépassé 20-30 pN. Dans ces conditions, la structure en double hélice du polymère n’est pas
altérée. Cependant, les polyacides nucléiques peuvent supporter des forces bien supérieures
sans rupture. La caractérisation des acides nucléiques sous haute force a débuté avec les expé-
riences de peignage moléculaire (1994-1995) : des ADNs double brin fixés par une extrémité
à une surface étaient alors alignés, puis étirés par le recul d’une interface air-eau [66, 67].
Des forces supérieures à la centaines de piconewtons peuvent ainsi être appliquées, avec pour
effet une extension des molécules de plus de 2 fois leur longueur cristallographique initiale.
Ce phénomène a ensuite été caractérisé avec plus de précision, notamment grâce à des ex-
périences de piégeage optique. Il a ainsi été montré que lorsque la force exercée sur un ADN
double brin atteint⇠ 65 pN, une transition se produit : la molécule s’allonge alors à force quasi
constante, jusqu’à atteindre une longueur de 70% supérieure à sa longueur cristallographique
initiale [68, 69]. C’est ce qu’on appelle le phénomène de surétirement. Ces observations ont
été interprétées comme une altération de la structure hélicoïdale de la molécule, soit par dé-
roulement de l’hélice, soit par séparation des brins (Figure 4.1). Ce phénomène est réversible :
si la force exercée sur la molécule est relâchée, celle-ci peut retrouver sa structure initiale. Dès
ces premières expériences il a été observé que les conditions expérimentales, en particulier la

65
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composition du tampon, influaient à la fois sur la force à laquelle se produit la transition et sur
la présence d’une hystérésis lors du retour à la structure initiale.

4.1.2 Les différents mécanismes de surétirement de l’ADN

Selon la topologie du double brin d’ADN étudié, différents profils de surétirement ont
été observés par mesure de force sur molécule unique. En cela, le mode d’attachement de la
construction à son support (billes piégées ou lamelle) a un rôle important [70, 71, 72]. Lorsque
la molécule est contrainte en torsion, c’est à dire qu’elle ne peut pas tourner sur elle-même
librement, le plateau de surétirement intervient à des forces supérieures à 100 pN. Si cette
contrainte est relâchée par la présence d’une liaison simple permettant la rotation (au moins
une extrémité libre, « nicks », attachement sur une boucle d’ADN...), la transition intervient
autour de 65 pN comme observé initialement. Différentes études ont été réalisées afin d’obtenir
des informations détaillées sur le mécanisme moléculaire à la base du surétirement. En parti-
culier, le couplage des expériences de mesure de force avec la mesure de fluorescence permet
de repérer la présence d’ADN simple brin dans la molécule en surétirement. Cette technique
a permis de mettre en évidence 3 modes de surétirement dont la présence dépend à la fois de
la topologie de la molécule, de sa séquence (et donc des variations locales de stabilité), de la
vitesse d’étirement, et de la composition du tampon expérimental [73].

Le premier mode correspond à la génération de simples brins à partir d’une discontinuité
topologique (Figure 4.1). Les liaisons hydrogène entre les brins sont alors rompues. Devant
l’absence de traduction satisfaisante, ce mode sera ici dénommé « peeling ». Dans le deuxième
mode, des liaisons hydrogène sont aussi déstabilisées, mais les deux brins restent ancrés l’un à
l’autre par des zones hybridées. Il se forme localement des « bulles » où deux simples brins se
font face, mais la molécule reste topologiquement fermée. Le dernier mode correspond à un
déroulement de la double hélice, mais les liaisons hydrogène sont maintenues. Cela correspond
à la forme S de l’ADN, en opposition à la forme B de la double hélice classique. C’est le
peeling qui induit la présence d’une hystérésis sur les signaux de mesure de force (Figure 4.2).
Dans ce mode, l’un des brins est libre de former une pelote statistique favorable aux polymères
en solution, alors que l’autre est maintenu sous étirement. Lorsque la force est diminuée, la
réhybridation des brins est retardée par rapport au cas où ceux-ci sont maintenus en contact.
En outre, lorsque l’extension de la molécule est réalisée à faible vitesse (typiquement jusqu’à
quelques centaines de nm/s), le peeling présente une signature caractéristique en dents de scie.
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Figure 3.1 – The overstretching transition of dsDNA under tension. [A]. Typical
force-extension curve of a 3’-3’ attached DNA, with free 5’ ends (inset). The elastic
properties of DNA below the overstretching force of 65 pN can be described by the
extensible worm-like chain model (WLC, grey line). At 65 pN, the DNA molecule un-
dergoes the overstretching transition, during which the intrinsic contour length of the
DNA increases from 100% to about 170%. [B]. In a 3’5’-5’3’ attachment geometry,
where all four strand ends are linked to the microspheres (inset), the overstretching
force raises to 110 pN. The elastic properties of this DNA construct is well described by
the extensible worm-like chain model (WLC, grey line) up to forces of arround 40 pN.
[C]. Schematic representation of two models explaining the nature of the overstretching
transition. In the first model, the transition is due to gradual cooperative unwinding
of the DNA double helix resulting in a base-paired structure, "S-DNA", resembling a
parallel ladder. In the second model, force-induced melting of the two strands causes
the transition. This force-induced DNA denaturation can occur via two mechanisms,
force-induced bubble melting or strand unpeeling.

65

Figure 4.1 Représentation schématique des différents modes de surétirement. 1ère
ligne : double hélice d’ADN libre de toute contrainte mécanique. Les bases sont appariées, et
la structure hélicoïdale. 2ème ligne : ADN double brin sous forme S. La structure hélicoïdale
est localement perdue. L’appariement des bases est maintenu. 3ème ligne : « bulle fondue ».
Les liaisons Watson-Crick entre les bases sont rompues sur un domaine de la molécule. De part
et d’autre de ce domaine, les liaisons sont conservées. Les deux simples brins ainsi générés
sont donc maintenus sous tension. 4ème ligne : peeling de l’ADN. Les liaisons Watson-Crick
entre les bases sont rompues à partir d’extrémités libres. Un des simples brins générés est ainsi
libéré de toute contrainte mécanique, alors que l’autre est maintenu sous tension. Figure issue
de la thèse de Peter Gross.
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This construct maintains an overstretching transition at ∼65 pN,
proving that strand unpeeling is not a requirement for DNA
overstretching. This observation substantiates several other
reports that found that torsionally unconstrained dsDNA can
overstretch via two distinct modes: strand unpeeling and an al-
ternative mechanism (12, 15, 16, 19). The latter is associated with
a surprisingly small negative entropy change and is favored when
intramolecular electrostatic repulsion is reduced by appropriate
salt concentration and temperature (15, 16, 19). In consensus
with theoretical studies (8, 11), it has been argued that this ad-
ditional mechanism of DNA overstretching is consistent with the
formation of S-DNA (4, 8, 11, 12, 19). However, as Zhang et al.
(16) revealed, the nature of DNA overstretching in the absence
of unpeeling is complex; the competition between melting-bubble
and S-DNA formation is unclear. Additionally, structural tran-
sitions associated with overstretching can also be sequence-
dependent, with S-DNA being favored in GC-rich sequences (19).
In an effort to provide an approach that embraces all essential

aspects of DNA overstretching (temperature, ionic strength, and
DNA topology and sequence), this article, together with a com-
panion study byZhang et al. (20), reports a unique single-molecule
approach to the problem. Using optical tweezers and fluorescence
microscopy, the current article reveals that melting-bubble and
S-DNA formation can both compete with strand unpeeling
during overstretching. We demonstrate that the balance between
the three mechanisms is determined by DNA topology as well as
the local DNA stability. Zhang et al. (20) use single-molecule
calorimetric methods to reach an identical conclusion. The results
of these two investigations are mutually supportive.

Results
At Low Ionic Strength (50 mM NaCl), Melting Bubbles Form When
Unpeeling Is Prohibited. We first sought to discover the mecha-
nism of overstretching in the case where no discontinuities (i.e.,
free ends or nicks) exist in the phosphate backbone, and thus
unpeeling is prohibited. To this end, we used a topologically
closed, but torsionally unconstrained, dsDNA construct, similar
to that reported recently by Paik and Perkins (13). In our case,
a modified lambda phage (λ) DNA molecule (∼48,500 bp) was
bound between two optically trapped beads via a single biotin
embedded in a five-nucleotide loop on one end of the molecule
and biotins attached to the complementary strands of the other
end of the molecule, as illustrated schematically in Fig. 1A Upper.
Force-extension measurements on such a construct, obtained at
50 mM NaCl, yielded two distinct sets of behaviors. In one subset
of experiments (∼65% of cases), reported in Fig. 1B, significant
hysteresis in force was observed during DNA overstretching and
subsequent retraction of the end-to-end distance. The force–
distance profile (Fig. 1B) is highly structured during retraction,
reminiscent of the stick-slip dynamics of strand unpeeling (14).
This suggests that such molecules (designed to be topologically
closed) in fact exhibit nicks in the backbone, which serve as
nucleation sites for strand unpeeling (Fig. 1B Upper) (13). For
the other subset of experiments, however, there was no meas-
ureable hysteresis in force during DNA overstretching and sub-
sequent end-to-end retraction (Fig. 1A). This is consistent with
reports by Paik and Perkins (13), and we thus ascribe such
molecules to topologically closed DNA constructs.
We next aimed to determine the ratio of ssDNA to dsDNA for

both cases reported above, using fluorescence microscopy.
To this end, we used fluorescently labeled (EGFP) RPA to
identify regions of ssDNA (21), and the fluorescent DNA
binding agent Sytox (22) to probe B-form dsDNA. Sytox was
used as a B-DNA probe because this dye has a contrasting
excitation–emission spectrum to that of EGFP-RPA (thus allowing
dual-color fluorescence measurements). We confirmed that these
fluorescent probes do not perturb the structure or thermodynamics
of overstretched DNA significantly under our experimental
conditions (Figs. S1–S4 and SI Text).
Fig. 1C displays fluorescence images of EGFP-RPA and Sytox,

respectively, obtained from experiments on topologically closed

DNA that was extended 50% into its overstretching plateau.
From the panels in Fig. 1C it is clear that both RPA and Sytox
bind in a disperse fashion throughout the DNA molecule. Be-
cause the DNA construct is topologically closed, the presence
of RPA (and thus ssDNA) can only be explained by localized
domains where base pairing is broken (i.e., melting bubbles). The
phosphate backbones, however, remain under tension. For com-
parison, Fig. 1D displays analogous fluorescence images derived
from a DNA construct deduced to possess nicks in the backbone.
In this case, the entire DNA molecule is accounted for by just
two domains each of ssDNA and dsDNA, with contiguous
binding of RPA and Sytox, respectively. This behavior is akin to
that observed for strand unpeeling (10). Indeed, as the orange
arrows in Fig. 1D highlight, application of gentle buffer flow
(∼1 μm/s) allows the unpeeled tracts of ssDNA to be identified.

Melting Bubbles Show a Strong Preference for AT-Rich Domains.
Having demonstrated that topologically closed (but torsionally
relaxed) dsDNA can overstretch via localized base-pair melting,
we next tracked the evolution of melting bubbles as a function of
DNA extension and base-pair sequence. In these experiments,
the DNA molecule was extended to various stages of over-
stretching (defined by the relative DNA extension, 1 < L/Lc >
1.7), and then exposed to RPA and Sytox sequentially. A new
DNA molecule was used for each successive extension to exclude
the role of prebound RPA or Sytox on the structural response of
DNA to applied tension. Fig. 2A displays fluorescence images
of EGFP-RPA bound to overstretched DNA, obtained for in-
creasing L/Lc. The composite fluorescence images in Fig. 2B
show that Sytox binds to the majority of domains that are not
bound already by RPA; under these relatively low salt concen-
trations (50 mM NaCl), melting bubbles continue to form as the

Fig. 1. At low ionic strength (50 mM NaCl), topologically closed DNA
overstretches via formation of melting bubbles. (A) Schematic depiction of
topologically closed λ-DNA (Upper), along with the corresponding force-
distance curves [Lower, recorded with a pulling/relaxing speed of ∼3 μm/s for
extension and retraction of the relative DNA length (L/Lc)]. Gray spheres
represent optically trapped beads; orange spheres depict biotin-streptavidin
linkages between the DNA molecule and the trapped beads. (B) Schematic
illustration (Upper) of the same construct shown in A, but with nicks in the
DNA backbone. The corresponding force-distance curves are also shown
(Lower, pulling/relaxing speed ∼3 μm/s). (C) Corresponding fluorescence
images of EGFP-RPA and Sytox for the construct shown in A. (D) Analogous
fluorescence images to those displayed in C, but obtained with a nicked DNA
construct similar to that illustrated in B. Strand unpeeling is highlighted by
dashed orange arrows. Force-distance curves in A and Bwere recorded in the
absence of fluorescent probes.

2 of 6 | www.pnas.org/cgi/doi/10.1073/pnas.1213676110 King et al.

Figure 4.2 Les deux modes de surétirement de l’ADN avec séparation des brins : bulles
fondues versus peeling [73] A. Surétirement d’un ADN double brin sans extrémité libre, non
contraint en torsion. Dans ces conditions, des zones non hybridées apparaissent, isolées les
unes des autres par des fragments où les liaisons hydrogènes sont conservées. Les « bulles
fondues » ainsi formées peuvent éventuellement grandir, puis coalescer. Pour ce régime de
surétirement, un plateau lisse est observé (courbe noire). La réhybridation se fait sans hysté-
résis (courbe rouge). B. Surétirement d’un ADN double brin avec une ou plusieurs extrémités
libres. Dans ces conditions, le peeling peut avoir lieu. Des fragments simple brin sont libérés
au niveau de ces extrémités libres. Cette libération n’est pas continue mais se fait par étapes
successives (de type « stick and slip » [74]). Pour ce régime de surétirement, un plateau en
dents de scie est observé (courbe noire). La courbe présentée ici correspond à une construc-
tion contenant plusieurs extrémités libres, et a été enregistrée à grande vitesse (3 µm/s). Pour
ces deux raisons, les dents de scie sont assez mal définies. La réhybridation se fait avec une
hystérésis (courbe rouge) qui peut être de forte amplitude. Figure extraite de King et al., PNAS,
2013 [73].
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4.1.3 Modèle du « twistable worm » pour le surétirement de l’ADN.

Dans les expériences de surétirement, les chaînes d’acides nucléiques sont soumises à
des forces bien supérieures à celles rencontrées dans les expériences décrites aux chapitres
précédents. En particulier, le comportement des doubles brins ne peut plus être décrit par le
modèle WLC extensible simple présenté au chapitre 2 et rappelé ci-dessous,
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où x représente la longueur bout-à-bout de la molécule, Lc et Lp ses longueurs cristallogra-
phique et de persistance, et F la force exercée.

Le couplage entre l’extension et la torsion des hélices d’acides nucléiques ne peut plus
être négligé dans le terme enthalpique F/K. L’énergie élastique d’une chaîne présentant si-
multanément un module de torsion C et un module élastique K comporte 3 termes : deux
correspondent aux énergies de torsion et d’étirement, et le troisième prend en compte le cou-
plage entre ces deux effets, représenté par une fonction g(F). En tenant compte du travail de la
force F , l’hamiltonien enthalpique correspondant s’écrit donc :
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avec q représentant l’angle de torsion par rapport à la structure canonique de l’hélice. Le terme
enthalpique xent est obtenu par minimisation de l’hamiltonien Hent par rapport à la force F :
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La longueur de la chaîne sous tension peut donc être réécrite sous la forme :
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Le modèle WLC fait l’hypothèse que les termes enthalpique et entropique sont indépen-
dants. Ce dernier n’est donc pas affecté par la prise en compte d’un effet de torsion dans le
terme enthalpique.

Cette description nécessite de connaître la relation g(F) entre la torsion et l’étirement de
la molécule. Des mesures d’extension par piégeage magnétique [75] ont montré que pour un
double brin d’ADN, la fonction g(F) est négative à basses forces, et change de signe autour de
30 pN. Cela traduit le fait qu’à basse force la torsion de l’hélice est amplifiée par l’étirement,
ce qui peut s’expliquer par la non conservation de son diamètre. Une forme simplifiée de g(F)
consiste à considérer que cette fonction est constante (et négative pour l’ADN) jusqu’à une
force critique Fc, puis qu’elle augmente linéairement :

g(F) =

⇢
g0 +g1Fc
g0 +g1F
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Cette forme décrit correctement le comportement des ADN double brin [23]. Un exemple
d’ajustement d’une courbe de surétirement d’un ADN double brin par ce modèle est présenté
figure 4.3. Il s’agit d’un double brin d’environ 8000 paires de bases, non contraint en torsion.
Cette mesure a été réalisée au laboratoire de Nanobiophysique à partir d’une construction
fournie gracieusement par le LaserLab de la VU University d’Amsterdam. Les paramètres
obtenus (Tableau 4.1) sont similaires à ceux présentés dans d’autres travaux aussi bien pour
l’étirement [76] que pour le couplage avec la torsion [23, 75].

