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RESUME

La flexibilit¢é conformationnelle entre différents ensembles structuraux est une
composante essentielle a la fonction des enzymes. Bien qu’il soit connu qu’un vaste éventail de
mouvements dynamiques favorise des événements fonctionnels chez les protéines sur
plusieurs échelles de temps, il n’est pas encore démontré que des enzymes structurellement et
fonctionnellement homologues emploient les mémes mouvements concertés de résidus pour
remplir leur fonction catalytique. Dans la présente étude, nous émettons I'hypothése que des
réseaux de résidus contigus et flexibles dont les mouvements se produisent a I'échelle de
temps de la milliseconde (échelle de temps de la catalyse enzymatique) ont évolué dans le but
de promouvoir et/ou de préserver une activité catalytique optimale chez des enzymes
homologues. Pour ce faire, nous utilisons une combinaison d’expériences de dispersion de
relaxaton RMN (N-CPMG), d'analyse Model-Free, de titrage RMN, et d'expériences
fonctionnelles pour capturer et comparer le role de la flexibilité¢ conformationnelle entre des
homologues structuraux de la famille des ribonucléases pancréatiques humaines (RNases). En
plus de conserver les mémes résidus catalytiques et la méme structure tridimensionnelle, la
plupart des membres étudiés montrent une conservation de résidus dynamiques a I'échelle de
temps de la ps-ms, suggérant que la flexibilité conformationnelle peut étre conservée parmi des
protéines structurellement analogues qui affichent néanmoins une faible identité de séquence.
Plutét que d'afficher un portrait global, nos résultats révélent que ces résidus dynamiques sont
localisés dans des régions contigués spécifiques a chaque protéine. En utilisant la mutagenése
dirigée, nous montrons qu'il est possible de moduler les régions de résidus dynamiques d'une
enzyme et d'en affecter la fonction, soutenant I'nypothése que la flexibilité conformationnelle est
en partie nécessaire pour la fonction catalytique chez des enzymes homologues. En résume,
nous démontrons que la RMN, couplée a la mutagenése dirigée ainsi qu'a des essais

fonctionnels, s'avére un outil de premiére importance en ingénierie des protéines.
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1 INTRODUCTION

1.1 Mise en contexte

Méme si nous étudions les protéines depuis plus de 100 ans, nous ne comprenons
toujours pas complétement comment elles fonctionnent. L’étude présentée dans cette thése a
pour objectif général de faire avancer notre compréhension du fonctionnement des enzymes.
Au cours des derniéres décennies, de nouveaux concepts ont été introduits dans le langage
scientifique, et ils pourraient contribuer a comprendre le fonctionnement des enzymes. Ainsi, les
concepts de dynamique des molécules, d’allostérie, et d'ingénierie des protéines y seront

discutés plus en détails dans les pages qui suivent.

1.2 Les protéines

Le terme protéine a été introduit il y a prés de 170 ans par Gerhardus Johannes Mulder
(1839), suite a ses études sur la composition de substances animales. Le terme provient du
grec ancien prétos qui signifie : premier, essentiel. Les protéines jouent un réle central dans la
cellule, qu’il soit structural, catalytique, ou autre. Elles sont composées d’'une chaine d’acides
aminés liés entre eux par des liaisons peptidiques, formant la structure primaire de la protéine
(Figure 1.1). Cette derniére se replie sur elle-méme pour former des structures secondaires,
tertiaires et quaternaires, qui varient selon la séquence en acides aminés, et qui leur donnent
leurs fonctions. Les structures secondaires sont principalement composées des hélices alpha
(a) et feuillets béta (B), stabilisés par des liaisons hydrogénes entre les atomes. Les structures
secondaires se lient ensemble via des liaisons hydrogénes, des ponts disulfures, des
interactions électrostatiques, des interactions de type Van der Waals et des interactions
d’empilement &t pour former la structure tertiaire. Enfin, pour les protéines contenant plus d’'une

chaine polypeptidique, I'interaction entre ces chaines formera une structure quaternaire.



Structure primaire
Séquence d’une chaine d’acides aminés.

Hélice alpha

Structure secondaire

‘ Se produit lorsque la séquence d’acides

aminés forme des ponts hydrogénes.

Feuillet béta
Structure tertiaire
Se produit lorsque certaines attractions
sont présente entre les hélices alpha et
les feuillets béta.

Hélice alpha

Structure quaternaire
Protéine formée de plusieurs chaines
d’acides aminés.

Figure 1.1: Structure d'une protéine. Structure primaire d'une protéine, composée d’une combinaison de 20
acides aminés formant une chaine. La formation de ponts hydrogénes entre les acides aminés méneront a la
formation des structures secondaires, composées d'hélices alpha et de feuillets béta. Les attractions
résultant des forces ioniques, des ponts hydrogénes et des liens covalents conduiront a la formation de la
structure tertiaire. Enfin, plusieurs chaines d’acides aminés pourront s’assembler pour former la structure
quaternaire. L'image a été modifiée du site http://accessexcellence.org.

Les protéines peuvent remplir différentes fonctions au sein de la cellule. Voici donc une

liste de ces rbles :

* les protéines de structure, qui permettent a la cellule de maintenir son

organisation dans l'espace, et qui sont les constituants du cytosquelette;



* les protéines de transport, qui assurent le transfert des différentes molécules
dans et en dehors des cellules;

* les protéines régulatrices, qui modulent l'activité d'autres protéines ou qui
contrélent I'expression des geénes;

* les protéines de signalisation, qui captent les signaux extérieurs et assurent leur
transmission dans la cellule ou I'organisme; il en existe plusieurs sortes;

* les protéines réceptrices, qui détectent les molécules messagéres et les autres
signaux pour que la cellule réponde en conséquence;

* les protéines sensorielles, qui détectent les signaux environnementaux (ex:
lumiére) et répondent en émettant des signaux dans la cellule;

* les récepteurs d'hormone, qui détectent les hormones et envoient des signaux a
la cellule pour qu'elle agisse en conséquence (ex : l'insuline est une hormone
qui, lorsqu'elle va étre captée, va signaler a la cellule d'absorber et d'utiliser le
sucre);

* les protéines motrices, qui permettent aux cellules ou organismes, ou méme a
certains éléments (cils), de se mouvoir ou de se déformer (ex : l'actine et la
myosine permettent au muscle de se contracter);

* les protéines de défense, qui protegent la cellule contre les virus (ex. : les
anticorps);

* les protéines de stockage, qui permettent la mise en réserve d'acides aminés
pour pouvoir créer d'autres protéines (ex : I'ovalbumine, la principale protéine du
blanc d’ceuf, sert de stockage pour le développement des embryons de poulet);

* les enzymes, qui modifient la vitesse de presque toutes les réactions chimiques

dans la cellule, sans étre transformées dans la réaction.

La suite de la thése portera essentiellement sur les enzymes.

1.3 La cinétique enzymatique

La catalyse est un processus qui permet d'augmenter la vitesse a laquelle une réaction
parvient a I'équilibre en abaissant la barriére énergétique [1]. En conséquence, les enzymes
sont d'excellents catalyseurs dus a leur spécificité de liaison au substrat. La cinétique

enzymatique permet de décrire quantitativement les propriétés catalytiques des enzymes. Ces



mesures nous informent sur la spécificité et l'efficacité de la réaction enzymatique dans une

condition donnée de pH, de température, et de concentration ionique.

100 -~

~
a
[ |

Vitesse (V)
3
1

25+

- """x""'

0 5 1I0 15 20
[Substrat]

Figure 1.2: Effet de la concentration du substrat sur la vitesse de la réaction catalytique. La vitesse de la
réaction augmente avec la concentration en substrat. A saturation, la vitesse approche V,,,,. Le K, indique
la concentration de substrat a V,,,,,/2. L'image a été produite avec GraphPad Prism, version 6.

En 1913, Leonor Michaelis and Maud Menten postulérent que I'enzyme (E) se fixe au
substrat (S) pour former un complexe (ES). Le taux de formation du complexe est réversible et
donné par les constantes k; et k_,. Par la suite, le complexe se brise a un taux k, pour donner
le produit de la réaction (P). Michaelis et Menten suppose que la formation du produit est I'étape

limitante de la réaction:

ki ky
E+S<ESSE+P
k_q

La vitesse de la réaction augmente avec la concentration en substrat. A saturation, la vitesse de

la réaction est maximale (Vmax). Etant donné que la courbe répond & une hyperbole pour la

plupart des enzymes (Figure 1.2), la courbe peut s'exprimer par I'équation de Michaelis-Menten:
Ve = Vmax[s]

© 7 Ky + 5]

ou v, représente la vitesse initiale a une concentration donnée de substrat, V,,,, représente la

vitesse maximale, et K,, représente la concentration en substrat pour laquelle une enzyme

atteint la moitié de sa vitesse maximale. La constante catalytique k.,; peut étre extrapolé

comme suit:

Vinax = kcat [ET]



ou [Er] représente la quantité totale d'enzyme, soit [E;] = [E]+ [ES]. Ou encore, selon
I'équation:
_ koff + kcat
" Kon
ou les constantes k,,, = k; et korr = k_;. Le rapport k... /Ky, quantifie I'efficacité catalytique,

puisqu'il correspond a une constante de vitesse pour de faibles concentrations en substrat, ou

1.4 Les mouvements atomiques

En 1894, Hermann Emil Fischer proposa un modéle de "clef et serrure" afin d’expliquer
la liaison entre une enzyme et son substrat [2]. Dans ce modéle, I'enzyme est rigide et c’est le
substrat qui devait s’adapter parfaitement au site actif pour permettre la reconnaissance.
Toutefois, dans les années qui ont suivi, il devenait évident que ce modéle ne pouvait en lui-
méme expliquer tous les aspects de la catalyse enzymatique. Ce n’est qu’en 1958 que Daniel
E. Koshland Jr. suggéra un modéle d'ajustement induit, ou "induced fit", dans lequel la
reconnaissance du substrat induit un changement conformationnel [3] (Figure 1.3). Il s’agissait
du premier exemple ou I'on proposait qu’'une protéine pat étre flexible. Par la suite, il devenait
évident que le modéle proposé par Koshland était limité. En effet, I'ajustement induit n’est
possible que s’il se produit a priori une interaction entre 'enzyme et son substrat. Plusieurs
chercheurs ont proposé le mécanisme de sélection conformationnelle, ou "Conformational
Selection", un modele complémentaire a celui de l'ajustement induit [4-8]. Dans ce modéle,
toutes les conformations de la protéine libre sont présentes en solution, et le substrat

sélectionne la conformation la plus favorable énergétiquement (Figure 1.3).



1‘1 Changement

conformationnel

Figure 1.3: Cycle thermodynamique du mécanisme de reconnaissance moléculaire. Dans la sélection
conformationnelle, la conformation de liaison (P) est préexistante dans la solution avant la liaison du ligand
(L). Dans lajustement induit, la liaison du ligand induit un changement conformationnel (de PiL a P.L)
thermodynamiquement plus favorable. Les constantes cinétiques et thermodynamiques (K1 et Kz) peuvent
déterminer si la sélection conformationnelle ou ajustement induit est plus probable. L'image a été modifiée
de la référence [9].

De nos jours, le concept qu’une protéine peut étre flexible est bien accepté. Ces
mouvements atomiques peuvent étre observés non seulement autour du site actif, mais
également sur l'entiéreté de la protéine. Il a été démontré que ces mouvements ne sont pas
aléatoires, mais plutdét coordonnés avec une fonction donnée de I'enzyme. De nombreux
exemples sont d’ailleurs présentés dans la littérature scientifique: la dihydrofolate réductase
(DHFR) [10, 11], la ribonucléase A (RNase A) [12], I'adénylyl cyclase [13, 14] et la cyclophiline
A (CypA) [15, 16]. Ces fluctuations peuvent se produire a des échelles de temps allant de la
femtoseconde a plusieurs heures [17-19] (Figure 1.4). Les mouvements se produisant dans
l'ordre de la microseconde a la milliseconde (us-ms) sont particulierement intéressants,
puisqu’ils coincident souvent avec la catalyse enzymatique, laquelle inclut la liaison du substrat,
la réaction, et la libération du produit. Il a été démontré que la perturbation des mouvements a

cette échelle de temps modifie considérablement la catalyse enzymatique [16].
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1.4.1 L’allostérie

La théorie de l'allostérie découle du mécanisme de la sélection conformationelle décrit
plus t6t. Monod et al. [20], en 1965, ont été les premiers a décrire le concept d’allostérie. Le
concept se résume par I'effet ressenti a un site A, suite & une perturbation a un site B [21]. La
perturbation au site B peut étre causée par la liaison d’'un ligand (protéine, ARN, etc.), une
mutation, ou encore par photoactivation (Figure 1.5). Ainsi, I'allostérie s’aveére un mécanisme
trés important, qui permet d’adapter sa fonction selon des conditions environnementales

changeantes.

La conception de nouveaux médicaments thérapeutiques est généralement basée sur le
modéle statique de protéine et vise presque essentiellement le site actif. Bien qu’'un nombre
important de médicaments ait été identifié en bloquant le site actif, le taux de succés demeure
faible, ce qui augmente considérablement le colt total relié a la découverte de nouvelles cibles.
Ainsi, la régulation allostérique de macromolécules biologiques offre une nouvelle avenue [22].
En se liant a un site fonctionnel éloigné du site catalytique d’'une enzyme ou du site actif
principal d’une protéine, les effecteurs allostériques peuvent déclencher une cascade de
changements conformationnels qui modifient la fonction et/ou Il'activité enzymatique (Figure
1.5C). Plusieurs composés allostériques sont déja sur le marché, ou sont en voit d’approbation
par la FDA [22], tels I'lmatinib (Gleevec) [23], ou les inhibiteurs non nucléosidiques qui ciblent la

transcriptase inverse du VIH [24] et la polymérase du virus C de I'’herpés [25].
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Figure 1.5: Interconnectivité entre la structure de la protéine, sa dynamique et sa fonction. (A)
Représentation graphique de la théorie de "clef et serrure” proposée par Hermann Emil Fischer en 1894. (B)
Plutét que d’étre rigide, les enzymes seraient flexibles. Les résidus seraient interconnectés via des réseaux
dynamiques qui pourraient s’étendre de la surface de la protéine, en incluant le solvant, et ce, jusqu’au site
actif. L'exemple peut s'appliquer a des mouvements a I'échelle de temps dit rapide (>us) ou lent (<us). (C) La
fonction proposée de ces réseaux dynamiques serait de fournir un transfert thermodynamique entre les
différentes régions de la protéine. Ce transfert d’énergie pourrait étre induit par la photoactivation ou par la
présence d’un ligand a un site allostérique situé a la surface de la protéine, ou étre affecté par une mutation
distante du site actif. La figure a été modifiée de la référence (Pratul Agarwal - Notes personnelles).

Bien que cette approche soit intéressante, il n’en demeure pas moins qu'il est trés
difficile d’identifier les sites allostériques. A ce titre, plusieurs méthodes sont particulierement
adaptées aux études d'allostérie et de mouvements atomiques en général. Ces méthodes

seront discutées plus en profondeur dans les prochaines sections.
1.4.2 Principales méthodes d'analyse de la dynamique moléculaire

Une variété de méthodes permet I'analyse des mouvements chez les protéines, et ce, a
différentes échelles de temps. Reprenons le tableau de la figure 1.4, mais en y ajoutant plus de
deétails (Figure 1.6). Dans les paragraphes qui suivent, nous discuterons briévement de

quelques-unes de ces méthodes, et comment elles peuvent contribuer a l'analyse de la

dynamique moléculaire.

La cristallographie conventionnelle utilise 3 dimensions, soit x, y et z, et présente une
moyenne temporelle d'un ensemble de structures. Toutefois, en y ajoutant une 4e dimension (le
temps), il devient possible de visualiser les changements structuraux en fonction du temps. En
effet, un cristal contient, dans sa matrice, des canaux de solvant permettant la diffusion de
petites molécules. Ces canaux peuvent étre utilisés pour diffuser un substrat et activer une
réaction enzymatique. Bien qu'intéressante, la méthode posséde certaines limitations: 1. La
protéine doit étre biologiquement active a I'état cristallin; 2. 1l doit étre possible d'activer la
réaction dans le cristal; 3. La réaction enzymatique ne doit pas perturber I'état cristallin et la

diffraction des rayons X; 4. L'intermédiaire de réaction doit étre détectable dans le cristal.



Depuis l'apparition de la premiere simulation de dynamique moléculaire en 1977 [26], la
bio-informatique a pris une importance considérable. Un avantage majeur de I'utilisation des
méthodes bio-informatiques, c'est qu'elles permettent d'aller la ou d'autres méthodes ne le
permettent pas techniqguement, telle I'utilisation de substrats ou d'intermédiaires "instables" de
réaction, et l'observation atomique en temps réel. Toutefois, les expériences étant basées sur
des prédictions, les résultats doivent étre interprétés avec précaution. Puisque les biologistes
cherchent a comprendre les mouvements atomiques en relation avec la catalyse enzymatique,
l'intérét principal est de caractériser les mouvements a I'échelle de temps 10° & 10° secondes
(se référer a la figure 1.4 du présent document). Cependant, plus la fréequence des mouvements
est faible, et plus le nombre de calculs requis est importants, Il s'agit d'une limitation majeure
des méthodes bio-informatiques, une restriction causée par la puissance du "Central Processor
Unit" (CPU). Ainsi, les bio-informaticiens estiment certains paramétres afin de réduire le nombre
de calculs requis par le CPU, et ainsi s'approcher de I'échelle de temps d'intérét.

Malheureusement, cette approche réduit considérablement la précision de I'étude.

La résonance magnétique nucléaire (RMN) s'avére la plus versatile des méthodes
expérimentales. Elle permet de quantifier les mouvements atomiques sur un large spectre
d'échelles de temps. Le formalisme model-free, développé par Lipari et Szabo [27], permet
I'étude des mouvements atomiques a I'échelle de temps de la picoseconde-nanoseconde (ps-
ns). La méthode utilise les données expérimentales de Ry, R, et NOE afin de déterminer les
amplitudes et les échelles de temps des mouvements intramoléculaires. Les mouvements sont
décrits par le temps de corrélation global (z,,,), le paramétre d'ordre (52), le temps de corrélation
effectif (z,.), et le paramétre d'échange conformationnel (R.,). Enfin, le Carr-Purcell-Meiboom-
Gill (N-CPMG) permet la mesure de la flexibilit¢ a I'échelle de temps de la catalyse
enzymatique. Cette méthode permet d'extraire le taux d'échange conformationnel (kex) de
chacun des résidus présentant une courbe de dispersion de la relaxation. Puisque ces deux
meéthodes seront largement utilisées au cours de cette étude, une description plus détaillée est

présentée dans les pages qui suivent.



8 Liaison au ligand
=
:.g Catalyse
= Réorganisation des
Q -
" structures secondaires
()] Liens hydrogénes
© et transfére de proton Repliement
2]
g Vibration Rotation des
- des liaisons chaines latérales Allostérie
(®)
®
10"%s 10"2s 10°s 10¢s 103 s 10°s 10%s
Simulation d’appariement; Analyse en mode normal;
Simulation de dynamiques moléculaires Echange par réplica, etc.
8 Diffusion de neutrons
87 Crystallographie en temps résolu
3
o RMN Echange 2Z
= R, R,, NOE R .
) Echange H-D
= CPMG

Couplage dipolaire résiduel

Figure 1.6: Techniques d'analyse d'événements dynamiques en fonction de I'échelle de temps et du type de
mouvements. L'image a été modifiée de la référence [17].

1.5 La dynamique des protéines
1.5.1 Principe de la RMN

La RMN est une technique qui utilise la propriété de spin non nul des noyaux des
atomes. Lorsque placé dans un champ magnétique donné (B,), chaque atome absorbe
I'énergie du rayonnement de radiofréquences auxquelles il est soumis, puis la relache suite a
une relaxation. Le signal obtenu permet de caractériser la structure et la dynamique d’une

protéine d’intérét a I'échelle atomique.

Le noyau d’un atome posséde un moment magnétique, ou spin. La valeur de ce spin est
une propriété intrinseque au noyau, mais dépend du nombre de protons et de neutrons qui le

composent. Un noyau possédant un nombre pair de nucléons aura un spin entier (0, 1, 2...)
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alors qu’'un noyau ayant un nombre impair aura un spin demi-entier (1/2, 3/2, 5/2...). La RMN
étudie généralement les atomes de spin %. Dans un champ magnétique, le nombre
d'orientations possibles d'un noyau de spin | sera de 2I+1, et varieront de —I a +I par incréments
de 1. Le noyau de spin ¥z peut étre visualisé comme un petit aimant-barre, pouvant prendre 2
orientations possibles, soit +/% et -4 (Figure 1.7). Le signal qui est observé en RMN est une

conséquence de la transition entre les 2 états suite a une stimulation par radiofréquence (RF).

Energie

Force du champs
magnétique externe

Figure 1.7: Orientation du moment magnétique d'un atome avec | = %> dans un champ magnétique B,. La
différence entre les 2 niveaux d'énergies est donnée par AE.

Le moment magnétique p est proportionnel au vecteur de rotation angulaire I, et du

rapport gyromagnétique y:

u=vl
Les atomes possédent des rapports gyromagnétiques différents, ce qui permet de les distinguer
entre eux. La différence d'énergie entre les 2 niveaux sera donnée par I'équation:

AE = hv = hyB,

et sera proportionnelle au champ magnétique appliqué B,. La fréquence de résonance (v), ou

précession de Larmor, sera calculée comme suit:
v = (yBy)/2m

Chaque atome aura une fréquence de résonance caractéristique, due a de petites perturbations
causées par son environnement magnétique local. Ces perturbations sont influencées par le
positionnement de I'atome dans la structure de la protéine et par rapport au solvant, via le
positionnement des chaines latérales, des résidus aromatiques, des angles de torsion des

liaisons et des liaisons hydrogénes.
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1.5.2 Larelaxation des spins

La relaxation des spins permet la quantification des mouvements atomiques a I'échelle
de temps de la picoseconde a la nanoseconde (ps-ns) et de la microseconde a la milliseconde
(us-ms). La sélection des atomes d'intéréts doit étre au préalable déterminée. Pour les
protéines, les atomes 'H, "°C, et "°N sont les plus fréquemment utilisés. Puisque seul 'H est
présent naturellement, les autres atomes doivent étre incorporés lors de I'expression de la
protéine dans un milieu minimal. L'incorporation du "°N est fréquemment utilisé, et permet
l'analyse des groupements amides (1H-15N) de chaque résidu (excepté pour les prolines, qui ne
possédent pas de groupement amide) formant la protéine. Il est a noter que pour I'étude qui
suit, seuls les groupements amides ont été analysés et par conséquent, la théorie traite de la

relaxation des spins 'H et "°N.

Les deux principales interactions qui gouvernent le comportement de la relaxation des
spins sont les interactions dipble-dipdle avec les atomes voisins, et l'anisotropie du
déplacement chimique ("Chemical Shift Anisotropy”, CSA) [28]. La technique utilise
généralement trois types de mesures, soit la relaxation longitudinale (Ri), la relaxation
transversale (R;) et I'approximation des états quasi stationnaires de I'effet Overhauser nucléaire

("Steady-State Heteronuclear Nuclear Overhauser Effect).

Le signal RMN qui est observé se nomme le FID ("Free Induction Decay"). Le signal
obtenu, la magnétisation, est la somme de I'ensemble des moments magnétiques des atomes
de la protéine en fonction du temps. En conséquence, le FID observé est la somme de tous les
FID individuels pour chacun des atomes oscillant a une fréquence caractéristique. Le taux de
décroissance de l'intensité du signal peut étre mesuré par les expériences de R; et R, (ces
expériences sont décrites dans les pages qui suivent). La transformation de Fourier permet
ensuite de convertir le signal en fréquence (Figure 1.8). Trois paramétres peuvent étre extraits,
soit le déplacement chimique, l'intensité, et la largeur de bande. Ces paramétres seront décrits

dans les pages qui suivent.
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Figure 1.8: Description du signal RMN. Le signal RMN est observé sous la forme d'une fréquence en fonction
du temps, aussi appelé FID ("Free Induction Decay"). Le FID (gauche) est la somme de tous les FIDs de
chacun des atomes individuels présent dans la protéine et peut étre quantifié par la mesure de R,. La
transformation de Fourier (FT) permet de convertir le signal en fréquence (droite). Ainsi, la largeur de bande
et I'intensité du signal seront affectées par la fréquence et la décroissance du signal (A et B). L'image a été
tiré de la référence [29].

1.5.3 Relaxation longitudinale R,

La relaxation longitudinale R, (R; = 1/T;) correspond a la constante de temps du retour
a I'équilibre thermodynamique des spins qui ont été excités par l'impulsion radio-fréquence. R;

est décrit par I'équation suivantes [30]:

Ry = d[J(wy — wy) + 3] (wy) + 6] (wy + wy)] + ] (wy)

ou d représente la constante dipolaire:

1 (Z:T)Z (hVNYH)Z

d=>
4 TI\?—H

ou c décrit I'anisotropie du déplacement chimique:

_ (wyAc)?
3

ou J(w) représente la fonction de densité spectrale a différentes fréquences de Larmor, u,
symbolise la permittivité magnétique du vide, A, la constante de Planck, yy et yy, les rapports
gyromagnétiques pour "N et 'H, respectivement, ry_y, la vibration effective moyenne d'un lien

N-H, Ao, le CSA, et la fréquence de Larmor du "°N est décrite par I'équation:
Wy = 27TVN = VNBO

ou vy indique la fréquence de Larmor en Hz, et By décrit la force du champs magnétique.
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L'approche de type "inversion-recovery" est utilisée pour I'enregistrement des données R; du
groupement amide (Figure 1.9). En bref, une premiére impulsion a 180° permet d'inverser la
magnétisation. Aprés un délai, permettant aux spins de relaxer, une nouvelle impulsion a 90°
permet de ramener la magnétisation dans le plan xy, et le signal R, est enregistré. Puisque R,
est affecté par la fréquence de Larmor et le temps de corrélation effectif (z.), la variation du
délai entre deux impulsions affectera I'amplitude de la magnétisation (A;) qui sera enregistrée

selon l'équation:
Ap = Age Rat

ou 4, indique lI'amplitude au temps 0, et t, le délai entre les deux impulsions.

Inversion-recovery (R;)

z z z z
180° delay 90 °
— — —
X X X X
y y y y
B Spin echo (R,)
z z
90 ° delay 180 ° dela
—l —l
X X
y y y
Equilibrium | | Evolution | | Acquisition

Figure 1.9: Approche expérimentale pour I'enregistrement du R, (inversion recovery) et du R, (spin echo)
dans un champ magnétique B. L'état de magnétisation (M) est représenté par la fleche rouge. La mesure du
taux de relaxation est affecté par la variation des délais, qui affecte I'amplitude du signal. L'image a été tirée
de la référence [31].

1.5.4 Relaxation transversale R,

La relaxation transversale R, (R, = 1/T,) correspond a la perte de cohérence des spins

responsables de la magnétisation transverse (dans le plan xy). R, se définit comme suit:
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d
RS = S14/(0) + (@i + @) + 3/ (@) + 6/@n) + 6] (wy + 0n)] + 2 [4](0) + 3/ (@n)]

et
R, = RY + R,,

ou RY symbolise la relaxation transversale pure, et R,,, la contribution de R, pour les processus
d’échange conformationnel se produisant a I'échelle de la pys-ms. Lors d'une échange entre
deux états A et B:

ka

A=B

kg
ou k4 et kg représentent les taux d'échanges apparents entre les deux états, R., se définit
comme suit:

. pA(1 - pA)kex

R PO
X1+ (kpy/Aw)?

ou p, et pg symbolisent les populations des deux états A et B, et Aw représente la différence de
fréquence de résonance entre les deux états. Cependant, I'approximation de R,, n'est valide

que sip, > pgpetque R, 4 = Ry 5.

L'échange entre les deux états peut étre lent, intermédiaire ou rapide, et variera en
fonction de k,, et Aw = 2mAv (Figure 1.10). Le parameétre a permet de calculer le régime de

I'échange, selon I'équation [32]:

3 2(ky,/Aw)?
YT (kop/Dw)?

ou 0 <a <1 indique un échange lent, @« = 1, un échange intermédiaire, et 1 < a < 2, un

échange rapide (Figure 1.10). Pour simplifier le calcul, le paramétre a peut étre approximé

o= (Bo,z + Bo,1> (Rex,z - Rex,1>
By, — Bo1) \Rex2 + Rex1

ou By, et By, représentent la force des deux champs magnétiques 1 et 2, et R,y 1 €t Ry >

selon l'équation:

indiquent la contribution de I'échange conformationnel.
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Figure 1.10: Echange conformationnel caractérisé par I’expérience de Carr-Purcell-Meiboom-Gill (15N-CPMG).
(A) Les variables ka et kg représentent les taux d'échanges conformationnels unidirectionnels des états A et
B, dont les populations sont identifiées par p, et pg. (B) Le taux d'échange conformationnel (k.,) peut-étre
extrait a partir des variables ka et kg. La variation de fréquence (Av) entre les pics des deux états
conformationnels permet d'identifier le type d'échange. L'image a été modifiée de la référence [29].

Les données R, du groupement amide dans les protéines sont en général enregistrées
en utilisant une approche de type "spin echo" intégrée a la séquence d'impulsions du 'H-"*N
HSQC (Figure 1.9). En bref, une premiére impulsion a 90°, suivie d'un délai, permet de
transférer la magnétisation dans le plan xy. Une nouvelle impulsion a 180° est ensuite
appliquée, suivi d'un délai de durée égal au précédent, ce qui permet d'inverser le signal et de
créer un écho, soit le retour a la cohérence des spins de fréquence angulaire différente. Le
signal R, est enregistré apres le second délai. Tout comme R;, I'amplitude de la magnétisation

dépendra de la fréquence de Larmor et de la durée des délais, selon I'équation:

Ap = Age Rat
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1.5.5 Effet Overhauser nucléaire NOE

L'effet Overhauser nucléaire (NOE) décrit une forme de relaxation causée par

l'interaction entre deux spins a travers I'espace, et se définit comme suit:

_ Yu d
NOE =1 +—R—[6]((UH + wy) — J(wy — wy)]

Yn K1

Le NOE est obtenu par l'acquisition de deux spectres, soit avec et sans pré-saturation
des protons. La saturation des protons permet d'égaliser les populations de spins 'H
transitionnels, et améne la magnétisation de "°N vers un état stable. Ainsi, le NOE correspond

au rapport entre I'amplitude des spins en "°N avec (4,4) et sans (Ayer) pré-saturation des

protons:

Asar

NOE =

ref
1.5.6 Les expériences RMN

1.5.6.1 La dispersion de relaxation Carr-Purcell-Meiboom-Gill (CPMG)

el O O
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Figure 1.11: Représention schématique d'une expérience de dispersion de relaxation *N-CPMG. (A) Echange
conformationel entre deux états, A (rouge) et B (bleu), en fonction du temps. (B,C) Application d'une suite
d'impulsions a haute et basse fréquences (avec des temps de relaxation 7, (ou x représente la numérotation
séquentielle du délai 7), permettant de détecter les mouvements de chacun des atomes. (D) Courbe de
dispersion de relaxation, qui permet de détailler I'échange conformationel d'un atome. L'image a été modifiée
de la référence [33].

Les mouvements atomiques a I'échelle de la us-ms correspondent a plusieurs
événements biochimiques, tels que la catalyse enzymatique ou la liaison aux substrats.

L'expérience de CPMG permet de détecter les changements conformationnels se situant entre
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50 et 3000 échanges A « B par seconde sur la protéine. Les mouvements moléculaires a cette
échelle de temps alterent la fréquence de résonance et créent un élargissement des

résonances, affectant du méme coup le taux de relaxation transverse R, .¢r(1/7¢p). Ainsi, il est
possible de mesurer la décroissance du signal R, .¢r(1/7cp) par CPMG en langant une série
d'impulsions a haute et basse fréquences (avec des temps de relaxation de durée vgpye =
1/tcp) (Figures 1.11 et 1.12).
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Figure 1.12: Expérience de dispersion de relaxation de Carr-Purcell-Meiboom-Gill (CPMG). La séquence
d'impulsions permet la quantification des mouvements atomiques a I'échelle de la us-ms dans les protéines.
T =1Tcp, A= 1/(4]yy) =2.7 ms, § =200 ms, et le temps de relaxation total est t = (2n)(87). Le cycle de phase
est &, =x,—x; P, = 4(x),4(—x); ®3 = x,x,y,y,—X,—x,—y,—y; @4, = y; récepteur = x,—x,x,—x. La sélection de
la cohérence est obtenue en inversant I'amplitude de G5 et ®,; la phase du récepteur et ®; sont inversés
pour chaque augmentation de t;. L'image a été modifiée de la référence [28].