4.1.4 Le cas de l’ARN

Une étude comparative réalisée par l’équipe d’Arias-Gonzalez en mesure de forces par
piégeage optique a montré que l’ARN double brin présente un comportement en surétirement
comparable à celui d’un ADN de même séquence, avec toutefois des différences notables
(Figure 4.4) [77]. Dans les deux cas, le surétirement engendre un allongement correspondant à
un excès de 70% par rapport à la longueur cristallographique de la molécule au repos. Comme
la longueur cristallographique de l’ARN est différente de celle de l’ADN à séquence identique,
la longueur obtenue après surétirement est elle aussi différente. Cela indique que même sous
haute force, la différence de structure entre les simples brins d’ADN et d’ARN perdure. Dans
leurs conditions expérimentales (étirement à 500 nm/s, 150 à 500 mM NaCl), le plateau de
surétirement observé est lisse, aussi bien pour l’ADN que pour l’ARN. Cependant, la force
à laquelle advient le plateau de surétirement est toujours légèrement plus élevée pour l’ADN
que pour l’ARN, avec une différence de l’ordre de 2 pN. En outre, l’augmentation de force
entre le début et la fin du plateau est supérieure dans le cas de l’ARN (⇠10 pN) que dans celui
de l’ADN (⇠2 pN) [77]. (Cette augmentation avait déjà été rapportée pour l’ADN[69], et est
visible sur la courbe de la figure 4.2).

L’équipe d’Arias-Gonzalez explique ces différences en force, à la fois la plus faible va-
leur de force d’initiation du plateau et sa plus grande pente pour l’ARN, par une plus faible
coopérativité de la transition de surétirement pour l’ARN que pour l’ADN. Par des mesures
calorimétriques, cette équipe a montré que de façon similaire, la transition thermique entre
les formes double et simple brin a lieu sur une gamme de température notablement plus large
pour l’ARN que pour l’ADN [77]. Il est intéressant de noter que notre étude sur les hairpins,
rapportée au chapitre 2, arrive à la conclusion inverse : dans le cas d’expériences d’ouvertures
d’une double hélice par l’application d’une force transverse à son axe, l’ARN présente un
comportement plus coopératif que l’ADN.
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Figure 4.3 Surétirement d’un ADN double brin en tampon PBS 1X (courbe noire). Ajus-
tement avec le modèle du twistable worm (courbe jaune). Les paramètres obtenus sont les sui-
vants : Fc = 25.5 pN ; g0 = -605 pN.nm ; g1 = 21.85 nm ; Lc = 2.79 µm ; Lp = 45 nm ; K = 1150
pN
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the thermograms of Figure 2. Specifically, dsRNA was shown to
melt with reduced cooperativity with respect to its DNA
counterpart. Therefore, the distinct cooperativity in the force−
extension curves is consistent with distinct fraying in the
overstretching transition, which might take place either by
melting of a putative S-form double helix35,36 or by melting of
putative B- and A-form cross-links in the overstretched dsDNA
and dsRNA, respectively.37−39 Similar less cooperative over-
stretching transitions take place for dsDNA in alcohol10,11 or at

high temperature,40 although the plateaus are also accompanied
by nonequilibrium rough force patterns that are absent in
dsRNA.
With regards to the melting hysteresis area between stretch−

relax paths,40,10 it is overall smaller for dsRNA than for control
dsDNA molecules (see Figure 5A−C), thus indicating that the
rate of strand annealing is faster for the former, as the stretch−
release cycle is almost reversible at the used loading rate. A
quantitative analysis of the hysteresis area is shown in Figure

Figure 5. Force−extension characterization of dsRNA and dsDNA substrates using optical tweezers. Inset in (A), cartoon of a double-stranded
molecule as placed in the OT (not to scale). The molecule is tethered between a bead (biotin−streptavidin linkage), held by suction on the top of a
micropipet, and an optically trapped bead (Dig−α-Dig linkage). The molecule can be stretched by moving the micropipet through a piezo-actuator.
(A−C) Force−extension curves at different salt concentrations. Blue and red dots correspond to data points of a dsRNA and a dsDNA molecule,
respectively, with their corresponding fittings, black dashed curves, to the extensible WLC model (eq 3). The fits for these examples yielded values of
(A) L0 = 1.15 μm, P = 67.7 nm, and S = 589 pN for dsRNA and L0 = 1.39 μm, P = 49.9 nm, and S = 1082 pN for dsDNA at 150 mM NaCl TE
buffer; (B) L0 = 1.14 μm, P = 59.8 nm, and S = 632 pN for dsRNA and L0 = 1.36 μm, P = 48.5 nm, and S = 1280 pN for dsDNA at 300 mM NaCl;
and (C) L0 = 1.14 μm, P = 57.7 nm, and S = 615 pN for dsRNA and L0 = 1.40 μm, P = 44.5 nm, and S = 1379 pN for dsDNA at 500 mM NaCl. (D)
Same as in (B) with extension axis of each substrate molecule normalized to its respective contour length. Dashed lines at fractional extensions 1.0
and 1.7 demarcate the elasticity regimes.

Table 1. Mechanical Properties of dsRNA and dsDNA Molecules of the Same Sequencea

L0 (nm) P (nm) Pel (nm) S (pN) Fs (pN)

AFM (Ni2+) dsRNA 1180 (50) 60 (1)
dsDNA 1430 (50) 51 (1)

MT 0 mM Na+ dsRNA 1130 (140) 66.6 (1.1) 18.6
dsDNA 1300 (100) 55.1 (2.5) 12.1

50 mM Na+ dsRNA 1060 (110) 64.1 (1.3) 16.1
dsDNA 1300 (100) 51.4 (2.6) 8.4

150 mM Na+ dsRNA 1150 (180) 59.4 (2.9) 11.4
dsDNA 1280 (160) 47.4 (2.4) 4.4

OT 150 mM Na+ dsRNA 1149 (1) 61 (3) 13 500 (29) 63.6 (2.0)
dsDNA 1397 (3) 49 (2) 6 935 (121) 65.6 (1.3)

300 mM Na+ dsRNA 1145 (1) 56 (5) 8 632 (34) 64.6 (1.8)
dsDNA 1386 (3) 46 (4) 3 1165 (156) 67.1 (1.1)

500 mM Na+ dsRNA 1143 (1) 53 (4) 5 683 (63) 65.9 (3.3)
dsDNA 1391 (5) 44 (2) 1 1203 (51) 67.0 (2.8)

aFragment from the [30286, 34286] sequence of λ DNA (47.3% GC, 4.0 kbp, Figure 1A). L0, contour length; P, persistence length; Pel, electrostatic
persistence length; S, stretch modulus; Fs, overstretching force at half transition. Standard error used (in brackets) except for the Fs and MT data
(standard deviation). Number of dsRNA sample molecules, n ≥ 11.

Journal of the American Chemical Society Article

dx.doi.org/10.1021/ja3054755 | J. Am. Chem. Soc. 2013, 135, 122−131127

Figure 4.4 Surétirement d’un ARN double brin (courbe bleue) et de l’ADN double brin
de séquence identique (courbe rouge). Le dispositif expérimental est schématisé sur la fi-
gure : la construction moléculaire est liée à deux billes micrométriques, l’une maintenue par
une micropipette et l’autre piégée optiquement. Le déplacement de la pipette est contrôlé (500
nm/s), et la force est mesurée au niveau du piège optique. Le tampon expérimental contient
150 mM de sel monovalent (NaCl). Les deux courbes sont ajustées par le modèle WLC simple
(pointillés noirs). Figure reproduite avec l’autorisation de Herrero-Galán et al., J. Am. Chem.
Soc., 2013. Copyright 2012 American Chemical Society.
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4.2 Étude de molécules hybrides ARN/ADN en surétire-
ment

4.2.1 Motivation de l’étude

Il n’existe jusque là pas d’étude publiée sur le surétirement de molécules hybrides ARN/ADN.
Nous avons donc souhaité caractériser ce phénomène. Nous nous sommes en particulier inter-
rogés sur la présence du mécanisme de peeling, celui-ci ayant été rapporté dans le cas de
l’ADN mais pas de l’ARN. Une série d’expériences préliminaires, réalisées avec la construc-
tion hybride RNA10 présentée au chapitre 2, a permis d’observer le phénomène de peeling à
une vitesse d’étirement de 50 à 200 nm/s, dans des tampons contenant 150 à 400 mM de NaCl.
Les détails du processus restaient cependant inconnus, puisque la construction RNA10 possède
4 extrémités libres et susceptibles de générer le peeling (2 extrémités ARN, et 2 ADN). Afin de
caractériser finement le surétirement des molécules hybrides, nous avons donc souhaité réali-
ser des constructions bien définies, ne présentant qu’une extrémité libre permettant le peeling
éventuel du brin d’ARN.

Dans la continuité d’une étude sur l’assemblage du ribosome entreprise dans le labora-
toire, nous nous somme intéressés à l’ARN ribosomique 23S d’E. coli. Nous avons utilisé la
configuration de surétirement dans l’optique de générer un simple brin d’ARN libre de toute
contrainte mécanique. Dans des conditions expérimentales bien choisies, le mode de peeling
permet d’obtenir un tel simple brin depuis un point connu de la construction, et de contrôler
sa taille par l’étirement imposé. Le brin ainsi libéré peut alors se structurer sans contrainte
extérieure, puisque la force est supportée par le deuxième simple brin, dépourvu d’extrémité
libre.

L’ARN ribosomique 23S établit une structure secondaire complexe, présentée figure 4.5.
Les constructions imaginées sont des hybrides ARN/ADN. L’ADN est fonctionnalisé aux deux
extrémités, et ne présente donc pas de bout libre. Le brin d’ARN n’est par contre fonctionna-
lisé que du coté 3’, ce qui laisse son extrémité 5’ libre. Ainsi, dans des conditions favorables
au peeling, le brin d’ARN sera progressivement libéré par son extrémité 5’, de façon simi-
laire à ce qu’il se produit durant la transcription (Figure 4.6). Cette configuration permettrait
d’étudier le repliement du ribosome à partir d’un ARN partiel, mimant la situation de replie-
ment co-transcriptionel. Nous serions donc dans des conditions plus proches de l’in vivo que
l’assemblage à partir d’un ARN complet. Les attachements sont réalisés avec le couple bio-
tine/streptavidine. Afin d’accroître la stabilité des points d’attachements, plusieurs biotines
sont intégrées à chaque extrémité fonctionnalisée.

Dans le cadre de cette thèse, j’ai développé un protocole pour la synthèse des construc-
tions moléculaires adaptées à cette étude. Afin de tester la faisabilité de l’étude envisagée, j’ai
ensuite caractérisé le comportement en surétirement de ces constructions (en particulier la pré-
sence de peeling) dans différentes conditions expérimentales (différents tampons et plusieurs
vitesses d’étirement).
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Figure 2 (legend opposite)

144 Large Ribosomal Subunit Protein–RNA Interactions

Figure 4.5 Schéma de la structure secondaire de l’ARN ribosomique 23S. Les six do-
maines (représentés ici de couleurs différentes) ont été définis arbitrairement afin de faciliter
la lisibilité de la structure. Il sont composés de 600, 850, 400, 350, 500, et 260 nucléotides
respectivement, dans l’ordre I ! VI. Dans notre construction, l’extrémité libre correspond
au début du domaine I. Il s’agit de l’extrémité 5’. Figure extraite de Kelin et al., Journal of
Molecular Biology, 2004 [78]
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Figure 1 | Force-induced strand unpeeling of DNA studied with
fluorescence microscopy and force spectroscopy. a, Schematic depictions
of the DNA construct used in this study undergoing unpeeling on extension.
Three ends of the DNA strands are connected to the optically trapped
microspheres. b, Three fluorescence images of partially overstretched DNA
molecules. After partial overstretching, the DNA molecules are exposed to
20 nM fluorescently labelled single-stranded binding protein eGFP–RPA in
a buffer containing up to 150 mM NaCl (50 mM shown here). Only the left
part of the DNA construct is fluorescent, indicating unpeeling has occurred
only from the left side of the DNA. c, Force–extension measurement of a
DNA construct like that shown in a. In region I, a strong deviation from the
extensible WLC (blue line) is evident. In region II, the overstretching
transition, pronounced step-wise increases in contour length can be
discerned. Inset: extended view of the same experimental curve (black),
together with the reverse process, strand reannealing on relaxation (grey).

Here, DNA is parameterized by: the contour length Lc, the
twist rigidity C , the stretching modulus S, the persistence length
Lp (refs 2,3,16), and the twist–stretch coupling g (F) (refs 5,
17,18). We followed two approaches to obtain insight into the
functional form of the force dependence of the twist–stretch
coupling. Using the tWLC model, which connects the state of
extension to the state of unwinding or overwinding, g (F) was
determined (1) from our force–extension measurements and (2)
from the force-unwinding/overwinding measurements conducted
by Gore et al. (ref. 5). To determine g (F) from force–extension
measurements, we solved equation (1) for g (F)2 (Supplementary
Eq. S5). Using this equation, the force dependence of the twist–
stretch coupling (Fig. 2a, open circles) is obtained from the
experimental force–extension curves (Fig. 2b), taking the twist
rigidity C from the literature16, and values for the persistence
length Lp, the contour length Lc and stretching modulus S

from an extensible WLC fit to the same measurement (<35 pN,
Fig. 2b). Alternatively, by applying Supplementary Eq. S3 to the
measurements of Gore et al. of the force-dependence of the
winding state, we can also gain access to the force-dependence
of the twist–stretch coupling (Fig. 2a, black line). Figure 2a shows
that both approaches for the determination of g (F) converge
to a statistically indistinguishable force-dependence of the twist–
stretch coupling (see also Supplementary Information). For forces
below ⇠30 pN, g (F) is negative and constant, with a value of
⇠�100 pNnm, in agreement with magnetic tweezers studies5,17,18.
For forces higher than 30 pN, the twist–stretch coupling rises
monotonically, until it changes sign at ⇠35 pN, where DNA starts
to unwind5. In an approach opting for simplicity we describe
g (F) as constant at forces below Fc, whereas the high-force
regime is approximated to linear order: g0 + g1F (Supplementary
Information). From force–extension measurements we obtain:
g0 =�590±50 pNnm, g1 =18±0.5 nm and Fc =30±4 pN (N =7;
errors are standard errors of the means), and the fit to g (F)
from overwinding/unwinding measurements5, shown in Fig. 2a,
yields nearly identical values (See also Supplementary Information).
Incorporation of this functional form of g (F) into the tWLC-model
results in a substantially improved description of DNA elasticity,
up to the onset of the overstretching transition (Fig. 2b). Fits of
the tWLC model to force–extension curves of the ⇠6 times longer
lambda DNA yielded virtually identical results (Supplementary Fig.
S1, g0 = �560±20 pNnm, g1 = 18±1 nm, Fc = 30±1 pN. N = 7,
errors represent standard errors of the means), indicating that g (F)
is independent of DNA length and sequence, in agreement with
ref. 18. Finally, we evaluated what this functional form of the g (F)
implies for changes in the twist of extended DNA (Supplementary
Eq. S3). Figure 2c shows the calculated change in DNA twist
using the elastic parameters obtained from a tWLC fit to force–
extension measurement compared to the overwinding/unwinding
data of Gore et al. (ref. 5). The ability of the tWLC model
to successfully describe, at the same time, force–extension and
force–twist experiments highlights that the introduction of the
force-dependent twist–stretch coupling correctly quantifies how
DNA complies to tension. A complex force dependence of the
twist–stretch coupling has been obtained frommolecularmodelling
calculations18, albeit in the low-force regime. More theoretical and
experimental effort is needed to provide a molecular basis for the
non-trivial behaviour observed here. Notably, the results of Fig. 2c
reveal that the total amount of unwinding due to tension is limited:
only ⇠3% of the total twist is lost on stretching up to the onset
of the overstretching transition. The implication of this finding is
that significant forces are required to induce DNA unwinding by
tension. In cells, where DNA is continuously subject to thermal
and protein-induced tension, this robustness of the helical structure
might be important for reliable sequence recognition by minor- or
major-groove binding proteins.
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libération de l’ARN ribosomique  
23S par l’extrêmité 5’

ADN

ARN

Figure 4.6 Schéma de la configuration de peeling pour l’étude de structures secon-
daires Une seule des extrémités de la construction est libre et permet la génération de simple
brin. Pour les constructions de ce chapitre, il s’agit de l’extrémité 5’ de l’ARN ribosomique
23S. Adapté avec la permission de Macmillan Publishers Ltd : Gross et al., Nature Physics
(www.nature.com/nphys/) , 2011 [23], copyright 2011
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4.2.2 Protocole pour la réalisation des constructions moléculaires

Les constructions pour cette étude ont été réalisées à partir du plasmide PT7rrnB. Il contient
la séquence complète des ARNs des deux sous-unités du ribosome d’E.coli, correspondant aux
ARNs 16S, 23S, et 5S, successivement. Les différentes étapes du protocole sont représentées
figure 4.7 et décrites dans cette partie.