L'équation R, .¢(1/7cp) peut s'exprimer comme suit [34]:

1 1
Roesr(1/7cp) = 5 (R8s + RS + kx — —coshID, cosh(y,) — D_cos(1)] ™)
(4

D

H+

_1[+1+ Y + 2Aw? ]
2| (W2 4+ (2)1/2

Tcp

Y
1 2
= Zl+y + W2 +¢2) /2
2
Y= (RgA — RYp — pakex + PBkex) — Aw? + 4pappk’y

(= ZAa)(RgA - RgB — Pakex + kaex)

Ou Ry/p et pup font référence aux taux de relaxation transverse et aux populations (a
I'équilibre) entre les sites A et B, séparés par un déplacement chimique de Aw. Lorsque
I'échange est rapide, c'est-a-dire que k., > |Aw|, on est assuré que p, >» pg. L'équation peut

ensuite étre simplifiée comme suit [34]:
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R, (l/TCP) = Rg + cDex/kex 1 - (z/kexTCP)tanh(kexTCP/2)]

Ou @, = (ws — wp)?papp. Ainsi, en tragcant une courbe du signal R, .rr(1/7¢p) en fonction de
1/tcp (Figure 1.11D), il est possible d'en extraire mathématiquement la constante d’échange
(kex) entre conforméres transitoires en solution, en plus de permettre I'obtention des ratios des
populations de chacun des conforméres (py4, pg) et la différence de déplacement chimique entre
'état fondamental A et I'état excité B (Aw). Ultimement, la technique permet également de
résoudre la structure moléculaire de I'état excité (conformere B), méme s’il s’avére a priori
invisible dans le spectre "H-">N HSQC [33, 35, 36].

1.5.6.2 Formalisme model-free

Le formalisme model-free permet de détecter les mouvements atomiques des protéines
a I'échelle de temps de la ps-ns. Une estimation des mouvements atomiques a I'échelle de
temps de la us-ms, provenant de la contribution de la relaxation transversale des spins, permet
d'extraire R,,. La technique a été introduite par Lipari et Szabo en 1982 [27, 37]. Son intérét
vient du fait qu'il soit possible de découpler la rotation globale de la molécule des mouvements

locaux.

La fonction de corrélation C(7) est le produit de la fonction de corrélation brownienne sur
la diffusion rotationnelle Cy(t) (rotation globale de la macromolécule) et de la fonction de

corrélation de la dynamique interne C;(7) (mouvements des liens N—H) [37]:
C(r) = Co(7) - C1(7)

Cette approche permet de calculer la fonction de corrélation de la dynamique interne de

fagon indépendante de la rotation globale:

k
C =1 T/
0(7) 5 w;-e

i=—k

et
Ci(1) =82+ (1 S2)e™ ™ + (57 — $2)e™/s

ol w correspond & un facteur de pondération, S? est le carré du paramétre d'ordre, T
correspond a l'échelle de temps effectif (caractérisé par S? dans le cas de mouvements
internes), les indices s et f référent aux mouvements lents (nanoseconde) et rapides
(picoseconde), et l'indice i représente le nombre de termes exponentiels dans la fonction de

corrélation et peut varier de -2 a +2. Dans un cas simple de rotation isotrope, k=0 et t; est
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remplacé par le temps de corrélation global t,,, qui est semblable a la composante isotrope de
diffusion D;,,:

1
— = 6Dj50

Tm

En absence de diffusion isotrope (k=2), un tenseur de diffusion, qui adopte la forme d'un

sphéroide, est défini. Celui-ci peut adopter une forme oblate ou prolate (Figure 1.13).
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Figure 1.13: Tenseur de diffusion de symétrie axiale. La figure montre les tenseurs de diffusion pour des
sphéroides oblat (gauche) et prolat (droite). Le sphéroide oblat montre un tenseur de diffusion plus petit sur
I'axe des z que dans le plan xy. A I'opposé, le sphéroide prolat posséde un tenseur de diffusion plus petit sur
les axes xy que sur l'axe z. Les tenseurs de diffusion pour I'ellipsoide (non montrée) sont tous différents,
alors qu'ils sont identiques pour la sphére. L'image a été modifiée de la référence [31].

Des modeéles "model-free" locaux peuvent étre créés a partir des parametres internes 52
ett:

m(0):{}

m(1):{S?}

m(2):{S? 7}
m(3):{S% Rex}
m(4):{S?, Te, Rex}
m(5):{S?, S? 75}
m(6):{S2,1;, 52,75}
m(7): {S2, 57,75, Rex)
m(8):{S%, 7,52, 75, Rox}

m(9): {Rex}
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Le parameétre d'ordre se définit comme la combinaison des parameétres d'ordre a

différentes échelles de temps:
S% =5t 52

La valeur S? varie entre 0 (mouvement isotrope non restreint) et 1 (absence de mouvement).
Dans le formalisme model-free, le R,, permet de compenser |'écart causé entre les valeurs
experimentales et d'extraire R, lorsque des mouvements a I'échelle de temps de la ys-ms sont

présents.

En assumant que la densité spectrale suit la forme Lorentzienne, la fonction de densité

spectrale du model-free peut se définir comme suit:

2 S 52 (1=SA)(rr+1)ry  (SF—5%)(t5 + 175
](a)) = giZk Wi T 1+ (wTi)z (Tf N Ti)z N (waTi)Z (Ts + Ti)z + (w.[s.[i)z

Dans le cas d'une diffusion isotrope globale, ou i=0, w=1 et t; = 1,,,, la fonction peut étre réduite

a l'expression suivante:

52 (1- Sf)(rf + T )Tf (Sf —S2)(Ts + Tr) T )

2
Jw)= 5" (1 + (wTy)? (zr + Tm)2 + (waTm)z (ts + Tn)* + (@T5Tn)*

A partir de la densité spectrale, les valeurs R;, R, et NOE sont extraites et comparées aux

valeurs expérimentales pour la sélection du modele.

Plusieurs programmes ont été développés pour l'optimisation des paramétres "model-
free". Ces programmes inclus ModelFree [38, 39], FAST ModelFree [40], DASHA [41], Tensor2
[42, 43], DYNAMICS [44], relax [45, 46], et plusieurs autres. Dans le contexte de cette thése,

seul le programme relax a été utilisé.
1.5.6.3 Attribution des résonances d'une protéine

L'attribution des résonances en fonction des déplacements chimiques permet
l'identification de chacun des pics dans le spectre 'H-">°N HSQC. Chaque pic représente un
vecteur amide de la chaine principale de la protéine, et donc d'un acide aminé en particulier
(Figure 1.14). Chaque acide aminé est alors identifi¢ par une résonance correspondant au
couplage entre le déplacement chimique de son proton en x et celui de son azote en y. Fait a
noter, les prolines ne sont pas visibles sur ce spectre bidimensionnel puisqu’elles ne possedent

pas de groupement amide.
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Flgure 1.14: Attribution des résidus de la chaine principale en Het ®N de la protéine HIP2. Vue du spectre
'H-"®*N-HSQC. Les résidus sont identifiés par le code a une lettre suivi du numéro dans la séquence. L'image
a été tirée de la référence [47].

L'attribution séquentielle est la méthode la plus couramment utilisée pour I'attribution des
résidus. Elle consiste en une série d'expériences qui permettront de corréler les atomes des
acides aminés i (celui auquel appartient le NH) et i-1 (le résidu précédant le NH). Les
expériences les plus courantes sont HNCO, HNCACB et CBCA(CO)NH (Figure 1.15). Pour
effectuer ces expériences, la protéine devra étre marquée en 'H, "*C et "°N. Le transfert de
magnétisation se fait sur plusieurs atomes, représentés en rose (bleu) pour les atomes qui

seront visibles (invisibles) dans le spectre. La corrélation des atomes visibles dans les trois
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spectres permettra d'identifier les carbones C, et Cg associés au groupement NH de chacun
des résidus dans la séquence. Le déplacement chimique de ces deux carbones permet
d’identifier le type de résidu, et la connaissance de la structure primaire de la protéine permet
l'identification du résidu en particulier. Méme s'il est toujours possible d'exécuter cette tache
manuellement, il existe un bon nombre de logiciels qui permettent a I'utilisateur d'accélérer et de

lui simplifier le travail.
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Figure 1.15: Spectres RMN permettant I'attribution des résonances d’une protéine. (A) Description des
spectres HNCO, HNCACB et CBCA(CO)NH. (B) Présentation de I'attribution séquentielle des résidus en six
étapes, en utilisant les spectres HNCACB et CBCA(CO)NH. (C) Identification séquentielle des résidus dans la
séquence. Les images ont été tirées du site http://www.protein-nmr.org.uk/solution-nmr/spectrum-
descriptions/.

1.5.6.4 Titrage RMN

La fréquence de résonance d'un atome demeure inchangée pourvu que son
environnement chimique ne soit pas modifie. Un changement dans I'environnement chimique

peut étre causé par une modification de la solution tampon (pH, sels, etc.), de la température
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d'expérimentation, ou encore par la présence d'un ligand. Le titrage RMN tire profit de cet
"inconvénient", en permettant d'aller chercher de l'information sur les résidus dynamiquement
affectés par la liaison a des ligands. Ainsi, ces expériences de titrage permettent de caractériser
les résidus qui sont en contact direct avec un ligand et/ou les résidus loin du site actif qui sont
toutefois affecté par la liaison d’'un ligand a la protéine. En plus de fournir des informations sur
les résidus fonctionnels qui pourraient potentiellement étre ciblés par mutagenése, ces
expériences de titrage peuvent donner des informations sur les potentiels sites allostériques
distants, mais néanmoins fonctionnels. Le titrage RMN est effectué en suivant les déplacements
chimiques observés dans un spectre 'H-""N HSQC lors de 'augmentation de la concentration

d’un ligand d’intérét par I'ajout progressif de celui-ci (Figures 1.16A-B).
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Figure 1.16: Exemple d'une experlence de titrage RMN, avec la protéine PDCD5(20-104) marquée au N et le
ligand non marqué p53(15-61). (A) 'H-""N HSQC montrant le déplacement chimique des résidus affectés par
la présence du ligand. Le code de couleur (de bleu a violet) correspond au déplacement chimique suivant
I'augmentation graduelle en concentration du ligand. (B) Histogramme représentant la variation du
déplacement chimique par résidu. La ligne solide correspond a la moyenne des variations de déplacement
chimique. La ligne pointillée correspond a la moyenne des variations de déplacement chimique additionnée
a la déviation standard. (C) Graphique montrant la variation du déplacement chimique des résidus K97, L83,
A52 et 195 en fonction du rapport des concentrations ligand/protéine (p53(15-61)/PDCD(20-104)). L'image a
été modifiée de la référence [48].

Parce que la variation du déplacement chimique A§ se produit en deux dimensions, soit

'H et "°N, une moyenne pondérée est utilisée pour le calcul:

= [((*HPy — 'HP4q,)? + (1SNP, — 15NP,,,)?/25)/2]'/2
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ou P, et P,,; représente les positions dans le spectre (en ppm) du résidu libre et lié a saturation.
Une constante d'affinité K, peut étre extraite en mesurant la différence observée (Aygs) entre
les intensités de chaque point et l'intensité du pic initial par rapport a l'intensité maximale (Ay4x;
correspondant a la différence d'intensité entre le premier et le dernier pic). Un graphique
correspondant a l'intensité de chaque point en fonction du rapport de la concentration du ligand
(L) sur la concentration de la protéine (P) peut étre préparé. Si on assume un rapport
stoechiométrique de 1:1, le rapport Apps / Ayax @ugmentera entre 0 et 1, et donnera la fraction
liee de la protéine (FB; Fraction Bound). En calculant le rapport Apgs / Ayax €n fonction de L/P,

il est possible d'extraire K, (Figure 1.16C):

y
(1+W/P) + (a/P) - ((1+ W/P) + (a/P)’ = (a01/P)))
B =

AMAX 2

AOBS

1.5.6.5 Déplacement en collectivité

Les protéines existent dans un ensemble de conformations en solution. Lors de la
liaison d'un ligand, il se produit un changement dans la distribution de la population. L'étude de
I'équilibre des états conformationnels est importante pour la compréhension du mode de
transmission de linformation a travers une protéine. Le changement conformationnel est
accompagné par un déplacement en collectivité de certains résidus, formant un réseau
d'interactions "longue distance" a l'intérieur de la protéine. Au cours des derniéres années,
plusieurs approches permettant de quantifier la direction et l'intensité du déplacement chimique
ont vu le jour [49-52]. Par titrage RMN, il est possible d'observer et de quantifier
individuellement ce déplacement chimique suite a la liaison d'un ligand en calculant le cos(6)

entre les déplacements des résonances (Figure 1.17):

Ainsi, un cos(@) = 1 signifie que le déplacement des résidus est coordonné. De fagon similaire,

l'intensité du déplacement est déterminée comme suit:

_E-B
|B|?2

X
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Figure 1.17: Analyse de projection du déplacement chimique (CHESPA). (A) Représentation graphique de
I'approche CHESPA, décrite dans la référence [52]. La position 'H-"®*N d'un résidu sous forme libre est
représentée par le pic rouge, alors que les formes liées de I'enzyme sont rePrésentées par les pics vert
(ligand 1) et bleu (ligand 2). Les fleches indiquent le déplacement chimique en H-""N (longueur et direction)
pour chaque pic de son origine (en rouge) jusqu'en position saturée (bleu et vert). (B) Représentation d'une
analyse de projection de deux résidus se déplagant de fagon indépendante (panneau du haut), ou de maniére
coordonnée (panneau du bas). L'image a été modifiée de la référence [52].

1.6 Hypothéses et objectifs
1.6.1 Hypothéses

L'importance des mouvements atomiques a déja été montrée dans plusieurs systémes
protéiques [10-12, 53-62]. Toutefois, personne n'a encore démontré si ces mouvements, dans
I'ordre de la us-ms, sont conservées pour des protéines de structure et de fonction similaires.
En effet, si ces mouvements non-aléatoires de résidus clés sont essentielles a l'activité
catalytique, nous émettons I'hypothése qu'elles soient évolutivement sélectionnées comme
faisant partie intégrante de la relation structure-fonction chez des homologues structuraux et

fonctionnels. En conséquence, nous émettons les hypothéses suivantes:

* Hypothése no 1: Les réseaux de résidus flexibles formés d'une hiérarchie de secteurs
dynamiques contigus sont présents chez des enzymes structurellement et
fonctionnellement homologues. Ces mouvements atomiques a l'échelle de temps de la
pus-ms sont encodées dans la séquence et sont liées a l'activité catalytique.

* Hypothése no 2: Pour des homologues structuraux de fonctions similaires, ces réseaux
dynamiques sont conservés a travers I'évolution. En effet, si on émet I'hypothése que les
mouvements sont essentielles a [l'activité catalytique de I'enzyme, elles seront

conservées au méme titre que la séquence et la structure.
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Hypothése no 3: La perturbation de ces réseaux dynamiques conservés a I'échelle de

temps de la ys-ms affecte I'activité catalytique des enzymes.

1.6.2 Objectifs

L'objectif principal du présent projet vise la caractérisation de la dynamique fonctionnelle

des RNases humaines par ’N-CPMG. Afin de démontrer les hypothéses mentionnées ci-haut,

nous étudierons et comparerons les enzymes dans leur forme libre ou liée, et nous préparerons

des mutants fonctionnels et/ou dynamiquement affectés.

Objectif no1: Etude de la conservation et de Iimportance fonctionnelle de la
dynamique chez les RNases humaines homologues. Pour ce faire, nous caractériserons
les événements dynamiques des RNases a l'échelle de temps de la ys-ms par la
technique de Carr-Purcell-Meiboom-Gill (*N-CPMG). L'objectif vise a démontrer la
présence de réseaux dynamiques conservés chez des homologues structuraux.
Objectif no 2: Analyse fonctionnelle de certains résidus sur la reconnaissance des
substrats et ligands. Par I'utilisation de la technique de titrage RMN, nous étudierons
I'effet de la liaison d'un ligand sur les évenements dynamiques.

Objectif no 3: Pertubations des réseaux dynamiques. Nous utiliserons des techniques
de mutagenése dirigée dans le but de démontrer que les perturbations dynamiques
d’homologues structuraux et fonctionnels affectent leur fonction biologique et

catalytique.

Dans le but d'examiner la relation structure-séquence-dynamique, nous nous sommes

arrétés a I'étude des RNases pancréatiques humaines. Des études précédentes ont démontré

que la RNase A dépend de mouvements atomiques concertées pour entreprendre les

différentes étapes de sa réaction catalytique [63, 64]. En raison de leur trés forte homologie

structurale et de la conservation de leur activité catalytique, la famille des RNases humaines

s'avére particulierement intéressante pour tester les hypothéses ci-haut mentionnées. Les

sections qui suivent offriront des détails sur les membres composant la famille RNases

humaines.
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1.7 Les ribonucléases pancréatiques : un systéme modéle
1.7.1 LaRNase A

La RNase A (EC 3.1.27.5), une enzyme pancréatique de Bos taurus, a été cristallisée
pour la premiére fois en 1939 par Kunitz [65, 66]. Elle a été la premiére enzyme a voir sa
séquence identifiée [67, 68], et la troisieme a voir sa structure tridimensionnelle résolue [69]. La
RNase A est a l'origine de nombreuses études, que ce soit sur la stabilité, le repliement, la
chimie des protéines ou l'enzymologie. Trois prix Nobel de chimie ont été octroyés en 1972
pour leur étude sur la RNase A, soit a Christian B. Anfinsen [70], Standord Moore [71], et
William H. Stein [71], pour leurs travaux sur la relation entre la séquence et la structure. Un
quatrieme prix Nobel a été décerné en 1984 a Robert Bruce Merrifield [72], pour son

développement de la méthode de synthése chimique sur matrice solide.
1.7.1.1 Structure de la RNase A

La RNase A est une petite protéine de 124 acides aminés, avec un poids moléculaire de
13.7 kDa [73]. Sa structure tridimensionnelle a été résolue et publiée a plusieurs reprises, dans
sa forme libre ou liée. Prenant la forme d'un rein ("kidney-type structure"), la RNase A posséde
4 longs brins B antiparalléles et 3 courtes hélices a (Figure 1.18). Quatre ponts disulfures
(Cys26-Cys84, Cys58-Cys110, Cys40-Cys95, Cys65-Cys72) permettent de stabiliser la
structure. Avec une dimension approximative de 3.5 x 4.5 x 3.1 nm, la protéine posséde une

cavité logeant le site actif et une triade de résidus catalytiques: His12, His119 et Lys41 [74].

Figure 1.18: Représentation schématique de la structure tertiaire de la RNase A. Les structures secondaires
sont identifiées selon la nomenclature de la référence [75], de méme que les extrémités C- et N-terminales.
Les différentes structures secondaires sont identifiées par couleur: Brins B (jaune); hélices a (rouge); boucle
(vert). La structure a été produite a I'aide du logiciel PyMOL en utilisant les données structurales de la
Protein Data Bank (PDB 7RSA [75]).
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1.7.1.2 Liaison du substrat et catalyse enzymatique

La RNase A possede une activité d'endoribonucléase qui permet de dégrader I'ARN en
catalysant le clivage de la liaison P—Os5 de I'ARN simple brin situé aprés une pyrimidine. Dans
le mécanisme catalytique (Figure 1.19B), His12 agit comme une base en acceptant un proton
de l'oxygéne en 2’ pour faciliter I'attaque nucléophile de I'oxygéne sur le phosphodiester du
substrat. Pendant ce temps, His119 agit comme un acide en donnant un proton a l'oxygéne en
5, favorisant ainsi la formation d'un intermédiaire 2',3'-cyclique. Cette réaction de
transphosphorylation est assistée par la Lys41, qui permet de stabiliser I'état de transition [76,
77]. Une réaction d'hydrolyse (Figure 1.19C), ou les His12 et His119 agissent comme acide et

base respectivement (réle inversé), permet de ramener I'enzyme a son état initial.
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Figure 1.19. Mécanisme catalytique de la famille des RNases. (A) Représentation d'un fragment d'ARN et
identification des sous-sites permettant sa liaison a la RNase A. Le lien scissile est représenté par une fleche
en P4. (B) Le résidu His12 agit a titre de base générale alors que His119 agit a titre d’acide général dans la
premiére partie de la réaction (transphosphorylation). (C) Les roles sont ensuite inversés pour la seconde
partie de la réaction (hydrolyse), permettant de régénérer I’enzyme libre et active. L'image a été tirée de la
référence [78] .

Plusieurs études ont démontré que la liaison de I'ARN s'étendait bien au-dela du lien
scissile. Il a été démontré que la V. d'une chaine d'acide polyuracidique (Poly(U)) est de 3 a
20 fois supérieur a celui obtenu avec une chaine de 3-4 nucléotides [79]. En effet, il a été établi
que durant les premieres étapes de la réaction, I'enzyme favorise la liaison des fragments qui
ont de préférence un minimum de 6-7 nucléotides a I'une des extrémités du lien scissile [74].

Cette liaison implique un certain nombre de résidus regroupés dans des sous-sites (Figure
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1.19A et Tableau 1.1) [80-82]. Trois de ces sous-sites interagissent avec la base (B4, B; et Bj),
alors que les autres sous-sites se lient plutdt au groupement phosphate (P.1, Py, P4 et Py) [74,
83]. Les sous-sites conférent la spécificité du substrat pour I'enzyme. Ainsi, la RNase A préféere

la liaison d'une pyrimidine en By, et d'une purine en B,.
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Tableau 1.1: Interactions entre les sous-sites de la RNase A et I'ARN [84, 85].

Sous-sites | Résidus

B Thr45, Asp83

B? Asn71, Glu111

Bs ?

P_ Ar985

Po Lys66

P, GIn11, His12, Lys41, His119, Asp121
P, Lys7, Arg10

La tableau 1.2 présente une liste des paramétres cinétiques provenant de la littérature

pour la coupure de fragments d'’ARN. Des études ont démontré que I'enzyme agit de fagon non

processive, c'est-a-dire qu'elle relache le produit de la réaction pour lier un nouvel ARN, plutt

que de poursuivre la catalyse du méme brin [86].

Plus de 250 séquences complétes chez les vertébrés possédent un profil typique,

caractéristique des membres de la superfamille des RNase A:

Des séquences d'environ 130 acides aminés non interrompues par des introns;
Une séquence signal pour la sécrétion en N-terminal,

De six a huit cystéines formant des ponts disulfures;

Trois résidus catalytiques, composés de deux histidines et d'une lysine;

Un motif "CKXXNTF" auquel appartient la lysine catalytique [87].

Il est aussi a noter que les membres de la superfamille des RNase A ne partagent aucune

homologie de séquences et de structure avec les familles des RNase H, RNase Ill et RNase P.
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Tableau 1.2: Bref résumé des parameétres cinétiques pour la coupure d'ARN chez les membres de la famille
des RNases humaines et chez la RNase A. poly(U): chaine d'acide polyuracidique; poly(A): chaine d'acide
polyadénylique; poly(C): chaine d'acide polycytidique; UpA: uridylyl (3°,5")adénosine; CpA: cytidylyl
(3,57 )adénosine; ytRNA: Yeast Transfer RNA (ARN de transfer de levure).

Substrat Keat (577) Ky (mM) koot K (10° M's™) Ref.
RNAse A

poly(U) 24 + 15 0.06 = 0.01 400 = 300 [86]
poly(C) 21x10* + 3x10* 0.033 + 0.007 636 = 69 [88]
poly(A) 0.023 = 0.001 0.08 = 0.009 0.28 = 0.04 [86]
UpA 1400 = 150 0.62 = 0.09 2300 = 400 [86]
RNase 1

poly(C) 14x10* = 2x10° 0.10 = 0.013 1480 + 110 [88]
RNase 2

poly(U) 249 + 12 53+ 4 48 +0.5 [89]
poly(C) 170 + 4 807 2.125 [90]
ytRNA 31 =1 0.003 + 0.0002 9340 = 170 [89]
RNase 3

poly(U) 36 +0.4 253 + 10 0.14 + 0.005 [91]
UpA 6.2+0.4 54=+05 1.150 [92]
CpA 42+0.3 24+03 1.750 [92]
RNAse 4

UpA Données non disponibles 250 [93]
CpA Données non disponibles 0.63 [93]
RNAse 5

UpA Données non disponibles 0.0012 + 0.0002 [94]
CpA Données non disponibles 0.0146 + 0.0003 [94]
RNase 6

ytRNA 0.13 0.005 26.0 [95]
RNase 7

Aucune donnée comparative
RNase 8
Aucune donnée comparative
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1.7.2 La famille des RNases pancréatiques humaines

Chez I'hnumain, on dénombre huit RNases qui possédent une activité ribonucléolytique
[96, 97]. Tous les membres conservent les éléments principaux de la séquence en acides
aminés, incluant les 4 ponts disulfures (sauf pour l'angiogénine, qui n'en posséde que 3) et la

triade de résidus catalytiques (Figure 1.20).

1 10 20 40
RNase 1 -—-—-KESRAKKIFOR:MDSDSSPSSSSTYGNOMURRRNMTQGRGIPY
RNase 2 KPPQFTWAQ QETNANOQVINNYQR Q
RNAse 3 RPPQFTRAQ R®T T AYRATNNYRWRSINQ
RNase 4 ~ -~ <QDGMYQRT ROEVHPEET -GG SDRY@NLMYQRRKMTL Y HSSRF
RNase 5 -<QDNSRYTHIJL. TI}:sIY DAKPQ-GRDDRY®ES THWRRRGLTS-P@sDT
RNase 6 WPKRLTKAH O@NRANSG INNY TQHSINHO
RNase 7 KPKGMTSSQ SAUKNINKHTKRSSDL
RNase 8 KPKDMTSSQ SANIST INKYTERGZDL
¢

50 60 70 80 90
RNase 1 HEPLVDVQNVEFQEKVTEKNGQ- - GR8YKSNSSMHI TDERLTNGS
RNase 2 LLTTFE GNPNMT{@&PSNKTRKINGHHSGSOQVPLIH®NLTTPS
RNAse 3 LRTTFEF GNOSTR&PHNRTLNWN&HRSRFRVPLLHGDLINPG
RNase 4 THEDIWNIRST@®STTNIQGKNGK - - HEGV--VKVTD®RDTGSS
RNase 5 THGNKRSIKATI®ENKNG- - -NPHRE-NLRI SKSSFQVTT@KLHGGS
RNase 6 LHDSFONVAAVDLLSTVEKNRR - - HA®HOSSKPVNMTDSRLTSG -
RNase 7 LHEPFSSVAAT®OTPK IAMKNGD - -KIN&MHOSHGPVSLTMeKLTSG-
RNase 8 LHEPFSSVAIT®QTPNIAMKNSC- - KISHOSHGPMSLTMGELTSG-

A
100 110

RNase 1 --RYP RTSPKERHITVIN®E - ————————
RNase 2 PONIS QTPANMFYTI DNRDQRRDPPQYP
RNAse 3  AQNISNSTMADRPGRRFYVVINSDNRDPR-DSPRYPVVIRBEIL,
RNase 4 --RAP RATASTRRVVII&E - - ———————
RNase 5 --PWPPEOMRATAGFR E-—-—————=
RNase 6 --KYPQ SAAAQYKFFI D-PPQKSDPP-YKLVigY:iL,
RNase 7 - ~KYPNSRMKEKRONKSYVVINSK - PPQKKDSQQFHL VIR,
RNase 8 - ~KYPNSREKEKHLNTPY I VXD - PPQQGDPG-Y PLVIgall,

Figure 1.20. Alignement de séquences des huit RNases humaines. Les résidus conservés a 100% sont
encadrés en noir. Le caractére (¢) indique la position dans la séquence des résidus catalytiques. Le
changement de position de la cystéine en position 84 vers la position 69 chez la RNase 8 est indiqué par le
caractére (A). L'acide pyroglutamique des RNase 4 et RNase 5 est représenté par le caractére (<).
L'alignement de séquence a été généré avec CLUSTALW?2. L'image a été tirée de la référence [97].
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Figure 1.21. Arbre phylogénétique montrant I'évolution des génes et pseudogénes des RNases chez les
vertébrés. Les RNases ont été subdivisées en 6 groupes représentant les RNases humaines (A) 1/A, (B) 2/3,
(C) 4, (D) 5 (angiogénine), (E) 6 et (F) 7/8. Les pseudogénes sont indiqués en caractéres gris. Les fleches
indiquent le temps de réplication des RNases 2/3 et 7/8. Les valeurs numériques situées dans l'arbre
représentent le niveau de confiance ("bootstrap") de I'estimation. L'image a été tirée de la référence [98].

Ces homologues structuraux se distinguent par le fait que leur activité catalytique varie
selon un large spectre (Tableau 1.2), et que des fonctions biologiques ont été attribuées a
plusieurs d'entre eux. Parce qu'ils sont aussi largement distribués dans plusieurs tissus,
organes et fluides corporels, on retrouve plusieurs variantes de la méme protéine avec

différents profils de glycosylation.

D'un point de vue évolutif, I'analyse phylogénétique suggére que les RNases 2 (Homo

sapiens RNase 2) et 3 (Homo sapiens RNase 3), de méme que les RNases 7 (Homo sapiens
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RNase 7) et 8 (Homo sapiens RNase 8) sont trés rapprochées (Figure 21). Exception faite de
ces deux groupes, les RNases humaines sont évolutivement plus proches de leur comparatif

animal.
1.7.2.1 RNase 1 (Pancreatic Human Ribonuclease 1; HPR1)

Chez I'humain, la RNase 1 est la plus proche parente de la RNase A, avec 70%
d'homologie de séquence. Outre le pancréas, on retrouve I'enzyme dans de nombreux endroits,
incluant l'urine [99], le cerveau [100], le sperme [101] et les reins [102]. A cause de cette
diversité, différents niveaux de glycosylation ont été observés, dépendamment du tissu [103,
104]. Cependant, on note la présence de quelques caractéristiques structurales et
fonctionnelles uniques a la RNase 1 [105, 106]: 1- forte activité ribonucléolytique pour I'ARN
double brin; 2- Une extension C-terminale de 4 résidus EDST; 3- Une activité cytotoxique contre
plusieurs lignées cellulaires immortelles de mammiféres. L'enzyme a une préférence pour les
chaines de poly(C) plutét que pour le poly(U), alors que son pH optimal se situe aux environs
de 8.0 [107]. La RNase 1 est I'enzyme présentant la plus forte activité ribonucléolytique dans la

famille des RNases humaines.
1.7.2.2 RNase 2 (Eosinophil Derived-Neurotoxin; EDN)

La RNase 2 a été isolée de la rate [108], de cellules éosinophiles [109], du foie [110], du
placenta [111], de l'urine [99] et des reins [102]. Elle est la plus proche parente d'ECP,
partageant 66% d'homologie de séquence (Figures 1.20 & 1.21). Plusieurs résidus considérés
comme importants a l'activité catalytique ne sont pas conservés chez la RNase 2: Lys7, Arg10,
Lys66 et la Phe120. L'enzyme préfere les chaines de poly(U) aux chaines de poly(C), et
aucune activité catalytique n'a été observée avec le poly(A) ou I'ARN double brin. Son pH
optimal se situe entre 6.5 et 7.0 pour la dégradation de I'ARN de transfert de levure [112, 113].
En plus de sa fonction ribonucléolytique, la RNase 2 agirait en tant qu'agent neurotoxique [109]
et helminthotoxique [114], et posséderait une action antivirale contre le Virus Respiratoire
Syncytial (VRS) et le Virus de I'lmmunodéficience Humaine (VIH) [115-118].