Protocole expérimental

1. Sélectionner par PCR la portion du plasmide contenant les séquences 23S et 5S. In-
troduire le promoteur de l’ARN polymérase T7 ainsi que le site de reconnaissance de
l’enzyme de restrictions AflII par le primer « oligoF ». Introduire le site de reconnais-
sance de l’enzyme de restrictions FseI par le primer « oligoR ».

2. Transcrire in vitro la molécule obtenue précédemment. Purifier l’ARN, réserver.

3. Digérer le produit de PCR avec AflII. Traiter avec le fragment Klenow de l’ADN poly-
mérase 1, en ajoutant les nucléotides suivants au mélange : biotine-dATP, dTTP, dCTP,
dGTP. L’extrémité 3’ du brin d’ADN est maintenant fonctionnalisée par 2 biotines.

4. Digérer le produit de l’étape précédente avec FseI.

5. Ajouter l’oligo DNAbiot, et incuber avec la ligase ADN T4.À ce stade, l’extrémité 5’
du brin déjà fonctionnalisé en 3’ présente elle aussi 3 biotines.

6. L’objectif de la prochaine étape est le remplacement du brin d’ADN non fonctionnalisé
par le le brin d’ARN obtenu à l’étape 2. Pour ce faire, incuber les produits des étapes 2 et
5 dans un solvant favorable aux hétéroduplexes, sous un cycle de température permettant
dans un premier temps la déshybridation de tous les constituants, puis la réhybridation
favorable des hétéroduplexes.

7. Digérer avec EcoRI afin de détruire les doubles brins d’ADN qui auraient pu se réhybri-
der.

8. Ajouter l’oligo RNAbiot et incuber avec l’ARN ligase T4-2.

9. La construction est alors directement utilisable. Conserver à -20 ˚C

4.2.3 Description d’une courbe de surétirement typique

Paramètres mécaniques

Un exemple de courbe force-extension obtenue avec les constructions hybrides réalisées
est présenté figure 4.8. Après une phase d’étirement de la molécule sous forme de double
brin, un plateau de surétirement apparaît à une force proche de 50 pN, soit inférieure à celle
observée pour l’ADN en conditions équivalentes (55-60 pN).

La phase d’étirement du double brin peut être modélisée par le modèle « twistable WLC »
tenant compte du couplage entre l’étirement et la torsion, présenté précédemment. Comme
dans le cas de l’ADN, nous avons considéré la fonction de couplage g(F) comme une constante
à basse force, puis comme une fonction affine de la force [23].
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Figure 4.7 Schéma du protocole expérimental pour la fabrication des constructions hy-
brides ADN/ARN. Les différentes étapes du protocole sont détaillées ci-contre.
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Figure 4.8 Surétirement d’un double brin hybride ADN/ARN en tampon PBS 1X
(courbe noire). Ajustement avec le modèle du twistable worm (courbe verte). Les paramètres
obtenus sont les suivants : Fc = 25 pN ; g0 = -525 pN.nm ; g1 = 22.7 nm ; Lc = 1.175 µm ; Lp =
55 nm ; K = 1050 pN
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Les différents paramètres mécaniques de ce modèle correspondant aux ADN et ARN
double brin, ainsi qu’aux hybrides, sont récapitulés dans le tableau 4.1. Ce tableau présente
les valeurs obtenues par l’ajustement des courbes présentées figures 4.3 et 4.8, et également
des valeurs issues de la littérature, à titre de comparaison [23, 44, 77]. La longueur cristallo-
graphique lc (nm/nucléotide) obtenue pour la molécule hybride est similaire à celle d’un ARN
double brin, plus faible que celle des ADN double brin. Ceci reflète le type d’hélice adopté
par les différents acides nucléiques, A pour l’ARN et les hybrides, B pour l’ADN, l’hélice
A étant en conditions équivalentes plus courte que l’hélice B. La valeur Lc = lc.n associée
à une construction dépend évidemment aussi du nombre de nucléotides n qui la constitue.
Lc influence la position à laquelle la réponse en force passe du régime entropique au régime
élastique. Le module élastique K de l’hybride apparaît plus proche de celui des ADN double
brin, avec une valeur nettement supérieure à celles rapportées pour l’ARN. Ce paramètre in-
flue sur la pente de la courbe aux forces intermédiaires. Plus sa valeur est élevée, plus la pente
est grande. La valeur obtenue pour la longueur de persistance Lp est intermédiaire à celles
de l’ADN et de l’ARN. Son influence est sensible aux très basses forces (⇠1 pN), et a donc
peu d’influence sur l’ajustement général des courbes présentées ici. Tous ces paramètres sont
dépendants du tampon dans lequel est effectuée la mesure. Les résultats comparatifs entre les
différents types d’acides nucléiques sont cependant conservés.

Le signe du couplage étirement-torsion des polyacides nucléiques n’est pas trivial. L’in-
tuition suggère qu’une hélice se raccourcisse lorsque sa torsion est accrue (et inversement), ce
qui correspond à un couplage positif. Cependant, l’allongement d’une hélice lorsque sa torsion
augmente (couplage négatif) peut être compris en considérant le modèle suivant [75] : l’hélice
est vue comme un fil rigide enroulé autour d’un coeur cylindrique déformable. L’allongement
de l’hélice induit alors une diminution du diamètre du cylindre interne, et une augmentation
de la torsion du fil.
Alors que l’ADN présente à basses forces un couplage négatif, il a récemment été montré par
Lipfert et ses collaborateurs que le couplage de l’ARN double brin est positif [44] (Tableau
4.1). Cela pourrait être dû à la structure A de l’hélice d’ARN, différente de celle de l’ADN
(hélice B). Cette hypothèse est soutenue par des résultats de simulations numériques compa-
rant les réponses d’hélices d’ADN double brin sous forme A et B (à basses forces) : alors que
la torsion de l’hélice B est amplifiée par l’étirement, celle de l’hélice A est atténuée [79]. Dans
le cas de l’hélice A d’un hybride ADN/ARN, un couplage positif serait donc attendu. C’est
le cas pour l’ajustement présenté figure 4.8, où pour F 6 Fc, g = g0 +g1.Fc = +42.5 pN.nm,
valeur proche de celle indiquée pour l’ARN dans le travail de Lipfert et al. (g = 47.6± 13.6
pN.nm) [44]. Pour comparaison, l’ajustement de la courbe force-extension d’ADN de la figure
4.3 correspond à g =�47.9 pN.nm. De façon générale, la force à laquelle le surétirement dé-
bute diminue lorsque g (donc g0 et / ou g1) augmente. C’est bien ce qui est observé ici, avec
un début de surétirement autour de 45 pN pour la molécule hybride, valeur inférieure à celle
de ⇠50 pN obtenue pour l’ADN double brin (Figures 4.8 et 4.3).
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Tableau 4.1 Comparaison des paramètres mécaniques des hélices de différents acides
nucléiques

lc Lp K Fc g0 g1 g0 +g1.Fc
(nm/nt) (nm) (pN) (pN) (pN.nm) (nm) (pN.nm)

ADN 0 0.35 45 1150 25.5 -605 21.9 -47.9
2 0.34 49 935
3 0.35 39 1500 30 -590 18 -50

hybride 1 0.29 55 1050 25 -525 22.7 +42.5
ARN 2 0.29 60 500

4 0.28 57 350 +47.6
erreur 0,1 ±1% ±5% ±7.5% ±10% ±8% ±3% ±8%

0 ce travail : valeurs issues de l’ajustement de la courbe présentée figure 4.3, en tam-
pon 150 mM NaCl
1 ce travail : valeurs issues de l’ajustement de la courbe présentée figure 4.8, en tampon 150
mM NaCl
2 Herrero-Galan et al. [77] : valeurs obtenues par mesures de forces sur molécules uniques
avec la technique de piégeage optique, en tampon 150 mM NaCl
3 Gross et al. [23] : valeurs obtenues par mesures de forces sur molécules uniques avec la
technique de piégeage optique, en tampon 50 mM NaCl.
4 Lipfert et al. [44] : valeurs obtenues par mesures de forces sur molécules uniques avec la
technique de piégeage magnétique, en tampon 100 mM NaCl
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Les différents modes de surétirement

Comme dans le cas de l’ADN, différents modes de surétirement sont observés sur nos mo-
lécules hybrides. Les premières expériences, réalisées en tampon peu salin et à 150 nm/s, ont
révélé la présence d’un plateau en dents de scie, caractéristique du phénomène de peeling. Ce
type de plateau est systématiquement associé à la présence d’une hystérésis très marquée (Fi-
gure 4.9). La réhybridation peut présenter des sauts dont l’amplitude dépasse 10 pN. Certains
états intermédiaires sont parfois retrouvés lors de cycles successifs sur une même construction,
mais le profil de réhybridation est globalement très variable. Cela est probablement lié à une
forte structuration du brin d’ARN libéré, attendue pour la séquence du 23S (Figure 4.5). La
formation de structures secondaires (voire tertiaires) d’une grande stabilité retarde fortement
la reformation d’une hélice double brin. Comme présenté dans le chapitre 2, la dynamique as-
sociée aux structures secondaires d’ARN est relativement lente, et donne lieu à un phénomène
d’hystérésis marqué même dans le cas des structures simples que sont les hairpins. Dans le
cas du peeling de l’ARN, il arrive fréquemment que la réhybridation ne se produise pas dans
la durée de l’expérience, même lorsque la force est ramenée à une valeur quasi nulle (Figure
4.10). Cela pourrait être associé au maintient de structures secondaires dynamiquement stables
dans l’ARN simple brin libéré. Ce point sera discuté plus en détail par la suite.

Dans certaines conditions (détaillées par la suite), un plateau de surétirement lisse peut être
observé. Cela peut concerner l’intégralité du plateau de surétirement, ou seulement certaines
portions. Dans le cas où tout le plateau est lisse, une hystérésis peut, ou non, être présente lors
de la relaxation de la molécule. Ces différents cas sont présentés figure 4.9. La présence d’un
plateau lisse associé à une hystérésis, caractéristique d’une séparation des brins, peut s’inter-
préter comme la formation initiale de bulles fondues. La coalescence de ces bulles peut mener
à la libération (partielle ou totale) de simple brin d’ARN, et donc à la présence d’une hysté-
résis. Un plateau lisse sans hystérésis correspondrait alors au cas où le brin d’ARN est resté
solidaire du brin d’ADN, que ce soit en présence de bulles ou dans une forme conservant les
liaisons hydrogène (équivalent de l’ADN S).
Le mode de surétirement a un effet notable sur la force à laquelle débute le plateau. Le phéno-
mène de peeling débute à force plus basse (jusqu’à ⇠8pN) que celle à laquelle on observe un
plateau lisse. Cela reste vrai sur toute la longueur du plateau. En conditions équivalentes, un
plateau lisse marque la force limite que peuvent atteindre les dents de scie caractéristiques du
peeling (Figure 4.15, insert). C’est aussi le cas lors du surétirement d’ADN double brin.



82 CHAPITRE 4. SURÉTIREMENT D’HYBRIDES ARN/ADN

Figure 4.9 Exemple des différents modes de surétirement observés pour les hybrides
ARN/ADN. Courbes de réponse en force des molécules hybrides ARN/ADN soumises à une
rampe de déplacement (100 ou 150 nm/s), et agrandissement de la zone de surétirement (pan-
neau de droite) (tampon expérimental : 150 mM NaCl, 10 mM MgCl2, 10 mM Hepes). Dans le
panneau de droite, les différentes courbes ont été arbitrairement décalées en force. Trois modes
de surétirement sont représentés. Le mode de peeling (courbe bleue) présente un plateau en
dents de scie, et une forte hystérésis caractéristique de la libération d’un fragment simple brin.
Le mode "mixte" (courbe verte), présente un plateau lisse et une hystérésis marquée. Cela peut
s’interpréter comme l’apparition de "bulles" fondues, qui ont rejoint l’extrémité libre. Cela en-
traîne la libération de simple brin, et donc une hystérésis. Enfin, il arrive (rarement dans notre
cas, observé sur moins de 5% des constructions étudiées) qu’un plateau lisse sans hystérésis
soit observé (courbe orange). Il peut alors s’agir soit de bulles fondues restées localisées dans
la molécule, soit d’un mode conservant les liaisons hydrogène.
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Figure 4.10 Exemple de réhybridation partielle de l’hybride ARN/ADN. La courbe mar-
ron représente le premier cycle étirement / relaxation de la molécule considérée, à 10 nm/s
(tampon expérimental : 150 mM NaCl, 20 mM MgCl2, 10 mM Hepes). Un plateau mixte est
observé : la majorité du plateau est un peeling, avec une zone de plateau lisse (3.1 - 3.3 µm).
Lors de la relaxation de la construction, une hystérésis est observée. La courbe de relaxation
ne rejoint pas celle d’étirement. Lors du cycle suivant (courbe rouge), la courbe à l’étirement
se superpose à celle de relaxation du premier cycle, différente du premier étirement. Cela
traduit le fait qu’à l’issue du premier cycle d’étirement / relaxation, la conformation initiale
(totalement hybridée) n’a pas été retrouvée. Le second cycle présente donc la réponse d’une
molécule mixte ADN simple brin / hybride.
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4.2.4 Analyse énergétique pour l’estimation de la force du plateau de
peeling

La force du plateau de peeling peut être estimée en considérant un modèle énergétique
relativement simple, inspiré de celui utilisé dans [23]. Le phénomène de peeling correspond
à la conversion d’un polyacide nucléique double brin en deux simples brins, l’un seulement
restant maintenu sous tension. Cette transition implique la rupture d’une liaison Watson-Crick,
ainsi que l’étirement de la base simple brin libérée. La description de ce processus implique
quatre termes énergétiques :

– Le premier terme, Eds, correspond à l’énergie élastique par paire de bases du double
brin non encore converti. L’élasticité du double brin est décrite par le modèle « twistable
WLC », détaillé au début de ce chapitre.

– Le deuxième, Ess, correspond à l’énergie élastique par nucléotide du simple brin sous
tension déjà créé. Son élasticité est décrite par le modèle WLC simple, détaillé au cha-
pitre 2.

– Le troisième terme, Eb, rend compte de l’énergie nécessaire à la rupture d’une liaison
Watson-Crick. Sa valeur dépend du type d’acide nucléique, mais aussi de la paire de
nucléotides considérée. Les valeurs correspondant aux paires A·T, A·U, et G·C, selon le
type d’acide nucléique et selon la séquence locale (plus proche voisin), sont disponibles
dans la littérature.

– Le quatrième terme est le travail correspondant à l’étirement de la base libérée, FDL.
DL représente la différence de longueur entre une base de double brin et une base de
simple brin à la force où se produit la transition.

À la transition, Eds = Ess +Eb�FDL. Le calcul de ces différents termes énergétiques permet
donc d’obtenir une estimation de la force à laquelle se produit le phénomène de peeling.

Eds est obtenue à partir de l’intégration de la solution proposée pour le modèle « twistable
WLC » :

Eds(F) = F < x >ds (F)�
ˆ F

0
< x >ds ( f )d f (4.2.1)
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Lds
c et Lds

p sont les longueurs cristallographique et de persistance relatives à l’acide nucléique
sous forme double brin, à force nulle. Kds est le module élastique de l’acide nucléique double
brin. g(F) étant constante jusqu’à une force Fc, puis une fonction affine de F , l’expression de
Eds(F) est elle-aussi différente selon le domaine de forces considéré.
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D’après les équations (4.2.1) et (4.2.2), les expressions suivantes sont obtenues :
Pour F 6 Fc :
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Ess est obtenue à partir de l’intégration de la solution proposée pour le modèle WLC simple :

Ess(F) = F < x >ss (F)�
ˆ F

0
< x >ss ( f )d f (4.2.3)
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Lss
c et Lss

p sont les longueurs cristallographique et de persistance relatives à l’acide nucléique
sous forme simple brin, à force nulle. Kss est le module élastique de l’acide nucléique simple
brin. D’après les équations (4.2.3) et (4.2.4), l’expression obtenue pour Ess est la suivante :
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Connaissant les paramètres mécaniques des différents acides nucléiques sous forme double
et simple brin, la fonction énergétique E(F) = Ess(F)+Eb�FDL�Eds(F) est parfaitement
définie. Cette fonction est représentée figure 4.11 pour la molécule hybride étudiée, ainsi que
pour les ADN et ARN double brin correspondants. Son annulation indique la conversion de
double brin en simple brin, et donc la force moyenne du plateau de peeling.

Une analyse similaire peut être réalisée pour estimer la force de transition entre l’acide nu-
cléique simple brin et le surétirement en mode de « bulles fondues ». La transition implique en
ce cas la conversion d’une paire d’acides nucléiques sous forme double brin en deux simples
brins sous tension. La contribution énergétique Ess devient alors la somme des termes corres-
pondant à chacun des deux simples brins sous tension. Dans le cas de l’hybride, où les deux
simples brins générés sont de nature différente, le gain en longueur DL doit aussi être adapté.
Ces modifications sont détaillées en annexe. L’expression des autres termes est inchangée.
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Figure 4.11 Estimation théorique de la force du plateau de peeling. Les courbes repré-
sentatives de la fonction énergétique E(F) = Ess(F)+Eb�FDL�Eds(F) ont été représen-
tées pour l’ADN double brin (courbe rouge), l’ARN double brin (courbe bleue), et l’hybride
ARN/ADN (courbe violette). L’interaction de ces courbe avec la droite d’énergie nulle (noire)
indique la force du plateau de peeling.
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Tableau 4.2 Valeur des différents termes énergétiques à la force de transition vers le
mode de peeling du surétirement.