1.7.2.3 RNase3 (Eosinophil Cationic Protein; ECP)

La RNase 3 conserve plusieurs similarités avec la RNase 2 décrites précédemment.
Toutefois, a I'opposé de sa consoeur, son activité catalytique pour I'ARN de transfert de levure
est trés faible [113, 119]. D'un point de vue structural, la RNase 3 contient 19 arginines, soit
14% de son total en acide aminé, ce qui lui donne un point isoélectrique théorique de 10.72.

Alors qgu'elle conserve une l'activité neurotoxique [109], antivirale, et helminthotoxique, des
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fonctions antibactérienne et antiparasitaire ont également été observées, de méme qu'une
activité cytotoxique contre plusieurs lignées cellulaires de mammiferes [120]. Les fonctions
antibactérienne et cytotoxique seraient principalement attribuables a la présence des arginines
et du Trp35 [121, 122]. Selon toute vraisemblance, son activité catalytique ne serait pas requise

pour sa fonction cytotoxique, une particularité spécifique a la RNase 3 [123].
1.7.2.4 RNase 4

Avec seulement 119 acides aminés, la RNase 4 est la plus petite des huit RNases
humaines. Elle s'avere aussi étre la plus conservée entre les espéces (humaine, porcine et
bovine), avec 90% d'homologie de séquence [124], preuve qu'il y aurait eu une pression
évolutive évidente pour le maintien d'une fonction biologique toujours non identifiée. La RNase
4 démontre une activité catalytique plus importante pour les chaines de poly(U), une
caractéristique observée uniquement chez les RNases 2 et 3 [125]. Son pH optimal se situe
autour de 6.0 pour la dégradation du UpA [125]. La seule modification post-transcriptionnelle
observée est I'ajout d'un acide pyroglutamique, un acide aminé non standard présent dans
certaines protéines par cyclisation d'un résidu d'acide glutamique donnant un lactame, sur le

premier résidu [126].
1.7.2.5 RNase 5 (Angiogénine)

La RNase 5, mieux connue sous le nom d'angiogénine, a été isolée de cellules
cancéreuses du colon [127] et du plasma [128]. La protéine induit la formation de nouveaux
vaisseaux sanguins [127]. Bien qu'elle possede une activité ribonucléolytique trés faible, celle-ci
semble essentielle a sa fonction biologique [125]. Cette faible activité catalytique serait
imputable a la présence de la chaine latérale de la GIn117 qui nuirait a la liaison de la
pyrimidine, ainsi qu'a l'orientation peu favorable de la région en C-terminale [129-131]. Par
ailleurs, une activité antimicrobienne permettrait de croire que la RNase 5 jouerait également un
réle de défense dans I'organisme [132, 133]. Tout comme chez la RNase 4, son premier acide

aminé est modifié en acide pyroglutamique [134].
1.7.2.6 RNase 6 (RNase K6)

Parce qu'elle partage 72% d'homologie de séquence avec la RNase K2 de bovin, la 6e
RNase a étre découverte chez I'humain porte aussi le nom de RNase K6. Chez 'humain, sa
séquence se rapproche de celle de la RNase 2, avec 47% d'identité. Toutefois, son activité
catalytique contre I'ARN de transfert de levure est 40 fois inférieure a celle de la RNase 2 [95].

N'ayant pas été entierement caractérisée, peu d'informations sont encore disponibles sur la
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RNase 6. La protéine n'a toujours pas été cristallisée, mais tout porte a croire que sa structure
sera similaire a celles des membres de la famille des RNases. Nos études en ce sens le

démontrent, quoique non-publiées.
1.7.2.7 RNase 7

La RNase 7 partage 78% d'homologie de séquence avec la RNase 8. La protéine a été
isolée de tissus épithéliaux, tels que la peau, l'intestin, et les voies respiratoire et urinaire [135].
Sa structure tridimensionnelle a été résolue par RMN [136]. Elle se caractérise par la présence
de 18 lysines, ce qui lui confére un point isoélectrique théorique de 9.83. Tout comme la RNase
3, elle posséde une activité antimicrobienne [120, 133, 135, 137, 138]. La RNase 7 agirait en
perturbant localement la membrane, un mode d'action qui differe de celui de la RNase 3 [139].
Son activité catalytique pour I'ARN de transfert de levure est d'environ 10 fois inférieure a celui
de la RNase 1 [135].

1.7.2.8 RNase 8

La RNase 8 a été identifice dans le placenta. Bien qu'évolutiquement proche de la
RNase 7, son activité catalytique est beaucoup plus faible [135]. Sa structure tridimensionnelle
n'a toujours pas été déterminée. Toutefois, malgreé la présence des 8 cystéines caractéristiques
des RNases, la cystéine en position 81 est mutée par une glycine, alors qu'une nouvelle
cystéine émerge en position 66 (Figure 1.20). Une activité antimicrobienne contre plusieurs
bactéries a Gram positif et négatif a été identifiée [140], ce qui laisse supposer qu'elle pourrait
jouer un réle dans la défense de l'organisme. Toutefois, aucune fonction antivirale ou

antibactérienne n'a été attribuée a la RNase 8 [141].

1.8 Autres techniques
1.8.1 Production d’enzymes recombinantes

Les séquences d’ADN codant pour la RNase A et des RNases humaines ont été
insérées dans des vecteurs d'expressions pET (Novagen, Wisconsin, US) ou pJexpress
(DNA2.0, Califirnie, US), et transformées chez Escherichia coli BL21(DE3). Cette bactérie
lysogéne a été transformée avec un prophage (DE3) qui contient le géne codant pour 'ARN
polymérase T7, ainsi que son promoteur lac. Les systemes pET et pJexpress utilisent 'opéron
lac, lequel est dit "inductible", car son expression est réprimée en temps normal, mais activée

sous l'action d'un inducteur, soit l'allolactose (Figure 1.22). Ainsi, en absence d’allolactose, un
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métabolite du lactose, le répresseur Lac se lie a 'opérateur /lac et empéche du méme coup la
production de 'ARN polymérase T7 (et donc I'induction). En présence d’allolactose, ce dernier
se liera au répresseur Lac, 'empéchant de se lier a 'opérateur et donc, 'ARN polymérase T7
sera produite et 'opéron /ac sera activé. Puisque la séquence d’intérét est située en aval de
'opéron, elle sera produite par la méme occasion. L’allolactose étant un substrat de la B-
galactosidase, il ne peut étre utilisé puisqu’il sera rapidement dégradé dans la cellule. Donc,
nous utiliserons un analogue, lisopropyl [-D-1-thiogalactopyranoside (IPTG) pour induire
I'expression de notre protéine. Contrairement a l'allolactose, 'lPTG ne peut étre métabolisé.

Donc, sa concentration demeurera constante pendant toute la durée de l'induction.
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Figure 1.22. Régulation de I'opéron Jac. (A) En 'absence d'IPTG, I'opéron est réprimé et la transcription ne se
fait pas. (B) Lorsque I'lPTG est ajouté, il se fixe au répresseur, et la transcription des génes codant pour les
protéines béta Gal, perméase et transacétylase est initiée. I: géne codant le répresseur; P: Promoteur; O:
Opérateur; Z: géne codant la béta-galactosidase; Y: géne codant pour une perméase; A: géne codant pour
une transacétylase; IPTG: IsoPropylThioGalactoside, induit I'opéron lactose, mais n'est pas métabolisé.
L'image a été tirée du site http://www.cours-de-biochimie.fr/operons.php.
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1.8.2 La mutagenése dirigée

La mutagenése dirigée permet d'induire, de fagon précise, une ou plusieurs mutations
dans un génome. Plusieurs techniques de mutagenése dirigée sont disponibles. Toutefois, ces
methodes sont souvent laborieuses, puisqu'elles nécessitent que I'ADN soit sous-cloné dans un
vector M13 (ADN simple-brin) afin d'introduire la mutation, puis retransféré dans le vecteur
d'expression. Dans le contexte de cette thése, nous avons utilisé la technique du "QuikChange".
Cette technique de mutagenése dirigée permet d'éliminer les étapes de sous-clonage,
simplifiant considérablement la procédure (Figure 1.23). Deux amorces complémentaires et
contenant la mutation sont utilisées. Le vecteur d’ADN parental double-brin est amplifié avec la
pfu ADN polymérase afin d’incorporer la mutation désirée. L’ADN est ensuite traité avec
'enzyme Dpnl, laquelle digére 'ADN natif méthylé (TADN nouvellement amplifié n’étant pas
méthylé). La nouvelle construction peut ensuite étre transformée chez Escherichia coli
BL21(DE3).
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1.8.3 Titrage calorimétrique

L'ITC (tiré du terme anglais "Isothermal Titration Calorimetry") est une méthode
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in nicked circular strands
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Figure 1.23. Description des étapes de la méthode de mutagenése dirigée QuikChange™. Deux amorces
complémentaires contenant la mutation sont utilisées pour I'essai. L'ADN est amplifié avec de la PfuTurbo
DNA polymérase (ou similaire) pendant 25-30 cycles. L'ADN parental est ensuite digéré avec de la Dpnl.
L'ADN est transformé chez des bactéries E. coli BL21(DE3) (ou équivalentes). Les colonies résistantes sont
sélectionnées pour les expériences futures. L'image a été tirée du manuel d'instruction "QuikChange Site-
Directed Mutagenesis Kit" produit par Stratagene (La Jolla, CA USA).

biophysique utilisée pour caractériser la liaison entre un récepteur et un ligand. Le ligand peut

étre un substrat, un inhibiteur, une drogue, un cofacteur, une coenzyme, un groupe



prosthétique, un ion métal, un polypeptide, une protéine, un oligonucléotide, un acide nucléique,
ou toute autre molécule qui pourrait interagir de fagon non covalente avec le récepteur. La
technique permet de mesurer directement les paramétres thermodynamiques de changements
d'enthalpie (AH) et d'entropie (AS). A partir de ces valeurs, I'énergie libre de Gibbs (AG) et la

constante de dissociation K; peuvent étre extraites en utilisant la relation:
AG = RTIn(K;)™' = AH — TAS

OU R représente la constante des gaz parfaits (8.314 JK 'mol™"), K;, la constante de
dissociation, et T, la température absolue (en Kelvin). Ainsi, une valeur élevée de K, signifie

que la liaison est faible. Cette liaison est directement dépendante de la température.
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Figure 1.24. Représentation graphique d'un ITC. La protéine et le tampon (sans la protéine) sont insérés dans
la cellule d'échantillon et la cellule de référence, respectivement. Le ligand est placé dans la "seringue” et
injecté a petites doses sur la protéine. Chaque injection produit un changement de température suite a la
liaison de la protéine avec le ligand, et ce changement est enregistré a la sortie. L'image a été modifiée de la
référence [142].

Son fonctionnement est assez simple, mais trés précis (Figure 1.24). L'ITC utilise la
méthode de mesure par compensation de puissance ("Power compensation"), ou souvent

appelée isotherme. La protéine dans son tampon est insérée dans la cellule d'échantillon.
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Lorsque le ligand est ajouté a la protéine, il s'ensuit un changement de température. La
différence de température entre la solution dans la cellule de I'échantillon et celle dans la cellule
de référence, qui contient le tampon vide (sans la protéine), est détectée par I'appareil. Celle-ci
augmentera ou réduira la puissance afin de ramener la température au niveau initial. La
puissance utilisée par l'appareil sera reconvertie en pcal/sec. Donc, lors d'une réaction
exothermique, il y aura un dégagement de chaleur et donc, l'appareil compensera en réduisant
la puissance, ce qui donnera un pic. Pour construire une courbe de titrage, le ligand sera injecté
graduellement a la protéine, suivant le retour a I'équilibre. Au fur et a mesure que la
concentration du ligand va augmenter, le(s) site(s) de liaison sur la protéine sera(ont) saturé(s)
et le pic suivant sera plus faible. En tragant la courbe de l'aire sous le pic (sur I'axe des y) en
fonction de la concentration en ligand (l'axe des x), les paramétres cinétiques pourront en étre

extraits.

1.8.4 Analyse spectrale par dichroisme circulaire

Une macromolécule présente une propriété de dichroisme circulaire lorsqu'elle a la
capacité d'absorber differemment la lumiére polarisée circulaire gauche ou circulaire droite. En
raison de leur chiralité, cette propriété peut étre facilement exploitée chez les protéines. En
effet, les structures secondaires produisent des spectres caractéristiques (Figure 1.25) qui
pourront étre observés a l'aide d'un appareil de dichroisme circulaire (CD, ou "Circular
Dichroism"). Par exemple, l'analyse spectrale d'un mutant permettra d'identifier des
changements conformationnels par rapport au type sauvage. De maniére similaire, I'analyse
structurale pourra se faire en faisant varier les conditions de solvant, de température, de pH, ou
de salinité. Une analyse spectrale en fonction du temps permettra de calculer la température de
dénaturation (T;,,) d'une protéine. En effet, la T,, correspond a la température ou la variation
d'absorbance est la moitié de la valeur maximale. Méme si I'analyse spectrale donne moins
d'information que la diffraction des rayons X ou que la RMN, le CD permet une analyse

structurale rapide des protéines.

43



>
vy

Hélices a
M Brins B
M Boucles

70°C

55°C

Ellipticité (deg cm%dmol)
Ellipticité (deg cm%dmol)

40°C

25°C

180 200 220 240 180 200 220 240
Longueur d’onde (nm) Longueur d’onde (nm)

Figure 1.25. Analyse spectrale de dichroisme circulaire. (A) Spectres caractérisques des structures
secondaires en hélices a, brins B et boucles. (B) Changement structural observé suite a I'augmentation de la
température, et conduisant a la dénaturation de la protéine. La température de dénaturation (T,,) peut étre
extraite des données spectrales. L'image a été modifiée de la page web
http://www.proteinchemist.com/cd/cdspec.htmli.
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2 ARTICLE NO. 1: IMPORTANCE DES FLUCTUATIONS
CONFORMATIONNELLES GLOBALES ET LOCALES
SUR LA STRUCTURE ET LA FONCTION DES MEMBRES

DE LA SUPERFAMILLE DE LA RNASE A

Titre: "Structural and functional importance of local and global conformational fluctuations in the

RNase A superfamily”

Auteurs: Gagné, D. & Doucet N.

2.1 Présentation de l'article scientifique

Dans le présent article, nous avons criblé la littérature disponible a ce jour pour trouver
des évidences démontrant l'importance de la dynamique fonctionnelle pour la catalyse
enzymatique chez les RNases. Les données integrent un bon nombre de techniques, telles que
la cristallographie, la spectroscopie RMN et la simulation de dynamique moléculaire. Fait a
noter, ces techniques se déroulent sur plusieurs échelles de temps. Les résultats démontrent
une conservation évolutive de certains éléments structuraux, malgré une faible homologie de

séquence.

Le manuscrit a été accepté le 13 mai 2013 dans la revue "FEBS Journal" (facteur
d'impact (2013) de 3.986), et une premiére version de l'article a été publiée en ligne le 24 juin
2013. L'article a été publié dans le numéro 22 du volume 280 de I'édition de novembre 2013,
aux pages 5596-5607, sous le numéro d'accession doi: 10.1111/febs.12371. En date du 8
février 2015, l'article a été cité 5 fois. La version formatée par I'éditeur sous format PDF et

publiée en ligne est présentée dans le présent document.

2.2 Contribution des auteurs
Le texte et les figures ont été écrits, préparés et édités par I'auteur principal (Donald

Gagné), sous la supervision de Pr Nicolas Doucet. Pr Nicolas Doucet a soumis le manuscrit a

I'éditeur.
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2.3 Résumé

I a été démontré chez plusieurs protéines et systémes enzymatiques que les
mouvements atomiques font partie intégrante de leur fonction biologique [10, 12-14, 55, 64,
143]. Ces mouvements moléculaires sont impliqués, entre autres, dans la liaison et la
discrimination des substrats, le positionnement et/ou la libération du produit. Alors que de
nombreuses études font un lien entre les mouvements atomiques et la fonction de la protéine,
peu d'études se concentrent sur la conservation de la dynamique dans une méme famille
d'enzyme. En effet, I'nypothése veut que si les mouvements sont importants pour la fonction de
la protéine, elles soient conservées pour les membres d'une famille d'enzymes de méme
fonction et de structure similaire. Dans cet article, nous utilisons les membres de la famille des
RNase A comme modéle. Cette famille d'enzymes, dont la fonction commune est de dégrader
I'ARN a simple ou double brin, a su conserver sa structure et son activité catalytique tout au
long de son évolution. Malgré ces similitudes, I'efficacité catalytique varie considérablement
entre les membres. Les résultats présentés dans cet article proviennent de I'utilisation de
différentes techniques (par exemple: spectroscopie RMN, simulations MD, cristallographie) et

comparent le comportement dynamique des RNases sur plusieurs échelles de temps.

Bien que le nombre de sujets demeure limité, les résultats d'études montrent une
conservation des mouvements de certains éléments structuraux chez plusieurs membres de la
famille des RNases A. Cette conservation de la flexibilité atomique évoque le fait que ces

mouvements ne sont pas aléatoires, mais plutdét coordonnés avec la fonction de la protéine.
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Understanding the relationship between protein structure and flexibility is
of utmost importance for deciphering the tremendous rates of reactions
catalyzed by enzyme biocatalysts. It has been postulated that protein
homologs have evolved similar dynamic fluctuations to promote catalytic
function, a property that would presumably be encoded in their structural
fold. Using one of the best-characterized enzyme systems of the past cen-
tury, we explore this hypothesis by comparing the numerous and diverse
flexibility reports available for a number of structural and functional
homologs of the pancreatic-like RNase A superfamily. Using examples
from the literature and from our own work, we cover recent and historical
evidence pertaining to the highly dynamic nature of this important struc-
tural fold, as well as the presumed importance of local and global con-
certed motions on the ribonucleolytic function. This minireview does not
pretend to cover the overwhelming RNase A literature in a comprehensive
manner; rather, efforts have been made to focus on the characterization of
multiple timescale motions observed in the free and/or ligand-bound struc-
tural homologs as they proceed along the reaction coordinates. Although
each characterized enzyme of this architectural fold shows unique motional
features on a local scale, accumulating evidence from X-ray
crystallography, NMR spectroscopy and molecular dynamics simulations
suggests that global dynamic fluctuations, such as the functionally relevant
hinge-bending motion observed in the prototypical RNase A, are shared
between homologs of the pancreatic-like RNase superfamily. These obser-
vations support the hypothesis that analogous dynamic residue clusters are
evolutionarily conserved among structural and functional homologs
catalyzing similar enzymatic reactions.

Introduction

Tremendous progress has been made in understanding
how proteins and enzymes work since the first ‘lock and tic
key’ mechanism was proposed by Fischer in 1894 [1].
From their biosynthesis to their destruction by proteol-

Abbreviations

ysis, enzyme biocatalysts are no longer perceived as sta-
structures that merely act as rigid bodies
accommodating stiff substrates over the course of a cat-
alytic reaction. Recognition of the dynamic nature of

BS-RNase, bovine seminal ribonuclease; ECP, eosinophil cationic protein (human RNase 3); EDN, eosinophil-derived neurotoxin (human
RNase 2); hANG, human angiogenin (RNase 5); MD, molecular dynamics.

FEBS Journal (2013) © 2013 FEBS
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Dynamic fluctuations in the RNase A superfamily

enzyme catalysis can easily be traced back to the ‘con-
figurational adaptability’ hypothesis of Karush [2] and
the induced-fit theory of Koshland [3], whereby equilib-
rium ensembles and changes in the 3D structure of the
enzyme upon ligand binding were postulated to facili-
tate catalysis. These original concepts opened the door
to the plasticity of protein structures, and have consid-
erably helped in defining our current understanding of
protein function, which now fully embraces the impor-
tance of biologically relevant atomic motions occurring
on timescales that range from picoseconds to several
minutes [4,5]. As a testament to this fact, Anfinsen was
awarded the 1972 Nobel Prize in Chemistry for his
work on the thermodynamics of folding in bovine pan-
creatic RNase A, demonstrating that the 3D struc-
ture — and thus proper folding — of a native protein is
fully and solely determined by its amino acid sequence
[6]. As a logical extension to Anfinsen’s thermodynamic
hypothesis, one could just as easily envision that
dynamic fluctuations essential for optimal catalysis
would be determined by the structural fold of a given
protein family (i.e. structure-determined motions),
which could partly explain their high structural homol-
ogy [7]. According to this hypothesis, structurally
related enzyme homologs catalyzing similar reactions
would show analogous protein flexibility on a wide
range of timescales at critical active site positions and/
or within close or distant structural motifs that are
important for enzyme function.

Although atomic fluctuations on various timescales
are known to enable a wide array of biologically rele-
vant activities, such as protein folding, structural reor-
ganization, protein—protein interactions, and ligand
binding [4], their role in enzyme catalysis still remains
poorly defined. Evidence that structural dynamics play
an important role in optimal enzyme catalysis was pre-
viously reported, and functional motions have been
linked to the catalytic process in many discrete enzyme
systems, including (but not limited to) dihydrofolate
reductase [8], triosphosphate isomerase [9], and adenyl-
ate kinase [10]. Although comprehensive theoretical
studies have recently correlated sequence evolution
with structural dynamics [7], experimental evidence has
yet to clearly show whether conserved 3D structures
within functionally related protein homologs have been
evolutionarily selected to preserve flexibility features
that are essential to promote catalytic function. In the
present article, we collect current and historical evi-
dence gathered from X-ray crystallography, protein
NMR spectroscopy, and computational molecular
dynamics (MD) to investigate the catalytic importance
of dynamic fluctuations shared between structural and
functional homologs of the RNase A superfamily. The
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present minireview does not take into consideration
the very important motions involved in folding mecha-
nisms, nor does it consider the amply characterized
swapped-dimer reorganization observed in many
enzymes with this protein fold. Only motional events
that were previously suggested to assist in ligand bind-
ing, stabilization, catalysis and/or product release in
RNase A and structural homologs are considered.
Experimental and theoretical reports show that pancre-
atic-like RNase homologs often show discretely diver-
gent flexibility features on a local scale, which may be
linked to their divergent biological activities. However,
both local and global networks of residues experienc-
ing similar clustering dynamics are conserved among
several members of the superfamily, suggestive of a
common role in catalytic function.

RNase A - conformational flexibility
on subtle length scales

RNase was originally described between 1911 and
1920 by the biochemists Levene and Jones, who
showed, in a series of seminal papers, that the ‘fer-
ment’ of a boiled pig pancreas could digest yeast RNA
[11-14]. Working from a variety of animal sources,
Dubos at the Rockefeller Institute first purified the
enzyme in 1937 [11]. It was subsequently named ‘ribo-
nuclease’ by Dubos and Thompson in 1938 [15], and
was first crystallized 3 years later by their colleague
Kunitz [16]. Despite these early advances, RNase did
not become the perfect enzyme system to investigate
until Armour & Co. prepared over 1 kg of pure
RNase A in the 1950s, and offered to supply any sci-
entist of the biochemical community with a cheap and
reliable source of this small (13.6 kDa), thermostable,
and well-behaved enzyme [17,18]. Although -early
reports provided important information on its
sequence [19] and catalytic mechanism — RNase A was
the first enzyme for which a catalytic mechanism was
ever elucidated [20] — it was not until the pioneering
crystallographic work of Kartha ez al. [21], Avey et al.
[22] and Richards and Wyckoff [23] in the late 1960s
that the true atomic details of its 3D structure became
clearer. Through subsequent high-resolution X-ray
crystallography studies of free and ligand-bound
enzyme in the presence of substrate analogs, transition
state analogs, products, and inhibitors, the first evi-
dence of protein motions occurring over the course of
the catalytic reaction became apparent [24]. Dozens of
high-resolution crystals of RNase A have now been
resolved in the presence of unique nucleotide ligands
[24,25], providing a series of snapshots of the active
enzyme as it moves along the reaction coordinates.

FEBS Journal (2013) © 2013 FEBS
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Although it has now been demonstrated that protein
motions occurring on timescales ranging from picosec-
onds to milliseconds are required for optimal catalytic
function in RNase A (see below), its 3D structure nev-
ertheless remains relatively unperturbed as compared
with the large conformational changes observed in
other flexible systems [5]. Indeed, the structural
changes observed in RNase A are characterized by
modest deformations and small length-scale changes
involving subtle reorganization of loops and secondary
structure elements. As a broadly studied catalyst,
RNase A originally served as a model system for
investigating the importance of local and global resi-
due motions in response to physical perturbations. For
instance, Petsko et al. used it to demonstrate the exis-
tence of a dynamic transition at low temperature
(220 K), below which the enzyme becomes too rigid to
allow any ligand to fit in the ‘frozen-out’ active site,
resulting in the loss of functionally important collec-
tive motions in the substrate cavity [26,27]. These
experiments, in addition to the observation that the
2'-CMP inhibitor cannot be washed off from the active
site at temperatures below the transition point, suggest
that enzyme flexibility plays a crucial role in substrate
recognition, catalysis, and/or product release.

Dynamic fluctuations in the RNase A superfamily

Evidence of pH-induced motions in the vicinity of
the active site environment and long-scale conforma-
tional effects have also been further characterized in
detail. A number of crystallographic reports have now
demonstrated the pH dependence of catalytic residue
motions in RNase A [24,28-30]. RNase A catalyzes a
well-characterized acid—base mechanism involving two
histidines (His12 and His119) and a transition state
stabilizing positive charge (Lys41). The transphosph-
orylation of a single-stranded RNA molecule by the
enzyme yields a 2',3’-cyclic phosphomonoester interme-
diate, which can be expelled from the active site or
hydrolyzed in a microscopic reverse reaction involving
the same two histidines (Fig. 1) [20]. The catalytic base
His119, which is also involved in transition state sta-
bilization, is observed in two opposite conformations
at acidic pH, shifting to the preferred conformation A
at basic pH and/or in aqueous organic solvents [28]
(Fig. 2A). Conformation B, which is favored in ionic
salt solutions, has been shown to be incompatible with
dinucleotide inhibitor binding [29]. MD simulations
have suggested that Hisl19 adopts both rotameric
positions in solution, most likely experiencing confor-
mational exchange over the course of a catalytic reac-
tion [31,32]. In addition to its critical role in catalysis,
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Fig. 1. RNA subsites and reaction mechanism catalyzed by RNase A. (A) Apparent molecular interactions between the RNA substrate and
residues of the catalytic groove. Phosphate and base binding subsites are defined as P, and B,, with cytosine or uracil (adenine) favored at
position By (By). The following residues are known to interact with each subsite: Lys66 (Pg), Thr45 and Asp83 (B4), GIn11, His12, Lys41,
His119, and Asp121 (P4), Asn71 and Glu111 (By), and Lys7 and Arg10 (P,). The scissile bond is shown by an arrow. (B, C) Enzymatic
mechanism showing the transphosphorylation (B) and hydrolysis (C) reactions catalyzed by RNase A. Both panels are adapted from [89].
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Active site

Fig. 2. Structural and motional features of RNase A. (A) Active site environment in RNase A. The main residues involved in ligand
recognition, binding, stabilization and/or catalysis are displayed in ball-and-stick representation [Protein Data Bank (PDB) 1KF2] [35]. The
dynamic ‘lid" loop 4 is shown in dark blue, and the distant flexible loop 1 is shown in red. Active site residues GIn11, Lys41 and His119
adopt more than one conformation (A/B), suggesting the importance of flexibility at specific sites. A standard coloring scheme is used for
atomic representation: green for carbon, red for oxygen, and blue for nitrogen. (B) The V-shaped kidney structure of RNase A showing the
two opposite domains defined by two antiparallel B-sheets, termed V, (blue; residues 61-63, 71-75, 105-111, and 116-124) and V, (red;
residues 42-46, 82-87, and 96-101). The hinge region (green) is defined by residues 47-48, 80-81, and 102-104. Secondary structure
elements are labeled, and so are the two catalytic histidines (His12 and His119) and the distal ‘conformational switch’ His48. The six
tyrosines are shown in cyan (see text for details). (C) Zoomed view of the distal motional hinge environment in RNase A. A complex
hydrogen-bonding network linking the flexible loop 1 to His48, Thr82, GIn101 and other residues of the V, B-strand was shown to act as an
allosteric site whose motions control product release in RNase A [42-45]. (D) All known vertebrate members of the RNase A superfamily
share a structurally similar 3D structure, with variability and flexibility being primarily found in loops. Representative members of the family
are overlaid on the structure of RNase A (red) as follows: BS-RNase (yellow, PDB 3DJX); human EDN (blue, PDB 1GQV); human ECP
(green, PDB 1QMT); human RNase 4 (brown, PDB 1RNF); hANG (black, PDB 1ANG); rat RNase 1 (orange, PDB 1RRA); bovine angiogenin
(pink, PDB 1AGI); frog Onconase (gray, PDB 3PHN); and zebrafish RNase ZF-3e (olive, PDB 2VQ9).

this observation suggests a potential role for His119 in
ligand discrimination and/or stabilization. Whereas
important functional residues, such as the catalytic
acid His12, are notoriously rigid in the presence or
absence of ligand [28,33,34], a number of active site
residues involved in substrate recognition and/or tran-
sition state stabilization adopt multiple conformations
in RNase A. High-resolution crystal comparisons
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between the phosphate-free and sulfate-free enzyme
and several ligand-bound complexes have indicated
that as many as 21 residues could be modeled with
two alternative side chain positions [33-35]. These
include Glnll, Lys41, and Lys66, three active site resi-
dues involved in catalysis and proper ligand stabiliza-
tion (Fig. 2A). Whereas Lys41 is involved in transition
state stabilization, GlInll is positioned to form a
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hydrogen bond with the Py substrate phosphate, and
Lys66 contributes to the proper alignment of the cata-
lytic His119 [36]. Loss of flexibility at these three criti-
cal active site positions could partly explain the severe
effects observed on catalytic efficiency upon mutation
[36].

Further evidence pertaining to the importance of
global flexibility in the function of RNase A has been
provided by reports on low-humidity crystals [37,38]
and structural variations derived from distinct enzyme
molecules in crystal asymmetric units [39]. RNase A
shows a V-shaped kidney structure, with two opposite
domains forming an elongated substrate-binding
groove between two arms (Fig. 2B). These domains
are defined by two antiparallel B-sheets termed V, (res-
idues 61-63, 71-75, 105-111, and 116-124) and V,
(residues 42-46, 82-87, and 96-101), which are linked
at the base by a hinge region defined by residues 47—
48, 80-81, and 102-104 (Fig. 2B) [39]. Recognition
that long-scale motions in residues of the hinge region
are coupled to the catalytic step of the reaction in
RNase A dates back to the relaxation and stopped-
flow temperature-jump experiments performed by
Hammes et al. in the late 1960s [40,41]. Hammes rec-
ognized the existence of isomerization steps involving
a restricted set of ionizable groups in the enzyme, one
of which was later ascribed to His48 [40]. This imidaz-
ole side chain is located > 10 A away from the cata-
lytic site, and sits at the base of the hinge region
(Fig. 2B,C). Ideally positioned to form a hydrogen-
bonding network involving Thr82, GInl01, and the
very flexible loop 1 (namely through Aspl4 and
Thrl17) (Fig. 2C), His48 was recently shown to be an
important conformational switch that controls distal
motions that are essential for optimal product release
[42-45]. The motional importance of this long-range
effect at His48 was also indirectly confirmed by the
change in the environment of tyrosines upon ligand
binding, as well as by the detrimental effect on cata-
lytic efficiency caused by tyrosine iodination [40]. This
latter observation would remain a curiosity if not for
the fact that no tyrosine is observed near the active
site of the enzyme, in addition to the fact that all six
tyrosines of the enzyme are located 10-20 A from the
catalytic His12 (Fig. 2B). These results strongly sup-
port the importance of allosteric motions linked to
reactivity in RNase A. Using proton NMR spectros-
copy, Markley later confirmed that Tyr25, which is in
direct proximity to His48 (Fig. 2B,C), was coupled by
an allosteric linkage to this important histidine of the
hinge region [46]. It was also demonstrated that the
protonation state of His48 is critical to promote move-
ment of the nearby GInl01 side chain, which swings

FEBS Journal (2013) © 2013 FEBS
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out to uncover a distal pocket that can be filled by
water molecules as the reaction proceeds [28]. We
found that the identity and/or flexibility of GInl01, as
a hinge residue distal from the active site, is also criti-
cal for the folding and/or stability of RNase A, as
confirmed by the severely reduced stability of a Q101A
mutant (Gagné and Doucet, unpublished).
Crystallographic evidence of the V-shaped enzyme
showing conformational flexibility at the hinge region
also suggested a potential correlation of this global
architectural motion with ligand binding and release in
RNase A. Crystal studies have shown rigid body
motions of the V| and V, domains against each other,
a bending motion that could account for the proper
active site flexibility required for ligand recognition
and/or release [37-39]. Although this bending motion
of the two domains is extremely subtle on a global
scale (ranging from 1.6° to 2.2° between the free and
ligand-bound enzyme), it nevertheless correlates with
the inability of RNase A to bind or release a ligand
below the 220 K transition temperature [26,27,39].
This observation also confirms that the most impor-
tant structural deformations in the enzyme involve
hinge residues and the nearby flexible loop 1, which
were recently characterized by Loria e al. in a series
of studies combining enzyme kinetics, mutagenesis,
NMR titration, kinetic solvent isotope effects, and
NMR relaxation dispersion experiments [42-45,47,48].
The authors observed that RNase A exists in a
dynamic pre-equilibrium composed of a total popula-
tion that switches between two conformational forms
(open and closed), which are affected upon ligand
binding [47]. More importantly, these studies showed
that the rate of conformational exchange (ke,) for
these residues coincides with the rate-limiting product
release in RNase A (kof), suggesting their interrelated-
ness. Mutations at or near the distant His48 were also
observed to affect k., in addition to uncoupling glo-
bal long-scale motions occurring on the timescale of
the catalytic reaction [42,43.45]. Investigation of a chi-
meric enzyme that perturbs the flexibility of the hinge/
loop 1 environment was also performed. With the
hybrid RNase Agcp variant, in which the short and
rigid six-residue loop 1 from human RNase 3 [also
known as eosinophil cationic protein (ECP)] replaces
the 12-residue flexible loop 1 in RNase A, a 10-fold
decrease in the product release rate constant ko and a
four-fold decrease in ligand affinity (Ky) relative to the
parent enzyme were observed [43]. Using mutagenesis
and NMR relaxation dispersion experiments, the
authors observed the existence of a hydrogen-bonding
network transferring allosteric motions from the active
site through the B1 and B4 strands, Thr82, His48, and
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the distant loop 1 (Fig. 2B), confirming the functional
importance of long-range conformational rearrange-
ments in RNase A.

Recent years have seen the development of a num-
ber of NMR methods and a rapid improvement in
MD simulations to sample protein flexibility, allowing
the precise characterization of molecular motions over
a large spectrum of timescales. Although the Lipari—
Szabo formalism [49,50] remains the NMR method
that is commonly used to study protein motions on
the fast picosecond-to-nanosecond timescale, recent
NMR techniques that rely on R; and R, relaxation,
such as the off-resonance rotating frame experiment
(Rip) [51] or the Carr-Purcell-Meiboom-Gill sequence
used by Loria ef al. on RNase A [42-45,47,52], now
provide information on relevant millisecond motions
occurring on the timescale of catalytic turnover
(~ 1000-1500 s~! in RNase A) [53,54]. Computational
techniques that probe this particular millisecond cata-
lytic time frame are also emerging as accurate methods
for assessing local and global residue motions along
the reaction coordinates [55]. Although most MD sim-
ulations performed on RNase A are still limited to the
nanosecond timescale, they nevertheless provide
necessary insights into the conformational changes
associated with the different steps of the catalytic
mechanism. Early MD simulations performed by Kar-
plus et al. on free, substrate-bound and transition
state-bound RNase A allowed the initial characteriza-
tion of active site motions that cannot be seen with
X-ray crystallography [32,56]. Coupled with the previ-
ously discussed crystallographic data, these simulations
provided some of the first visual evidence that the cat-
alytic His119 undergoes dihedral-angle transitions in
the absence and presence of ligand, adopting the now
well-characterized A and B conformations [28]. Other
catalytic residues, such as Hisl2 and Thr45, were
shown to remain relatively immobile, and were simi-
larly positioned in the free and ligand-bound protein.
Interestingly, these studies also uncovered the existence
of a long-range water network bridging charged resi-
dues that are important for transition state stabiliza-
tion at the active site, involving Lys7, Lys4l, Arg39,
and Lys66, which were later demonstrated to be highly
flexible. Recent MD studies have also confirmed that
the hinge-bending motions involving the V; and V,
domains constitute an intrinsic dynamic feature of the
ligand-free enzyme [31], which NMR studies later
characterized as the open and closed conformations of
the free enzyme [47]. The highly conserved Thr45—
His12 hydrogen bond was also suggested to contribute
to the high rigidity of the active site region,
whereas the functionally important adjacent loop 4
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(residues 65-72) was shown to be one of the most flex-
ible regions of the protein (Fig. 2A,B) [31]. Interest-
ingly, Mazzarella et al. have also observed that helix 3
(residues 50-70) (Fig. 2B), which joins the V; and V,
domains, splits into two distinct segments that fluctu-
ate independently on the nanosecond timescale, sug-
gesting that this bending point could modulate
breathing motions of the two domains in RNase A.
Recent reports have suggested that important active
site residues such as Lys41 could also play a role as
general base/acid in lieu of Hisl2 (see [57] and refer-
ences therein).

Conserved functional motions among
structural homologs

The previous section is a testament to the number of
theoretical and experimental reports that have inde-
pendently highlighted the importance of local and glo-
bal residue motions on multiple timescales in
RNase A. A number of recent mutagenesis and
dynamic reports have, in fact, convincingly demon-
strated the existence of long-range allosteric motions
in this enzyme, which cannot be perturbed without the
loss of optimal catalysis [42,43,45]. As one of the best-
characterized enzymes of the 20" century, RNase A is
considered to be the prototypical member of a very
large family that includes structural homologs found
in all vertebrates, with known representatives in mam-
mals, birds, amphibians, reptiles, and fish (Fig. 3) [58].
To date, all known structural homologs are endoribo-
nucleases that have the ability to degrade single-
stranded and/or double-stranded RNA, and maintain
a number of important functional motifs, and, most
importantly, share a very similar disulfide-bonded ter-
tiary structure (Fig. 2D) [59]. In humans, the family
includes eight canonical members, some of which have
also evolved additional biological activities, often
linked to innate host defense, neurotoxicity, angiogene-
sis, and immunosuppressive and/or antibacterial/antivi-
ral activities [59,60]. For good reviews on the diversity
of each human canonical member and the host defense
capabilities of vertebrate RNases, see the excellent
reviews of Sorrentino [60], Rosenberg [61], D’Alessio
[58], and Zhang [62].

To date, well over 100 unique members of the verte-
brate RNase superfamily have been identified, cloned,
recombinantly expressed, and/or characterized [58].
However, only a restricted set have been subjected to
dynamic investigation, considerably restricting flexibil-
ity comparisons between evolutionarily diverse
enzymes with this structural fold. Although this is not
an entirely comprehensive list, experimental and/or
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Fig. 3. Sequence alignment between representative members of the vertebrate pancreatic-like RNase A superfamily. Alignment was
performed with cLustaLw? [90,91], with representative structural homologs from cattle (Bos taurus RNase A, BS-RNase, angiogenin 1),
human (Homo sapiens RNases 1, 2, 3, 4, and 5), rat (Rattus norvegicus RNase 1), frog [Lithobates pipiens ranpirnase (Onconase)], chicken
(Gallus gallus RNase A2), and zebrafish (Danio rerio RNase 3). Residues showing > 50% identity (similarity) are highlighed in black (gray).
The strictly conserved catalytic residues His12, Lys41 and His119 are starred (RNase A numbering). Filled connecting lines identify the three
strictly conserved disulfide bridges between Cys26 and Cys84, Cys40 and Cys95, and Cys58 and Cys110. Dashed connecting lines identify
the partially conserved disulfide bridge between Cys65 and Cys72 (RNase A numbering). Alignment was performed with BoxsHADE 3.21.

theoretical dynamic studies have been performed on
free, ligand-bound, wild-type and/or mutant forms of
human and rat RNase 1 [55,63], human eosinophil-
derived neurotoxin (EDN, or RNase 2) [64], human
ECP (or RNase 3) [65-68], human RNase 4 [64],
bovine and human angiogenin (hANG, RNase 5) [69—
74], the northern leopard frog ranpirnase (Onconase)
[75-78], and monomeric derivatives of bovine seminal
RNase (BS-RNase) [79,80]. The details of some of
these dynamic studies will now be briefly described
and compared with the local and global motional
behavior of RNase A. For comparative purposes, the
numbering of equivalent residues in bovine RNase A
is provided in parentheses.

The range of ribonucleolytic activity, combined with
the heterogeneity of their other biological functions,
has led to renewed interest in human RNase A

FEBS Journal (2013) © 2013 FEBS

homologs [60]. The existence of functional motions in
human RNase I, ECP (RNase 3) and angiogenin
(RNase 5) has been well documented experimentally
[63,65,74]. Despite showing low sequence identity
(~ 30%), all structurally resolved human RNases share
the same 3D fold stabilized by four disulfide bridges,
except for angiogenin, which lacks the Cys65-Cys72
link found at the base of loop 4 in RNase A
(Figs 2D and 3). Interestingly, to date, dynamic stud-
ies performed on human homologs have all confirmed
local and global enzyme fluctuations that closely reflect
those found in RNase A. NMR studies on hANG
have characterized residue motions that mirror those
observed in RNase A for several important residues of
the active site [74]. For instance, Hisl3 (Hisl2) in
hANG was found to be very rigid on the NMR time-
scale, whereas Lys40 (Lys41) shows higher dispersion,
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and Hisl14 (His119) is in a dynamic equilibrium
between two conformers differing in ' and x* angles,
much as in RNase A [74]. Related observations have
also been reported for active site residues in RNase 1
and EDN (RNase 2), whereby His119 in the former is
flexible and undergoes chemical exchange [63], whereas
His129 (His119) in the latter can adopt the B confor-
mation that is also found in RNase A [81].

The most flexible secondary structure elements of
the dynamically characterized human homologs were
also shown to correlate with those of RNase A. For
instance, considerable flexibility was observed in the
short 66-68 segment of hANG (loop 4) (Fig. 2), which
is a putative cell receptor binding site in this enzyme
[74]. Residues in loop 4 were also shown to be
involved in purine selection in the 5'-position of the
phosphodiester cleavage site in RNase A [29,44].
NMR studies of loop 4 in RNase 1 have revealed that
this segment is one of the most flexible environments
of the enzyme in the absence of ligand, with consider-
able rigidity being imparted upon RNase inhibitor
binding [63]. Our own recent NMR relaxation work
focusing on the comparison between RNase A and
ECP (RNase 3) also illustrates that the same loop 4
environment is the most flexible element in both
enzymes, undergoing analogous conformational
exchange on the catalytic timescale (milliseconds) [65].
We extended our analysis to demonstrate that each
enzyme undergoes similar millisecond motions in the
form of contiguous residue clusters that transcend the
traditional definition of primary, secondary and
tertiary protein architecture in these two homologs
[65,82,83]. We also made similar observations in
RNase 1, whereby conserved millisecond motions
in loop 4 are consistent with motions observed in
RNase A and ECP for this particular cluster involved
in purine recognition and stabilization. This dynamic
similarity for loop 4 residues in RNase 1 is also sup-
ported by the presence of lower-than-average order
parameters (S%) — a measure of picosecond-to-nanosec-
ond flexibility extracted from heteronuclear spin-relax-
ation model-free calculations [63] — and, in ECP, by
nanosecond MD simulations confirming higher-than-
average residue motion of this residue cluster [68].
Overall, accumulating evidence suggests that the con-
servation of flexibility in this particular loop structure
overlooking the active site appears to be critical for
enzymatic function in all pancreatic-like human RNase
homologs characterized to date.

Focusing on the comparison between angiogenin
and RNase A, Mazzarella ef al. have also demon-
strated the existence of similar global flexibility pat-
terns in several members of the human RNase family
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[64]. The two angiogenin domains defined by B-sheets
V, (residues 62-65, 69-72, 105-108, and 111-115) and
V, (residues 4246, 76-84, and 93-101) were character-
ized by the presence of large breathing motions on the
nanosecond timescale, similar to the hinge-bending
motions observed in the reference enzyme (Fig. 2B)
[64]. Proposing that this domain pincer motion may
also play a functional role in structural homologs, the
authors further analyzed complexed and ligand-free
structures of EDN (RNase 2) and RNase 4. Small
subdomain rearrangements were observed in the same
B-sheet clusters (ranging from 1.9° to 2.2°), suggesting
that the global dynamic behavior of homologs is pre-
served in the RNase architecture and is essential for
optimal ligand binding, release, and/or enzyme activity
[64]. Similarly, flexible clusters were also observed in
other members of the vertebrate RNase superfamily.
Namely, Lallemand et al. solved the NMR solution
structure of human and bovine angiogenin, and dem-
onstrated that both homologs are similar in terms of
overall fold and flexibility [73,74]. The only noted
functional exception was found for the catalytic
His115 (His119) of the bovine enzyme, which, unlike
its human counterpart, does not appear to adopt the B
conformation.

Finally, of particular interest is the dynamic behav-
ior of Onconase, an RNase homolog extracted from
northern leopard frog oocytes [75-78]. The enzyme is
currently under study for the treatment of various
forms of cancer, and has the ability to evade the
RNase inhibitor, which makes it a more effective drug
than its RNase homologs [84]. Like other members of
the family, Onconase has a similar fold but low
sequence identity with RNase A (30%) [75]. The
enzyme also has shorter loops in general, including the
important loop 4 [78]. Nevertheless, motions for
loop 4, Lys31 (Lys41) and His97 (His119), and confor-
mational changes in the V| and V, domains, were also
recently shown by crystallography to reflect those
observed in structurally homologous RNases [78]. Sim-
ilar conclusions were drawn for monomeric forms of
BS-RNase, which appear to show analogous loop 4
flexibility and allosteric motions neighboring the dis-
tant loop 1 (residues 16-22) [79,80].

Conclusions

It is now widely acknowledged that flexibility is cru-
cial for proper biological function, and that perturb-
ing molecular motions is a promising path for
modulating protein function [85]. Although previous
studies have shown the existence of similar collective
protein motions among analogous members of protein
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families [86-88], the link between residue dynamics
and reactivity has been harder to establish for enzyme
catalysis. Using a variety of reports focusing on the
experimental and theoretical investigation of residue
dynamics among members of the RNase A superfam-
ily, we provide evidence that local and global collec-
tive motions are conserved among the structurally
and functionally similar homologs of this enzyme
clan. Analogous motions are observed for evolution-
arily conserved and critical catalytic positions of the
active site (namely GlInll, Lys41, Lys66, and His119),
suggesting that dynamic plasticity is preserved for
proper ribonucleolytic function among RNase A
homologs. Also, conservation of global, collective
flexibility manifested in the form of a functionally rel-
evant hinge-bending motion between two protein
domains has been well maintained and illustrated for
several members of this enzyme fold. Strikingly, local
and global dynamic fluctuations are preserved despite
low sequence identity among several vertebrate RNas-
es, supporting the hypothesis that protein architecture
rather than primary sequence plays a determinant role
in the intrinsic collective motions of a protein fold
[86,88]. The functional effects of perturbing local and/
or collective motions in RNase A illustrate that con-
servation of flexibility is not a trivial consequence of
structural similarity [88]. Rather, these observations
suggest that structural homologs of this enzyme fold
may rely on global elasticity for proper enzyme catal-
ysis.
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2.5 Discussion

Dans cet article, nous présentons un résumé des mouvements atomiques observés
chez plusieurs membres de la famille des RNases. Nous démontrons la conservation de
mouvements locaux et globaux entre les protéines. Bien qu'il soit encore difficile d'établir un lien
direct, les résultats semblent suggérer que cette conservation des mouvements atomiques
entre les membres d'une méme famille d'homologues structuraux partageant une fonction
similaire pourrait étre importante pour l'activité de la protéine. Malheureusement, il n'existe

encore que peu de données expérimentales nous permettant de faire ce lien.

Des résultats précédents de cristallographie portant sur la RNase A sous formes libre et
liee ont montré une légére oscillation de quelques degrés de la structure en V [144, 145]. Ce
changement structural, quoique mineur, a été associé a la fonction de la protéine [145, 146].
Puisque cette perturbation des deux bras (V; et V;) se produit a un taux d'échange
conformationel (kex) similaire a celui de la libération des produits (ko.x), I'étape limitante de la
réaction, il a été suggeré que les mouvements dans cet ordre de grandeur pouvaient étre
essentielles a la catalyse enzymatique [12]. En utilisant la mutagenese dirigée, des études
subséquentes ont confirmé l'implication de plusieurs résidus formant la charniére entre les
secteurs Vq et V, [64].

Bien que la famille des RNases comporte plus d'une centaine de membres, il n'y a que
peu d'études caractérisant leur dynamique. Néanmoins, ces études démontrent une
conservation des mouvements atomiques de certains éléments structuraux. Par exemple, une
flexibilité de la boucle 4, qui est impliquée dans la sélection de la purine en 5" du lien
phosphodiester, a été observée chez plusieurs RNases humaines, telles la RNase 1 et ECP, de
méme que chez la RNase A de bovin. De facon similaire, les oscillations entre les bras V; et V5,
apercues chez la RNase A, ont également été constatées chez plusieurs autres membres de la
famille humaine des RNases. Plusieurs de ces résultats proviennent d'études bio-informatiques
effectuées il y a plusieurs années. Toutefois, avec l'avancement des techniques de
spectroscopie RMN, de bio-informatique, ou de cristallographie, I'accumulation de résultats
devrait s'accélérer et permettre de mieux comprendre et interpréter les mouvements chez les

protéines, en relation avec leur fonction.
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2.6 Résultats supplémentaires

Depuis la parution de l'article, des études portant sur d'autres systémes enzymatiques
ont été publiées [147-149]. Ces études démontrent la conservation des mouvements au cours
de I'évolution, et suggeérent I'importance de ces mouvements pour la fonction de la protéine. En
appui a ces reésultats, nous avons également poursuivi notre analyse de la flexibilité

fonctionnelle chez les membres de la famille des RNases humaines (voir les chapitres 3-5).
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3 ARTICLE NO. 2: ALTERATION DE L'ACTIVITE
ENZYMATIQUE SUITE A LA PERTURBATION DE LA
DYNAMIQUE CONFORMATIONNELLE D'UNE BOUCLE

DU SITE ACTIF

Titre: "Perturbation of the conformational dynamics of an active-site loop alters enzyme activity"

Auteurs: Gagné, D., French, R.L., Narayanan, C., Agarwal, P.K., Simonovi¢, M. & Doucet N.

3.1 Présentation de l'article scientifique

L'ingénierie des protéines est un champ d'application trés prometteur, que ce soit en
santé, en environnement, ou en industrie. Il consiste a modifier une protéine pour lui donner une
fonction nouvelle ou améliorée. Bien gu'intéressant, il n'en demeure pas moins qu'il est trés
difficile de cibler les modifications a apporter a la protéine afin d'atteindre le but visé. En ce
sens, les RNases, une famille d'homologues structuraux ayant pour fonction primaire la
dégradation de I'ARN, possédent des intéréts commerciaux intéressants. En effet, il a été
démontré que plusieurs membres de la famille possédaient des fonctions biologiques
spécifiques a chacune d'entre elles [97, 150, 151]. Par exemple, le potentiel cytotoxique de la
RNase 1 humaine, ainsi que sa forte activité ribonucléolytique, pourrait étre utilisé dans le
traitement de nombreux cancers. Par contre, la protéine est reconnue dans le cytosol par
l'inhibiteur des RNases et par les protéases, ce qui I'empéche d'atteindre et de dégrader I'ARN
du cytosol et du noyau, et donc, de détruire la cellule (Figure 3.1). Depuis plusieurs années, le
groupe de Raines [152-155] s'efforce de comprendre le mécanisme de liaison des RNases a
son inhibiteur. Cet exemple démontre l'intérét commercial que peuvent avoir certaines
protéines, mais aussi, les problématiques a résoudre. Donc, avant de pouvoir envisager
l'utilisation de ces protéines, nous nous devons de mieux comprendre leur fonctionnement.
Avec cet objectif en téte, nous avons utilisé la RNase A de bovin, une enzyme relativement
stable et qui se préte bien aux études par spectroscopie RMN, pour étudier le mécanisme de la

catalyse enzymatique.
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Figure 3.1. Cytotoxicité des RNases. La protéine se fixe a la membrane cellulaire (1) et entre par endocytose
(2). A l'intérieur de I'endosome (3), la protéine sera transportée vers les organites, comme les lysosomes (4),
ou relachée dans le cytosol (5). La protéine doit étre en mesure de résister aux attaques par les protéases (6)
et de s'évader de l'inhibiteur des RNases (7) pour espérer dégrader I'ARN dans le cytosol et dans le noyau
(8). L'image a été modifiée de la référence [151].

Le manuscrit a été soumis le 13 mai 2015 dans la revue "Journal of the American
Chemical Society" (facteur d'impact (2013) de 11.444). La version soumise a I'éditeur sous

format PDF est présentée dans le présent document.

3.2 Contribution des auteurs

Le travail expérimental a été réalisé par 'auteur principal (Donald Gagné). L'analyse et
linterprétation des résultats de "*N-CPMG et du titrage RMN ont été faites par 'auteur principal
(Donald Gagné). La formation et I'analyse des cristaux ont été effectuées par Rachel L. French,
étudiante au doctorat dans le laboratoire de Pr Miljan Simonovi¢. Enfin, Chitra Narayanan et le
Pr Pratul Agarwal ont mené les expériences d'analyses de simulations de dynamique

moléculaire. Le texte et les figures ont été écrits, préparés et édités par l'auteur principal
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(Donald Gagné), avec une contribution soutenue de Chitra Narayanan, sous la supervision de
Pr Nicolas Doucet, sauf exception des résultats et figures touchant les simulations de
dynamique moléculaire, préparé par le Pr Pratul Agarwal. Pr Nicolas Doucet a soumis le

manuscrit a I'éditeur.

3.3 Résumé

L'ingénierie des protéines est un champ d'application en pleine progression. Toutefois,
avant de pouvoir facilement améliorer ou modifier la fonction d'une enzyme, il est essentiel de
bien comprendre son fonctionnement. Au cours des derniéres années, les mouvements
atomiques ont été associées a la fonction des protéines, au méme titre que la séquence et la
structure [17, 78, 156]. Pour cette étude, nous avons utilisé la RNase A, une petite enzyme qui
se préte bien aux études RMN. Bien que cette enzyme ait fait I'objet de nombreuses
recherches, notre compréhension de sa fonction est loin d'étre compléte. Afin de mieux
comprendre l'implication de la flexibilité atomique dans la fonction des protéines, nous avons

étudié le réle de I'alanine en position 109.

L'Ala109 est située sur le brin p5, et est conservée a 88% chez les membres de la
famille des RNases. Bien que ce résidu ait été associé a l'initiation de la chaine de repliement
[157, 158], il a été suggéré qu'il pourrait aussi avoir une influence sur la catalyse enzymatique.
Par cristallographie, il a été démontré que Ala109 pouvait former une interaction de type Van
der Waals avec I'histidine 119, ainsi qu'avec l'inhibiteur 3°-N-piperidine-4-carboxyl-3 -deoxy-ara-
uridine [159]. Par ailleurs, des mouvements dans I'échelle de temps de la ys-ms avaient déja
étée observées par spectroscopie RMN chez le variant Ala109 [160]. Dans cet article, nous
explorons le réle potentiel de Ala109 chez la RNase A, en mutant le résidu pour une glycine, un
changement mineur consistant a enlever un groupement meéthyle. Nous montrons que la
mutation crée un repositionnement du ligand 5°-AMP en B,, un changement qui semble causé
par une augmentation du taux d'échange conformationnel et une extension du mouvement dans

la boucle 4.
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3.4 Article scientifique

Perturbation of the conformational dynamics of an active-
site loop alters enzyme activity

|3,4

Donald Gagné', Rachel L. French?, Chitra Narayanan', Pratul K. Agarwal®*, Miljan Simonovié¢? &

Nicolas Doucet">®

"INRS-Institut Armand-Frappier, Université du Québec, 531 Boul. des Prairies, Laval, Québec H7V 1B7, Canada.

2Department of Biochemistry and Molecular Genetics, University of lllinois at Chicago, 900 S. Ashland, Chicago, IL
60607, USA.

SComputational Biology Institute and Computer Science and Mathematics Division, Oak Ridge National Laboratory, 1
Bethel Valley Road, Oak Ridge, TN 37830, USA.

“Department of Biochemistry, Cellular and Molecular Biology, University of Tennessee, Knoxville, TN 37996, USA.

SPROTEQ, the Quebec Network for Research on Protein Function, Structure, and Engineering, 1045 Avenue de la
Médecine, Université Laval, Québec, QC, G1V 0AB, Canada.

SGRASP, the Groupe de Recherche Axé sur la Structure des Protéines, 3649 Promenade Sir William Osler, McGill
University, Montréal, QC, H3G 0B1, Canada.

ABSTRACT: The role of internal dynamics in enzyme function is a highly debated topic. In particular, how small changes in
structure of regions far away from the active site alter protein dynamics (over a wide range of timescales) and overall
enzyme mechanisms is of wide interest. Using ribonuclease A (RNase A) as a model system, we demonstrate that
elimination of a single side-chain methyl group located >10 A away from the site of reaction can significantly alter the
conformational integrity and ligand binding properties. This A109G mutation does not perturb the thermodynamic stability
of RNase A or cause significant differences in the structure, both in the apo and ligand-bound states. However, significant
enhancement in conformational dynamics was observed for the ligand-bound forms of the A109G variant, as probed over
nano- to milli-second timescales using a combination of NMR relaxation dispersion experiments and computational
simulations. In addition, a major repositioning of the 5-AMP was observed in the ligand-bound form in the mutant,
displaying two binding orientations on the enzyme. The A109G replacement induced long-range flexibility perturbations in
the active-site loop 4 (residues 65-72), resulting in alteration of purine binding and reduction in catalytic efficiency. These
results illustrate the large effects caused by seemingly small changes in structure on the long-range conformational
dynamics and ligand binding specificities within proteins. This study supports the emerging paradigm of the importance of
preserving wild-type dynamics in enzyme systems that rely on flexibility for function, and therefore has wider significance for
protein engineering and enzyme design.

1. INTRODUCTION atomistic insights into the dynamics of proteins over a
Knowledge of how proteins and enzymes function wide range of timescales.
has broad implications for both fundamental and Ribonuclease A (RNase A, EC 3.1.27.5), which
applied research. Increasing evidence suggests that catalyzes the hydrolysis of single stranded RNA, has
proteins exist as inter-converting conformers and been studied extensively for over five decades and has
sample distinct conformations enabled by structural served as a model for countless biochemical and
fluctuations that occur over a wide range of timescales biophysical analyses. RNase A is a small monomeric
2 Conformational sub-states sampled by proteins protein composed of 124 amino acids with a basic pl of
have been correlated with promoting function such as 8.6. It is characterized by a V-shaped kidney structure
binding and catalysis in numerous enzyme systems **%. formed by a core of -sheets surrounded by loops and
Advances in biophysical and computational techniques a-helices, with the active site lying in the cleft at the
now provide a significant means to probe and gain bottom of the inverted p-sheet °. This cleft contains

subsites for interactions with nucleotide bases (B4, By,
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Table 1. Crystallographic and structure refinement statistics for the apo, 3'-UMP-, and 5’-AMP-bound forms of RNase A-

A109G.
Crystal Apo RNase A-A109G Complex with 3-UMP Complex with 5’-AMP
Data Collection
Space group P21242 P21242 P21242
Unit cell parameters (A) a=76.2 a=76.5 a=76.8
b=514 b=51.8 b=517
c=58.2 c=57.9 c=58.2
Resolution (A) 1.80 1.45 1.50
Total reflections 321,513 374,299 603,029
Unique reflections 21,146 39,580 35,341
Rsym (%) 17.7 (22.7) 13.3 (74.8) 14.2 (43.4)
Rpim (%) 13.4 (21.5) 6.8 (4.5) 6.8 (22.0)
CC1/2 (%) (88.1) (50.3) (87.3)
I/al 6.3 (2.4) 11.7 (1.4) 10.6 (4.1)
Completeness (%) 97.7 (91.0) 93.1 (56.9) 94.6 (87.0)
Redundancy 2.2(1.5) 4.6 (3.0) 4.8 (4.5)
Structure Refinement
Rwork/Rfree (%) 0.145/0.203 0.127/0.170 0.151/0.186
Protomers per ASU 2 2 2
Amino acids per ASU 249 249 249
Ligands per ASU 0 2 2
Solvent molecules 382 589 425
RMSDs
Bond lengths (A) 0.011 0.010 0.010
Bond angles (°) 1.288 1.445 1.297
Average B factor (A?) 18.6 19.1 17.3
Ramachandran
Favored/allowed (%) 98.0/2.0 97.7/2.3 97.0/3.0

B;) and phosphoryl groups (Po, P4, P,) of single-
stranded RNA substrates . B; and B, subsites
preferentially bind to pyrimidine and purine bases,
respectively, with a marked preference for adenine in
the B, subsite '""%. Residues His12, Lys41 and His119
in the P4 subsite form the catalytic triad and are crucial
for catalytic activity . In addition to these catalytic
residues, a number of residues in the surrounding
environment are essential to the optimal ribonucleolytic
activity of the enzyme, where changes in the chemistry
are known to alter substrate specificity, binding and
optimal catalysis.

In recent years, NMR studies have investigated the
conformational dynamics of RNase A, suggesting a link
between flexibility and enzyme catalysis ™", The rate
constant for conformational exchange (kex) in RNase A
was shown to correlate with the rate of enzyme
turnover (k.t), implicating long-range secondary
structure motions with substrate turnover '*'. Long-
range residue mutations have also been shown to
drastically alter the catalytic activity, demonstrating the
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importance of correlated residue sector dynamics in
this enzyme. Alanine at position 109 is located on the
p5-strand within the V; domain and is part of the
hydrophobic core of the enzyme. This residue is 88%
conserved within members of the RNase A superfamily
and 100% conserved in human . While it has been
associated with the chain-folding initiation site 20, other
studies suggest a more direct involvement of this
residue in the catalytic reaction, with Ala109 potentially
making van der Waals interactions with the catalytic
residue, His119. Using a relaxation-compensated Carr-
Purcell-Meiboom-Gill ("®N-CPMG) NMR experiment,
Cole and Loria showed that Ala109 experiences
millisecond (ms) motions in the apo form of RNase A *.
This is further supported by NMR titration studies,
which demonstrated that the milli-second dynamics of
Ala109 is affected by the presence of ligands *"%
Mutation of A109 to a glycine has been shown to
slightly lower the conformational stability of RNase A ™,
suggesting that flexibility at this position may be
important for enzyme function.



3’-UMP in both monomers:
phosphate and base in subsites P1/B1

5'-AMP in monomer A:
phosphate and base in subsite P1/solvent

/|

5-AMP in monomer B:
phosphate and base in subsites P1/B2

Figure 1. Schematic representation of the mutant A109G in complex with 3"-UMP and 5’-AMP. Positioning of the ligands in
the density map for (a) 3"-UMP (PDB 4WYZ) and (b,c) 5-AMP (PDB 4WYP) on the 3D structure of the mutant A109G. The
positioning of the 5-AMP in c represents a low occupancy. Key residues (GIn11, His12, Lys41, Thr45, Asn71, GIn83, GIn111,
His119 and Asp121) are show in gray stick representation. Nitrogen, oxygen and phosphate atoms are colored blue, red and

orange, respectively.