Ess Eds Eb Fds!ssDL DL Fds!ss
(pN.nm/nt) (pN.nm/nt) (pN.nm) (pN.nm) (nm) (pN)

ADN 6.1 2.3 9.66 13.4 0.25 53.7
hybride 5.3 1.3 10.0 13.6 0.30 45.3
ARN 4.6 7.6 14.0 11.2 0.25 44.7

Tableau 4.3 Valeur des différents termes énergétiques à la force de transition vers le
mode de « bulles fondues » du surétirement.

Ess Eds Eb Fds!ssDL DL Fds!ss
(pN.nm/nt) (pN.nm/nt) (pN.nm) (pN.nm) (nm) (pN)

ADN 7.6 4.3 9.66 13.0 0.23 56.5
hybride 6.7 7.3 10.0 9.1 0.18 50.5
ARN 5.8 8.3 14.0 11.2 0.25 44.8

Les paramètres mécaniques utilisés sont ceux rapportés dans le tableau 4.1. Il s’agit des
valeurs obtenues dans ce travail pour l’hybride ARN/ADN et pour l’ADN, ainsi que pour les
simples brins (chapitre 2). Pour l’ARN double brin, ce sont les valeurs issues de [77], avec la
fonction g choisie identique à celle de l’hybride. Les énergies Eb associées à la rupture d’une
liaison sont issues de la littérature [80, 81, 82] et rapportées dans les tableaux 4.2 et 4.3. Il
s’agit de l’énergie moyenne obtenue pour les différentes paires et les différents voisins pos-
sibles. Cela revient à considérer une molécule contenant 50% de paires G·C, ce qui est proche
du cas de nos constructions expérimentales (52% G·C). Les valeurs de DL ont été obtenues
à partir des courbes théoriques de l’élasticité de polyacides nucléiques double et simple brin
de même longueur (modèle « twistable WLC » et WLC simple). La distance entre ces deux
courbes a été mesurée à la force correspondant à la transition vers le surétirement. Les valeurs
correspondantes sont rapportées dans les tableaux 4.2 et 4.3, et sont proches de celles obtenues
à partir de courbes expérimentales.

Les valeurs obtenues pour la force de conversion F peeling
ds!ss correspondent quantitativement

à celles mesurées expérimentalement, que ce soit pour l’ADN (F peeling
ds!ss ⇠ 54 pN, à comparer

avec la figure 4.3) ou pour l’hybride (Fds!sspeeling ⇠ 45 pN, à comparer avec les figures 4.8
et 4.15). En ce qui concerne l’ARN double brin, aucune courbe représentative de peeling
n’a pour l’instant à ma connaissance été publiée. Il semble cependant cohérent d’observer le
peeling à une force inférieure à celle de l’ADN double brin, comme rapporté pour un plateau
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de surétirement lisse [77]. Étant donnée la similitude des hélices ARN double brin et hybride,
il ne parait pas non plus surprenant d’observer le peeling à une force similaire dans ces deux
cas.

L’analyse fine des différents termes énergétiques à la transition de peeling révèle cependant
des différences notables entre l’ARN double brin et les autres acides nucléiques 4.2. En parti-
culier, l’énergie Eds associée au double brin d’ARN est bien plus élevée que celles des hélices
contenant de l’ADN, alors que l’énergie Ess associée au simple brin est plus faible. Cela induit
une différence EARN

ss �EARN
ds négative, très favorable au simple brin (⇠ -3 pN.nm/nt), alors que

celles associées à l’ADN et à l’hybride sont positives (3.8 et 4 pN.nm/nt respectivement). Cela
compense une barrière énergétique Eb associée à la rupture d’une paire de base nettement plus
élevée pour l’ARN (14 pN.nm pour l’ARN, et ⇠ 10 pN.nm pour l’ADN et l’hybride).

En ce qui concerne l’ADN double brin et l’hybride, qui impliquent chacun une transition
vers un simple brin d’ADN sous tension, la différence de force F peeling

ds!ss est à relier à la variation
de longueur DL. Lors de la conversion de double brin en simple brin, la transition « hybride!
ADN simple brin » implique un gain DL = 0.30 nm. Pour celle « ADN double brin ! ADN
simple brin », le gain DL n’est que de 0.25 nm. Pour un travail similaire, la force associée au
peeling est donc inférieure dans le cas de l’hybride.

Quant à la transition vers le mode de « bulles fondues », les valeurs de Fmelting
ds!ss obtenues (ta-

bleau 4.3) sont toujours supérieures à celles de la transition de peeling. Cela correspond quan-
titativement à ce que nous mesurons lors du surétirement de molécules hybrides (F peeling

ds!ss =45
pN, Fmelting

ds!ss =50.5 pN). Dans les conditions où à la fois le mode de peeling et le mode lisse
peuvent être observés, le plateau lisse a toujours lieu à une force supérieure d’environ 5 pN à
celle de peeling. La différence est moins marquée pour l’ADN (F peeling

ds!ss =53.7 pN, Fmelting
ds!ss =56.5

pN), mais correspond toutefois aux observations expérimentales [73]. Dans le cas de l’ARN,
la modélisation ne prévoit pas de différence entre les forces correspondant au peeling et aux
bulles. Il n’existe cependant à ma connaissance pas de comparaison expérimentale publiée.

Cette analyse permet d’avoir une meilleure idée des influences relatives des composantes
énergétiques de différents modes de surétirement, et leurs variations selon le type d’acide nu-
cléique. Nos mesures sur les constructions hybrides ARN/ADN reflètent bien le comportement
attendu par cette modélisation aussi bien pour le peeling que pour les « bulles fondues ». C’est
sur cette dimension expérimentale que s’est concentré la suite de ce travail.
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4.3 Caractérisation expérimentale du surétirement d’hybrides
ARN/ADN

4.3.1 Effet de la vitesse sur le mode de surétirement observé

Aux faibles vitesses (quelques dizaines de nm/s), la sollicitation des hélices d’acides nu-
cléiques est proche de l’équilibre. Ce n’est plus vrai lorsque la vitesse atteint plusieurs cen-
taines de nm/s. Le mécanisme mis en jeu pour le surétirement pourrait donc être modifié par la
vitesse à laquelle est réalisée l’expérience. Pour notre étude, des mesures ont été réalisées à des
vitesses allant de 10 à 750 nm/s. La proportion de plateau lisse dans le plateau total augmente
avec la vitesse d’étirement (Figure 4.12). Quel que soit le tampon expérimental, la probabilité
d’observer une zone lisse à 10 nm/s est faible. Cette probabilité, ainsi que la proportion de pla-
teau concerné, augmente avec la vitesse d’étirement. De façon contre-intuitive, l’amplitude de
l’hystérésis (lorsque celle-ci est présente) ne dépend pas notablement de la vitesse. Deux dia-
grammes reprenant conjointement les effets de la vitesse et de la salinité du tampon (détaillés
au paragraphe suivant) sont présentés figure 4.16.

4.3.2 Effet du tampon expérimental sur le surétirement

La composition du tampon expérimental influe sur la stabilité des doubles hélices d’acides
nucléiques. Cet effet peut être stabilisateur (sels monovalents et divalents [24, 25, 83]), ou au
contraire déstabilisateur (formamide [84, 85], figure 4.13). Une influence du tampon expéri-
mental sur la force, et éventuellement le mécanisme de surétirement, est donc attendue.
Afin de quantifier cet effet, des expériences ont été réalisées dans divers tampons. Deux tam-
pons « classiques » utilisés en biologie moléculaire, le tampon phosphate (PB, pH 7.4) et le
tampon phosphate salin (PBS, 150 mM NaCl) ; deux contenant de fortes concentrations en sel
monovalent (1 M NaCl, 2 M NaCl) ; 3 contenant diverses concentrations en sel divalent (150
mM NaCl + 10 mM / 20 mM / 50 mM MgCl2) ; 3 contenant à la fois des sels divalents et
de fortes concentrations en sel monovalent (10 mM MgCl2 + 500 mM / 1M NaCl ; 50 mM
MgCl2 + 1 M NaCl) ; et 4 contenant du formamide (150 mM NaCl + 1% / 2.5% / 5% / 10% en
volume). Tous contiennent aussi 10 mM Hepes, pH 7.8. À titre de comparaison, l’eau de mer
contient typiquement 0.5-0.7 M d’ions monovalents et 50 mM de divalents.

Influence sur la force du début de peeling

Des courbes de surétirement réalisées dans différents tampons sont présentées figure 4.14.
La force du plateau de surétirement a été mesurée à 10 nm/s dans chacun des tampons présen-
tés (Figures 4.15). Il s’agit systématiquement de plateau de peeling. Les forces représentées
figure 4.15 correspondent à une moyenne sur toute la longueur du plateau, et sont issues de
mesures sur 5 à 15 molécules selon les cas.

Une augmentation de la concentration en MgCl2 de 0 à 50 mM induit une augmentation
de 10% de la force où se produit le peeling, soit un décalage de 5 pN environ. L’effet des
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Figure 4.12 Effet de la vitesse sur le surétirement d’hybrides ARN/ADN. La vitesse d’éti-
rement a une forte influence sur le mode de surétirement observé. Les courbes représentées ici
correspondent à quatre extensions successives d’une même molécule (tampon expérimental :
150 mM NaCl, 10 mM MgCl2, 10 mM Hepes). Les deux vitesses extrêmes (10 et 750 nm/s)
sont représentées dans le panneau supérieur. Un agrandissement sur la zone du plateau est
présenté dans le panneau inférieur, pour toutes les vitesses. Dans ce panneau, les courbes sont
décalées en force de 2, 4 et 6 pN par rapport à l’enregistrement à 10 nm/s. A 10 nm/s (courbe
rouge), un plateau de peeling avec des dents de scie très marquées est observé. Lorsque la
vitesse est augmentée à 300, 500, puis 750 nm/s (courbes respectivement bleue, turquoise, et
verte), des zones de plateau lisse apparaissent. Celles-ci sont indiquées par des flèches sur les
courbes du panneau inférieur. A 750 nm/s, la majeure partie du plateau est lisse. Lors de plu-
sieurs enregistrements à une même vitesse sur une même molécule, la position et la longueur
des zones lisses peuvent varier notablement.
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DNA:DNA and ribosomal RNA:DNA hybrids are shovm in Figs. 2 and 3. The T-^i
for either E. coli or human DNA decrease linearly with increasing concen-
tration of formamide. However, the effect of formamide on the Ti/2±'s

of ribosomal RNA:DNA hybrids is considerably more complex. Initially at low
concentration of formamide a large reduction of 1\/2 i-s observed. As the
formamide concentration is increased the T,/2-'s a r e progressively less
affected than the T^^i'8 o f t h e corresponding DNAs. The most important
point is that at high formamide concentrations the RNA:DNA hybrids are much
more stable than the DNA:DNA duplexes.

Representative melting curves of synthetic duplex polymers are given in
Figure 4. The results of all the determinations of Tj^d'8 a s a function of
formamide concentration are shown in Figure 5. The experimental results
indicate that the T^/2d' double stranded synthetic polymers respond
differently to increasing concentrations of formamide. For example, the
Tl/2d ° ^ P° ly dA:dT is reduced by 0.75°C per % formamide) whereas the
of poly dG:dC is reduced by 0.5°C per % formamide). Although the T|/2d's

of most synthetic RNA:DNA hybrids decrease linearly with increasing concen-
tration of formamide, the T^^d ° ^ P° ly rG:dC decreases nonlinearly and thus
is similar to RNA:DNA hybrids.
Association Rates. The experiments described in the previous section confirm
the hypothesis that RNA:DNA duplexes are more stable than DNA:DNA duplexes in
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Fig. 2 The Tj^i'8 o f £• C° H- DNA and rRNA:DNA hybrids are shown as a
function of formamide concentration in 0.3 M NaCl, 0.01 M Tris, pH 7.8.
Approximately 5ug of E. coli 32P DNA (specific activity 2000 cpm/ug) was
used to determine the Tj^i ^or each melting curve. The Tj^i'8 o f rRNA:DNA
hybrids were determined with 2500 cpm for each melting curve.

1544

 at ESPC
I Ecole superieure de physique et de chim

ie industrielles on July 13, 2015
http://nar.oxfordjournals.org/

D
ow

nloaded from
 

Figure 4.13 Température de dénaturation d’hybrides ARN/ADN. Il s’agit de la déna-
turation thermique d’un fragment d’ARN ribosomique d’E. coli et des ADNs double brins
correspondants, en fonction de la proportion (en volume) de formamide dans le tampon. Pour
cette figure, le tampon de référence est 0.3 M NaCl, 0.01 M Tris, pH 7.8. Figure issue de Casey
et al., Nucl. Acids. Res., 1977 [84], avec la permission de Oxford University Press.

sels monovalents est moins marqué. En revanche, l’ajout de formamide a un effet fort sur le
peeling. Ainsi, à 10% de formamide en volume, la force du plateau de peeling baisse de 40%
par rapport aux tampons qui en sont dépourvus (référence choisie à 45 pN, force caractéristique
observée en tampon PB et à faible concentration en sels divalents). L’effet du formamide sur
la température de dénaturation des acides nucléiques est étudié de longue date [84]. Dans le
cas de l’ADN, un mécanisme expliquant l’affaiblissement des hélices double brin est proposé
[85]. Le formamide étant un solvant protique, il tend à remplacer les molécules d’eau formant
des liaisons hydrogènes avec acides nucléiques hydratés [85]. Cela induit une modification
du potentiel ionique des hélices, tendant à les déstabiliser. Les hélices hybrides sont moins
affectées que les ADN double brins par le formamide (Figure 4.13), mais ce mécanisme reste
valable pour expliquer leur déstabilisation.

Bien que développé dans le cadre d’une dénaturation thermique, ce raisonnement reste
pertinent dans notre cas de déstabilisation sous force. Il est toutefois difficile de comparer de
façon quantitative ces deux types d’expériences tant les mécanismes impliqués sont différents.
En particulier, les expériences sous force induisent une tension au sein de la molécule (longitu-
dinale pour la configuration de surétirement, transversale dans le cas des hairpins du chapitre
précédent), alors que la dénaturation thermique repose sur des fluctuations déstabilisant les
paires de bases. Après dénaturation, la molécule déstabilisée thermiquement peut adopter une
conformation de pelote statistique, alors que la tension générée par la présence d’une force
reste appliquée au simple brin formé (au moins à l’un des brins en configuration de surétire-
ment).
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Figure 4.14 Exemples de courbes de réponse en force lors de l’étirement d’hybrides
ARN/ADN dans différents tampons expérimentaux. Pour toutes les courbes, la vitesse
d’étirement est de 10 nm/s. La force du plateau de peeling varie notablement avec le tam-
pon expérimental utilisé. En considérant le tampon PB1X comme référence (courbe noire),
une augmentation en force de 10% est observée en tampon divalent (50 mM MgCl2 + 150
mM NaCl, courbe rouge). A l’inverse, la force diminue de 40% lorsque le tampon contient
10% de formamide (courbe bleu clair).
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Figure 4.15 Force du plateau de peeling mesurée pour un étirement à 10 nm/s dans diffé-
rents tampons expérimentaux. La valeur présentée (l) est la force moyenne sur l’intégralité
du plateau de surétirement. Les barres d’erreur correspondent à la moyenne des maxima et des
minima des dents de scie du plateau. Panneau supérieur : la force du plateau ne dépend pas de
la concentration en sels monovalents du tampon expérimental (symboles noirs). Elle diminue
par contre fortement lorsque du formamide est ajouté. A l’inverse, cette force augmente avec
la concentration en sels divalents. Le panneau inférieur représente d’une part la variation de
la force du plateau en fonction de la proportion (en volume) de formamide dans le tampon
expérimental (courbe bleu, ajustement linéaire), et d’autre part cette variation en fonction de
la concentration en sels divalents (MgCl2) dans le tampon (courbe rouge, ajustement linéaire).
Les triangles (s) représentent la force mesurée sur un plateau lisse dans le même tampon.
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Comme représenté figure 4.15, l’amplitude du plateau de peeling (différence de force entre
les extrémités supérieure et inférieure des dents de scie) atteint 5-8 pN, et ce quel que soit le
tampon expérimental utilisé.

Influence sur le mode de surétirement

La proportion de plateau lisse par rapport au plateau en dents de scie a été mesurée dans
des tampons de concentration en sels monovalent et divalent variables. Les résultats sont pré-
sentés figure 4.16.