In this study, we mutated alanine for a glycine at
position 109 to characterize the effect of the mutation
on the global structure, dynamics, and catalytic activity
in RNase A. We determined the crystal structure of the
mutated apo form and in complex with two single
nucleotide ligands, 5-AMP and 3°-UMP, which bind
specifically to the purine and pyrimidine binding sites in
WT. These ligands are end-products of the catalytic
reaction and are known to bind to the catalytic site of
ribonucleases ''. Conformational dynamics of the WT
and A109G variant over the nano- to milli-second
timescales were characterized using MD simulations
and NMR "°N-CPMG experiments. We show that there
is no significant difference in the three-dimensional
structure of the mutant relative to the WT enzyme in the
apo and ligand-bound states. Nonetheless, the
mutation induces a repositioning of the 5°-AMP purine,
resulting in altered binding affinity caused by changes
in the dynamic behavior of the enzyme. Despite
minimal effects on the structure, the mutation
considerably affects the rate of conformational
exchange for residues in the V,; domain, altering loop 4
dynamics in the nano- to milli-second timescales.
These results highlight the importance of preserving
WT conformational dynamics in enzyme systems that
rely on flexibility for function. While single mutational
replacements often have neutral effects on protein
structure, they can significantly alter function by
perturbing long-scale conformational dynamics and by
disrupting important motional sectors on multiple
timescales.
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2. RESULTS

X-ray crystallography and structural comparison
between RNase A and A109G

We determined crystal structures of the A109G
mutant in its apo form (PDBID 4WYN), as well as in
complex with two single nucleotides adenosine-5'-
monophosphate (5-AMP) (PDBID 4WYP) and uracil-
3’-monophosphate (3-UMP) (PDBID 4WYZ) that bind
to the purine and pyrimidine subsites, respectively, to
characterize the effect of the mutation on the three-
dimensional structure of RNase A (Figure 1). The
removal of the methyl group from the side chain in
position 109 did not exert major effects on the mutant
enzyme structure relative to the WT enzyme in both the
apo and the two ligand-bound forms (Figure 2A). The
crystals of the A109G mutant of RNase A belong to the
orthorhombic crystal system and contain two enzyme
molecules in the asymmetric unit (Table 1). Our results
show that 3’-UMP binds to the canonical B, subsite in
the catalytic groove of the mutant enzyme in both
monomers (Figures 1A & 2C). While most of the
hydrogen bonding interactions between 3-UMP and
the enzyme were conserved, a closer examination
showed that an additional interaction with His119 was
acquired in the mutant enzyme, presumably due to a
slight repositioning of the phosphate group (Figure 2C).

In striking contrast, we found a variation in the
position of 5-AMP in the catalytic pocket of the A109G
mutant, with the ligand adopting two distinct
orientations (Figures 1B-C). While it is abundantly
documented that the adenine base of single-stranded
RNA substrates bind to the B, subsite in RNase A '°,
our crystal structure shows that the base of 5-AMP
faces the solvent and not the B, subsite when bound to
monomer A (Figures 1B & 2B). In this particular
complex, the adenine and ribose rings of 5-AMP were



R o
| || ||]

10 9 8 7 04
110 . 110
0.3
E 15 15 E
3 , 3
e N .
=~ 120 8 120 = 02
F S 2
125 125 o1
o |
130 . e 130
. “ l|||||‘.|||| -

8
"H (ppm)

10 20 30 40 50 60 70 80 90 100110120

$ S
g A109G,
o) @ 75 wT
Z k]
L
S 50 AT,
c
“ | .9
| | g 25
bblha. Losdbill L
wo N
40 50 60 70 80

Residue

Temperature (°C)

Figure 2. Structural comparison between WT RNase A and mutant A109G. Schematic overlays of (a) apo forms of WT RNase
A (grey, PDB 7RSA) and A109G (orange, PDB 4WYN), (b) 5-AMP-bound WT RNase A (grey, PDB 1Z6S), soaked A109G
(orange, PDB 4WYP), (c) 3-UMP-bound WT RNase A (grey, PDB 100N) and A109G (orange, PDB 4WYZ). The A109G site
is indicated using green sticks representation. 5-AMP and 3"-UMP are also displayed using stick representation. (d) Overlay
of "H-"°N HSQC spectra for the WT RNase A (red) and A109G mutant (green). (e) Mapping of chemical shift differences (Ad)
resulting from the A109G mutation on the primary structure of RNase A. 'Hand ®N composite chemical shift differences (Ad)
were calculated according to the following equation 3. A8 (ppm) = [(AESZHN + A62N/25)/2]yz. The inset shows residues with A >
0.05 ppm (blue spheres) highlighted on the three-dimensional structure of A109G (PDB 4WYN). (f) Temperature unfolding for
WT (green) and A109G mutant (blue) RNase A determined by circular dichroism.

rotated ~180° relative to the canonical conformation
observed in the complex with the wild-type enzyme.
Instead of being in the B, subsite, the adenine ring sits
atop the side chain of Lys41. Consequently, hydrogen
bonds between the purine base and residues Asn67,
GIn69 and Asn71, and the stacking interaction between
the purine base and the imidazole ring of His119 were
absent in the crystal of the A109G mutant. Intriguingly,
5-AMP was bound in a distinct orientation in the
second monomer of the asymmetric unit, which we
shall refer to as monomer B (Figures 1C & 2B). During
later stages of the structure refinement, relatively
strong positive peaks in the mFo-DFc difference
electron density map were observed near subsites B,
and P4 in monomer B. We interpreted the density as
adenine ring and phosphate, and thus modeled and
refined 5-AMP. Because the occupancy of this
particular ligand refined to 0.76, it is reasonable to
suggest that this alternate orientation is not a preferred
conformation of 5-AMP by the A109G mutant of RNase
A.

Chemical shift variations between RNase A and
A109G

An overlay of the NMR 'H-"°N HSQC spectra of both
the WT and A109G RNases showed variations in the
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chemical shifts for a number of residues (Figure 2D).
Chemical shift variations were calculated as differences
between shifts of the mutant and WT RNases, with
variations >0.05 ppm being considered significant.
Residues in close proximity to the mutation site
displayed the largest variation (Figure 2E). These
include Asn71 and Asp121, residues important for
interaction with the ligands in the B, and P, subsites,
respectively. Further, residues in loop 4 (residues 65-
72), which are highly dynamic ?? and have been shown
to be important for the binding of the substrate ',
showed significant variations relative to WT.

Thermal unfolding of RNase A and A109G

Characterization of the WT and A109G apo
forms was also performed using circular dichroism (CD)
at 25°C. Both proteins exhibited identical spectral
characteristic of a-helical and B-sheet structures (not
shown) ?*?°. Thermal unfolding was performed by
increasing the temperature up to 80°C, with changes in
the secondary and tertiary structures monitored using
CD at 210 nm. A melting temperature (T,,) of 63.9 +
0.4°C was observed for the WT protein, consistent with
values reported previously 2*?. A comparable melting
temperature of 61.4 + 1.1°C was observed for the
A109G mutant, suggesting that the mutation does not



Table 2. Kinetic parameters for WT RNase A and variant A109G against yeast tRNA at 25°C.

Kmn (UM) Kn relative o Keat (s™) Keat relative o KealKm (M s7) x  keat/Km relative
WT WT 10° to WT
WT 64+ 1 1 3759 + 193 1 58 +2 1
A109G 4545 0.7 930 + 237 0.15 216 0.36

induce significant effects on the stability of the protein
(Figure 2F).

Binding kinetics and catalytic efficiency of
RNase A and A109G

We used isothermal titration calorimetry (ITC) to
characterize the kinetics of binding for WT and A109G
in presence of both 5-AMP and 3"-UMP ligands. The
thermodynamic parameters and the dissociation
constant Ky were similar in the presence of 3"-UMP
(WT-Ky 3-ump) = 67 £ 6 pM; A109G-Ky 3-.umpy = 50 = 8
UM), a reflection of the minor changes observed in the
3D structure. In contrast, binding of 5-AMP is
associated with a reduced binding affinity (WT-Ky (5-.amp)
=105 + 1 uM; A109G-K; (5-.avp) = 440 * 26 uM) as well
as an increase in AH, corresponding to the higher
energy required for binding to the ligand. We also
performed steady-state kinetics with yeast transfer RNA
(ytRNA) to complement the ITC data (Table 2). The
catalytic efficiency (kca/Km) Of the mutant decreased 3-
fold, a result caused by a 4-fold reduction in the
catalytic rate (ksat). While the binding of a longer RNA
strand did not seem to be impaired by the mutation, this
result confirms an indirect involvement of alanine 109 in
catalysis.

Conformational dynamics on the microsecond-
to-millisecond timescale

Many residues in RNase A experience a
conformational exchange that can be described by a
two-state global motion inter-conversion process with
an exchange rate constant (key) of ~1700 s™. This ke is
similar to the catalytic constant (k.) and the rate-
limiting product release (k.x) in RNase A, suggesting a
potential correlation between conformational exchange
and catalytic function in this enzyme ™. In an effort to
provide insight into the microsecond-to-millisecond (ps-
ms) dynamic changes induced by the A109G
replacement, we performed relaxation-compensated
Carr-Purcell-Meiboom-Gill ("*N-CPMG) experiments on
the apo form and in complex with the two ligands
(5"-AMP and 3°-UMP) (Figure 3). In the free forms, a
total of 17 residues showed conformational exchange
in both the WT and A109G variant. Residues
experiencing motion on this timescale show clear
relaxation dispersion profiles that are localized in
clusters 1 and 3 in both proteins, as defined previously
2 The global exchange rate (ko) of 1621 + 152 s
calculated for the free WT RNase A is consistent with
results previously reported “'®. The A109G variant
displayed enhanced global conformational exchange, a
shift attributed to increased ms dynamics in the loop 4
environment (cluster 1) (Figure 3, Table 3). Indeed,
while a few residues of loop 4 in A109G either become
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rigid or experience motions outside the ""N-CPMG time
frame, global k. for the dynamic residues of this
important active-site loop that are involved in purine
recognition (Lys66, GIn69, Asn71) is significantly
increased in A109G (ke = 3649 * 473 s™) relative to
WT (ke = 1548 + 82 s™") (Table 3).

A total of 16 and 22 residues exhibited
conformational dynamics in the 5°-~AMP-bound WT and
mutant RNases, respectively (Figure 3). A gain in ms
dynamics is predominantly observed in clusters 1, 3
and 4 in both proteins. This is particularly true for the
mutant, with residues Val43, Asn44, Thr45, Cys84,
Glu86 and Ser89 showing relaxation dispersion profiles
upon ligand binding (Figure 3, green spheres).
Repositioning of the 5°-AMP ligand modified the
network of dynamic residues in cluster 4, especially on
B4 (residues 43-47), which now faces the 5-AMP. The
global ke for the A109G protein variant shows a four-
fold increase relative to WT. While there is a gain in
dynamics for a number of residues in cluster 3 of the
mutant, we note that the average k., is comparable for
both proteins. The difference in k. is quite striking for
cluster 1, which shows a two-fold increase in the ms
dynamics for the mutant (Table 3). In accordance with
the repositioning of 5-AMP in the A109G variant, these
results support the fact that enhanced ms dynamics in
cluster 1 (loop 4) hinder the proper positioning of
5-AMP in the B, subsite, resulting in the repositioning
of the ligand to the B4 subsite.

A major reorganization of the residues displaying
significant flexibility on the ms time frame is observed in
the 3-UMP-bound RNase A, a result not seen in the
A109G mutant (Figure 3). In the WT, only 6 residues
preserved ms motions when compared to the apo form
(blue spheres), while a gain of dynamics upon ligand
binding is observed for 12 additional residues (green
spheres). These additional residues are located
primarily on a, (residues 30-36 on cluster 3), a region
devoid of ms dynamics in the apo form. The mutant
protein shows a gain in conformational exchange for 9
residues (green spheres), in addition to 14 residues
that retain the motions of the apo form (blue spheres),
most of them localized in cluster 3. As observed with
the free and 5-AMP-bound forms, cluster 1 in A109G
shows a two-fold increase in ke, while the average
dynamics in cluster 3 are comparable to WT (Table 3).
Conformational dynamics on the nanosecond-to-
microsecond timescale

Molecular dynamics (MD) simulations were
performed for WT and A109G in complex with 5-AMP
and 3°-UMP. Ligands with an intact phosphodiester
bond between the single nucleotides were prepared to
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Figure 3. Effects of 5-AMP and 3°-UMP binding on the millisecond dynamics of WT RNase A and mutant A109G. Millisecond
timescale (ms) conformational exchange experienced by apo, 5-AMP- and 3°-UMP-bound forms of WT RNase A and mutant
A109G. Motions were probed by ®N-CPMG relaxation dispersion experiments at 500 MHz and 800 MHz (298 K). Residues
were considered for further analysis only if the difference in measured R> (1/1?2 values at fast (1¢p = 0.625 ms) and slow (T¢p =
10 ms) pulsing rates was greater than 2 s, similar to previous reports 41522 Blue spheres: residues showing ®N-CPMG
dispersion profiles with AR, (1/1¢p) > 2 s™'; orange spheres: residues showinq no conformational exchange relative to the apo
form (i.e., dampened ms dynamics upon ligand binding) or outside of the °N-CPMG time frame; green spheres: residues
gaining conformational exchange [AR2 (1/1¢p) > 2] upon ligand binding; gray spheres: assigned residues in the apo form that
cannot be assigned in the ligand-bound form due to line broadening; purple spheres: position 109. Residues are highlighted on
the 3D structure of WT RNase A (apo form: PDB 7RSA; 3"-UMP-bound: PDB 100N; 5-AMP-bound: PDB 1Z6S) and mutant
A109G (apo form: PDB 4WYN; 3°-UMP-bound: PDB 4WYZ; 5-AMP-bound: PDB 4WYP). Insets show representative
dispersion curves acquired at 500 MHz (red) and 800 MHz (black) for a subset of loop 4 (cluster 1) in apo forms of WT and
A109G. Residue clusters are identified according to ““.
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Table 3. Conformational exchange rates (kox) for WT RNase A and mutant A109G at 25°C.

kex(s™)

Cluster 1 (loop 4)1 Cluster 3 Global
Apo
WT 1548 + 82 1438 + 125 1621+ 152
A109G 3649 + 473 1115+ 119 3145 + 1651
5-AMP
WT 687 + 41 1398 + 108 750 + 111
A109G 1580 + 143 1669 + 279 3328 + 543
3-UMP
WT 1136 + 46 1639 + 128 1375 + 50
A109G 2234 + 523 1189 + 154 1463 + 216

RNase A dynamic residue clusters are defined as in ref. 22.

simulate the reactant state while single nucleotides
without the phosphodiester bond were used to mimic
the product state. Root mean square fluctuations
(RMSF) were calculated for each residue, over a 1-us
simulation trajectory for WT and variant A109G. To
quantitatively assess the difference in global
conformational ~ dynamics at nanosecond to
microsecond (ns-ps) time-scale for the WT and A109G,
we characterized the top ten eigenmodes, using quasi-
harmonic analysis 2%, Primary flexibility of the WT and
A109G proteins in the reactant and product states are
shown in Figure 4. On the ps time-scale, the mutant
showed reduction of dynamics in loop 4, while
significantly enhanced dynamics was observed for a2
and part of loop 1 relative to the WT for the reactant
state. In contrast, the product state showed dynamics
similar to that of the WT for most of the protein. There
was a marginal reduction in the conformational
dynamics of loop 1 (residues 16-25) in the mutant
enzyme (Figure 4), consistent with previous studies
which showed that the dynamics of loop 1 are
correlated with efficient product release in RNase A .
We note that MD simulation results were obtained
using dinucleotide substrate and corresponding
cleaved products states while the NMR relaxation
dispersion experiments were performed using
mononucleotide ligands. Overall, the computational
studies indicate that the A109G mutant shows
significant increase in flexibility of the distal regions of
the enzyme in the ground state for the bound reactant
complex on the ps time-scale. Further studies are
required to investigate the role of increased flexibility in
the ground reactant in accessing functionally relevant
conformational sub-states that have catalytically
competent structural and dynamical features for the
substrate cleavage %.

3. DISCUSSION

Mutations located away from the active site have
been shown to drastically alter the catalytic activity of
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enzymes. In this study, we characterized the effect of a
single residue replacement of the alanine at position
109 to glycine on the structure, dynamics and catalytic
activities of RNase A. We obtained crystal structures of
the A109G mutant in the apo form and in presence of
two end-products of the reaction, 5'-AMP and 3"-UMP,
to characterize the effect of the mutation on ligand
binding. Our results show that the mutation does not
significantly perturb the three-dimensional structure of
the protein, with only minor differences in loop 1, which
has been shown to exert long-range effects on RNase
A catalysis "%,

While the structural differences between the WT and
mutant enzymes were minimal, we observed a major
repositioning of 5-AMP ligand from the B, subsite
located near loop 4, to a location where the adenine
base faces the solvent rather than the enzyme. As a
result of this repositioning, the purine base now
interacts with Lys41 instead of its usual partners
(Asn67, GIn69 and Asn71). Interactions between the
phosphate group of the nucleotide and residues GIn11,
His12, His119 and Phe120 are preserved in the mutant
(Figures 1A & 1B). It is important to note that a smaller
fraction of 5-AMP interacts with the mutant enzyme in
a manner reminiscent of the canonical mode of binding.
However, even in this orientation, the adenine base is
not optimally positioned within the B, subsite, but rather
adopts a position partially between the B, and B,
subsites. Apart from the His119, all other interactions
are lost in this orientation of the ligand (Figures 1A &
1C). These results emphasize the large effect of a
single distal residue substitution on the ligand binding
affinity of the protein.

We characterized the effect of the A109G mutation
on the conformational dynamics of the protein by
performing a series of biophysical experiments and
computational analyses. We used relaxation dispersion
®N-CPMG experiments to extract the rate exchange
(kex) for each residue experiencing conformational
dynamics on the millisecond timescale. Previous
studies demonstrated that '>*N-CPMG provides relevant
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A-D depict RMSF based on Cq while panels E-F are based on all atom calculations for each residue.

information in relation to the function of RNase A
341422 gignificant changes in the dynamic profiles are
observed for the 5-AMP-bound state of the A109G
mutant, a reflection of ligand repositioning (Figure 3).
We note that the 3"-UMP-bound form displays very
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different dynamics for the mutant protein, a change that
is not reflected in the three-dimensional structure of the
protein. Interestingly, chemical shift differences for the
main catalytic residue His12 upon binding to both
ligands are considerably affected in the mutant. His12



is known to be rigid on the fast timescale %, which

might be a requirement for proper catalysis. These
results suggest the existence of different
conformational pre-equilibria between the ligand-bound
forms in the WT and mutant RNase A.

We performed global fit k., calculations for residues
located in pre-defined clusters corresponding to
previously described dynamic sectors in RNase A 2. Kex
values provide valuable information on the
conformational dynamics of individual residue clusters,
which can be correlated with the catalytic activity of the
protein. We observed a significant increase of the k., in
cluster 1 (loop 4) for the mutant in both the apo and
ligand-bound forms. These results are supported by
lower R for all residues in this cluster displaying
significant  conformational flexibility — (Figure 3).
Interestingly, similarly enhanced conformational
dynamics of loop 3 (cluster 1) were also observed on
the nano- to micro-second timescales probed using MD
simulations (Figure 4). These results suggest that the
enhanced dynamics observed for loop 4 in the mutant
may hinder the interaction of the ligand with its
hydrogen-bonding partners (Asn67, GIn69 and Asn71)
in the B, subsite. It was previously shown that Thr45
forms  hydrogen-bonding interactions  with  the
pyrimidine base while sterically excluding the purine
base from this subsite *°. As a result, the 5-AMP
adopts a position energetically unfavorable between
the B; and B, subsites and exposed to solvent. We
found no significant effect of the enhanced dynamics of
loop 4 on the location of 3"-UMP within the structure of
the A109G variant, demonstrating that pyrimidine
binding is specific to B4 and independent from purine
binding in B..

4. CONCLUSION

In conclusion, our results show that mutation of
alanine at position 109 to a glycine residue does not
perturb the 3D backbone structure of RNase A in the
apo form and in complex with two single nucleotides,
5-AMP and 3°-UMP. Nevertheless, a major
repositioning of 5-AMP to the solvent between the B
pyrimidine-specific and B, purine-specific subsites is
observed, supporting the role of multiple timescale
changes in the dynamics of the protein induced by this
single alanine to glycine replacement. While there is no
significant change in structure, the mutation induced
large changes in the dynamics of the mutant relative to
the WT RNase A. Enhanced dynamics of distal protein
regions are observed on the nano- and milli-second
timescales for the mutant system determined from MD
simulations and NMR relaxation experiments. In
particular, conformational dynamics of loop 4 is also
significantly enhanced in the apo and ligand-bound
forms of the A109G mutant, offering an explanation for
the modest yet significant changes observed in binding
and catalysis. These results showcase the large effects
caused by seemingly modest residue substitutions on
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the long-range conformational dynamics and residue
binding specificities within proteins. This study further
underlines the importance of preserving wild type
dynamics in enzyme systems that rely on flexibility for
function, which is of critical significance to protein
engineering and enzyme design. This study highlights
the effect of single-point mutation in RNase A on the
shift in the conformational dynamics, and its correlation
with the catalytic efficiency. As preliminary evidence
already indicates, these results also provide new
insights suggesting that modulating conformational
dynamics may be a mechanism used by nature for
regulating enzyme activity, thus providing new
opportunities for developing new enzyme engineering
strategies *".

5. METHODS

DNA Constructs. Oligonucleotide synthesis was
performed by Bio Basic (Markham, ON). The WT, 372-
bp bovine RNase A gene inserted into pET22b(+) and
codon-optimized for Escherichia coli expression was a
generous gift from J. Patrick Loria (Yale University,
New Haven, CT). The A109G mutation was generated
by the QuikChange site-directed mutagenesis protocol
(Agilent Technologies, Mississauga, ON) using the two
following complementary primers: A109G-Forward, 5°-
GCGAATAAACATATTATTGTTGGCTGCGAAGGCAA

TCCGTATGTG-3; A109G-Reverse, 5'-
CACCTACGGATTGCCTTCGCAGCCAACAATAATAT

GTTTATTCGC-3". The amplified PCR product was
Dpnl-treated and transformed into E. coli BL21(DE3)
for all protein expression procedures. Colonies were
selected and the presence of the mutation was
confirmed by DNA sequencing (Génome Québec,
Montréal, QC).

Protein Expression and Purification. "®N-labeled
samples were prepared by growing E. coli BL21(DE3)
in M9 minimal medium and enzymes were purified as
previously described '°. Protein concentration was
determined using an extinction coefficient of 9,800 M
1cm—1 32.

Crystallization and structure determination. Crystals
of apo RNase A-A109G were obtained by the sitting
drop vapor-diffusion method. Equal volumes of the
protein solution (~30 mg/mL) and the well buffer were
mixed, and the drops were incubated at room
temperature (21°C). Crystals were obtained using the
NeXtal PACT Suite (Qiagen). The high-resolution
crystals of RNase A-A109G were obtained from either
0.1M MIB Buffer, pH 8.0 and 25% (w/v) PEG 1500;
0.1M MIB Buffer, pH 6.0 and 25% (w/v) PEG 1500; or
0.1M HEPES, pH 7.0, 0.2M NaCl and 20% (w/v) PEG
6000. The binary complex crystals were obtained by
soaking apo enzyme crystals with 50mM of either 3'-
UMP (Chem-lmpex International) or 5-AMP (Sigma-
Aldrich). All crystals were cryoprotected either with 15%
(w/v) PEG 400 or 20% ethylene glycol prior to X-ray
exposure. Data were collected at liquid nitrogen



temperature at the Southeast Regional Collaborative
Access Team 22-ID (SER-CAT) beamline at the
Advanced Photon Source, Argonne National
Laboratory. The diffraction data were processed in
HKL2000 *. The crystal structure of apo RNase A-
A109G was determined by molecular replacement in
Phaser * using the wild-type bovine RNase A structure
(PDB ID code 1KF5) as a search model. The refined
apo RNase A-A109G was used to phase other RNase
A-A109G crystals. The structure refinement was
performed in Phenix 35, and the model building was
done in Coot %% All figures were produced in PyMOL
(The PyMOL Molecular Graphics System, Version 1.2,
Schrédinger, LLC).

NMR Experiments. All NMR experiments were carried
out on Agilent 500 MHz and 800 MHz NMR
spectrometers equipped with triple-resonance cold
probes and pulsed-field gradients. NMR spectra were
recorded at 298 K on samples containing 0.75 mM "°N-
labeled RNase A (or the A109G variant) in 5 mM
MES-NaOH buffer (pH 6.4) with 7 mM NaCl, 0.01%
NaN;, and 10% 2HZO. Backbone resonances were
assigned by standard multidimensional experiments *.
Relaxation-compensated '°N-CPMG experiments were
acquired in an interleaved fashion with 15, °N-CPMG
repetition delays of 0.625, 0.714 (x2), 1.0, 1.25, 1.67,
2.0, 2.50 (x2), 3.33, 5.0, and 10 ms, using a total
relaxation period of 40 ms. All NMR spectra were
processed using NMRPipe *, in-house scripts and
analyzed with Sparky *. Global residue fits and model
analyses were performed by fitting 500 MHz and 800
MHz relaxation dispersion data to the full single-
quantum "N-CPMG equation *' using GraphPad Prism
5. NMR titration experiments were performed as
previously described 22, using the single-nucleotide
ligands 3°-UMP and 5°-AMP reconstituted in the NMR
buffer.

Molecular Dynamics Simulations. RNase A-ligand
complexes were modeled from the PDB structure
1U1B, using only the coordinates of chain A. The
ligands were modeled based on a related PDB
structure 1RCN. Residue 109 was computationally
mutated from alanine to glycine by removing the methyl
group to generate the mutant structure. Pre-processing
steps and simulations were performed using the
AMBER simulation package Simulations were
performed with AMBER ff98 force-field and SPC/E
water model. For system preparation, the protein-ligand
complex was solvated and the system was neutralized
through the addition of four CI- counterions. After the
pre-processing steps, the system was equilibrated
using the protocol described previously “. All
production runs were performed at 300K under NVE
(constant volume and energy) conditions. The WT and
mutant structures in complex with ligands were
simulated for 1 us for each system (after 50 ns of
additional  equilibration). AMBER’s GPU-enabled
pmemd simulation engine was used for equilibration
and production runs. Backbone (C.) and all-atom
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flexibility of simulation trajectories was determined from
the RMSF, computed by aggregating the magnitude of
displacement eigenmodes computed using the quasi-
harmonic analysis (QHA) in the ptraj analysis module in
AMBER. As described previously *, only the top 10
QHA modes were used in the analysis to focus on the
principal dynamics or long time-scale fluctuations in the
proteins.

Isothermal Titration Calorimetry (ITC). WT RNase A
and mutant A109G enzymes were prepared in 20 mM
MES, pH 6.4 at a concentration of 0.2 mM. Freshly
prepared 3'-UMP and 5°-AMP were reconstituted in the
same buffer at a concentration of 3 mM (15-fold higher
than the protein concentration). All experiments were
performed on a MicroCal MCS microcalorimeter (GE
Healthcare, Piscataway, NJ) at 25°C. A minimum of
three repeats was performed for each ligand/enzyme
combination. A total of 16 injections (2.5 yL each) were
used for the experiment, with a delay of 130 seconds
between each injection. Values for n, AH, AS and Kj4
were calculated by fitting AQ for each injection to a
sigmoidal curve in Origin 7.0 (OriginLab, Northampton,
MA) using a one-site model, as previously described *°.

Circular dichroism spectroscopy (CD). CD spectra
were recorded using a Jasco J-815 spectropolarimeter
equipped with a thermostated cell holder. Proteins were
reconstituted at a concentration of 50 yM in phosphate-
buffered saline solution (PBS, pH 7.4) in the mid-UV
(170-290 nm) in a quartz cuvette with 0.1-cm optical
path length. CD spectra were recorded at a scan speed
of 100 nm/min, a 2-nm bandwidth, and a response time
of 2 sec at a temperature of 25°C. The sample
compartment was purged with nitrogen, and spectra
were averaged over 5 scans. The contribution of the
solvent to the spectra was subtracted using the
Spectral Management software (Jasco).

Thermal Unfolding. CD measurements were made
with a Jasco J-815 spectropolarimeter (Jasco Analytical
Instruments) using a quartz cell with 0.1-cm optical path
lengths. Proteins were reconstituted at a concentration
of 50 pM in Phosphate-Buffered Saline (pH 7.4). The
ellipticity at 210 nm was measured at 2.5°C intervals,
with 5 seconds equilibration time, up to 80°C. The
denaturation temperature, T, corresponding to the
temperature by which half of the tertiary structure at a
specific wavelength (210 nm) is denatured, was
determined with Spectral Analysis (Jasco Analytical
Instruments).

Steady-state kinetics on yeast tRNA. The kinetics of
yeast tRNA (Sigma-Aldrich) cleavage was performed
by isothermal titration calorimetry (ITC) using the
continuous technique and according to the method
described by Todd & Gomez “°. Each assay was run by
injecting 1 mM ytRNA into 1 pM (WT) or 100 pM
(A109G) enzyme. Both enzymes and substrate were
solubilized in 20 mM MES buffer at pH 6.4. The assays
were run at 25°C for 5 minutes. The steady-state
kinetic parameters were calculated based on the



method described in ref. *, assuming an average

molecular weight of 28,100 for the tRNA *.
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3.5 Discussion

Dans cet article, nous avons tenté d'identifier le réle de l'alanine en position 109 chez la
RNase A, un résidu conservé a 100% chez I'humain. Ala109 se situe sur le brin B5, dans le
secteur V4, une région généralement associée a l'initiation de la chaine de repliement [161].
Nous démontrons que sa mutation pour une glycine cause un repositionnement du ligand 5'-
AMP. Dans l'unité cristalline, le groupement phosphate du ligand a principalement été observé
entre les sous-sites B, et B,, alors que la base faisait face au solvent. Bien que moins
fréquemment, nous avons aussi apercu le 5-AMP dans le sous-site B,. Toutefois, son
positionnement était non favorable a la liasion. Alternativement, le 3-UMP est demeuré a sa
position naturelle en B;. Ce résultat suppose donc que la protéine posséde un réseau
d'interactions, ou la perturbation d'un point affecte des secteurs distants du site muté. Ces
canaux d'interactions, auxquels fait référence la figure 1.4 du présent document, ont déja été
démontrés dans plusieurs systémes enzymatiques [64, 162-165]. Chez la RNase A, il a été
montré que I'histidine en position 48, un résidu situé sur le brin f1 dans le secteur V,, et situé a
une distance de 18 A du site actif, pouvait moduler la dynamique et affecter négativement
l'activité de I'enzyme. Un résultat similaire a été observé avec la création d'une chimére RNase
Aecp, ol la boucle 1 de la RNase A, située a plus de 20 A du site actif, a été remplacée par celle
d'ECP. Par spectroscopie RMN, la chimére RNase Agcp affiche un portrait considérablement
modifi¢ de sa dynamique, avec un taux de changement conformationel et une activité

fonctionnelle réduite. [64, 166].

Nous avons utilisé la spectroscopie RMN afin de caractériser ce réseau d'interactions
menant au changement de position du ligand 5-AMP. Par ®N-CPMG, le profil dynamique du
mutant dans sa forme libre est demeuré sensiblement le méme que celui du type sauvage,
montrant une concentration des résidus dynamiques dans deux régions distinctes. Alors que le
taux d'échange conformationnel (k,,) de la région 3 (correspondant aux brins B1/84/85 dans le
secteur V;) est demeuré sensiblement le méme, le k., de la boucle 4 (secteur V4) est passé de
1548 + 82 s & 3649 + 473 s” chez le mutant. Ce changement dans le taux d'échange
conformationnel est supporté par des résultats de simulation de dynamique moléculaire, qui
démontrent une valeur moyenne quadratique pondérée, ou RMSF ("Root Mean Square
Fluctuation"), plus importante dans la boucle 4. Ces résultats supportent le fait que la mutation
du résidu Ala109 pour une glycine a causé une déstabilisation de la boucle 4, la rendant du
méme coup plus flexible. Tout porte a croire que cette plus grande flexibilité empéche le ligand

5-AMP de se lier correctement a sa position naturelle en B,. Ce résultat s'accompagne d'une
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réduction dans la stabilité du mutant, passant de 64 a 61°C, compatibles avec les observations
mentionnées précédemment. Par ailleurs, les résultats structuraux démontrent que la liaison du
ligand 3'-UMP s'effectue normalement au sous-site B4, malgré une trés légére réduction de
I'affinité.

En enlevant un groupement méthyle, nous démontrons que Ala109 joue un rdle indirect
dans la catalyse. Par ®N-CPMG, il nous a été possible d'identifier un changement du taux
d'échange conformationnel dans la boucle 4, malgré un profil dynamique global sensiblement
inchangé. Cette étude montre qu'il existe une implication directe ou indirecte des mouvements
atomiques dans la fonction de la protéine. L'utilisation combinée de la spectroscopie RMN, de la
cristallographie et de la bio-informatique nous a permis de démontrer l'importance de Ala109

dans le dynamisme de la RNase A.

3.6 Résultats supplémentaires

3.6.1 Comparaison des structures native et mutée

Dans l'article présenté dans ce chapitre, les structures libres et liées de la RNase A et
de la RNase Aaioc Ont été visuellement comparées. Aucune différence significative n'a été
observée, bien que des variations sont visibles dans plusieurs boucles. Pour faire suite a cette
analyse, nous avons voulu faire une comparaison quantitative des structures avec l'outil bio-
informatique FATCAT [167]. L'application permet d'identifier les similarités et les différences
entre deux structures. Avec des RMSD de 0.6 A pour la forme libre, 'analyse FATCAT a révélé
que les deux structures étaient relativement similaires. Tel qu'observé visuellement, des
variations dans les boucles 1, 2 et 6 sont visibles, a en juger par I'apparition des couleurs rouge
et bleu sur la matrice représentant les distances atomiques (Figure 3.2A). Cette différence est
cependant beaucoup plus prononcée dans la boucle 1, une fois la protéine liée aux ligands
(Figures 3.2B-C). Malgré les variations observées dans quelques boucles, les structures

demeurent relativement similaires.
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Figure 3.2. Comparaison de la structure tridimensionnelle de la RNase A et du mutant RNase Aa1ogc.
L'analyse comparative a été faite avec Il'outil bio-informatique FATCAT [167]. La différence entre les
distances des deux structures est présentée sous forme de matrice entre les RNase A et RNase Aa109c dans
la forme (A) libre, dans la forme liée avec le ligand (B) 5-AMP (cocristal) ou (C) 3"-UMP. L1-7 montre le
positionnement des boucles sur la matrice.

3.6.2 Analyse structurale du mutant RNase Aao96

Nous avons montré, par comparaison des structures cristallines de la RNase A et du
mutant RNase Aa1gos, qu'elle n'était que peu affectée par la mutation. Ce résultat est également
supporté par la comparaison des spectres UV lointains (Figure 3.3A). Malgré un alignement
presque parfait des spectres UV lointains des deux protéines, la température de dénaturation
est passée de 64 a 61°C, une légére baisse en stabilité chez le mutant. La dénaturation a 80°C
(Figure 3.3B, bleu) des RNases A et Aaiosc montre une déstabilisation des feuillets béta (215
nm) et des hélices alpha (208 et 222 nm). On remarquera toutefois que le profil des spectres
entre les deux protéines une fois dénaturées differe légérement, un résultat qui supporte les
données préceédentes voulant que le résidu Ala109 joue un réle dans la stabilité de la protéine.
Une superposition des spectres de la protéine native (vert) avec la protéine renaturée (rouge)
montre que le repliement de la RNase A est presque complet, un résultat qui avait été démontré
précédemment [70]. En contrepartie, le mutant affiche une différence, principalement visible
entre 205 et 225 nm. Ce résultat va dans le méme sens que ce qui a été présenté dans l'article,
c'est-a-dire que Ala109 déstabilise la boucle 4, laquelle affecte le repositionnement du ligand au
sous-site B,.
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a 220 nm des spectres UV lointains des (B) RNases A et (C) RNase Aa1osc. Les spectres ont été acquis a 25°C
(vert), aprés dénaturation a 80°C (bleu), et aprés renaturation (rouge).
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4 ARTICLE NO. 3: CONSERVATION DE REGIONS
FLEXIBLES ENTRE HOMOLOGUES STRUCTURAUX ET

FONCTIONNELS

Titre: "Conservation of flexible residue clusters among structural and functional enzyme

homologues"

Auteurs: Gagné, D., Charest, L.A., Morin, S., Kovrigin, E.L. & Doucet N.

4.1 Présentation de I'article scientifique

L'importance de la flexibilité conformationnelle pour la catalyse enzymatique a été
démontrée dans plusieurs systémes enzymatiques [12, 63, 160, 168, 169]. On peux donc
penser que si ces mouvements atomiques sont essentielles a l'activité de la protéine, elles
seront conservées entre les membres d'une méme famille d'homologues structuraux de fonction
similaire. Malheureusement, encore peu d'études portent sur le sujet, comme en fait foi l'article
présenté au chapitre 2 du présent document. Nous avons donc entrepris une étude qui
compare deux membres de la famille des RNases, soit la RNase A et ECP. Malgré leur
similitude structurale, les deux protéines ne partagent que 30% d'homologie de séquence. Afin
de caractériser les mouvements atomiques, nous avons utilisé une combinaison de titrage RMN
et de '"N-CPMG. Les résultats obtenus supportent I'hypothése de conservation des
mouvements atomiques dans I'échelle de temps de la ys-ms, au méme titre que la séquence et

la structure.

Le manuscrit a été accepté le 1° novembre 2012 dans la revue "Journal of Biological
Chemistry" (facteur d'impact (2013) de 4.600), et une premiére version de l'article a été publiée
en ligne le 7 novembre 2012. L'article a été publié dans le numéro 53 du volume 287 de I'édition
du 28 décembre 2012, aux pages 44289-44300, sous le numéro d'accession doi:
10.1074/jbc.M112.394866. A ce jour, l'article a été cité 9 fois. La version formatée par I'éditeur

sous format PDF et publiée en ligne est présentée dans le présent document.
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4.2 Contribution des auteurs

Le travail expérimental a été réalisé par l'auteur principal (Donald Gagné), avec l'aide
technique de Laurie-Anne Charest. L'analyse et I'interprétation des résultats de '°N-CPMG et de
titrage RMN ont été faites par l'auteur principal (Donald Gagné). Sébastien Morin a effectué
I'analyse biocomputationnelle du "Model-Free" et participé a son interprétation. L'analyse de
type "Line Shape" et l'interprétation de ces résultats ont été réalisées par Pr Evgenii Kovrigin.
Le texte et les figures ont été écrits, préparés et édités par l'auteur principal (Donald Gagné),

sous la supervision de Pr Nicolas Doucet. Pr Nicolas Doucet a soumis le manuscrit a I'éditeur.

4.3 Résumé

L'ingénierie des protéines, c'est-a-dire le pouvoir de modifier une enzyme dans l'optique
d'améliorer ou de lui donner de nouvelles fonctions, s'avére d'un grand intérét avec des
applications commerciales, pharmaceutiques et industrielles. Toutefois, elle nécessite une
bonne compréhension du fonctionnement de I'enzyme. Méme si les scientifiques étudient le
comportement des enzymes depuis plusieurs décennies, nous réalisons encore aujourd'hui qu'il
nous manque des morceaux au casse-téte. Nous savons maintenant que les protéines sont des
entités flexibles, un modéle originalement présenté par Kosland en 1958 [3]. En utilisant
plusieurs systémes enzymatiques, il a été démontré que ces mouvements atomiques pouvaient
étre essentielles a la fonction et/ou au repliement de la protéine [11, 14, 63, 160, 162, 163, 169].
Des études théoriques ont postulé I'existence de régions de résidus dynamiques [143, 170].

Ces secteurs seraient conservés entre des homologues structuraux exergant la méme fonction.

Dans cet article, nous avons utilisé deux homologues structuraux de la famille des
RNases, soit la RNase A (Bos taurus) et ECP (Homo sapiens). Les deux enzymes partagent la
méme fonction de digérer I'ARN, malgré leur faible identité de séquence. La RNase A est l'une
des protéines les plus étudiées des 50 derniéres années. D'ailleurs, elle a donné son nom a la
famille, qui est composée de plus de 250 séquences complétes. ECP fait quant a elle partie
d'une famille de huit enzymes canoniques chez I'humain. En plus de dégrader I'ARN, d'autres
fonctions lui ont été attribuées: antibactérienne, helminthotoxique et cytotoxique [171]. Les
mouvements atomiques a I'échelle de temps de la ys-ms ont précédemment été décrites chez
la RNase A [12, 160]. Ces études ont permis d'identifier un groupe de résidus dynamiques

situés dans la région L1/B1/B4/B5 du secteur V,. La perturbation de ces résidus était corrélée
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avec une diminution de l'activité ribonucléolytique de la RNase A [64]. Par ailleurs, Cole et al.
[160] avait démontré que le taux d'échange conformationel (k.,) chez la RNase A était corrélé
avec le k.., un résultat qui pouvait suggérer une implication directe des mouvements

moléculaires durant la catalyse enzymatique.

En nous basant sur ces observations, nous voulions vérifier si les secteurs de résidus
dynamiques identifiés chez la RNase A étaient également conservés chez les homologues
structuraux de fonction similaire. Pour ce faire, nous avons utilisé une combinaison de titrage
RMN, de "N-CPMG, et de méthodes biophysiques afin de comparer les mouvements
atomiques présentes chez ECP et la RNase A. Les résultats démontrent que les mouvements
globaux dans l'ordre de la ps-ms sont conservées chez ECP. Bien que la dynamique globale ait
été préservée, nous avons observé un réarrangement des réseaux locaux de résidus
dynamiques. Par ailleurs, ECP montre une vitesse d'échange globale de ses régions
fonctionnelles inférieures a celle de la RNase A, résultat qui concorde avec son activité
catalytique réduite. Ce résultat est également supporté par la construction d'une chimeére de la
RNase A dans laquelle sa boucle 1 (dynamique) est remplacée par celle d'ECP (non-
dynamique). Cette chimére, RNase Agcp, présente des caractéristiques fonctionnelles et
dynamiques semblables a celles d’ECP, confirmant la possibilité d'utiliser Iingénierie

enzymatique dans le but de contrdler la dynamique et la fonction chez les enzymes.
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4.4 Article scientifique

Supplemental Material can be found at:
http://www.jbc.org/content/suppl/2012/11/07/M112.394866.DC1.html
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Background: It remains unclear whether structural homologues rely on similar concerted motions to promote enzyme

function.

Results: Ribonuclease homologues display similar, contiguous clustering motions that can be modulated by mutagenesis.
Conclusion: Conformational flexibility can be conserved between distant structural homologues.
Significance: Controlling dynamics to modulate function has broad implications in protein engineering and allosteric drug

design.

Conformational flexibility between structural ensembles is an
essential component of enzyme function. Although the broad
dynamical landscape of proteins is known to promote a number
of functional events on multiple time scales, it is yet unknown
whether structural and functional enzyme homologues rely on
the same concerted residue motions to perform their catalytic
function. It is hypothesized that networks of contiguous and
flexible residue motions occurring on the biologically relevant
millisecond time scale evolved to promote and/or preserve opti-
mal enzyme catalysis. In this study, we use a combination of
NMR relaxation dispersion, model-free analysis, and ligand
titration experiments to successfully capture and compare the
role of conformational flexibility between two structural homo-
logues of the pancreatic ribonuclease family: RNase A and eosin-
ophil cationic protein (or RNase 3). In addition to conserving the
same catalytic residues and structural fold, both homologues
show similar yet functionally distinct clusters of millisecond
dynamics, suggesting that conformational flexibility can be
conserved among analogous protein folds displaying low
sequence identity. Our work shows that the reduced confor-
mational flexibility of eosinophil cationic protein can be
dynamically and functionally reproduced in the RNase A
scaffold upon creation of a chimeric hybrid between the two
proteins. These results support the hypothesis that confor-
mational flexibility is partly required for catalytic function in
homologous enzyme folds, further highlighting the impor-
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tance of dynamic residue sectors in the structural organiza-
tion of proteins.

The role of sequence and structure in defining enzyme func-
tion is a broadly accepted biological dogma (1). However, struc-
ture-function analyses remain very limited in their ability to
predict and design new enzyme catalysts. Indeed, information
about sequence and structure remains largely insufficient in
providing a complete description of the intricate complexities
that govern protein folding and enzyme function. Despite
recent advancements in predicting folding mechanisms and
catalytic function (2, 3), current limitations partly stem from
our lack of understanding of the molecular mechanisms that
define protein behavior in space and time (i.e. as flexible and
dynamic macromolecules (4, 5)). Although classical computa-
tional design methodologies have typically considered proteins
as homogeneously static structures (5), overwhelming theoret-
ical and experimental evidence now advocates a more complex
view of their reaction cycle. Among a few other methodologies,
NMR relaxation experiments recently uncovered the existence
of functionally relevant, low populated conformational states
playing essential roles in the thermodynamics of ligand binding,
substrate discrimination, active-site reorganization, and prod-
uct release over the complete time course of an enzyme turn-
over (6-10). From an enzyme engineering perspective, design-
ing efficient biocatalysts requires the modulation of flexibility
events at the atomic scale to exert some control over enzyme
function, further validating the need for a better characteriza-
tion of the motional states found in natural enzymes, thus lead-
ing to a superior understanding of their precise role in catalysis
(4, 5). In many enzyme systems, conformational exchange has
been shown to correlate with the time scale of enzyme turnover,
suggesting that flexible networks of concerted residue motions
are an integral part of the structure-function relationship in
numerous protein architectures (7).

Theoretical studies have postulated the existence of func-
tionally relevant clusters of dynamic residues, which appear to
be conserved across evolutionary distant clans of enzyme
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superfamilies (11) and among members of the same enzyme
fold (12). Although these studies put forth compelling evidence
suggesting that enzyme function is at least partly controlled by
conformational exchange, the experimental validation of such
hypotheses remains largely unexplored. Although the role of
flexibility in enzyme function has been amply demonstrated on
a case-by-case basis (7, 9), it is yet unknown whether residue
motions on multiple time scales are evolutionary traits
conserved among structurally and functionally similar
homologues.

Having been studied for more than 50 years as a de facto
protein model for biochemical and biophysical analyses (13—
15), ribonucleases represent an excellent model system to
investigate the evolutionary and dynamic processes that regu-
late catalytic function among enzyme homologues. RNase A is
the founding member of the mammalian and vertebrate super-
family that bears its name, which comprises an extensive net-
work of functionally distinct enzymes sharing invariant struc-
tural and catalytic elements (16). These enzymes all catalyze the
transphosphorylation and subsequent hydrolysis of single-
stranded RNA molecules (Fig. 1), but they also carry broad
and yet relatively uncharacterized biological activities. Initial
sequencing of the human genome identified eight canonical
members of this family (RNases 1-8), all of which preserve the
same catalytic triad and display the analogous kidney-shaped
tertiary fold of RNase A (17). These structurally similar
enzymes catalyze such diversified activities as neurotoxicity,
angiogenesis, immunosuppressivity, or anti-pathogenicity
while still preserving varying degrees of ribonucleolytic activity.
Although they do not all degrade RNA with the same catalytic
efficiency, human ribonucleases require the strict conservation
of important catalytic residues to perform their non-catalytic
function (16). Interestingly, one of the few exceptions to this
rule is eosinophil cationic protein (ECP,? or RNase 3), a human
canonical member for which a functional active site is not
always required for biological function (18), much like in RNase
7 (19). ECP has been the subject of many studies over the past
few years, mainly because of its potential use as an antibiotic
and as a cytotoxic agent (20). Although its biological function
remains unclear, ECP has been shown to display antibacterial,
neurotoxic, helminthotoxic, antiviral, and cytotoxic activities,
some of them independent of its ribonucleolytic activity (18).

Short and long range concerted residue motions occurring
on the time scale of k_,, (~10"3s) have been shown to correlate
with substrate-to-product conversion and rearrangement in a
number of divergent enzyme systems and thus are postulated to
be essential for optimal enzyme function (6, 7). Motions on the
faster picosecond-to-nanosecond (ps-ns) time scale have also
been shown to be important in enzyme function, namely by
destabilizing the ground state and affecting the rates of barrier
crossing associated with chemical exchange (21). We and oth-
ers have shown that RNase A requires concerted millisecond
(ms) dynamics for efficient catalysis through motions involving

*The abbreviations used are: ECP, eosinophil cationic protein; ms, milli-
second; ps-ns, picosecond-to-nanosecond; us-ms, microsecond-to-
millisecond; HSQC, heteronuclear single-quantum coherence; CPMG,
Carr-Purcell-Meiboom-Gill.
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a distant loop (loop 1, residues 14—26) located more than 20 A
away from the reactive center (22). During turnover, the flexible
loop 1 propagates ms motions to the active site through a highly
conserved pair of hydrogen-bonded residues (His**-Thr®?),
which are located on the adjacent 81 and B4 strands (23). These
molecular motions are transmitted over a length scale of more
than 20 A from loop 1 to active site residues Thr** and Asp®?
(also located in B1 and p4), providing important pyrimidine
interactions with RNA ligands during catalysis (23, 24). As was
demonstrated by mutagenesis (22, 23, 25) and unnatural amino
acid modifications (24), this concerted dynamic network is
essential for optimal catalysis in RNase A, acting by modulating
the rate-limiting step of the reaction (product release).
Although the dynamically important residue pair His**-Thr®*
is 86% conserved in the mammalian and vertebrate ribonucle-
ase superfamily (23), ECP is one of only two human ribonu-
cleases lacking this important interaction, coinciding with a
steep decrease in ribonucleolytic activity (18).

Based on these observations, it is tempting to verify whether
evolutionarily conserved motional networks between homolo-
gous ribonucleases could partially account for their divergent
catalytic activities. In the present study, we aimed at validating
whether highly homologous structural and functional ribonu-
cleases catalyzing the same transphosphorylation reaction also
display conserved dynamic behaviors both on the fast ps-ns and
the slower microsecond-to-millisecond (us-ms) time scales.
We challenge this hypothesis by investigating the conforma-
tional exchange and the conservation of dynamic clusters
between ECP and RNase A, two structural homologues of the
ribonuclease superfamily. We used NMR relaxation dispersion,
model-free analysis, and titration experiments to show that
both enzymes display similar millisecond dynamic residue clus-
ters near their active sites, with relatively rigid and homogene-
ous backbone fluctuations on the ps-ns time frame. Interest-
ingly, although motional clusters are structurally conserved
between the two homologues, their respective global rates of
conformational exchange (k,,) vary significantly. As predicted
by the absence of the functionally dynamic His**-Thr®? residue
pair in ECP, this enzyme lacks the aforementioned loop
1-B1-B4 network of coupled residue motions previously shown
to be involved in the modulation of product release in RNase A.
Additionally, this functionally essential network can be elimi-
nated in RNase A by swapping loop 1 for that of ECP in the
RNase Arcp chimera (22).

Our current motional investigation demonstrates that both
ECP and a chimeric hybrid between RNase A and ECP (RNase
Agcp (22)) show very similar dynamic behaviors, further high-
lighting the possibility of using mutagenesis to control residue
flexibility and function through the dynamic conversion of one
enzyme (RNase A) into another (ECP). Finally, our conforma-
tional investigation of ECP confirms previous RNase A obser-
vations suggesting that this fold can be dynamically divided into
several independent regional flexible subdomains (or dynamic
clusters).

The current study represents one of the very few experimen-
tal validations of similar conformational exchange in structur-
ally related enzymes (26, 27) and the first to compare similar
mesophile homologues, confirming theoretical observations
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suggesting that specific motions can be evolutionarily con-
served within and among structurally similar protein folds. The
present work also demonstrates the importance of controlling
millisecond dynamics to modulate protein function, a central
concept with broad implications in protein engineering and
allosteric drug design (4, 5, 28, 29).

EXPERIMENTAL PROCEDURES

Cloning, Expression, and Purification—Escherichia coli
codon-optimized sequences of ECP and RNase A (GenScript)
were subcloned into Ndel/HindIII-digested expression vector
pET22b(+) (EMD Biosciences) and transformed into E. coli
BL21(DE3). '’N-Labeled samples were prepared by growing
E. coli BL21(DE3) in M9 minimal medium, and enzymes were
purified as described by Boix (18) (ECP) and Doucet et al. (22)
(RNase A). Protein concentration was determined using an
extinction coefficient of 17,460 M~ cm ™ (9,800 M~ ' cm ') for
ECP (18) (RNase A (30)).

Solution NMR Experiments—All NMR experiments were
recorded at 298 K on samples containing 0.2—0.7 mm '°N-la-
beled ECP in 15 mM sodium acetate, 10% “H,O, pH 5.0 or con-
taining 0.7 mm **N-labeled RNase A in 5 mm MES-NaOH, 7 mm
NaCl, 0.01% NaNj,, 10% *H,O, pH 6.4. NMR experiments were
carried out on Varian (Agilent) 500- and 800-MHz NMR spec-
trometers equipped with triple-resonance cold probes and
pulsed field gradients. Backbone resonance assignments for
apo-ECP were taken from the Biological Magnetic Resonance
Data Bank (entry 15757) and further confirmed with a "H-'°N
total correlation spectroscopy heteronuclear single-quantum
coherence (TOCSY-HSQC) experiment.

Relaxation Dispersion Experiments (us-ms Motions)—Back-
bone amide *N CPMG relaxation dispersion experiments were
acquired on apo and saturated enzyme complexes using pub-
lished sequences (31) and methods (22). Interleaved two-di-
mensional spectra were collected in a constant time manner
with 7., CPMG repetition delays of 0.625, 0.714 (X2), 1.0, 1.25,
1.67,2.0,2.50 (X2),3.33, 5.0, and 10 ms, using a total relaxation
period of 40 ms. All NMR spectra were processed using
NMRPipe (32) and in-house CPMG scripts and analyzed with
Sparky (33). Global residue fits and model analyses were per-
formed by fitting 500- and 800-MHz CPMG dispersion data to
the full single-quantum CPMG equation (34) using GraphPad
Prism 5.

Fast Time Scale Motions (ps-ns)—'°N-R,, **N-R, and steady
state heteronuclear NOE experiments were performed in an
interleaved fashion at 500 MHz, as described previously (35,
36). The R, experiments were performed with relaxation delays
of 10, 50, 100 (X2), 200, 350, 700, 1100, and 1400 ms. The R,
experiments were performed with relaxation delays of 10, 30, 50
(X2), 70,90, 110, and 130 ms. The motional parameters on the
faster ps-ns time scale were analyzed by fitting the NMR spin
relaxation rates to the model-free formalism (reviewed in Ref.
37), using the methodology for the dual optimization of the
model-free parameters and the global diffusion tensor pro-
posed by d’Auvergne (38) and implemented in the program
relax 2.1.0 (38, 39). The crystallographic structure of free ECP
was used as starting coordinates (PDB entry 1QMT), and
hydrogen atoms were added in DS Visualizer 3.5 (Accelrys).
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Values for the N chemical shift anisotropy and N-H bond
length were set at —172 ppm and 1.02 A, respectively. Model
selection for each residue and diffusion tensors was tested, opti-
mized, and selected using the Akaike information criterion as
described in the relax manual. Errors were obtained from 500
Monte Carlo simulations.

NMR Titration Experiments—Freshly prepared 3'-UMP and
5'-AMP ligands were dissolved in ECP or RNase A NMR buf-
fers. 'H-'°N sensitivity-enhanced HSQC experiments were
acquired at 800 MHz using spectral widths (points) of 1600 Hz
(256) and 7000 Hz (8192) in the ¢, and ¢, dimensions, respec-
tively. "H-""N HSQC spectra were collected for titration points
of ligand-enzyme ratios of 0, 0.174, 0.393, 0.691, 1.31, 2.71, 6,
and 12. The pH was maintained constant by the addition of 0.01
M HCI, when necessary.

NMR Line Shape Analysis—Analysis of NMR line shapes
originating from titrations of ECP with 3'-UMP and 5'-AMP
ligands was performed using the NMR line shape analysis mod-
ule of the Integrative Data Analysis Platform (40). The one-
dimensional data sets for fitting were obtained as slices through
the fast exchange peaks in 'H-'>N HSQC spectra using Sparky
(33) with a custom Python extension (41). The one-dimen-
sional NMR line shape was simulated using Bloch-McConnell
equations for a spin exchanging between two magnetic envi-
ronments as described earlier (42, 43). The line shapes were
optimized to fit the experimental data by varying the thermo-
dynamic equilibrium constant and the dissociation rate con-
stant as well as the frequency of the bound complex using the
Integrative Data Analysis Platform code implemented in
MATLAB (MathWorks). The S.E. values were estimated from
fitting of multiple line shape data sets generated with the addi-
tion of the Gaussian noise to the spectral intensities and solu-
tion concentrations. The uncertainty of the best-fit parameters
was determined by the boundaries enclosing 95% of all best-fit
results collected in the runs with Gaussian perturbations. The
Integrative Data Analysis Platform software is available upon
request from Evgenii L. Kovrigin.

RESULTS

Ligand Binding Interactions in ECP and RNase A—The
structural and functional binding differences between ECP and
RNase A were assessed by NMR titration experiments using the
3’-UMP and 5'-AMP ligands (Fig. 1, b and ¢). 3'-UMP and
5'-AMP are single nucleotide homologues of the end products
of the UpA dinucleotide RNA substrate, providing good struc-
tural assessments of the individual ribonuclease subsites
involved in substrate binding to the active site cavity in both
enzymes. Ligands were individually titrated in **N-labeled pro-
teins, and binding was followed by measuring chemical shift
variations observed in 'H-*N HSQC spectra until saturation
was reached. Affinities of 3'-UMP and 5’-AMP binding to ECP
were estimated using line shapes observed in the 'H-'>N HSQC
titration experiments (41-43). Observation of ligand binding
to the cognate sites in ECP was complicated by the apparent
secondary binding events observed in both titrations, probably
due to weak affinity of the nucleotides to a second nonspecific
site. To estimate affinity of the binding interaction with the
cognate site in the 3'-UMP data sets, we selected residues that
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FIGURE 1. Substrates and products of a ribonuclease reaction. a, schematic representation of a single-stranded RNA molecule binding to the active site of
ECP. Phosphate and base binding subsites for RNA substrates are defined as P, and B,, of which the P,_, and B, _, subsites are shown (18). The phosphodiester
bond scission occurs at the P, subsite (arrow) and is universally catalyzed by two strictly conserved histidine residues: His'® and His'® (ECP numbering). In ECP,
uracil is preferred over cytosine in the B, subsite (U > C), a preference that is reversed in RNase A (C > U). Adenosine is almost universally required at the B,
subsite. b, schematic representation of the uracil-3’-monophosphate ligand (3'-UMP). ¢, schematic representation of the adenosine-5’-monophosphate ligand

(5'-AMP).

only responded to the main binding event in ECP (i.e. Val'*

and Val'?’) (supplemental Fig. S1). The 5'-AMP binding has
much weaker contribution from the second binding process, so
residues demonstrating the most significant shifts were ana-
lyzed (His'®, Ala**®, and His'?®). Despite significant scatter of
the global dissociation rate constants obtained in the individual
fitting, the equilibrium dissociation constant (K,) was accu-
rately estimated in all cases (supplemental Fig. S1). Therefore,
global fitting to obtain K, within each group was performed on
ECP, resulting in dissociation constants of 340 * 30 um for
5'-AMP and 460 = 100 uM for 3'-UMP (Table 1).

In both enzymes, the 3'-UMP and 5’-AMP nucleotides pref-
erentially bind to the B, and B, subsites of the active site cavity,
respectively. This provided a unique opportunity to character-
ize distinct atomic interactions involved in ligand discrimina-
tion in both structural homologues (Fig. 2). A total of 12 resi-
dues showed significant (>0.1 ppm) '"H-'°N weighted average
chemical shift variations upon 3'-UMP binding to ECP, relative
to 17 residues in RNase A (Fig. 2, a and b). Although the chem-
ically affected residues are mostly located in the vicinity of the
B, subsite and are directly involved in binding and/or catalysis
in RNase A (e.g. His'?, Lys*, Thr*®, and His''®) (Fig. 2b), their
functional equivalents in ECP (His'?, Lys®, Thr*?, and His'?®)
do not show significant chemical shift perturbations upon
3'-UMP binding (Fig. 2a). If 3'-UMP does bind to the B1 subsite
of ECP as expected, this would illustrate that the high sequence
conservation of active site residues in the two homologues does
not translate into similar pyrimidine recognition, partly
accounting for the significantly reduced binding affinity of
3'-UMP in ECP (Table 1). Pyrimidine contacts with Thr*® and
Asp®? are required for optimal product release in RNase A (24).
However, no Asp®® equivalent can be found in ECP, and Thr**
(the Thr*® equivalent) is completely unaffected by 3'-UMP
binding. Additionally, residues displaying important chemical
shifts upon 3’-UMP binding are scattered throughout the ECP
structure, contrasting with the relatively bundled group of clus-
tering residues in RNase A (Fig. 2b).

Based on their motional behavior (see below) and secondary
structure elements (44), the two structural homologues were
divided into four distinct regional residue clusters encompass-
ing loop 4 (cluster 1), the B2 sheet (cluster 2), the B1 sheet and
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TABLE 1
Binding affinities of 3’-UMP and 5’-AMP to RNase A and ECP
Kd Kd
3'-UMP 5'-AMP
UM UM
RNase A 9.7 + 0.9 124.0 £ 0.9”
ECP 460 * 100° 340 = 30°

“ Taken from Ref. 65.
? Taken from Ref. 66.
¢ Estimated from NMR line shape analysis (see “Experimental Procedures”).

adjacent loop 1 (cluster 3), and loops 2 and 6 (cluster 4) (Fig. 3).
Interestingly, the contiguous residues displaying important
chemical shift variations upon pyrimidine binding to RNase A
(Thr*®, Phe®®, Thr®2, Thr'%®, GIn'°", all part of cluster 3) also
show important conformational exchange on the millisecond
time scale and are known to be involved in the propagation of
motions between loop 1 and the active site during turnover (22,
23). Coupled to the chemical shift differences induced by
3’-UMP binding, this observation strongly suggests that long
scale millisecond motions connecting the active site to loop 1
(cluster 3) are involved in the binding/release of pyrimidine
ligands in RNase A. Although long scale chemical shift varia-
tions are also observed in ECP upon pyrimidine binding (e.g.
residues GIn®®, Arg”®, and Arg”’, located 20.2, 18.0, and 14.7 A
away from the ligand, respectively), residues of cluster 3 in ECP
are not similarly responsive, and no contiguous residue net-
work is affected upon ligand binding to this enzyme (Fig. 2).
Additionally, residues of the ECP cluster 3 (1-sheet and adja-
cent loop 1) are almost completely devoid of significant chem-
ical shift perturbations upon 3’-UMP binding to the B, subsite,
suggesting that concerted long range interactions linking loop 1
to the active site are not functionally important in ECP.
Purine binding to the B, subsite also yields important chem-
ical shift differences between these two structural homologues.
Whereas the chemical environment of only 4 residues is signif-
icantly perturbed upon 5’-AMP binding to ECP, 14 residues are
affected when this ligand binds to RNase A (Fig. 2, cand d). The
magnitude in the '"H-"N weighted average chemical shift vari-
ations is also stronger in RNase A than ECP. Only the immedi-
ate vicinity of the B, subsite is chemically affected in presence of
5'-AMP in ECP, including the important catalytic residues
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FIGURE 2. "H-"°N chemical shift variations induced by 3'-UMP and 5’-AMP binding to ECP and RNase A. Weighted average chemical shift differences (A5)
for3'-UMP (aand b) and 5'-AMP (c and d) are mapped on the primary sequence of ECP (a and ) and RNase A (b and d). The 'H-""N weighted average composite
chemical shift differences (A8) were calculated between free and ligand-saturated enzymes according to the equation (67), A8 (ppm) = (A& + A8%\/25)/
2)'/2. The position of 3'-UMP and 5'-AMP (black sticks) is displayed on the three-dimensional structure of RNase A (PDB entry 100N) and is predicted on ECP (PDB
entry THTH) based on a structural overlay with RNase A. Black spheres represent residues with A8 > 0.1 ppm.
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FIGURE 3. Dynamic residue clusters in ECP and RNase A. The two ribonuclease homologues are divided into four distinct residue clusters covering the
following secondary structure elements (44): loop 4 (cluster 1, purple), B2-sheet (cluster 2, yellow), B1-sheet with adjacent loop 1 (cluster 3, orange), and loops
2 and 6 (cluster 4, green). The four color-coded clusters are highlighted on the three-dimensional structure of ECP (PDB entry TH1H) (a) and RNase A (PDB entry
TO0N) (b), with encompassed residues listed. The 3’-UMP ligand is shown in red. ¢, Expresso (68) sequence alignment of ECP and RNase A showing the position
of conserved residues and secondary structure elements forming the dynamic clusters. Sequence numbering is that of RNase A.
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His®* and His'?®. Whereas His'*® is required for the hydrolytic
step of the reaction, His®* (located in loop 4) directly interacts
with P, during turnover and is thought to act as the functional
equivalent to Lys® in RNase A (45). The most striking differ-
ences observed upon 5'-AMP binding to ECP and RNase A
occur for residues of clusters 1 and 2 (Fig. 3), more specifically
for residues in loop 4 (cluster 1). Although residues of loop 4
show considerable chemical shift variations upon 5'-AMP
binding to RNase A, only His®* is affected when this purine
binds to ECP. This loop faces the active site and acts as an arm
that holds the purine ligand in position (Fig. 2d). Interestingly,
loop 4 is the only dynamic cluster experiencing conformational
exchange in both the free forms of ECP and RNase A, albeit with
distinct conformational exchange rates (see below).