Dans les différents tampons dépourvus de sels divalents utilisés, aucun mode autre que
le peeling n’a été observé à une vitesse d’étirement de 10 nm/s. Dans les tampons contenant
MgCl2, des zones de plateau lisse sont parfois visibles dès cette vitesse. Plus la concentration
en sel bivalent est élevée, plus la fréquence et la longueur des zones lisses est grande. Pour une
concentration de 50 mM en MgCl2, le plateau lisse devient majoritaire dès 100 nm/s.

Pour des vitesses d’étirement supérieures à 10 nm/s, un plateau lisse partiel est parfois ob-
servé dans des tampons ne contenant que des sels monovalents. Il faut cependant atteindre 1M
de NaCl, avec un étirement à 750 nm/s pour que le plateau lisse devienne majoritaire. À titre
de comparaison, à une concentration en sels divalents de 50 mM, le plateau lisse est majori-
taire dès 100 nm/s (Figure 4.16). La conjugaison de sels divalents et monovalents n’a pas une
grande influence sur le mode de surétirement : pour une concentration de 10 mM en MgCl2, la
proportion de plateau lisse ne varie pas avec la concentration de NaCl (dans la gamme de 150
mM à 1M de NaCl). Les données présentées figure 4.16 proviennent de mesures sur différentes
molécules, chaque molécule étant soumise à plusieurs cycles d’étirement et de relaxation.

4.3.3 Discussion

L’apparition d’un plateau lisse a une importante composante stochastique : sur différents
cycles d’une même molécule, dans le même tampon et à la même vitesse, une fraction de pla-
teau lisse peut être présente ou non, de longueur et/ou de position variable, et engendrer ou
non une hystérésis à la relaxation. Grâce aux deux paramètres (vitesse d’étirement, [MgCl2]),
il est néanmoins possible de sélectionner des conditions où le peeling est dominant (basses
vitesses, faible concentration en sels divalents), ou au contraire peu fréquent (hautes vitesses,
hautes concentrations en sels divalents).

La stabilisation des doubles hélices d’acides nucléiques (ADN et ARN) par les cations pro-
vient d’un effet électrostatique. Les brins d’ADN et d’ARN étant des chaînes polymères char-
gées négativement, les cations (monovalents ou divalents) présents dans la solution viennent
s’y agréger de façon non spécifique. L’épaisseur sur laquelle les cations s’accumulent, appe-
lée longueur de Debye, est contrôlée par un équilibre entre l’attraction électrostatique et un
contre-effet entropique. Ce dernier tend à limiter l’accumulation des cations dans une zone
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Figure 4.16 Nature du plateau de surétirement (lisse ou en dents de scie) en fonction de
la vitesse et de la concentration en sels divalents. La proportion de plateau lisse observé est
représentée par un code couleur. Chaque symbole représente une condition (vitesse/sels) où
une mesure a été réalisée. Chaque point est une moyenne sur plusieurs étirements (5 à 25) et
plusieurs molécules.
Panneau supérieur : influence de la concentration en sels divalents (MgCl2). Dans tous les cas
(sauf la condition sans sels), le tampon expérimental contient aussi 150 mM de sels monova-
lents (NaCl). La vitesse d’étirement et la teneur en MgCl2 du tampon expérimental influencent
fortement la transition d’un plateau de peeling en dents de scie à un plateau lisse. En tampon
dépourvu de sels (PB 1X), le régime de peeling est observé quelle que soit la vitesse. De façon
similaire, la proportion de plateau lisse reste inférieure à 25% quelle que soit la concentration
en MgCl2 lorsque la vitesse d’étirement est de 10 nm/s. Augmenter la vitesse d’étirement et/ou
la concentration en sels divalents induit un passage du régime de peeling à un régime où le
plateau lisse devient majoritaire.
Panneau inférieur : influence de la concentration en sels monovalents (NaCl). A vitesse fixée,
l’effet des sels monovalents est moins marqué que celui des sels divalents. Même avec une
très forte concentration en NaCl (1M), le régime de plateau lisse ne devient majoritaire qu’à
la vitesse de 750 nm/s. La conjugaison de sels monovalents et divalents (u, 10 mM MgCl2 +
NaCl) n’a pas d’effet spectaculaire : à toutes les concentrations en NaCl, l’effet observé est le
même qu’avec 150 mM de NaCl et la même concentration (10 mM) en MgCl2.
À titre de comparaison, les étoiles (H) représentent le comportement de l’ADN en conditions
identiques [73].
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Figure 4.17 Profil du plateau de peeling lors de plusieurs étirements successifs d’une
même molécule. Les trois étirements ont été réalisés à 10 nm/s (tampon expérimental : 150
mM NaCl, 10 mM MgCl2, 10 mM Hepes). Certains motifs sont retrouvés sur les différents
enregistrements. Le signal d’ouverture est relié au contenu local en G·C de la molécule, et
donc à sa séquence nucléotidique.

localisée de l’espace. L’effet global est un écrantage des charges des polyacides nucléiques,
sensible aux distances supérieures à quelques longueurs de Debye. Cela favorise le rapproche-
ment des brins jusqu’à une distance où les liaisons H peuvent s’établir, et donc la formation
d’hélices. Plus la salinité du tampon est grande, plus l’écrantage est fort à courtes distances, et
donc plus deux simples brins chargés peuvent s’approcher l’un de l’autre. Ce raisonnement est
aussi valable pour la formation d’hélices hybrides ARN/ADN. Une stabilité accrue des hélices
est favorable aux modes de surétirement alternatifs au peeling. Elle permet en effet la stabili-
sation de bulles localisées par le maintien de zones double brin, ou même la conservation des
liaisons H dans une forme déroulée de l’hélice.

La stabilité des hélices étant localement influencée par leur séquence nucléotidique, un
effet de cette séquence sur le mode de surétirement a été rapporté pour l’ADN [23] et existe
probablement aussi dans le cas de molécules hybrides. Une analyse fine du lien entre le mode
de surétirement, plus particulièrement le passage du peeling à un plateau lisse, et la séquence
de notre construction devra être réalisée afin de caractériser cet effet. Dans le cas d’unpeeling,
le profil des dents de scie dépend lui aussi de la séquence. Dans le cas de l’ADN, ce profil
peut être correctement modélisé à partir d’un analyse énergétique [23]. Cela devrait pouvoir
être transposé dans le cas de nos molécules hybrides. Expérimentalement, nous avons observé
que lors de peeling successifs d’une même construction, certains motifs des dents de scie sont
retrouvés d’un enregistrement à l’autre (figure 4.17).
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Figure 4.18 Énergie des structures secondaires possibles dans le simple brin ARN gé-
néré par peeling. La barrière énergétique à franchir pour reformer le double brin hybride
ARN/ADN a été calculée pour différentes longueurs de simple brin libéré (mfold). Elle cor-
respond à l’énergie stockée dans la structure secondaire la plus stable potentiellement formée,
distribuée sur le nombre de bases à réhybrider.

De façon similaire, les différents états intermédiaires observés lors de la relaxation des
constructions devraient pouvoir être associés à la réhybridation de fragments de longueur dé-
finie. Une telle analyse est cependant difficile à réaliser précisément, en particulier à cause du
très grand nombre d’états intermédiaires observés expérimentalement, souvent proches les uns
des autres. De plus, une analyse de l’énergie stockée dans les structures secondaires potentiel-
lement formées dans le brin ARN généré par peeling (calculée avec mfold) révèle une stabilité
assez homogène quelque soit la taille du brin libre, dès que celle-ci dépasse quelques centaines
de bases (Figure 4.18). À partir d’environ 600 bases libérées, la barrière énergétique à franchir
pour réhybrider le simple brin est supérieure à 0.6 kBT par paire de bases (en valeur absolue),
soit environ deux fois plus que pour l’ADN étudié dans les articles utilisés pour comparaisons
[23, 73]. La stabilité des structures augmente globalement lorsque le nombre de bases dans
le simple brin augmente, avec des fluctuations inférieures à 0.05 kBT par paire de bases. À
l’inverse, le profil calculé pour l’ADN présente des minimums locaux où la stabilité est deux
fois supérieure à sa valeur moyenne [23]. Ces puits énergétiques ont été associés à des zones
de retard à la réhybridation. Le paysage énergétique globalement lisse observé pour l’ARN ne
permet pas une telle attribution. L’analyse du lien entre le profil de peeling et la séquence de
la construction, mentionnée au paragraphe précédent, devrait permettre un contrôle fin de la
longueur du brin libéré. Cela rendra donc possible une meilleure exploration expérimentale de
la réhybridation, et donc une meilleure compréhension de son signal complexe.

Dans nos expériences, la relaxation se fait en grande majorité en présence d’une hysteresis
après un plateau lisse, même à haute force ionique (150 mM NaCl + 20 mM MgCl2). Cela
indique une séparation des brins, au moins partielle. A l’inverse, dans ces conditions, il a été
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montré que le mode de surétirement prédominant pour l’ADN double brin est la forme S [73].
Cette forme implique la conservation des liaisons hydrogènes, et donc la non séparation des
brins. L’influence de la salinité du tampon sur le surétirement est donc très différente selon le
type d’acides nucléiques considéré.

De plus, en comparaison du cas de l’ADN double brin, le mode de peeling apparaît plus
fréquemment pour la molécule hybride. Pour un ADN double brin, même à 10 nm/s, l’ajout de
sels monovalents suffit à empêcher partiellement (250 mM NaCl) ou totalement (1 M NaCl)
le peeling en faveur d’un plateau lisse [73]. L’effet des sels bivalents est lui aussi bien plus
marqué : dès l’ajout de 5 mM de MgCl2, un plateau lisse apparaît, et 20 mM suppriment
complètement le peeling [73] (pour un tampon contenant aussi 150 mM NaCl). Le mode de
surétirement impliquant une libération de simple brin apparaît donc bien plus robuste dans le
cas de molécules hybrides (Figure 4.16). Cette observation peut être reliée à l’analyse éner-
gétique développée dans la section précédente de ce chapitre (tableaux 4.2 et 4.3). En effet,
dans le cas de l’ADN double brin, les modes de peeling et de « bulles fondues » se produisent
à des forces plus proches (différence de 3 pN environ) que dans le cas de l’hybride (⇠5 pN).
La proximité de ces deux états dans le cas de l’ADN favorise la transition de l’un à l’autre
dans des conditions expérimentales proches. D’un point de vue énergétique, les deux types de
transition apparaissent assez similaires pour l’ADN, avec une différence EDNA

ss �EDNA
ds proche

de 3.5 pN.nm/nt. De même, le travail associé à l’étirement du/des simples brins généré.s varie
peu. À l’inverse, dans le cas de l’hybride, les contributions énergétiques de la transition par
« bulles fondues » sont très différentes du cas du peeling. La différence Ehyb

ss �Ehyb
ds , qui dans le

cas du peeling est similaire à celle associée à l’ADN, devient légèrement négative dans le cas
de la formation de bulles, et diminue donc le coût de la conversion du double au simple brin.
Le gain en longueur DL diminue fortement, devenant plus faible que dans le cas de l’ADN.
Les transition de surétirement par peeling et par fonte de bulles sont donc très différentes dans
le cas de l’hybride ARN/ADN. Cela peut expliquer la nécessité de modifications fortes des
conditions expérimentales pour passer de l’une à l’autre.

Comme mentionné précédemment, il a été montré que pour les constructions ADN, le
contenu en G·C a une influence sur le surétirement : en particulier, des zones stabilisées par
un fort contenu en G·C sont défavorables au mode de peeling [23]. Il faut donc être prudent
lors de la comparaison de résultats obtenus sur des constructions de séquences différentes.
Nos constructions hybrides possèdent un taux moyen de 52% de G·C. Sur une fenêtre de 30
paires de bases, ce taux fluctue entre 35 et 75%. Les constructions ADN utilisées pour les
comparaisons [23, 73] présentent un taux de G·C de 50%, avec des fluctuations entre 40 et
70% (sur une fenêtre identique). Bien que différentes, ces deux séquences ont donc un profil
de stabilité similaire, ce qui justifie leur comparaison.
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4.4 Perspectives

À la lumière des résultats obtenus dans cette partie, il semble tout à fait envisageable
d’étudier la structuration de l’ARN ribosomique en configuration de surétirement. Une large
gamme de tampons expérimentaux, à une vitesse bien choisie, permet d’obtenir le peeling du
brin d’ARN. En particulier, le tampon recommandé pour l’assemblage du ribosome in vitro
(4 mM Mg2+ ; 400 mM K+) [86] en fait partie. Une modélisation du profil des dents de scie,
comme réalisée pour le surétirement de l’ADN [23], est prévue. Elle devrait permettre de relier
précisément le déplacement imposé à la position de la fourche de séparation des brins. Cela
rendra possible une libération contrôlée d’une longueur choisie d’ARN simple brin (Figure
4.17).

La seule limitation prévisible est liée à la réhybridation du simple brin libéré. Dans certains
cas, même à très faible vitesse, seule une réhybridation partielle a été observée (Figure 4.10).
Cela ferait obstacle à une étude de la stabilité des structures secondaires et tertiaires formées.
Cela arrive cependant principalement lorsqu’une grande partie du simple brin a été libérée.
La majeure partie de l’ARN ribosomique 23S (qui constitue les trois premiers quarts du brin
libéré) reste donc accessible.

Un autre axe d’étude consiste à réaliser une comparaison soignée du surétirement de notre
molécule hybride avec son équivalent ADN double brin. La construction d’ADN correspon-
dante, comportant trois extrémités fixées à des billes, devrait pouvoir être obtenue sans dif-
ficulté majeure. Cela permettrait de s’affranchir des effets de séquence. Il sera alors possible
d’isoler la contribution de la libération d’ARN simple brin par rapport à de l’ADN, que ce soit
lors du peeling ou de la réhybridation.
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Conclusion

Alles hat eine Ende, nur die Wurst hat
zwei !

Stephan Remmler

Ce travail m’a permis d’explorer différents niveaux de structuration des molécules d’ARN
simple brin : la forme la plus simple, le hairpin, système modèle pour l’étude des autres struc-
tures ; puis aux échelles intermédiaires, un fragment du coeur catalytique de l’ARN riboso-
mique, et son interaction avec une protéine hélicase ; enfin l’ARN ribosomique 23S dans son
intégralité, support de l’étude du surétirement de molécules hybrides. La grande diversité des
structures accessibles aux molécules d’ARN mérite d’être mise en valeur, puisque sa grande
versatilité lui permet d’assumer aussi bien des fonctions catalytiques que la conservation et la
transmission d’informations génétiques.

In vitro, ces deux types de fonctions sont aussi accessibles à l’ADN, mais son rôle dans les
organismes vivants se cantonne aujourd’hui à la conservation du patrimoine génétique. Aucune
fonction catalytique impliquant l’ADN n’a pour l’instant été observée in vivo. Il existe diffé-
rentes hypothèses pour expliquer la séparation des fonctions aujourd’hui dévolues à l’un ou
l’autre des acides nucléiques. Je voudrais souligner ici que notre étude sur les hairpins ajoute
un argument à l’attribution de rôles catalytiques à l’ARN. Les fonctions catalytiques sont gé-
néralement assurées par des structures tridimensionnelles complexes. Afin d’avoir une activité
biologique, ces structures doivent être robustes pour pouvoir se maintenir dans le temps. Nous
avons montré que la dynamique de déstabilisation des structures secondaires, dans le cas le
plus simple des hairpins, est notablement plus lente pour les structures d’ARN que pour celles
d’ADN. Cela confère donc aux structures d’ARN une meilleure stabilité face aux forces, in-
ternes ou externes, en présence dans les cellules vivantes. Cela a pu contribuer à orienter une
séparation des fonctions entre l’ARN et l’ADN.
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ANNEXE Calibration du piège op-
tique : modèle de Langevin

La calibration du piège fixe, sur lequel repose la mesure de la force, est effectuée grâce à
la caractérisation du mouvement brownien d’une bille piégée. Le piège agit comme un puits
de potentiel harmonique, la bille est donc soumise à une force de type ~F = �kp~x où kp est la
raideur du piège dans la direction du déplacement.

Le mouvement de la bille (à une dimension) est alors décrit par une équation de Langevin
de la forme :

mẍ =�kpx�a ẋ+FL

où FL est la force de Langevin, qui rend compte des chocs aléatoires des molécules environ-
nantes sur la bille. �a ẋ est la force de frottement visqueux exercée par le milieu aqueux sur
la bille, et m la masse de la bille.

Comme la bille est piégée à 5 µm de la surface, les interactions hydrodynamiques entre la
bille et la lamelle ne sont pas négligeables. Le coefficient de frottement visqueux a ne peut
donc pas s’écrire sous la forme de Stokes, mais doit être corrigé. La forme choisie est la loi de
Faxen [87] :

a =
6phR
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16(
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où h désigne la viscosité du milieu environnant, R le rayon de la bille, et h la distance
entre la surface et le centre de la bille.

L’équation de Langevin peut être résolue dans l’espace de Fourier. La mesure du spectre
fréquentiel du mouvement brownien de la bille dans le piège permet alors d’obtenir les para-
mètres de calibration du piège, en particulier sa raideur.

L’équation du mouvement dans le domaine fréquentiel s’obtient par transformée de Fou-
rier :

�m(2p)2 f 2x̃( f ) =�kpx̃( f )�ai2p f x̃( f )+ F̃L( f )

où x̃( f )etF̃L( f ) désignent les transformées de Fourier respectives de x et FL.
On a donc :

| x̃( f ) |2= | F̃L( f ) |2

|�m(2p)2 f 2 +ai2p f + kp |2

En pratique, dans la limite des faibles nombres de Reynolds, le terme inertiel en f 2 est
négligeable devant les termes kp et a2p f . L’équation précédente peut donc s’écrire sous forme
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simplifiée :

| x̃( f ) |2= | F̃L( f ) |2

k2
p

1
1+( f/ f0)2

où f0 = kp/2pa .
| F̃L( f ) |2 s’obtient grâce au théorème d’équipartition de l’énergie :

1
2

kBT =
1
2

kp | hx2i |= 1
2

kp

ˆ •

0
| x̃( f ) |2 d f

soit :

kBT = kp

ˆ •

0

| F̃L( f ) |2

k2
p

1
1+( f/ f0)2 d f

La force de Langevin étant due à des chocs aléatoires, son temps caractéristique de va-
riation est très faible (⇠ 10�13s) par rapport aux temps caractéristiques de l’électronique de
détection. Son spectre de fréquence peut donc être assimilé à un bruit blanc. Par conséquent,

kBT
kp

=
F2

L
k2

p

1
2

p f0

et donc
| x̃( f ) |2= kBT

kp

2
p f0

1
1+( f/ f0)2 =

4akBT
k2

p

1
1+( f/ f0)2

La chaîne de détection électronique peut être modélisée par un filtre passe bas du premier
ordre de fréquence de coupure fe = 40 kHz. Le signal électronique détecté U est proportionnel
au déplacement de la bille, et donc de la forme suivante :

| Ũ( f ) |2= 4akBT
k2

p

1
1+( f/ f0)2

S0

1+( f/ fe)2

où S0 est la sensibilité du détecteur.
La fonction | Ũ( f ) |2 est mesurée expérimentalement avec un analyseur de spectre. La

courbe obtenue est ensuite ajustée par le modèle ci-dessus, avec pour paramètres f0 et S =
4akBT S0/k2

p, et fe = 40 kHz.

La raideur du piège se déduit de f0 : kp = 2pa f0.
Le coefficient de conversion tension/force g est obtenu à partir de la mesure de S, dans la limite
où f est petit devant fe :

| F |= g | Ũ |= kp | x̃ | soit g = kp
| x̃ |
| Ũ |

par conséquent

g =

s
k2

p

S0
=

r
4akBT

S

http://www.rapport-gratuit.com/
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La précision sur la mesure de la force est limitée par les incertitudes sur la température, la
distance bille/surface, et le diamètre de la bille. En tenant compte de tous ces facteurs, la
précision sur la force mesurée est de l’ordre de 5%.

Figure 4.19 Spectre de calibration du piège optique. Il s’agit d’une mesure de densité
spectrale de puissance d’une bille de polystyrène de 1.87 µm de diamètre piégée à 5 µm de la
surface (courbe noire). La courbe rouge représente son ajustement théorique.
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ANNEXE Covalent coupling of pro-
teins to carboxylated microspheres

« Polylink Protein Coupling Kit », Polysciences
Ref : Technical Data Sheet 644

MATERIAL

PolyLink Protein Coupling Kit :

– PolyLink Coupling Buffer (50mM MES, pH 5,2 ; 0,05% Proclin 300)
– PolyLink Wash/Storage Buffer (10mM Tris, pH 8,0 ; 0,05% BSA ; 0,05% Proclin 300)
– PolyLink EDAC (Carbodiimide) : 750mg

(Store powder dessicated at -20˚C. Flood headspace with N2 gas for best preservation.
Warm the sealed vial to room temperature closed until condensation disappears. Make
working solution just before use.)

Carboxylated Polystyrene or Silica microspheres :

– Carboxylated Silica Microspheres, Bangs Laboratories, d=1,01 µm. Dry.
– Carboxylated Polymer Microspheres, Bangs Laboratories, d=2,19 µm. Suspension 10%.

Proteins :

– Anti-digoxigenin, Fab-fragments from sheep, Roche
– Streptavidin, recombinant from Streptomyces avidinii, Roche

Additionnal reagents :

– Tween 20
– BSA
– PVP
– Phosphate Buffer x10
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Centrifuge

Test tubes (1.5µL)

NOTES

Centrifugation times will vary with the size and density of the particles :
Silica microspheres 1,01 µm : 5 minutes at 500 xG
Polymer microspheres 2,19 µm : 5 minutes at 5000 xG
Sonicate briefly : about 5-10 s, mode power
Resuspend pellet : energic pipet mixing and vortexing until the solution in homogenous

PROCEDURE

1. Prepare 4 mL of Tween Coupling Buffer by adding 0,05% of Tween 20 in PolyLink
Coupling Buffer.

2. Prepare1 mL of BSA Storage Buffer by adding 0,5 mg/mL of BSA and 0,1% of Tween
20 in Polylink Wash/Storage Buffer.

3. Warm microparticles, Tween Coupling Buffer, PolyLink Wash/Storage Buffer (1mL), and
BSA Storage Buffer to room temperature.

4. Transfer 12,5 mg of microparticles into a 1,5 mL polypropylene microcentrifuge tube.

5. Pellet the Polymer microspheres (suspension) via centrifugation. Remove supernatant.

6. Resuspend microparticles in 0,4 mL of Tween Coupling Buffer. Sonicate briefly.

7. Pellet again via centrifugation. Remove supernatant.

8. Resuspend the microparticles pellet in 0,17 mL of Tween Coupling Buffer. Sonicate
briefly.

9. Warm EDAC to room temperature. Just before use, prepare a 200 mg/mL EDAC solution
by dissolving 10 mg PolyLink EDAC in 50 µL Tween Coupling Buffer. Use within 15
minutes.

10. Add 20 µL of the EDAC solution to each microparticle suspension. Allow the activation
step to proceed for 15 minutes with mixing end-over-end. Sonicate briefly.

11. Add protein equivalent to 350-400 µg at 1-5 µg/µL in Tween Coupling Buffer. This may
be prepared by dissolving 350 µg of protein in 100 µL of Tween Coupling Buffer.
Note : The amount of protein bound to the microparticles is dependent on the concen-
tration of protein in solution and the size of the microparticles. Refer to Tech Data Sheet
644.

12. Incubate for 2 hours at room temperature with mixing end-ever-end. Sonicate briefly
every 15-20 minutes.

13. Pellet microparticles via centrifugation.
If needed, save the supernatant for determination of the amount of bound proteins.

14. Resuspend microparticles pellet in 0,4 mL PolyLink Wash/Storage Buffer.



109

15. Pellet microparticles via centrifugation.
If needed, combine the supernatant for use in bound protein calculation.

16. Resuspend microparticles pellet in 0,4 mL BSA Storage Buffer. Allow the blocking step
to proceed overnight at 4˚C with mixing end-over-end.

17. Prepare 4 mL of PB/PVP Buffer by adding 10 mg/mL PVP, 1 µL/mL Tween 20, 100
µL/mL PB ⇥10 to PolyLink Wash/Storage Buffer. Warm to room temperature.

18. Pellet the Polymer microspheres via centrifugation. Remove supernatant.

19. Resuspend the microparticles pellet in 1,5 mL of PB/PVP Buffer. Sonicate briefly.

20. Pellet the Polymer microspheres via centrifugation. Remove supernatant.

21. Resuspend the microparticles pellet in 0,4 mL of PB/PVP Buffer.

22. Sonicate 15 minutes, mode power.

23. Dilute as needed in PB/PVP Buffer. Store at 4˚C.
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ABSTRACT

We use optical tweezers to control the folding and un-
folding of individual DNA and RNA hairpins by force.
Four hairpin molecules are studied in comparison:
two DNA and two RNA ones. We observe that the
conformational dynamics is slower for the RNA hair-
pins than for their DNA counterparts. Our results in-
dicate that structures made of RNA are dynamically
more stable. This difference might contribute to the
fact that DNA and RNA play fundamentally different
biological roles in spite of chemical similarity.

INTRODUCTION

RNA molecules assemble into a large variety of structures,
ranging from a simple hairpin to huge cellular machinery
like the ribosome. The structural versatility of RNA is of
critical importance to many of the complex functions of
RNA, like enzymatic activity, sensing of metabolites and
regulated processes, such as transcription termination and
attenuation. RNA hairpins participate in the regulation of
messenger RNA translation and degradation (1,2). This is
made possible by the ability of a hairpin to switch between
two distinct conformations, folded and unfolded, where one
conformation allows a process and the other one inhibits it.
Single stranded DNA can adopt similar secondary struc-
ture as RNA and has even been reported to act like an en-
zyme (deoxyribozyme) in vitro (3). It may thus appear sur-
prising that DNA is almost exclusively found in double-
stranded form in the biological cell, being only transiently
unfolded as for instance during replication or transcription.
As an exception single-stranded DNA occurs in certain
viruses, but still mainly serves as a hereditary support (4).
RNA occupies the domain of complex three-dimensional
nucleic acid structures.

With one Watson–Crick paired double helix stem and
one single-stranded loop, the hairpin is the simplest sec-
ondary structure element and a building block for more
complex structures (1). The double helix structures of RNA
and DNA are different. RNA double strands adopt an A-
form helix that is known to be wider and shorter than the
B-form DNA helix (11 nucleotides per turn in the A he-
lix versus 10 in the B helix). RNA and DNA hairpins have
been studied separately since the seventies. The first experi-

ments were done with bulk calorimetric techniques (5). Sin-
gle molecule fluorescence (6) and force (7,8) measurements
more recently provided further insight into the kinetics and
thermodynamics of hairpins. To the best of our knowledge,
no systematic comparison of the folding dynamics of RNA
and DNA hairpins has been published so far.

We performed single molecule force measurements with
a dual-beam optical trapping setup on a series of molecu-
lar constructs containing a DNA or RNA hairpin. Pulling
in a direction transverse to the stem, we can impose a me-
chanical constraint and follow the folding and unfolding
of individual hairpins in time. In the main series of exper-
iments, dynamic stretch and release cycles are applied. We
used different pulling speeds (corresponding to force load-
ing rates in the range 1-25 pN/s) and extracted kinetic and
thermodynamic parameters of the hairpins by comparing
the experimental data with a theoretical description based
on non-equilibrium statistical physics. Analysing these re-
sults, it is crucial to keep in mind the distinction between
the activation energy barrier and the equilibrium free energy
difference between the two hairpin states (resp. E and !G
in the following). There is no general relationship between
these two quantities. In addition, the attempt frequency and
the force loading rate are the key parameters in this case of
non-equilibrium conditions.

We find that the RNA hairpins unfold at higher aver-
age force than the DNA hairpins. The force hysteresis, i.e.
the difference between transition forces measured during
stretching and releasing, increases with pulling speed for
all hairpins, in accordance with the theoretical predictions.
The RNA hairpins exhibit a much larger force hystere-
sis than their DNA counterparts. Characteristic transition
rates, fitted to the DNA hairpin data, exceed the corre-
sponding RNA rates. This quantitative difference is con-
firmed and further illustrated by experiments with immo-
bile traps, where the constructs are maintained at constant
extension. In this configuration, we find that a large-loop
DNA hairpin flips with sub-second dwell-times between its
folded and unfolded states, while such flipping was not ob-
servable in the corresponding RNA case. As described in the
discussion section, our results suggest that RNA structures
are less perturbed by mechanical load than DNA structures.
The latter tend to switch more rapidly between alternative
conformations under the same experimental condition.
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Figure 1. The four studied hairpins. From left to right: DNA10, DNA18,
RNA10 and RNA18. They exhibit a 13 base pair stem of the same se-
quence and loops of either 10 (DNA10 and RNA10) or 18 (DNA18 and
RNA18) nucleotides. Apart from the replacement of DNA’s Thymine by
RNA’s Uracil, the base sequences are the same for the DNA and RNA
hairpins. The hairpins are presented with their 5’ ends at the bottom left
side.

MATERIALS AND METHODS

Dual-beam optical trapping interferometer

Our dual-beam optical trapping setup relies on a CW
Nd:YVO4 laser, emitting 2W at 1064 nm (Millenia IR, Spec-
tra Physics, Irvine, CA). The laser beam is split in two beams
of orthogonal polarisation. One of the two beams encoun-
ters only immobile optical compounds, while the second
one is reflected by a mirror mounted on a piezoelectric stage.
To avoid issues caused by residual interference between the
polarized beams, the mobile beam is frequency shifted with
an acousto-optic modulator (9). The two beams are recom-
bined and focused by a 100× oil immersion microscope ob-
jective (NA 1.4, Nikon, Tokyo, Japan). This generates two
optical traps: a fixed and a mobile one. The setup allows to
adjust the distance between the two traps over a range of
several micrometers with nanometric precision.

Behind the sample, the beam is collected by a 60× water
immersion microscope objective (NA 1.2, Olympus, Tokyo,
Japan). The polarisation corresponding to the mobile trap
is rejected with a Glan polariser, and the displacement of a
bead in the fixed trap is measured by back focal plane in-
terferometry using a PSD detector (Pacific Silicon, West-
lake Village, CA, USA). After calibration by analysis of the
power spectral density of a captured bead, force is obtained
with piconewton precision. More details on the setup have
been presented elsewhere (9–11).

Hairpin molecular constructs

We designed two hairpins with the same stem of 13 base
pairs and a loop of 10 or 18 nucleotides, both as an RNA
and a DNA molecule. The GC-content of the stem is close
to 50 %. The resulting four hairpins are depicted in Figure
1. The colour code used here to distinguish the four hair-
pins is conserved throughout the article. A distribution of
hairpin loop length was determined from the atomic reso-
lution RNA structures available in the Protein Data Bank
in January 2013 and it was found that loop sizes between 4
and 20 nucleotides are most frequent (12).

Figure 2. Schematic representation of a molecular construct linked to
functionalized beads. A DNA (resp. RNA) hairpin is inserted between
two DNA/DNA (resp. RNA/DNA) handles. Each handle has a crystallo-
graphic length of about 0.5 !m (resp. 0.4 !m).

DNA oligonucleotides carrying the hairpin sequence of
36 or 44 bases have been inserted between two double-
stranded handles of about 2000 base pairs each. The orig-
inal DNA corresponds to a sequence coding for 23S ribo-
somal RNA in an Escherichia coli plasmid, which serves as
a template for two polymerase chain reactions (PCRs). In
addition to the part complementary to the template, one
primer of each PCR includes one half of the sequence en-
coding the hairpin. The PCR products are then digested
with Xba1, which generates cohesive ends in the middle
of the hairpin sequence. After a ligation step, the complete
hairpin sequence appears in the DNA. The resulting ≈4000
nucleotide double-stranded DNA is amplified by PCR. For
the RNA hairpin constructs, an in vitro transcription of this
DNA is performed.

To generate the handles, the DNA strands complemen-
tary to the sequence before and after the hairpin part
are synthesized by PCR. A digoxigenin functionalized nu-
cleotide is inserted at the 5’ end of one of the handles
through the PCR primer. The other handle undergoes an
enzymatic treatment (XhoI and Klenow, New England Bi-
olabs, Ipswich, MA, USA) after PCR to add a biotin func-
tionalized nucleotide at the 3’ end (10).

To hybridise the handles with the hairpin containing
strand, each double-stranded handle and the complete
double-stranded DNA (resp. single-stranded RNA) are in-
cubated for 30 s at 95◦C, and the sample is cooled down
to 4◦C over 2 h. Carboxylated polystyrene (resp. silica) mi-
crospheres (Bangs Laboratories, Fishers, IN, USA) of 2.19
!m diameter (resp. 1.01 !m) are functionalized (PolyLink
Protein Coupling Kit, Polysciences, Warrington, PA, USA)
with biotin (resp. anti-digoxigenin) from Roche (Basel,
Switzerland). Prior to each experiment, the beads are linked
to the molecular constructs by incubation at room temper-
ature (11) (Figure 2).

Single molecule force measurements

After incubating the molecular constructs with the beads,
the sample is diluted in the working buffer (20 mM Tris, 50
mM K acetate, 5 mM Mg acetate, pH7.5) and put in a ≈100
!m deep chamber between two microscope cover slips (11).
The chamber is placed between the microscope objectives.
The temperature inside the sample during an experiment
has been measured. It is 29◦C. The experimenter spots a pair
of beads linked by a molecular construct, and captures one
bead in each trap. The mobile trap displacement is mon-
itored by a custom software programmed in the Labview
environment (National Instrument, Austin, TX, USA). Af-
ter an appropriate anti-aliasing filter, the voltage that is pro-
portional to the force is acquired and displayed in real-time.
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Figure 3. Schematic representation of the simplified energy landscape used
in our theoretical description. The state of the folded hairpin occurs at x
= 0 and the state of the unfolded hairpin at x = L. The distances between
the transition state and the folded and unfolded states are denoted by x→
and x←, respectively. By definition, we have L = x→ + x←.