Fast Time Scale Analysis (ps-ns)—Although most proteins
interact and catalyze reactions on a time frame much slower
than nanoseconds, the kinetics and thermodynamics underly-
ing such larger conformational motions may rely on faster time
scale dynamics (21). In an effort to decipher the importance of
such fast motions in ECP and to compare them with the previ-
ously characterized ps-ns motions in RNase A (35), we fitted the
15N-R,, *®N-R, and heteronuclear NOE spin relaxation data to
the new approach for the dual optimization of the model-free
parameters and the global diffusion tensor proposed by
d’Auvergne and Gooley (38, 39). The spin relaxation behavior
of 112 of the 121 non-proline residues of ECP could be reliably
quantitated. Residues Phe*?, Arg*®, Asn®?, GIn®®, Asn”, Arg”®,
Phe”®, Cys®, and Leu' were removed from the analysis
because of low signal intensity and/or spectral overlapping
and/or because they were absent from the "H-'>N HSQC. The
average values of the relaxation rates are R, = 1.13 = 0.13s™!
and R, = 14.04 = 1.78 s ', and NOE = 0.478 * 0.71 (supple-
mental Fig. S2). Much like in RNase A, the ECP heteronuclear
NOE values at the N and C terminus of the protein are similar to
those in the rest of the protein. This was expected because of the
structural similarity in the protein architecture, which relies on
the N-terminal helix and C-terminal sheet packing for binding
and activity (35).

The model-free calculated order parameters (S?) are used to
characterize the amplitude of the internal motions of the
'H-'°N vector on the ps-ns time scale and thus provide a meas-
ure of atomic scale residue flexibility on this particular time
frame (46 —48). As a result, a completely unrestricted '"H-'>N
bond vector would show an S* value of 0, whereas a fully rigid
one would display an order parameter of 1. The generalized $*
parameters determined from model-free fitting are plotted as a
function of residue number in Fig. 4. The calculated order
parameters are relatively high and uniform across the sequence,
much like with RNase A (35). However, the average value of
§* = 0.740 = 0.052 indicates that ECP is a bit more flexible than
the very rigid RNase A on the ps-ns time scale, which displays
an average S* = 0.910 =+ 0.051 (35). Interestingly, the catalytic
residue Lys®® in ECP, which is strictly conserved among pan-
creatic RNases, displays one of the highest order parameters in
the protein (S* = 0.848 * 0.026), along with its very rigid neigh-
bor Asn®? (S? = 0.907 + 0.055). Lys*® is thought to be involved
in the stabilization of the excess negative charge on the phos-
phoryl oxygens in the transition state during RNA cleavage
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FIGURE 4. Model-free calculated S> and R,, parameters plotted on the
sequence of ECP. The generalized order parameters (S?) provide a measure
of atomic scale flexibility of the "H-'>N bond vector on the ps-ns time scale.
The predicted R, parameter accounts for contributions to R, that potentially
describe motions occurring on the slower us-ms time scale.

(15), which may require rigidity in ECP. On the contrary, the
two most flexible residues, Val”® (S* = 0.571 = 0.062) and Asp®*
(S* = 0.452 = 0.039), are at the beginning and the end of the 32
strand, respectively. Neither was shown to play any particular
role in enzyme function.

For a number of residues that do not fit to simple calculation
models, an R, exchange parameter is calculated to achieve an
adequate fit to the model-free analysis. This R, parameter
accounts for contributions to R, that potentially describe
motions occurring on the slower us-ms time scale (Fig. 4).
Much like with RNase A, a large number of residues throughout
the ECP sequence require the addition of this exchange contri-
bution (26 of the 112 residues analyzed), suggesting the exis-
tence of motions occurring on the slower us-ms time scale in
this enzyme. This observation is in line with our slow time scale
analysis of ECP performed by *°N CPMG (see below), most
notably for residues of loop 4 (cluster 1; Fig. 3), which display
some of the most important R, values in the protein (Fig. 4).
Interestingly, the highest R,  observed is for residue His®*
(R, = 4.22 * 1.53 s7"), the structural equivalent to Lys®® in
RNase A, which is also one of the most flexible residues of
RNase A on the millisecond time scale (Fig. 5c). Overall,
although ECP is a bit more flexible than RNase A on the ps-ns
time frame, both enzymes show relatively rigid and homogene-
ous backbone fluctuations on this particular time scale, in addi-
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Flexible Residue Clusters in Enzyme Homologues
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FIGURE 5. Conformational exchange is confined to four ind

pendent yet contiguous dynamic clusters in structural and functional ribonuclease

homologues. Conformational exchange was investigated in the apo forms of ECP, RNase A, and the chimeric hybrid RNase Agp, in which the RNase A loop 1
("*DSSTSAASSSNY?%, in red) was replaced by that of ECP ('”SLNPPR??, ECP numbering) (22). Catalytic time scale (ms) residue motions were probed using '°N
CPMG relaxation dispersion experiments at 500 and 800 MHz (298 K) for the apo forms of ECP (a), RNase A (b), and RNase A (c). Residues were considered for
further analysis only if the difference in measured R, (AR, (1/7.,)) values at fast (7, = 0.625 ms) and slow (7., = 10 ms) pulsing rates was greater than 2 s,
similar to previous reports (22, 35). Blue spheres represent residues displaying '*N CPMG dispersion with AR, (1/75,) > 25 ', Residues are highlighted on the
three-dimensional structure of ECP (PDB entry TH1H) (a) and RNase A (PDB entry 100N) (b and c). Representative relaxation dispersion curves (800 MHz, 298 K)
are shown for structurally equivalent positions of ECP (RNase A) found in cluster 1 (His®* (Lys®®) and Leu®® (GIn®®)), cluster 2 (Ala'"° (Ala"%°) and Asp'>° (Asp'2")),
and cluster 3 (Phe*® (Phe®) and His® (Asp®?)). Flexible residues experiencing 'H-'>N bond vector motions on the millisecond time scale display a relaxation
dispersion curve, whereas residues with no motion on this particular time frame display flat relaxation profiles. Swapping loop 1 of RNase A with that of ECP

converts the dynamic clusters of the former into those of the latter. RNase Agc data were taken from Ref. 22.

tion to similar flexible residue sectors on the millisecond time
scale (see below).

Conserved Networks of Flexible Millisecond Residue Clusters—
We investigated the apo and ligand-bound millisecond motions
experienced by both structural homologues using solution
NMR relaxation dispersion experiments (>N CPMG) (10). **N
CPMG experiments allow the characterization of an equilib-
rium exchange process experienced by the "H-'°N bond vector
by recording the transverse relaxation rate constant, R,, as a
function of 7,,, an interpulse delay in the CPMG pulse train
(49). >N CPMG experiments thus enable the detection of mil-
lisecond dynamics in proteins caused by internal conforma-
tional exchange, ligand binding, and/or the chemical reaction
(for reviews, see Refs. 9 and 50 —52). When R, values are plotted
as a function of 1/, the characteristic dispersion of R, values
reveals residues experiencing conformational exchange on the
millisecond time scale (Fig. 5). On the contrary, °N nuclear
spins that do not experience motions on this particular time
frame do not show any dispersion (flat line profiles). In addition
to this qualitative assessment, the fitted relaxation dispersion
curves can further be quantitatively analyzed to extract struc-
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tural information of the excited state (differences in chemical
shifts, Aw) as well as population dynamics (exchange rates (k.,)
and equilibrium populations (p,pg)) (see Ref. 49 and references
therein).

Our results demonstrate that ECP and RNase A reveal four
clusters of dynamic residues closely mapping the structural
clusters shown in Fig. 3. We also observed that conformational
exchange in these clusters is significantly different between the
two proteins (Fig. 5). In both homologues, similar contiguous
residues experiencing conformational exchange interact with
their structural neighbors to form bundles of cross-talking net-
works that transfer millisecond motions over structurally dis-
tinct clusters and subdomains of the protein. Although ECP
and RNase A display different catalytic activities and binding
properties, these two structural homologues nevertheless con-
strain millisecond dynamics to these four dynamic clusters
instead of displaying randomly scattered ms dynamics through-
out the protein structure. These localized dynamic clusters sug-
gest that conformational exchange may have evolved through
the formation of confined and contiguous networks of coupled
motions to support common function and/or that ms dynamics
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Flexible Residue Clusters in Enzyme Homologues

may play distinct roles in the biological function of these struc-
tural and functional homologues. This clustering of ms dynam-
ics into contiguous yet independent motional sectors may thus
serve as a point of comparison to analyze functional differences
between enzyme homologues.

A direct comparison of the dynamic clusters between RNase
A and ECP indicates that some residue clusters experiencing
conformational exchange in one protein homologue are almost
entirely silenced in the other. This can be observed for the core
residues of clusters 2 and 3. For instance, 12 residues of cluster
2 show considerable conformational exchange in ECP (Fig. 5a),
a region that is almost completely devoid of ms dynamics in
RNase A (Fig. 5¢). Simultaneous fitting of the all-time scale,
two-state Carver-Richards equation (34) to the spin relaxation
data obtained at 500 and 800 MHz for all ECP residues of clus-
ter 2 yielded a global exchange rate constant (k,,) of 728 = 104
s~ Inversely, although cluster 3 motions are entirely absent
from ECP, 11 nearly contiguous residues linking the active site
to loop 1 in RNase A show a global k., of 1,438 = 125! (Fig.
5¢). Cluster 1 is the only protein sector showing important con-
formational exchange in both structural homologues. Relax-
ation dispersion is observed for 5 and 6 residues of loop 4 in
RNase A and ECP, respectively. Whereas the global exchange
rate of loop 4 (k,, = 1548 = 825 ') parallels the product release
and catalytic rates in RNase A (k¢ = k), the global exchange
rate for loop 4 is more than 3 times slower in ECP (k,, = 504 *
44 s~ ") and appears to be unrelated to k_,, (18). Interestingly,
cluster 3 in RNase A encompasses the same long scale residues
experiencing chemical shift variations upon pyrimidine bind-
ing (Fig. 2b), in line with previous hypotheses linking motions of
this cluster to product release in RNase A (22-25). However,
efforts to correlate free and 3'-UMP- or 5'-AMP-bound *N
chemical shift variations (A8 ppm) with '°N chemical shift dif-
ferences between the major and the minor excited state
obtained from "N CPMG (Aw) remained inconclusive (supple-
mental Fig. S3). In an ideal case, i.e. when the excited state of the
enzyme corresponds to the product-bound form obtained by a
shift in the reaction equilibrium (in this case saturation with
3'-UMP or 5'-AMP product analogues), one should expect a
perfect linear correlation between the **N chemical shift differ-
ences of the NMR titrations (A8 ppm) and the Aw ppm
obtained from '*N CPMG. The absence of such linear correla-
tion implies additional perturbations caused by the arrival of
the ligands and/or implies that the conformational exchange
we observe by "N CPMG is unrelated to transitions between
free and product-bound states in both ECP and RNase A. The
observation of exchange at certain sites may be reflecting or
providing a measure of ground state destabilization that is
essential for catalysis but unrelated to the functional impor-
tance of the excited state in product release. The integrity of
such motional networks nevertheless remains critical for opti-
mal enzyme catalysis in both homologues, as was previously
demonstrated elsewhere (2225, 41) and in the present study
(see below).

The RNase Apcp Chimera; Translating RNase A Dynamics
into Those of ECP—Some of us have previously shown that clus-
ter 3 residues in RNase A propagate motions from loop 1 (res-
idues 14 —24) to B strands 1 and 4, both of them containing the
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important active site residues Thr*® and Asp®? involved in RNA
pyrimidine stabilization at the active site (22-25). These
motions correlate to those of the distant loop 1 and affect the
rate-limiting step of RNase A catalysis by limiting the rate of
product release. This was demonstrated by creating a chimeric
hybrid between RNase A and ECP in which loop 1 in the former
is replaced by loop 1 of the latter (generating the RNase Apcp
chimera), affecting both the millisecond dynamics and activity
of the enzyme (22). Not only is loop 1 conformationally
restrained and much shorter in ECP than in RNase A (6 resi-
dues in the former versus 12 in the latter); ECP also lacks the
important His**-Thr®? residue pair that we showed to be essen-
tial for the propagation of ms motions in this dynamic cluster
(23). As mentioned above, cluster 3 residues are completely
devoid of conformational exchange in ECP (Fig. 5a), highlight-
ing a different dynamic landscape in this protein.

Originally not apparent from the first chimera study (22), one
of the most impressive observations of the global dynamic com-
parison between ECP and RNase A is the motional similarity
between ECP and the swapped mutant of RNase A (RNase
Agcp; Fig. 5, a and b). Despite conserving 90% sequence identity
with RNase A, the RNase A, chimera almost perfectly mir-
rors the ms dynamics of ECP. Indeed, the conformational
exchange of cluster 3 residues is completely dampened in the
RNase Apcp hybrid. Conversely, millisecond dynamics are
acquired for contiguous residues in cluster 2 (Fig. 5b), a sector
that is almost completely devoid of ms motions in RNase A (Fig.
5c). Even a few residues of cluster 4 now experience conforma-
tional exchange in this chimeric hybrid, a protein cluster that is
otherwise very rigid in RNase A.

Consequently, replacing the distant loop 1 in RNase A not
only reduces ligand binding by 1 order of magnitude (22); it also
affects the entire conformational flexibility of the enzyme by
translating the dynamic landscape of WT RNase A into that
observed in WT ECP. These results demonstrate that mutagen-
esis can be used to selectively modulate conformational
exchange in proteins, a prerequisite to exert efficient control
over motional residue networks affecting function in protein
engineering and drug design applications (4, 5, 29).

Relationship between Ligand Binding and Internal Dynamics— To
clarify the effect of ligand binding on the collective dynamics of
each structural homologue, we also performed >N CPMG
experiments in the presence of saturating concentrations of
3'-UMP and 5'-AMP (Fig. 6). For both enzymes, ligand-bound
complexes show that conformational exchange is still segre-
gated to the same four clusters as those observed for the
unbound forms. Using relaxation dispersion measurements, it
may be possible to show how internal conformational equilib-
rium is shifted by the addition of a ligand. This “population
shift” (6) has been demonstrated in RNase A by comparing fre-
quency differences between major and minor dynamic states
between the free and ligand-bound enzyme (41). This analysis
requires very high quality relaxation data because the frequency
difference of exchanging conformers is most difficult to obtain
in the fast exchange regime (53). To attempt this analysis in
ECP, we performed global fittings of residues in each dynamic
individual cluster (1 and 2) such that k., and populations were
shared while the frequency difference was individual for each
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Flexible Residue Clusters in Enzyme Homologues

RNase A + 3-UM

RNase A + 5'-AMP

FIGURE 6. Conformational exchange induced by 3'-UMP and 5'-AMP binding to ECP and RNase A. Catalytic time scale (ms) residue dynamics were probed
using '°N CPMG relaxation dispersion experiments for 3'-UMP-bound (a and ¢) and 5'-AMP-bound (b and d) forms of ECP (a and b) and RNase A (c and d). Blue
spheres, residues showing '°N CPMG dispersion profiles with a AR, (1 /7e) >25" '; orange spheres, residues showing no conformational exchange relative to the
apo form (i.e. dampened ms dynamics upon ligand binding); green spheres, residues gaining conformational exchange (AR, (1/7.,) > 2's ") upon ligand
binding; gray spheres, assigned residues in the apo form that cannot be assigned in the ligand-bound form due to line broadening. Residues are highlighted
on the three-dimensional structure of ECP (PDB entry TH1H) and RNase A (PDB entry 100N). The 3'-UMP and 5'-AMP ligands are shown in red.

residue. The results were filtered on the basis of the coefficient
of determination (R*> > 0.9) to ensure that only good fits were
used in the analysis. Due to spectral overlap induced by ligand
binding and variable data quality, only residues Cys®*and Thr®”
(cluster 1) were available in the free and ligand-bound forms for
comparison. For Cys®?, we determined that the frequency dif-
ference between major and minor conformers was in the 95%
confidence interval of 320450 s~* for apo-ECP and 300 -530
s~ ! for the ECP-3’-UMP complex. For Thr®’, the correspond-
ing ranges for the same complexes were 180 -240 and 190 -290
s~ !, respectively. Similarity of the frequency differences
between conformations in the free and bound forms of ECP
may indicate that the same type of population shift is induced
by the ligand in ECP as the one observed in the earlier RNase A
report (41).

Our NMR results nevertheless point to significant motional
distinctions in the behavior of ECP and RNase A upon ligand
binding. The most striking effect is the gaining and dampening
of conformational exchange in the aforementioned motional
clusters regardless of the RNA ligand investigated. Indeed,
whereas 3'-UMP and 5'-AMP considerably rigidify the ECP
structure upon binding (Fig. 6, a and b), the opposite is true for
RNase A, for which an increase in the total amount of residues
displaying relaxation dispersion can be observed (Fig. 6, ¢ and
d). A total of 11 (8) and 14 (9) residues rigidify upon 3’-UMP
and 5'-AMP binding to ECP (RNase A), respectively (supple-
mental Figs. S4 and S5). However, the increase in conforma-
tional exchange upon ligand binding is considerably more pro-
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nounced in RNase A than ECP. This is particularly true for the
3'-UMP complex (Fig. 6¢), in which ligand binding induces
conformational exchange for all residues of a2 facing the
hydrophobic core of the enzyme (residues 25-34, cluster 4).
Globally, only 1 and 3 residues gain ms dynamics when 3'-UMP
and 5’-AMP bind to ECP, respectively. This number jumps to
12 and 8 residues when the same two ligands bind to RNase A.
The increase in RNase A ms dynamics upon ligand binding is
also supported by the disappearance of several 'H-'">N HSQC
backbone resonances due to line broadening in the hinge region
of cluster 3 (Fig. 6, ¢ and d, gray spheres). Overall, these obser-
vations are consistent with the previously suggested ligand-de-
pendent induction of hinge motions between the two B-sheets
(54), a distinctive feature of RNase A that is undetectable in
ECP.

The comparison between residues experiencing nitrogen
chemical shift variations and the effect they exert on conforma-
tional exchange upon ligand binding also yields interesting dis-
tinctions between ECP and RNase A (supplemental Figs. S4 and
S5). For instance, the strictly conserved catalytic lysine (Lys*' in
RNase A, Lys*® in ECP) is thought to be involved in the stabili-
zation of the excess negative charge on the phosphoryl oxygens
in the transition state during RNA cleavage (15). Surprisingly,
although the flexible Lys* in RNase A shows significant chem-
ical shift variations in the presence of 3'-UMP, Lys®® is not at all
affected by ligand binding and does not show any conforma-
tional exchange in ECP (supplemental Fig. S4). Although Lys*!
gains conformational exchange in the RNase A-nucleotide
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Flexible Residue Clusters in Enzyme Homologues

complex, this result is not observed in ECP. This different bind-
ing and dynamic behavior for such an important catalytic resi-
due may partly explain the important differences observed in
the catalytic rates of these two RNases (18), which is also sup-
ported by the restricted 'H-'°N bond vector of Lys®** on the
ps-ns time scale. Also, it is interesting to point out that Phe*®,
one of the most critical aromatic residues for RNase A stability
and folding (55-57), is flexible in both the apo and 3'-UMP-
bound forms of RNase A (supplemental Fig. S4). Although very
highly conserved in the RNase family and positioned in the
exact same orientation, no such flexibility is observed for Phe**
in ECP. These observations suggest that very similar functional
homologues may still use local dynamics for very different pur-
poses in defining function and stability.

DISCUSSION

Most of the work investigating the importance of conserved
functional dynamics among enzyme family homologues was
historically achieved through computational analyses. These
studies typically use coarse-grained models, such as normal
mode analysis, to infer catalytic time scale motional similarities
between protein folds (58). Generally, these studies also involve
the direct comparison of simulated data with crystallographi-
cally resolved and/or NMR-resolved enzymes in apo and
ligand-bound forms, inferring dynamic information through,
but not limited to, residual dipolar coupling measurements
and/or Debye-Waller factors (B-factors) (59). The latter pro-
vides a rough approximation of residue flexibility in protein
crystals, albeit with no clear definition of dynamic time scale.

Theoretical studies have delivered a breadth of relevant
information on slow time scale conservation of functionally rel-
evant motions in many enzyme families and protein folds,
including, but not limited to, the amino acid kinase family (59),
aspartate proteases (11), oxidoreductases, and peptidyl-prolyl
isomerases (12). Nonetheless, experimental validation of such
theoretical observations remains elusive, and very few experi-
mental studies have yet provided a clear portrait of catalytically
relevant dynamic conservation between structural and func-
tional protein homologues. The present work partly provides
such validation by showing that two members of the pancreat-
ic-like ribonuclease family sharing similar catalytic mecha-
nisms and protein folds also retain similar ps-ns dynamics and
conformational exchange on the ms time scale. The present
study also validates the existence of dynamic clusters, similar to
the evolutionary sectors of Ranganathan and co-workers (60,
61), which transcend the classical definition of primary, sec-
ondary, or tertiary protein architectures. We observe that mil-
lisecond dynamic clusters are sequestered into distinct protein
subdomains and, as previously suggested, appear to be struc-
turally encoded and “fine tuned” by the protein fold (Fig. 5) (60).
The dynamic subdomain (cluster 3) that transfers millisecond
motions essential to product release in RNase A is absent from
ECP. Despite having the same dynamic cluster architecture as
that of RNase A, experimental evidence illustrates that ECP is a
more conformationally restrained homologue on the ms time
scale.

Previous theoretical studies have suggested the existence of
collective motions in the pancreatic-like ribonuclease family
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using molecular dynamics simulations (62, 63). Until very
recently, such analyses remained confined to the very fast time
scales that can be probed by MD simulations (ps-ns), a time
frame that is still very far from enzyme turnover (ms). To over-
come such a barrier, Ramanathan and Agarwal (12) recently
used quasiharmonic analysis to model large scale conforma-
tional fluctuations occurring on slower time scales in this
enzyme family, providing the most complete theoretical com-
parison of slow dynamics between ribonuclease homologues so
far. Focusing on the motional comparison of three pancreatic-
like ribonuclease homologues from humans, bovines, and rats,
the authors show remarkable interspecies similarities in the
slow motions of surface loops and distal motifs in this enzyme
family, observations that transcend sequence identity. The
present investigation offers the first experimental validation of
the existence of such theoretical networks between two mem-
bers of the pancreatic ribonuclease family.

The conservation of clustering sectors of coevolving residues
among family members and functional homologues has been
suggested as a potentially important structural determinant
defining biological function in proteins. Ranganathan and co-
workers (60) have used statistical coupling analyses of sequence
alignments to argue that the classical hierarchy of primary, sec-
ondary, tertiary, and quaternary structures used to define pro-
tein architecture remains largely insufficient to explain the
three-dimensional cooperativity observed between coevolving
residues among protein homologues. Much like the confined
assemblies of dynamic residue clusters highlighted in the pres-
ent study, the investigators argue that non-random correlations
in the physical connectivity between coevolving groups of res-
idues in the three-dimensional structure of the S1A serine pro-
tease family underlie the biological function of its members, a
property they also observed in the PDZ, PAS, Src homology 2,
and Src homology 3 domain families (60). These groups of
coevolving residues, termed sectors (60, 61), show striking
physical connectivity in the three-dimensional structure of pro-
tein families while completely transcending classical subdivi-
sions of primary, secondary, or tertiary subdomain architec-
tures. These sectors, which show stark three-dimensional
similarity with the dynamic clusters observed in the present
work, are shown to be structurally independent and confined to
functional regions among the serine protease family, encom-
passing residues involved in binding or catalysis (60). Most
interestingly, Ranganathan and co-workers (61) also observe a
direct correlation between these coevolving sectors and the
networks of residues undergoing conformational fluctuations
associated with enzyme catalysis in dihydrofolate reductase.
Similar to the experimentally characterized clusters in the pres-
ent work, the authors show that dynamic motions associated
with catalysis in dihydrofolate reductase extend well beyond
the active site environment, dynamically connecting surface
sites on both ends of the enzyme through long range networks
of dynamic residues that cross-talk on the catalytic time scale
(61).

The present study, coupled to our previous demonstration
that RNase A relies on a 20-A communication link between the
active site and loop 1 for optimal catalysis (22—25), suggests that
the Ranganathan sectors of coevolving residues may represent a
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conserved mechanism to initiate allosteric regulation on pro-
tein surfaces (61, 64). We experimentally uncovered a similar
architecture between two homologues of the ribonuclease fold,
lending further support to the potential evolutionary conserva-
tion of motional networks defining function in protein families.
Systematic analysis of correlations between dynamics and func-
tion for important protein families is likely to provide novel
insights into the structure-function-flexibility relationship that
defines protein architectures. This knowledge is required for
successful de novo enzyme design (4, 5, 29) as well as for the
development of new allosteric drugs (28).
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Figure S1. NMR line shape analysis of ECP titrations with 3"-UMP and 5"-AMP.
The best-fit results for the ECP titrations with (a) 5'-AMP and (b) 3"-UMP are presented.
One-dimensional slices extracted from experimental "H-'>N HSQC spectra are shown
with circles (connected with straight lines to guide the eye). The best-fit of the two-state
binding mechanism is shown as a solid line. The bottom trace in all graphs corresponds to
the ligand-free ECP spectrum. The spectra from subsequent titration points are displaced
vertically for easier viewing corresponding to the ligand-to-protein molar ratios of 0,

0.18+0.02, 0.39+0.03, 0.69+0.05, 1.3120.09, 2.70.2, 6.0+0.4, 12.0+0.8, and 181.

S2

97

€102 ‘v Iudy uo ‘Aresqr obeaiy) 1e sioul)|| 0 Ausieaiun ye 610-og(-mmm wouy papeojumoq



0 10 20 30 40 50 60 70 80 90 100 110 120 130

o 125 e e b s e s ot e e L e e o
o LS R ot MR N UL N BB 2 e MR R AR TR
-08F E
[\4 F u|
041 3
0.0 bl bbbl o oo b oo oo d
B e ) L L M) L L M Lt Lt st el
= 30F E
= 20F E
~ 20 et e i o e+ E
x 108 . . . . . E
0.8 3
LIJOS;— b e Lot _;
S 04 3
0.2 3

0 10 20 30 40 50 60 70 80 9 100 110 120 130

Residue

Figure S2. R;, R, and steady state heteronuclear NOE relaxation parameters plotted
on the sequence of ECP. "N-R;, 'N-R, and steady state heteronuclear NOE
experiments were performed at in an interleaved fashion. The R, experiments were
performed with relaxation delays of 10, 50, 100 (x2), 200, 350, 700, 1100, and 1400 ms.
The R, experiments were performed with relaxation delays of 10, 30, 50 (x2), 70, 90,
110, and 130 ms. All NMR experiments were recorded at 500 MHz on a sample
containing 0.2 mM !5N-labelled ECP in 15 mM sodium acetate, 10% ZHQO, pH 5.0 at

298K.
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Figure S3. Comparison between the SN ASNMR titration, determined by the difference
in the chemical shift between the apo and ligand bound forms of ECP (RNase A),
and A®cpme, determined by the difference in the chemical shifts of the ground and
excited states of ECP (RNase A) extracted by "N-CPMG. The absence of a linear
correlation implies additional perturbations caused by the arrival of the ligands and/or
that the conformational exchange we observe by '*N-CPMG is unrelated to transitions

between free and product-bound states in both ECP and RNase A.
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Figure S4. Comparison between nitrogen chemical shift mapping and
conformational exchange induced by 3-UMP binding to ECP and RNase A. (A) N
chemical shift variations (Ad) compared to the conformational exchange behavior
induced by 3"-UMP binding to ECP. (B) N chemical shift variations (A8) compared to
the conformational exchange behavior induced by 3’-UMP binding to RNase A. Orange
boxes: residues with significant chemical shift variations that also experience dampened
conformational exchange upon 3’-UMP binding. Blue boxes: residues with significant
chemical shift variations that conserve a similar conformational exchange between the
apo and 3-UMP-bound enzyme. Green boxes: residues with significant chemical shift

variations that gain conformational exchange upon 3’-UMP binding.
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Figure S5. Comparison between nitrogen chemical shift mapping and
conformational exchange induced by 5-AMP binding to ECP and RNase A. (A) N
chemical shift variations (Ad) compared to the conformational exchange behavior
induced by 5"-AMP binding to ECP. (B) N chemical shift variations (A8) compared to
the conformational exchange behavior induced by 5’-AMP binding to RNase A. Orange
boxes: residues with significant chemical shift variations that also experience dampened
conformational exchange upon 5°-AMP binding. Blue boxes: residues with significant
chemical shift variations that conserve a similar conformational exchange between the
apo and 5'-AMP-bound enzyme. Green boxes: residues with significant chemical shift

variations that gain conformational exchange upon 5’-AMP binding.
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4.5 Discussion

Encore peu d'études portent sur la conservation de la flexibilité atomique chez les
membres d'une méme famille d'homologues structuraux de fonction similaire. La plupart des
études disponibles proviennent de simulations de dynamique moléculaire a des échelles de
temps plus rapides que celles correspondant a la catalyse enzymatique, ou encore de la
cristallographie. Dans cet article, nous avons utilisé le "’N-CPMG pour valider le modéle de
conservation de la dynamique chez des homologues structuraux. Les résultats démontrent que
les mouvements atomiques globales dans l'ordre de la ys-ms sont préservées entre la RNase A
et ECP, qui ne partagent pourtant que 30% d'homologie de séquence. De plus, I'étude nous a
aussi permis de valider la présence de régions dynamiques [172, 173]. De telles régions de
résidus dynamiques avaient été observées par Ranganathan ef al. chez d'autres systémes
enzymatiques en utilisant une méthode statistique d'évolution corrélée entre les acides aminés
[172]. Selon les auteurs, ces régions, encodées dans la forme tridimensionnelle de la protéine,
auraient une fonction distincte et seraient conservées entre les membres d'une méme famille de
protéines de fonctions identiques, mais de séquences divergentes. Dans cette étude, nous
avons observé la présence de mouvements atomiques dans la boucle 4 et ce, chez les deux
protéines. Des études de mutagenése dirigée ont démontré que la boucle réduisait I'affinité du
ligand pour la protéine, sans toutefois affecter I'activité enzymatique [91]. De fagon intéressante,
alors que la RNase A présente un réseau dynamique de résidus dans la région 3 correspondant
aux structures secondaires L1/B1/B4/85, ECP demeure rigide dans la région correspondante. A
l'inverse, la région 2 chez ECP se veut flexible, une région complétement rigide chez la RNase
A. Il est postulé que ces régions, qui sont encodées dans la structure, sont importantes pour

affiner la fonction de la protéine.