Theoretical description and data analysis

Hairpin folding and unfolding are complex dynamical pro-
cesses. They depend on several characteristics of the molec-
ular construct. The base sequence of the hairpin stem in-
duces a complex energy landscape and the size of the loop
and the elasticity of the DNA/RNA handles also are impor-
tant. Moreover, the force measurement by itself influences
the experimental result, via the trap stiffness and the exter-
nally imposed distance versus time protocol. The imposed
distance between the centres of the optical traps is subject
to position noise arising from piezo-control electronics, me-
chanical vibration and acoustic perturbations.

We use an out-of-equilibrium statistical physics descrip-
tion that is closely related to earlier publications (8,13–17)
(usually referred to as Bell-Evans model), and including a
minimal set of parameters. We replace the complex molec-
ular energy landscape by the single-barrier landscape pre-
sented in Figure 3 and the elasticities of the molecular con-
struct and optical traps are lumped together in one effec-
tive stiffness keff. A free energy barrier of height E separates
the folded (x = 0) and unfolded (x = L) states. The free
energies of the two states differ by !G. In the absence of
force, the folded to unfolded transition rate is k0 = k(F =
0) = "0 exp ( − E/kBT) (it includes the barrier height E and
the attempt frequency "0). The reverse process is associated
to a transition rate k1 = k0exp (!G/kBT) = "0 exp ( − (E
− !G)/kBT). Applying an external force F tilts this land-
scape. In the limit of high barrier (E ≫ kBT) and small ap-
plied force (F ≪ E/x→), the position of the transition state
x→ does not vary significantly and the barrier for unfolding
is reduced by an amount F x→. Increasing (resp. decreas-
ing) the external force linearly with time within this model,
the unfolding probability p→(F) (resp. folding probability
p←(F)) can be derived analytically. More details about the
model and a complete derivation of these probabilities are
presented in Supplementary Section S1. Both probabilities
explicitly depend on the pulling speed.

The distribution of the force hysteresis between unfolding
and folding corresponds to the convolution of these proba-
bilities. To obtain the experimental hysteresis distributions,
for each molecule the unfolding and folding forces mea-
sured are paired to generate all possible hysteresis values
(Funfold − Ffold). The obtained values are weighted accord-

ing to the number of force cycles actually performed on the
molecule, and normalized. More details about the building
of the histograms are presented in Supplementary Section
S3. We numerically calculate p→(F), p←(F) and their con-
volution, compare the theoretical result with the measured
hysteresis distribution and fit the position of the transition
state x→ and a characteristic transition rate k0. The fit is
globally performed on the data of the four velocities in or-
der to obtain a single set of parameters for each hairpin
(see Supplementary Section S1). We analyse hysteresis val-
ues rather than separate unfolding and folding forces be-
cause the uncertainties of the hysteresis values are smaller
in our measurements. This is explained by a simple estima-
tion of the experimental errors, presented in Supplementary
Section S2. All other parameters are measured, taken from
the literature or estimated with the structure prediction pro-
gram mfold (18). More details about the theoretical descrip-
tion, the parameters determination and the fitting proce-
dure are provided in the Supplementary Sections S1–S3.

RESULTS

In the beginning of a measurement with varying extension,
the mobile trap is moved apart from the fixed trap with a
constant velocity. This movement is stopped at a relative ex-
tension of the construct (ratio of total length under tension
to crystallographic length) of ≈1.4, where the hairpin is al-
ways in the unfolded state. The movement is then inversed,
so that the traps reapproach at the same speed and the hair-
pin can refold. This cycle is performed several times on the
same molecule.

In Figure 4, we present typical force versus extension
curves for the four hairpins at 50 nm/s. The left part of each
curve (small displacement range not entirely shown) cor-
responds to the entropic response of the double-stranded
handles where the force remains small. Force increases with
a rising slope when the displacement approaches the crys-
tallographic length of the molecular construct. This regime
corresponds to the elastic response of the double-stranded
handles, well described by the Worm Like Chain model (19)
(see Supplementary Section S4, Supplementary Figure S1).
For the DNA hairpin constructs, the handles are double-
stranded DNA, whereas the RNA hairpin constructs have
hybrid DNA/RNA handles. This explains the length differ-
ence at the starting point of the elastic response. At a cer-
tain extension, a sudden drop in force by about 1 pN is ob-
served, which corresponds to the unfolding of the hairpin.
After this event, the force increases again, now stretching
the whole construct with the double-stranded handles and
the unfolded hairpin in series. No intermediate state is ob-
served during hairpin unfolding.

When releasing the strain by inversing the direction of
displacement and bringing the traps closer to each other,
the hairpin can fold back into its initial structure. As no in-
termediate state is observed during the corresponding sud-
den upwards rise in force, this process also appears to be
cooperative.

The stretch and release curves are indistinguishable, ex-
cept for the region where the unfolding (resp. folding) oc-
curs. For a velocity of 50 nm/s and for all constructs except
DNA10, a force hysteresis between unfolding and folding is
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Figure 4. Force versus extension curves at 50 nm/s for the four different hairpins. The darker curves correspond to the stretching of the construct, whereas
the lighter ones represent the release process. For both the DNA and RNA hairpins, the hysteresis between unfolding and folding increases with loop
length. For the same hairpin sequence, the hysteresis is larger for the RNA construct than for the DNA one. The inset provides a closer look to the force
flips observed with DNA10. In this inset, the unfolding and folding curves are shifted vertically for clarity.

observed. The hysteresis indicates that transitions occur out
of thermal equilibrium. On the other hand, DNA10 shows
several force flips between the folded and unfolded states
during dynamic stretching and releasing of the construct
(Figure 4a, inset). These force flips are a signature of a close-
to-equilibrium dynamics (20). They are no longer observed
and hysteresis becomes notable when the displacement ve-
locity is increased to 150 nm/s and above (Figure 5). No
force flips are observed for the other three hairpins.

Experimental data presented in Table 1 show that, both
for the DNA and RNA hairpins, the most probable folding
force decreases with increasing loop size, while the unfold-
ing force is less sensitive to this parameter. Both the unfold-
ing and the folding forces of the RNA hairpins are higher
than the corresponding forces of the DNA hairpins.

Measuring the successive unfolding (resp. folding) forces
during stretch/release cycles on different molecules allowed
us to build the hysteresis histograms for the four hairpins
at the different displacement velocities. For DNA10 at 50
nm/s, when flips occur, only the first unfolding and first re-
folding forces are measured, according to the model used.
Figure 6 shows such histograms for the four hairpins at 150
nm/s. The histograms corresponding to the other velocities
are presented in Supplementary Section S6 and Supplemen-

Table 1. Most probable folding and unfolding forces, determined from
measurements at a velocity of 50 nm/s. See Supplementary Figure S2 for
an example of unfolding and folding forces distribution

Hairpin Unfolding force Folding force
(pN) (pN)

DNA10 6.4 6.2
DNA18 6.1 3.6
RNA10 13.6 8.8
RNA18 14.1 5.8

The presented force values correspond to the maxima of a Gaussian fit
of the measured distributions of the forces where unfolding or folding oc-
curs. The unfolding force distributions are build from 77 measured unfold-
ing events for DNA10, 93 events for DNA18, 179 events for RNA10 and
146 events for RNA18. The folding force distributions are based on 79
measured folding events for DNA10, 70 events for DNA18, 148 events for
RNA10 and 114 events for RNA18. The widths of these distributions are
about 2.5 pN (FWHM).

tary Figure S3. Our data show that for a given hairpin struc-
ture and under identical experimental conditions (same ex-
perimental buffer, same temperature, same pulling speed),
the hysteresis is notably higher for RNA than for DNA. We
find that the hysteresis increases with loop length for both
DNA and RNA.
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Figure 5. Force versus extension curves for DNA10 at 50, 150, 300 and 450 nm/s (from left to right). The darker curves correspond to the stretching of the
construct, whereas the lighter ones represent the release process. The arrows indicate the force of the unfolding and folding events. The force flips observed
with DNA10 at 50 nm/s vanishes at 150 nm/s and above. The hysteresis between unfolding and folding increases with the pulling velocity.

Figure 6. Histograms of the hysteresis measured at 150 nm/s on the four
different hairpins. The experimental distributions are fitted to calculated
convolution of the unfolding and folding probability distributions (solid
line), as explained in Materials and Methods and Supplementary Section
S1 (Equations (4–6)). For each fitted histogram, the root mean squared
error (rmse) is in the range (2.0–3.0) × 10−3. For DNA10 the data come
from 46 stretch/release cycles on 12 molecules. DNA18: 95 cycles on 13
molecules. RNA10: 152 cycles on 44 molecules. RNA18: 150 cycles on 21
molecules.

For all four hairpins, the force hysteresis increases with
displacement velocity. Supplementary Figure S4 (Supple-
mentary Section S7) presents histograms of the hysteresis
recorded for RNA10 at 50, 150, 300 and 450 nm/s as an
example. A clear increase of the mean hysteresis is visible,
with its value going from 5 pN at 50 nm/s to 7.5 pN at 450
nm/s. The hysteresis values for the four hairpins are given
in Supplementary Table S2. For each hairpin and pulling
speed, variability in the unfolding and folding forces is seen,
inducing a variability in the hysteresis. This behaviour is ex-
pected from the stochastic character of the unfolding and
folding processes.

Theoretical analysis of the hysteresis histograms enables
us to extract thermodynamic and kinetic information about
the hairpin structures. The experimental distributions were

fitted to calculated probability distributions, as defined in
Materials and Methods and supplementary information.
For each hairpin, the fitting procedure is applied over the
global data set, combining the four different speeds. The
calculated force hysteresis distribution is presented by the
solid line in Figure 6.

Measured mean transition forces Ft (average of the mean
opening force and the mean folding force at 50 nm/s) and
transition lengths L, as well as theoretical free energy values
that were obtained by simulation (see Supplementary Sec-
tion S1 for details) are presented in Table 2. Two parameters,
the distance x→ between folded state and transition state
and the characteristic transition rate k0 were fitted to the
experimental data and are presented in Table 3. The qual-
ity of the fits is good, with a root mean squared error in the
range (1.0–5.0) × 10−3 for each fitted histogram (rmse, see
Supplementary Section S1, Equation (7) for definition) and
allows us to univocally determine the two parameters.

The results for x→ indicate a clear asymmetry in the en-
ergy landscape for both DNA and RNA hairpins (all ra-
tio x→/L < 0.5). The DNA values of x→/L ≈ 0.3 are
higher than the RNA values of x→/L ≈ 0.17. The transi-
tion rates k0 differ by a factor of about 10 between DNA18
and RNA18. The ratio is also about 10 between DNA10
and RNA10. These results confirm and quantify the faster
dynamics of DNA as compared to RNA, already suggested
by the appearance of force flips in the DNA10 curves at 50
nm/s.

The observation that the transition rates and hence the
dynamics differ between the DNA and RNA hairpins is fur-
ther confirmed by additional measurements performed with
the four hairpins at constant extension. Here, the molecu-
lar construct is brought to a defined extension, which is then
maintained constant during 10 s to 2 min. If the energy bar-
rier is not too high, there are extension values where the
hairpin can spontaneously flip between its folded and un-
folded states (7,20); the measured force flips are induced by
thermal fluctuations. If the corresponding dwell times do
not significantly exceed the time-scale of the measurement,
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Table 2. Data obtained from measurements at 50 nm/s (a) or theoretical prediction (b)

(a) (a) (b) (b) (b)
Hairpin Transition Transition !G !G !G

force Ft length L mfold stretch total
(pN) (nm) (kJ/mol) (kJ/mol) (kJ/mol)

DNA10 6.3 14.8 ± 2 63± 3 20 ± 1 83 ± 4
DNA18 4.85 16.6 ± 2 60 ± 3 18 ± 1 78 ± 4
RNA10 11.2 17.7 ± 2 89 ± 4 32 ± 2 121 ± 6
RNA18 9.95 18.4 ± 2 87 ± 4 35 ± 2 122 ± 6

mfold: http://mfold.rna.albany.edu, see Materials and Methods and Supplementary Information for parameter determination.

Table 3. Parameters deduced from hysteresis measurements

Hairpin Transition state Transition state Transition rate
x→ x→/L k0
(nm) (s−1)

DNA10 4.4 ± 0.2 0.30 (1.0–3.0) × 10−4

DNA18 4.7 ± 0.2 0.28 (3.8–8.5) × 10−5

RNA10 3.0 ± 0.2 0.17 (2.9–5.5) × 10−5

RNA18 3.1 ± 0.2 0.17 (3.0–10) × 10−6

By definition, we have x← = L − x→ and x←/L = 1 − x→/L, k0 = k(F = 0) = "0 exp ( − E/kBT)

these spontaneous transitions can be observed experimen-
tally.

Figure 7 (top) shows the force recorded on RNA10 as
a function of time, while extension is held constant apart
from stepwise increases. At the smallest extension, the hair-
pin remains folded most of the time, but already displays
some brief passages to the unfolded state. The mean lifetime
in the unfolded state progressively increases with extension,
and at a given point equals the one in the folded state (this
situation is presented in the second panel). At even larger ex-
tensions, the unfolded state becomes energetically favorable,
and the hairpin only folds sporadically. The same global be-
haviour is observed for DNA10 (two bottom panels), but
the transitions occur more frequently and the dwell-times of
the folded and unfolded states are shorter than for RNA10.
This observation is in line with the different k0 values of
RNA10 and DNA10, presented in Table 3.

DNA10, DNA18 and RNA10 present spontaneous force
flips at constant extension. For RNA18 however, no exten-
sion was observed where both spontaneous unfolding and
folding occurs, although the two RNA hairpins are close
in terms of the theoretically predicted !G values. This dif-
ference between RNA10 and RNA18 is consistent with the
observation that the k0 value of RNA18 obtained from the
varying extension data is an order of magnitude smaller
than the one of RNA10.

DISCUSSION

We observe that the RNA hairpins unfold and fold at higher
force than the DNA hairpins. This may be expected from
the known fact that in terms of free energy difference !G an
RNA duplex is more stable than the DNA duplex of equiv-
alent sequence. Note however that there are three prob-
lems with this simplified view. First, the denaturation mech-
anisms under force and by thermal melting are different
(21). Whereas thermal melting involves independent and
stochastic fluctuations of the stem bonds until denaturation

Figure 7. Spontaneous transitions between folded and unfolded hairpin
states at constant extension. (Top panel) Force recorded on RNA10 (green)
as a function of time, while the extension is constant apart from stepwise
increases (black). Force flipping is observed for each extension value. (Sec-
ond panel) Zoom on an extension where both states have a similar prob-
ability of occupation: the average dwell times are 1.77 s in the unfolded
state and 3.1 s in the folded state. Presented time range: 80 s. (Third panel)
Force recorded on DNA10 (orange) as a function of time, while the ex-
tension is constant apart from stepwise increases (black). Force flipping
is observed for each extension value. (Bottom panel) Zoom on an exten-
sion where both states have a similar probability of occupation: the average
dwell times are 0.11 s in the unfolded state and 0.25 s in the folded state.
Presented time range: 10 s. The transition rate is much higher for DNA10
than for RNA10.

occurs, force-induced unfolding is a directed process. Even
if the bonds still fluctuate, the stem is sequentially opened
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from the bottom of the hairpin to the top. Similarly, the ini-
tial conditions for hairpin thermal folding are different from
the ones for force reduction. Whereas folding of a thermally
denatured molecule starts from a relatively compact con-
formation, the force measurement imposes a fully stretched
initial construct. Second, the unfolding force can be esti-
mated by a relation of the type F = !G/L only if the transi-
tion occurs sufficiently close to thermal equilibrium. In the
non-equilibrium case the actual barrier height, the attempt
frequency and the force loading rate are the main param-
eters. There is no general relation between the equilibrium
!G and the barrier height. Third, the elastic energy usually
plays a significant role in force-induced unfolding. If for the
sake of simplicity we consider the equilibrium case, the es-
timation of the opening force is of the form F = !Gtot/L,
but the molecular elasticity influences both the character-
istic energy (!Gtot = !Gmfold + !Gstretch, in the notations
of Table 2) and the characteristic length L (L is the sum of
the molecule length at zero-force and the force-induced ex-
tension). As can be seen from Table 2, the stretching energy
contributions are sizeable for both DNA and RNA.

The hysteresis is larger for RNA18 than for RNA10 and
the same holds for DNA18 compared to DNA10. This
mainly arises from a loop-length dependence of the fold-
ing force. As shown in Table 1, the folding forces signifi-
cantly decrease with increasing loop size, while the unfold-
ing forces change weakly. To initiate hairpin folding a loop
must form to approach the bases of the stem for base pair-
ing. As folding occurs against an external force F in the
present case, this initiation requires a mechanical work of
the order W = FL, where L denotes the length of the un-
folded loop. For similar W (energy fluctuations of similar
amplitude), the different L thus implies that folding of the
small-loop hairpin occurs at higher F than folding of the
large-loop one. Of note, it was found by fluorescence tech-
niques that even without external force the rate of hairpin
closing decreases with increasing loop size (6).

We find that the transition rate k0 is smaller for the RNA
hairpins than for their DNA counterparts. As shown in Fig-
ure 7, the RNA hairpin that exhibits smaller k0 also shows
longer dwell times in both hairpin states. Smaller k0 leads
to larger hysteresis in the constant velocity measurement,
since both unfolding and folding happen statistically later
on the force ramp. This relation between k0 on the one hand
and magnitude of the force hysteresis on the other hand is
observed in our measurements. RNA10 (resp. 18) exhibits
smaller k0 and larger hysteresis than DNA 10 (resp. 18) at
given velocity. For example, the transition length L corre-
sponding to RNA10 unfolding (resp. folding) is ≈20 nm.
Considering a typical equilibrium dwell time of 1 s for this
hairpin (estimated from Figure 7, second panel), a pulling
velocity of 50 nm/s induces a displacement of 50 nm during
this time. This displacement is larger than L, and the fold-
ing (resp. unfolding) transition is thus highly unlikely. The
unfolding transition (resp. folding) thus occurs out of equi-
librium at this speed. On the contrary, the shorter dwell time
of DNA10 (≈0.1 s) induces a displacement (≈5 nm) that is
smaller than L (≈15 nm) and allows for flipping between the
two states. In this case, the measurement can be considered
as close to equilibrium (Figure 4a, inset).

As shown in Table 3, the transition state is closer to the
folded state than to the unfolded state. We convert the values
of x→ to the number of unfolded nucleotides, using a pro-
cedure described earlier (27). For DNA10 (resp. DNA18)
the transition state corresponds to 9 (resp. 11) unfolded
nucleotides, or base pair 5–6 of the hairpin stem counted
from the bottom. For RNA10 and RNA18 we obtain 5
(resp.6) nucleotides, corresponding to base pair 3 from the
bottom. We tentatively attribute these positions to the stem
sequence: the first base pairs from the bottom are three G·C
(Figure 1), conferring a greater stability to the bottom com-
pared to the top of the stem. This interpretation is consis-
tent with the fact that no intermediate state is observed dur-
ing hairpin unfolding. Simply speaking, when the mechan-
ical work becomes sufficient to unfold the initial G·C rich
regions, the whole stem bursts open cooperatively. Within
our model that assumes a single transition state, the folding
of the hairpin is correspondingly expected when the G·C
rich part of the stem reforms. The fact that no intermedi-
ate states were observed in our measurements indicates that
the folding and unfolding transitions occur with a high de-
gree of cooperativity. For comparison, we have calculated
unfolding free energy landscapes of the hairpins. This study
is described in section S8 of the supplementary informa-
tion. The calculations are based on mfold free energies, in-
clude the sequential energy contributions of the different
base pairs of the stem and the single-stranded loop, but do
not include cooperativity. Interestingly the calculated land-
scapes exhibit their maxima at the top of the hairpin stem,
in contrast to the measurements indicating transition states
closer to the bottom of the stem. The differences are sig-
nificant. First, they provide additional support to the idea
that cooperativity is important for all investigated hairpins.
Moreover, the comparison suggests a higher degree of co-
operativity in RNA than in DNA, since we experimentally
observe that the RNA hairpins exhibit smaller x→ than the
DNA hairpins.

There are structural arguments both for the stem and the
loop that support a stronger cooperativity of the RNA hair-
pin as compared to the DNA hairpin. The stem of the RNA
hairpin exhibiting a A-form helical structure is shorter and
therefore more compact than the stem of the DNA hair-
pin, which is a B-form double helix. In the RNA helix, the
constraint caused by the opening fork may thus more easily
extend over several base pairs than in the DNA helix. It is
expected that interactions between nucleotides in the hair-
pin loop contribute in a non-negligible manner to the over-
all stability. Indeed RNA is known (and DNA suspected) to
build non Watson–Crick base pairs and we note that mfold
does not fully take the corresponding free-energy contribu-
tions into account (22,23). The 2’-OH group of the RNA
nucleotide forms hydrogen bonds, while the 2’-H of DNA
does not. In this regard, nuclear magnetic resonance studies
of chimeric RNA stem/DNA loop hairpins revealed that 2’-
H in the hairpin loop reduces the overall stability and also
suggests that the structure of the stem, A-form or B-form,
strongly influences the loop structure (24).

We tentatively attribute the slower dynamics of the RNA
hairpins to a stronger cooperativity. For strong cooperativ-
ity, barriers against folding and unfolding may be localized
and high, since they can cumulate energy contributions of
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many structural elements. With weak cooperativity, on the
other hand, the energy contributions of the structural ele-
ments distribute more equally over the reaction coordinate,
high local barriers are less probable to occur and therefore
passage of this landscape by a random walk that is biased
by the external force is faster.

Measurements on more complex RNA structures showed
pronounced structures in the force versus extension curves
(or length versus force curves for force-clamp measure-
ments) and hysteresis occurred even at low pulling speed
(25–27), in qualitative agreement with the present findings.
Recently, an investigation of the mechanical properties of
double-stranded RNA under force and torque has been
published (28). The authors applied torque to a torsion-
ally constraint double-stranded RNA construct using mag-
netic tweezers. They investigated in particular a plectonemic
buckling transition. They find that the characteristic tran-
sition rate of this buckling transition is two orders of mag-
nitude smaller for double-stranded RNA than for double-
stranded DNA. It is interesting to mention this study in
the present context because it shows a slower dynamics for
RNA than for DNA, although the buckling transition is dif-
ferent from hairpin folding.

A typical RNA molecule has a complex three-
dimensional shape stabilized by several duplexes. The
individual duplexes are connected by single strands of
varying length, which allows for propagation of conforma-
tional changes within the RNA structure. This propagation
of strain and displacement is influenced by the elasticity of
the connecting single strands. Forces of the order k/!x de-
velop, where k is the stiffness of the molecular linker and !x
the relative displacement. This global picture suggests that
the configuration studied in the present paper represents an
elementary building block of complex three-dimensional
structures formed by a single-stranded nucleic acid chain.
Specifically, our result that the dynamics of folding and
unfolding under mechanical load is slower in RNA hairpins
than in the corresponding DNA hairpins translates itself
into predicting that RNA structures are dynamically more
stable. In other words, structures formed by single-stranded
DNA rather than RNA exhibit significantly faster inter-
conversion between alternative configurations. There are
of course good reasons of evolutionary origin to explain
why the domain of biologically-active three-dimensional
nucleic acid structures is traditionally occupied by RNA.
Our suggestion that RNA structures are dynamically
more stable than DNA structures may be an interesting
additional argument to understand why single-stranded
DNA was not selected to become a molecule that assures
its biological role by a complex internal structure.

CONCLUSION

Two RNA hairpin structures of different loop size were
compared with their DNA equivalents. Under the same ex-
perimental conditions, the forces needed to unfold the DNA
hairpins are systematically lower. Hysteresis between un-
folding and folding is more pronounced for RNA than for
DNA. For all studied hairpin types, the hysteresis increases
with the pulling speed. Imposing a constant distance, spon-
taneous force flips are observed for the large loop DNA

hairpin, but are absent for the equivalent RNA structure.
For small loop hairpins, flipping between the folded and un-
folded states occurs with both DNA and RNA. Compari-
son of the experimental data with a theoretical description
allowed us to estimate the position of the transition state
and a characteristic transition rate. The latter is found to be
smaller for RNA than DNA. From all these results emerges
the picture that RNA exhibits a more pronounced out-of-
equilibrium character than DNA. The force-induced con-
formational dynamics of hairpins is slower in RNA than in
DNA. The results suggest that structures made of RNA are
more stable against internal and external forces than struc-
tures made of single-stranded DNA and therefore the for-
mer are more apt to form complex structures that are re-
quired for an active biological function.
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ANNEXE Test en FRET de l’ac-
tivité de DbpA

Protocole pour le test en FRET de l’activité hélicase de DbpA en solution

– Préparer le duplexe d’oligo à séparer (dbpa9/dbpa32) à 2µM en tampon 75 mM KCl /
10 mM Hepes (Figure 4.20).

– Préparer l’échantillon à tester : duplexe dbpa9/dbpa32 (20 nM), oligo compétiteur dbpa11
(300 nM), ATP/Mg (2 mM), en tampon DbpA (glycérol 5% ; 50 mM KCl ; 50 mM
Hepes pH 7.5 ; 5 mM MgCl2).

– Prendre un spectre de fluorescence en émission avec excitation à 500 nm (excitation de
Cy3) sur la plage 520-700 nm (Figure 4.21). Sur ce spectre de référence (figure 4.21),
deux pics sont attendus : celui de Cy3 en émission (⇠560nm), et celui de Cy5 en FRET
(⇠660nm).

– Ajouter DbpA à 320 nM.
– Prendre un deuxième spectre de fluorescence en émission avec excitation à 500 nm

(excitation de Cy3) sur la plage 520-700 nm (Figure 4.21). On attend cette fois-ci un seul
pic, celui de Cy3 en émission, qui a une plus grande amplitude que le pic de référence.
Le pic de FRET a disparu puisque l’oligo compétiteur dbpa11 (en excès) a remplacé
l’oligo9 portant Cy5, déplacé par DbpA.
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5’ - UU GGG ACC U - 3’ - Cy5

5’ - UU GGG ACC UCC - 3’

UGG GAA CCC UGG AGG - 5’ - Cy3
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Figure 4.20 Oligomères utilisés pour le test en FRET de l’activité de DbpA en solution.
Le substrat initial est composé du duplexe dbpa9/dbpa32 hybridé. Chacun de ces oligomères
porte un fluorophore, le substrat initial est actif en FRET. L’oligomère dbpa11 est un compé-
titeur qui peut prendre la place de dbpa9. Si dbpa9 est déplacé par DbpA, c’est dbpa11, placé
en excès, qui viendra s’hybrider à dbpa32 avec la plus grande probabilité.
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Figure 4.21 Spectres de fluorescence en émission pour le test d’activité de DbpA en
solution. La courbe foncée correspond à la mesure de référence en l’absence de DbpA. Les
deux pics correspondants à Cy3 (560 nm) et Cy5 (660 nm) sont bien définis. Les deux autres
spectres ont été réalisés environ 1 et 6 minutes après l’ajout de DbpA. Le pic correspondant à
Cy5 est très atténué, et celui de Cy3 a une amplitude plus que double par rapport au cas sans
DbpA. La protéine est donc active.
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ANNEXE Analyse énergétique dans
le cas des « bulles fondues »

Estimation de la force du plateau de surétirement dans le cas des « bulles fondues »

Le cas du surétirement en mode de « bulles fondues » est représenté sur la figure 4.22.
Contrairement au cas du peeling, les deux simples brins générés par rupture d’une paire de
bases sont maintenus sous tension. La force F appliquée à la construction est donc répartie
sur ces deux brins en parallèle. Les forces F1 et F2 supportées par chacun des brins vérifient
la relation F1 +F2 = F . Si les deux simples brins sont de même nature, alors F1 = F2 = F/2.
Dans le cas d’une construction hybride, les simples brins d’ARN et d’ADN sont soumis à une
force différente. De part la géométrie du problème, la longueur lss de simple brin généré est
identique pour les deux brins.

Figure 3.1 – The overstretching transition of dsDNA under tension. [A]. Typical
force-extension curve of a 3’-3’ attached DNA, with free 5’ ends (inset). The elastic
properties of DNA below the overstretching force of 65 pN can be described by the
extensible worm-like chain model (WLC, grey line). At 65 pN, the DNA molecule un-
dergoes the overstretching transition, during which the intrinsic contour length of the
DNA increases from 100% to about 170%. [B]. In a 3’5’-5’3’ attachment geometry,
where all four strand ends are linked to the microspheres (inset), the overstretching
force raises to 110 pN. The elastic properties of this DNA construct is well described by
the extensible worm-like chain model (WLC, grey line) up to forces of arround 40 pN.
[C]. Schematic representation of two models explaining the nature of the overstretching
transition. In the first model, the transition is due to gradual cooperative unwinding
of the DNA double helix resulting in a base-paired structure, "S-DNA", resembling a
parallel ladder. In the second model, force-induced melting of the two strands causes
the transition. This force-induced DNA denaturation can occur via two mechanisms,
force-induced bubble melting or strand unpeeling.
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lss
Figure 4.22 Schema d’une « bulle fondue ». De part et d’autre de la bulle, l’acide nucléique
est sous forme double brin. Au niveau de la bulle les liaisons H entre les brins sont rompues.
Deux simples brins se font donc face. Ils peuvent être de même nature (ADN ou ARN), ou
bien de nature différente dans le cas d’une construction hybride. La longueur de simple brin
lss est la même pour les deux brins. La force F imposée à la construction se répartit en F1 et
F2 sur chacun des simples brins, avec F1 +F2 = F .
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Les différentes composantes énergétiques utilisées pour la description détaillée au chapitre
4 sont donc les suivantes :

– Eds est inchangée par rapport au cas du peeling.
– Ess est décomposée en deux termes, correspondant à chacun des simples brins : Ess(F)=

Ess(F1) + Ess(F2), avec F1 et F2 les forces appliquées sur chacun des brins. Dans le
cas des molécules d’ARN ou d’ADN double brin, Ess(F) = 2Ess(F/2). L’expression
d’Ess(F) est celle donnée au chapitre 4.

– Eb est inchangée par rapport au cas du peeling.
– L’expression du travail FDL = (F1 + F2)DL est inchangée. Dans le cas où les deux

simples brins sont de nature différente, la valeur de DL doit être adaptée. L’obtention
de cette valeur est détaillée par la suite.

Comme dans le chapitre 4, la différence de longueur DL = lss� lds est obtenues à partir
de la distance entre les courbes théoriques d’étirement de simple et double brin d’acides nu-
cléiques. La longueur lss est ici fixée par la relation F1 +F2 = FADN +FARN = F . Les courbes
d’extension de simple brin ARN et de simple brin ADN imposent une valeur de lss permettant
de vérifier la relation sur les forces. C’est cette valeur qui a été choisie, et lds est mesurée à la
force correspondante. Les valeurs utilisées sont rapportées dans le tableau suivant.

F (pN) FADN (pN) FARN (pN) lss (nm/nt) lds (nm/nt) DL (nm/nt)

50 19.5 30.5 0.56 0.38 0.18
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Sujet : Les structures secondaires dans l’ARN :
une étude par mesure de forces sur molécules uniques

Résumé : L’ARN s’est longtemps vu attribuer un simple rôle de transmission entre l’ADN, garant
de l’information génétique, et les protéines, assurant les fonctions et donc la survie cellulaire. Ce
n’est qu’avec les découvertes des ARNs de transfert dans les années 70, puis des ribozymes dans
les années 80, qu’il a été réalisé que l’ARN pouvait assurer ces deux rôles : l’information génétique
est stockée dans sa séquence linéaire, et l’adoption de structures tridimensionnelles complexes rend
possible une activité catalytique.
Depuis, de nouvelles fonctions de l’ARN n’ont cessé d’être découvertes, à tous les niveaux de
régulation de l’expression génique entre autres. La majorité de ces fonctions repose sur la structu-
ration tridimensionnelle d’ARNs simple brin.
Dans ce travail, différents aspects de la structuration de l’ARN sont abordés, toujours en utilisant
la technique de mesure de forces sur molécules uniques par piégeage optique. Dans un premier
temps, une étude comparative d’une structure secondaire modèle, le hairpin dans ses formes ARN
et ADN, a été réalisée. La question de l’interaction d’une structure secondaire avec une protéine
hélicase (DbpA) a ensuite été abordée. Enfin, dans le cadre plus général d’une étude sur l’assem-
blage du ribosome, nous avons débuté le développement d’une nouvelle méthode d’analyse des
structures secondaires. Cette méthode repose sur le surétirement d’un hybride ARN ribosomique /
ADN.

Mots clés : molécule unique, pièges optiques, ARN, ADN, hairpins, hélicases, surétirement

Subject : RNA secondary structure:
a single molecules force measurements study

Résumé : Traditionally, RNA has been considered as a mere intermediate between DNA, keeper of
the genetic information, and proteins, which assume cells self-sustenance. With the discoveries of
the transfert RNA in the 70s, and of the ribozymes in the 80s, RNA took on both roles: it can store
information in its linear sequence, and tridimensional structuration enables catalytic functions.
Since then, numerous roles devoted to RNA have been discovered, particularly for gene expression
regulation. Most of these functions rely on tridimensional structuration of single stranded RNA.
In this work, we used an optical tweezers setup to study several aspects of RNA structuration by
single molecule force measurement. In a first part, we compared the dynamic behaviour of a model
secondary structure made of either RNA or DNA, the hairpin. Then we considered the interaction
of a secondary structure with a protein, the RNA helicase DbpA. Finally, within a wider study
of ribosome assembly, we worked on the development of a new method to study tridimensional
structuration. This method relies on the overstretching of a hybrid ribosomal RNA / DNA molecule.

Keywords : single molecule, optical tweezers, RNA, DNA, hairpins, helicases, overstretching
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