La préparation d'une chimére (RNase Agcp), ou la boucle 1 (située dans la région 3) de
la RNase A a été remplacée par celle d'ECP, nous a permis de démontrer qu'il était possible de
modifier le profil dynamique de la protéine. En procédant & une analyse dynamique par '°N-
CPMG, nous avons observé une réorganisation du profil dynamique, avec un déplacement de
la dynamique de la région 3 (L1/31/B4/B35) a la région 2 (32/33/B6/B7/a3). Nous démontrons qu'il
est possible de moduler la dynamique et d’influencer la fonction de la protéine par le
changement d'une boucle distante du site actif. La compréhension des mouvements atomiques

couplées a la fonction nous sera nécessaire pour le design de novo de protéines.
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4.6 Reésultats supplémentaires

Les données présentées dans l'article démontrent une conservation de la dynamique
globale a I'échelle de temps de la ys-ms entre ECP et la RNase A, une observation qui va dans
le méme sens que les résultats d'études précédentes qui ont été résumé dans l'article présenté
au chapitre 2 du présent document [78]. Nous avons montré que, malgré la présence de
mouvements globaux, nous observions des réseaux de résidus dynamiques distincts a chaque
protéine, similaire a ce qui avait été observé par Ranganathan avec d'autres systémes
enzymatiques [172]. La modulation de ces secteurs dynamiques affectait la fonction de la
protéine, ce qui pouvait suggérer que les mouvements jouent un role de premier plan dans la
fonction de la protéine. Bien que ces résultats soient intéressants, il n'en demeure pas moins
que le nombre limité d'homologues structuraux étudiés jusqu'a maintenant ne permet pas
d'obtenir un portrait complet. Dans les sections suivantes, nous présentons les résultats
d'autres RNases humaines en utilisant la méme approche scientifique que pour les articles

précédents.
4.6.1 Caractérisation biophysique de la RNase 4 humaine

4.6.1.1 Introduction

La RNase 4 fait partie des huit enzymes canoniques chez I'humain (Figure 4.1B). Sa
structure tridimensionnelle a été obtenue en 1999 [174]. Elle est I'enzyme la plus conservée
entre les especes, ce qui laisse penser qu'elle joue un rdle primordial chez les vertébrés [126].
Comme pour la RNase A et ECP, elle conserve les résidus catalytiques et fonctionnels, les
quatre ponts disulfures, de méme que la structure tridimensionnelle caractéristique des RNases
(Figure 4.1) [174]. Avec 119 acides aminés, elle est la plus petite des RNases humaines.
Comme pour I'angiogénine, la RNase 4 posséde un résidu pyroglutaminyle en N-terminal [126].
C'est aussi le seul membre de la famille des RNases a n'avoir aucun site de glycosylation. La
séquence contient une délétion de deux résidus entre les positions 74 et 75 et une extrémité C-
terminale tronquée. La RNase 4 posséde une activité catalytique plus élevée pour le UpA que
pour le CpA [93]. Il a été proposé que l'arginine en position 101 jouerait un réle similaire a celui
de la sérine 123 chez la RNase A, en favorisant la liaison de l'uracile [175, 176]. Toutefois,
d'autres études ont plutdt suggéré que le groupe libre du carboxyle en C-terminal pourrait

réduire la liaison de la cytosine [126].
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Figure 4.1. Conservation évolutive de la RNase 4 humaine. (A) Alignement de séquence de la RNase 4 par
Expresso avec les RNases canoniques 1-8 et la RNase A (Bos taurus). Les résultats ont été transférés dans
Boxshade pour une impression de meilleure qualité. Les résidus identiques sont représentés en noir. Les
résidus non conservés, mais similaires sont affichés en gris. La numérotation des résidus est basée sur la
séquence de la RNase 4 humaine. (B) Analyse phylogénétique des membres de la famille des RNases
humaines. L'arbre a été construit avec I'application en ligne PhyML [177], et en utilisant les séquences en
acides aminés des RNases. Le nombre (0,5) indique les substitutions nucléotidiques par site. (C)
Représentation de la conservation évolutive des résidus de la RNase 4 humaine. L'échelle de conservation
des résidus a été calculée avec I'application en ligne ConSurf [178], et ajoutée sur la structure
tridimensionnelle de la RNase 4 humaine (PDB 1RNF). La position prédite du ligand UpA (uridylyl-3°,5-
adenosine; cyan) a été déterminée par superposition de la structure PDB 1RPG sur la structure PDB 1RNF.

En utilisant I'expérience de '°N-CPMG, nous avons montré précédemment que deux
membres de la famille des RNases, soit la RNase A bovine et ECP humaine, présentaient des

mouvements atomiques a I'échelle de temps de la pys-ms [166]. Les secteurs dynamiques
pouvaient étre modulés par mutagenése dirigée, ce qui affectait I'activité de la protéine, et de
facto, laissait supposer que la flexibilité est importante pour I'activité de I'enzyme. Afin de valider
notre hypothése selon laquelle les mouvements atomiques a I'échelle de temps de la ps-ms
seraient conservés chez les membres d'une méme famille d'homologues structuraux de
fonctions similaires, nous avons reconduit I'expérience en utilisant la RNase 4 humaine. Les

résultats montrent que la RNase 4 conserve une flexibilité atomique globale, malgré des
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mouvements locaux distinctes. La présence de ligands rigidifie I'enzyme de fagon considérable,

un résultat qui diverge de ce qui a été observé chez les autres RNases.
4.6.1.2 Reésultats

Méme si sa structure a été identifiee depuis plus d'une décennie, peu d'études portent
sur la caractérisation biophysique de la RNase 4 humaine. En conséquence, la premiére étape
était d'identifier les résidus sur le spectre 'H-">°N-HSQC. Pour ce faire, nous avons conduit une
série d'expériences RMN, telle que décrite dans la section 1.5.6 du présent document. Les
résultats sont présentés dans l'article (Figure 4.2): Gagné D. & Doucet N. (2015) "Sequence-
specific backbone 'H, "*C, and "°N resonance assignments of human ribonuclease 4" Biomol
NMR Assign, 9(1):181-185 [179].
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Figure 4.2. Spectre 'H-"N-HSQC a deux dimensions de la RNase 4 humaine. Tous les acides aminés ont été
identifiés sur le pic correspondant par la lettre simple et le numéro du résidu dans la séquence. Le spectre a
été produit avec Sparky 3.115.

Dans le but de caractériser les mouvements atomiques de la RNase 4 humaine, les
expériences qui suivent ont été conduites sur I'enzyme libre et liée. Pour ce faire, nous avons
utilisé les deux mémes ligands que pour l'article décrit au chapitre 4, soit le 3'-UMP et le 5'-
AMP. Ces nucléotides simples représentent les plus petits produits de la réaction, et se fixent
respectivement aux sous-sites B et By, situés de part et d'autre du lien scissile (Figure 1.19A).
Nous avons aussi ajouté deux oligonucléotides (ADN simple brin), qui s'apparentent au substrat
(Figure 4.3).
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Figure 4.3. Représentation schématique d'analogues substrats et produits de la réaction d'une ribonucléase
utilisés pour les expériences de spectroscopie RMN. Les plus petits produits de la réaction sont représentés
par les ARN simples brins (A) 3’-UMP et (B) 5-AMP. Chez la RNase A, les 3'-UMP et 5-AMP se lient aux
sous-sites B et B, respectivement [73]. A I'opposé, les ADN simples brins (C) dATATA-3" et (D) dACACA-3"
représentent des analogues du substrat. Les structures chimiques ont été produites avec ChemDraw.

La liaison d'un ligand va induire un changement conformationnel. Afin de caractériser
cette transition, nous avons conduit des expériences de titrage RMN chez la RNase 4 avec
quatre ligands (Figure 4.4). Situés de part et d'autre de la cavité catalytique, les résidus situés
sur les brins B1 et B4 montrent les plus fortes variations de déplacements chimiques (Ad)
(Figure 4.4). L'importance du rdle joué par ces deux brins B est appuyée par un taux de
conservation élevée dans ces régions (Figure 4.1C). Toutefois, ce résultat différe de ce qui avait
été observé chez ECP, ou les résidus situés sur le brin 1 n'étaient pas ou peu affectés par la
présence du ligand. On note aussi la présence de plusieurs résidus situés sur I'hélice a1, une

région relativement bien conservée chez la RNase 4 humaine (Figure 4.1C). Tel qu'observé
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avec ECP et la RNase A, la lysine située a I'extrémité de la boucle 4 montre un Ad significatif en
présence de ligands. Il a été proposé que cette lysine interagissait avec le groupement
phosphate du ligand en Py [158]. Toutefois, chez les membres de la famille des RNases
humaines, Lys66 est remplacée par des équivalents chez EDN (Ser64) et ECP (His64), alors
que la RNase 5 ne posséde aucun substitut. Malgré que I'histidine posséde des caractéristiques
chimiques considérablement différentes d'une lysine, un Ad significatif est également observé
chez ECP (se référer a la figure 1.2 du présent article). Par ailleurs, des études ont démontré
que la mutation de la Lys66 réduisait par 3 fois I'activité ribonucléolytique de la RNase A [180].
Ces résultats appuient fortement I'nypothése que le résidu présent a cette position joue un réle

de premier plan dans la liaison du ligand.

Les résultats présentés dans l'article de la section 4.4 suggérent une conservation de la
flexibilité atomique globale a I'échelle de temps de la us-ms chez les homologues structuraux
partageant une fonction similaire. Toutefois, nous avons observé la présence de réseaux de
résidus dynamiques spécifiques a chaque protéine. En utilisant la méme approche, nous
voulions vérifier si la RNase 4 humaine répondait de maniere similaire. Pour ce faire, nous
avons conduit une série d'expériences ’N-CPMG sur I'enzyme libre et liée (Figure 4.5). Dans
sa forme libre, un total de 53 résidus (soit 46% du nombre total de résidus) ont montré des

mouvements avec un AR,(1/tcp) > 1.5s71.

Bien que les mouvements atomiques soient
répartis globalement, on notera la présence de deux secteurs avec des k., de 1595 + 164 s et
1528 + 218 s, et qui correspondent & la boucle 4 et & I'hélice a2 (et autour) de la RNase 4,
respectivement. Ce résultat peut suggérer que ces secteurs dynamiques agissent en corrélation
pour une fonction donnée de la protéine. Avec seulement 12, 14 et 2 résidus montrant un
AR,(1/tcp) > 155 en présence de 3-UMP, 5-AMP et dATATA respectivement, ces
données montrent une diminution de la flexibilité de la structure de la protéine (Figure 4.5). De
plus, on notera I'absence de secteurs de résidus dynamiques, tel qu'observé chez la forme
libre. De la méme maniére, le k., de ces résidus dynamiques varient considérablement, ce qui
peut laisser supposer que cette flexibilité atomiques: 1- n'est pas requise pour la fonction
catalytique de I'enzyme; 2- permet a I'enzyme de s'adapter au substrat (a la séquence), la

rendant ainsi plus catalytiquement plus efficace.
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Figure 4.4. Variation des déplacements chimiques (Ad) en 'H et "N de la RNase 4 humaine en présence de
ligands. (A) Le AS entre 0.0 et 0.1 ppm est représenté sous forme d'un gradient de couleur sur la structure
tridimensionnelle de la RNase 4 (PDB 1RNF). La position prédite des ligands (gris foncé) a été déterminée
par superposition des structures: 3'-UMP (PDB 100N), 5'-AMP (PDB 1Z6S), dACACA (PDBs 1Z6S & 1RNN) et
dATATA (PDBs 1Z6S & 100N). (B) Graphique montrant les A5 a 1:12 (ratio molaire) protéine:ligand par
structure secondaire, tel que décrit par Terzyan et al. [174], pour chacun des résidus de la RNase 4 en
présence de 3'-UMP (gris), de 5'-AMP (rouge), de dACACA (jaune) ou de dATATA (vert). Le Ad de chaque
résidu a été calculé entre la protéine apo et sa forme liée, en utilisant I'équation

1
AS(ppm) = [(A8% + A6%/25)/2] /2 [181]. L'emplacement de chacune des structures secondaires est indiqué
en rouge sur la structure tridimensionnelle de la RNase 4. Les images des structures tridimensionnelles ont
été préparées avec PyMOL.
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dATATA

Figure 4.5: Echange conformationnel a I'échelle de temps de la ps-ms chez la RNase 4 humaine. Le Ca des
résidus dynamiques avec un AR,(1/tcp) = 1.5s ! sont représentés par des sphéres sur la structure
tridimensionnelle de la RNase 4 (PDB 1RNF) dans sa forme libre ou liée. Les sphéres sont colorées selon
une échelle de couleur correspondant au taux d'échange conformationnel (k.,). Les chiffres indiquent le
numéro du résidu dans la séquence en acides aminés. La position prédite des ligands 3"-UMP (PDB 100N) et
5°-AMP (PDB 1Z6S) a été déterminée par la superposition des structures sur celle de la RNase 4 (PDB 1RNF).
Les structures tridimensionnelles ont été préparées avec PyMOL.

4.6.1.3 Discussion

La RNase A (Bos taurus) a servi de modéle pour un bon nombre d'études portant sur
différents champs d'applications [73]. Toutefois, les autres membres de la famille ont été jusqu'a
maintenant peu caractérisés. Nous avions précédemment montré qu'ECP, un membre de la
famille des RNases humaines, présentait des mouvements atomiques globaux a I'échelle de
temps de la ys-ms, un résultat similaire a ce qui avait été observé chez la RNase A [160, 166].
Malgré cette similitude, le taux d'échange conformationel variait considérablement, de maniére
cohérente avec l'efficacité catalytique. La présence de réseaux de résidus dynamiques
spécifiques a chaque protéine laisse supposer que chaque enzyme posséde un caractére
unique. Dans le but d'étendre notre étude a d'autres membres de la famille, nous avons

caractérisé la RNase 4 humaine.
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Les résultats montrent que la RNase 4 est dynamique a I'échelle de temps de la ps-ms.
Contrairement a ce qui avait été observé auparavant chez les RNase A et ECP, la flexibilité
s'étend sur toute la structure. Malgré la présence accrue de résidus dynamiques, la stabilité de
la protéine demeure similaire aux autres RNases [182]. La faible quantit¢é de données
cinétiques nous empéche malheureusement de déterminer si les mouvements atomiques
pourraient jouer un role dans la catalyse enzymatique. Des k.4, /Ky de 0.25 x 10° s'"M" et 1.7
x 10° s'M™" ont été publiées pour les RNase 4 et RNase A, avec uridyle(3'>5")adenosine
(UpA) comme substrat [183, 184]. En comparaison, des k,, de 1595 + 164 s et 1803 = 71 s™
ont été mesurés dans la boucle 4 chez les RNase 4 et RNase A, respectivement. Ces résultats
vont dans le méme sens que ce qui avait été observé auparavant, c'est-a-dire qu'il semble y
avoir une corrélation entre le taux d'échange conformationnel et I'efficacité catalytique. En effet,
plus le taux d'échange conformationel (k.,) est élevé, et plus I'enzyme est catalytiquement
efficace (k.qt/Ky)-

Dans le but de mieux comprendre I'effet de la liaison de ligands sur la dynamique, nous
avons répété l'expérience de "N-CPMG sur I'enzyme dans sa forme liée. Les données
montrent une rigidification de la structure a I'échelle de temps de la us-ms, un résultat qui avait
aussi été observé chez ECP [166]. L'absence de mouvements en présence de I'oligonucléotide
dATATA corréle avec sa faible affinité (K, >2 mM). Il a été suggéré que l'absence de
mouvements dans la région correspondant a l'intersection entre les deux secteurs V4 et V;
pourrait étre responsable de cette diminution d'affinité [145]. Malgré une réduction de la
flexibilité, les résidus dynamiques sont distribués a travers toute la surface de la protéine, et
présentent des taux d'échange conformationel variable. Cette variabilité en fonction du ligand
pourrait toutefois s'avérer un élément positif, en ce sens que cela pourrait signifier que lI'enzyme
est adaptable. Bien que les RNases semblent favoriser certaines séquences, il n'en demeure
pas moins qu'elles sont capables de s'ajuster a toutes les séquences en ARN. Toutefois,

I'efficacité catalytique, et fort probablement le k., varieront en conséquence.

En résumé, les résultats suggérent une conservation des mouvements atomiques a
I'échelle de temps de la pys-ms entre les homologues structuraux partageant une fonction
similaire, et ce, malgré une faible identité de séquence. Toutefois, des différences significatives
sont observées entre les homologues structuraux et fonctionnels, entre autre dans le taux
d'échange conformationel et dans la distribution locale des résidus dynamiques. Ces écarts
pourraient étre associées aux variations dans leur affinité aux ligands et/ou efficacité

catalytique. Afin d'apporter des clarifications, des études cinétiques devront étre entreprises.
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4.6.2 Comparaison biophysique d'EDN et d'ECP

4.6.2.1 Introduction

Dans cette étude, nous avons comparé les mouvements moléculaires de deux membres
de la famille des RNases humaines, soit ECP et EDN (Figure 4.6). Avec une similarité de
séquence en acides aminés de 67%, ces deux protéines ont réecemment évolué et partagent
plusieurs fonctions communes [97]. Malgré ces similarités, l'activité ribonucléolytique d'ECP est
de 50-100 plus faible que celle de son homologue [119]. De plus, les deux protéines affichent
une préférence marquée pour le poly(U) plutét que le poly(C), elles sont inactives envers le
poly(A) et I'ARN double brin, et elles montrent un pH catalytique optimal de 6.5-7.0 pour 'ARN
de transfert de levure [112, 113]. On notera un élément distinctif, soit la présence d'une sérine
(histidine) en position 64 chez EDN (ECP), plutét qu'une lysine (Lys66 chez la RNaseA) (Figure
4.6C). Il a éeté proposé que la Lys66 interagirait avec le groupement phosphate en Pq.
Précédemment, nos études ont d'ailleurs démontré que le résidu situé a cette position était
significativement affecté par la présence d'un ligand, lui conférant par le fait méme un réle
prédominant dans la liaison du substrat (se référer aux sections 4.4 et 4.6.1.2 du présent

document).

113



A L1 L2 L3

|
EDN 1 KWETNMTSQQN RCKNQNTFL
ECP B 1P POF TRIA QWF LG40 H I3 AN:33:1C ThiA M):Y: 1MURCKNQNTF L}
L4 L5 L6
I
EDN 51 PNMTSEKERRH GSQINTT C3JONISNCRYA[)
ECP 51 VARRNLLSN 0 S T R JHNREYL NIl (RER F RYAFALI (DA T NG AN RS (o) :3'4:\D
L7

EDN 101 T)|3gANM IlVACDNRD[)JRRD|ZP[(JYPVVPVHLD}ET
ECP 101 RYGRRIPIVILNSIBIPII-DIS|ARFGAAS AR : I T Thy

,_
N
-
N
-
'S

||—
(2]
r
~
o
w

| bz <
0.975 RNase7 o
0.217 ERNasea £ 100 | e
0.998 RNase6 ] il F* o |L6 o
0.088 RNase2 (EDN) g 75 K
RNase3 (ECP) [} |L4 T
s oos RNase1 E g
— 0.176 RNase5 T 50 =
RNase4 11| 1 } L2 -
25| ! =)
0.5 o il L1
0 1 9.3

[ [ [ [ |
0 25 50 75 100 125
EDN Residues

Figure 4.6: Homologie structurale entre EDN (Eosinophil-Derived Neurotoxin; RNase 2) et ECP (Eosinophil
Cationic Protein; RNase 3). (A) Alignement de séquences d'EDN et d'ECP. L'alignement a été réalisé par
ClustalW2 [185] et graphiquement édité avec BoxShade (http://embnet.vital-it.ch/software/BOX_form.html).
Les zones noires (grises) représentent les résidus identiques (similaires). (B) Superposition des structures
tridimensionnelles d'EDN (orange) et d'ECP (bleu). Les variations structurelles les plus importantes sont
visibles dans les boucles 1, 2, 6 et 7 (couleurs foncées). La position prédite des ligands 5'-AMP (cyan) et le
3'-UMP (magenta) a été ajoutée manuellement sur la structure par la superposition des PDB 1Z6S (5'-AMP) et
100N (3'-UMP). (C) Vue agrandie de la boucle 4 et de la position prédite des ligands dans le site actif. La
Ser64 (His64) est représentée sous la forme de batonnet pour EDN (ECP). (D) Arbre phylogénétique des huit
RNases canoniques chez I'humain. La reconstruction phylogénétique a été faite avec I'application en ligne
PhyML, en utilisant la méthode des distances génétiques. Les chiffres représentent le niveau de confiance
("Bootstrap") des regroupements. (E) Matrice de distance entre les structures tridimensionnelles d'EDN (PDB
1GQV) et d'ECP (PDB 1QMT), construites avec l'application en ligne FATCAT. La matrice de distance est
comprise entre 9.3 et -9.3 A.
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4.6.2.2 Résultats

Bien qu'EDN ait fait 'objet de nombreuses études fonctionnelles, aucun groupe n'a
encore étudié les mouvements atomiques de cet intrigant membre de la famille des RNases
humaines. En conséquence, la premiére étape de cette étude était d'attribuer les résidus sur le
spectre "H-"°N-HSQC de la protéine (Figure 4.7). Comme auparavant, nous avons conduit une
série d'expériences RMN permettant d'attribuer les résidus sur le spectre (se référer a la section
1.5.6 du présent document). Un total de 99.2% des résidus (excluant les prolines) ont été

attribués.

Afin de caractériser I'état de transition lors de la liaison de ligands, nous avons procédé
a des expériences de titrage RMN. Pour ce faire, nous avons utilisé les mémes nucléotides
simples et oligonucléotides que précédemment (Figure 4.3). A saturation, les résultats chez
EDN montrent une réponse importante dans la boucle 4, de méme que pour I'hélice a1 et le
brin 5 (en C-terminal), alors que la variation du déplacement chimique (Ad) est spécifique a
chaque ligand pour les brins g1 et p3 (Figure 4.8). Malgré plusieurs similitudes, les Ad sont
beaucoup moins prononcés chez ECP (Figure 4.9). Par ailleurs, on notera que le résidu en
position 64 est affecté par la liaison des ligands aux sous-sites B; et B, un résultat qui avait
également été observé chez d'autres RNases. |l est aussi intéressant de constater que la
direction du déplacement chimique (Figures 4.8B et 4.9B) varie selon le ligand, mais reste

similaire entre les résidus Ser64 (EDN) et His64 (ECP) pour un méme ligand.
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Figure 4.7. Spectre 'H-""N-HSQC a deux dimensions d'EDN. Tous les acides aminés ont été identifiés sur le
pic correspondant par la lettre simple et le numéro du résidu dans la séquence. (A) Vue compléte du spectre.
Pour une meilleure visibilité, la région du centre a été agrandie (B). Le spectre a été produit avec NMRView 8.
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Figure 4.8: Titrage RMN d'EDN en présence de ligands. (A) Variations des déplacements chimiques (A3) en
"H-"*N induites par la liaison de ligands. Le A5 de chaque résidu a été calculé entre la protéine apo et sa

1

forme liée, en utilisant I'équation A5(ppm) = [(A8% + A8%/25)/2] /2 [181]. L'intensité du A3 est représentée
par un gradient de couleur (du vert au rouge) pour chacun des résidus sur la structure tridimensionnelle
d'EDN (PDB 1GQV). La position prédite des ligands 5'-AMP (magenta) et le 3'-UMP (cyan) a été ajoutée
manuellement sur la structure par la superposition des PDB 1Z6S (5'-AMP) et 100N (3'-UMP). (B) Spectres en
'"H->N du A3 pour le résidu Ser64, situé sur la boucle 4. Les points représentent le ratio molaire
protéine:ligand: 0 (rouge), 0,174 (orange), 0,393 (jaune), 0,691 (vert), 1,31 (bleu), 2,71 (violet), 6 (magenta), 12
(cyan) et 18 (vert clair). Les fleches indiquent la direction du déplacement chimique avec I'augmentation de la
concentration des ligands.
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F|gure 4.9: Titrage RMN d'ECP en présence de ligands. (A) Variations des déplacements chimiques (A3) en
"H-"*N induites par la liaison de ligands. Le A5 de chaque résidu a été calculé entre la protéine apo et sa

forme liée, en utilisant I'équation AS(ppm) = [(A8% + A8%/25)/2] 2 [181]. L'intensité du A3 est représentée
par un gradient de couleur (du vert au rouge) pour chacun des résidus sur la structure tridimensionnelle
d'ECP (PDB 1QMT). La position prédite des ligands 5'-AMP (magenta) et le 3'-UMP (cyan) a été ajoutée
manuellement sur la structure par la superposition des PDB 1Z6S (5'-AMP) et 100N (3'-UMP). (B) Spectres en
'"H->N du A3 pour le résidu His64, situé sur la boucle 4. Les points représentent le ratio molaire
protéine:ligand: 0 (rouge), 0,174 (orange), 0,393 (jaune), 0,691 (vert), 1,31 (bleu), 2,71 (violet), 6 (magenta), 12
(cyan) et 18 (vert clair). Les fleches indiquent la direction du déplacement chimique avec I'augmentation de la
concentration des ligands.
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Jusqu'a présent, nous avons montré que la dynamique globale des membres de la
famille des RNases humaine était conservée a l'échelle de temps de la us-ms. Toutefois, la
présence de réseaux de résidus dynamiques spécifiques a chaque protéine démontre certaines
distinctions qui pourraient étre reliées a leur efficacité catalytique (qui varie de plusieurs ordres
de grandeur entre les difféerentes RNases), ou encore, a cause de la présence d'activité
biologique spécifique a certaines RNases. Il est important de noter que les enzymes analysées
jusqu'a présent sont évolutivement trés éloignées (Figure 1.21) et font partie de groupes
différents, selon la subdivision des membres établies par Goo et Cho [98]. Dans cette étude,
nous avons voulu savoir si des membres évolutivement rapprochés pourraient conserver non
seulement la dynamique globale, tel qu'observé chez ECP et la RNase A [166], mais aussi les
secteurs dynamiques. Par "N-CPMG, EDN et ECP montrent une dynamique globale et locale
relativement similaire, avec la présence de réseaux dynamiques visibles dans le secteur V4
(Figure 4.10). Un total de 10 (18) résidus montrent un R,(1/1¢p) = 1.5 57 1. Le taux d'échange
conformationnel (k,,) global calculé pour EDN (ECP) est de 1087 + 174 s (534 = 80 s™"). Ce
résultat va dans le méme sens que les études précédentes, qui démontraient qu'un k., plus
elevé corrélait avec une efficacité catalytique supérieure. On notera toutefois I'absence de
mouvements pour les résidus situés a I'extrémité de la boucle 4 chez EDN, malgré l'implication

de la Ser64 lors de la liaison des ligands.

Figure 4.10: Comparaison de I'échange conformationnel entre EDN et ECP dans leur forme libre. Les résidus
avec une courbe de dispersion de relaxation dont le AR,(1/7cp) = 1.55"! sont représentés par des sphéres
sur la structure tridimensionnelle (EDN: PDB 1GQV; ECP: PDB 1QMT). Les sphéres sont colorées selon une
échelle de couleur correspondant au taux d'échange conformationnel (k.,). Les protéines sont subdivisées
en deux secteurs, soit V; et Vy, tel que décrit dans I'article [78]. Les structures tridimensionnelles ont été
produites avec PyMOL.
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 ECP + 5-AMP

Figure 4.11: Comparaison de I'échange conformationnel entre EDN et ECP en présence des produits de la
réaction 5'-AMP et 3'-UMP, et de I'oligonucléotide dACACA. Les résidus avec une courbe de dispersion de
relaxation dont le AR,(1/1¢p) = 1.557! sont représentés par des sphéres sur la structure tridimensionnelle
(EDN: PDB 1GQV; ECP: PDB 1QMT). La position prédite des ligands 5'-AMP (magenta) et le 3'-UMP (cyan) a
été ajoutée manuellement sur la structure par la superposition des PDB 1Z6S (5'-AMP, magenta) et 100N (3'-
UMP, rose). Les sphéres sont colorées selon une échelle de couleur correspondant au taux d'échange
conformationnel (k.,). Les structures tridimensionnelles ont été produites avec PyMOL.

Alternativement, un total de 1 (9), 8 (10) et 5 (12) résidus montrent un R,(1/t¢cp) =
1.5 s~! chez EDN (ECP) en présence des ligands 5-AMP, 3"-UMP et dACACA, respectivement
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(Figure 4.11). De fagon générale, on remarquera que le profil des secteurs de résidus
dynamiques chez EDN varient considérablement entre les ligands. En contrepartie, les secteurs
dynamiques demeurent sensiblement identiques chez ECP, avec des réseaux de résidus
dynamiques dans le secteur V4, incluant la boucle 4 et les résidus des brins . Il en est de
méme pour le taux d'échange conformationel (k,, ) des résidus dynamiques chez EDN, qui varie
enormément d'un ligand a l'autre, comparativement a ce qui est observé chez ECP. Il est a

noter que la liaison de I'oligonucléotide dATATA conduit a la précipitation des deux protéines.
4.6.2.3 Discussion

Les récentes données expérimentales indiquent que plusieurs mouvements
moléculaires concertés qui se produisent sur I'échelle de temps de la réaction catalytique jouent
un réle important dans la promotion de la catalyse dans de nombreux systémes enzymatiques
[14, 163, 168, 186]. Toutefois, il est encore difficile de lier ces mouvements a I'événement
catalytique. A priori, il est permis de penser que si ces mouvements atomiques sont essentielles
a l'activité de la protéine, elles seront conservées chez des homologues structuraux ayant la
méme fonction, malgré une faible similarit¢é dans la séquence en acides aminés. Jusqu'a
présent, nous avons montré une conservation de la flexibilité a I'échelle de temps de la ps-ms
chez la RNase A, ECP et la RNase 4. Malgré cette conservation de la flexibilité globale, nous
avons observé des réseaux de résidus dynamiques distincts a chaque membre. De plus, les
protéines possedent des comportements particuliers en présence de ligands, démontrant le

caractére unique associé a chacune des enzymes.

Pour cette étude, nous voulions caractériser les mouvements atomiques de deux
membres qui ont recemment évolutivement divergé. Nous nous attendions a ce que les deux
membres présentent une dynamique locale relativement similaire. Comme prévu, nous
déemontrons qU'ECP et EDN, en plus de conserver les mouvements globaux, affichent un profil
dynamique similaire dans leur forme libre. En effet, méme si les deux protéines montrent une
efficacité catalytique trés différente, les résidus présentant des mouvements atomiques
significatifs sont confinés dans deux régions du secteur V4 (se référer a l'article présenté au
Chapitre 2 du présent document). La présence de telles régions avait d'ailleurs fait I'objet
d'études par le groupe de Ranganathan dans d'autres systémes enzymatiques [172]. En effet,
en utilisant une analyse statistique de corrélation de I'évolution entre les acides aminés pour les
membres d'une méme famille d'enzymes de fonction similaire, il a observé une évolution
corrélée de certains groupes de résidus. Ces "secteurs" pourraient étre associés a des

fonctions distinctes dans la protéine.
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En présence de I'oligonucléotide dACACA, qui mime la liaison du substrat, on observe
un changement dans la répartition des résidus. Malgré la réduction du nombre de résidus
dynamiques, les résultats suggérent une réorganisation conformationnelle favorisant la liaison
du ligand. Toutefois, I'absence de résidus dynamiques dans la région située entre les deux
secteurs pourrait défavoriser la liaison du substrat, un résultat qui avait été également observé
chez la RNase 4. Afin d'étudier le relachement du produit, nous avons lié les enzymes avec
deux oligonucléotides simples, soit 5'-AMP et 3-UMP. Bien qu'un réarrangement des résidus
soit visible chez EDN en présence du 3'-UMP, le changement le plus important se produit suite
a la liaison du 5°-AMP (Figure 4.11). Alors qu'ECP conserve les réseaux locaux de résidus
dynamiques, EDN devient complétement rigide. Cette réorganisation des réseaux de résidus
dynamiques en présence de différents ligands peut suggérer qu'lEDN est plus "adaptable"

qu'ECP, ce qui la rend catalytiquement plus efficace.

En bref, nous avons démontré une conservation des mouvements atomiques a I'échelle
de temps de la us-ms chez deux membres provenant de génes qui ont récemment divergé, soit
EDN et ECP. Contrairement a ce qui avait été observé chez la RNase A et la RNase 4, la
conservation se situe non seulement a I'échelle globale, mais aussi, par la présence de réseaux

de résidus dynamiques dans le secteur V.
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5 ARTICLE NO. 4: RESEAUX DE CORRELATIONS A
LONGUE DISTANCE DE DEPLACEMENTS CHIMIQUES
CONCERTES SUITE A LA LIAISON DE LIGANDS A

L'’ANGIOGENINE HUMAINE

Titre: "Network of long-range concerted chemical shift displacements upon ligand binding to

human angiogenin"

Auteurs: Gagné, D., Narayanan, C. & Doucet N.

5.1 Présentation de l'article scientifique

Les modéles de sélection conformationelle et d'ajustement induit dépendent de la
flexibilité de la protéine et des réarrangements structurels afin de permettre la liaison du
substrat. Par spectroscopie RMN, il est possible d'étudier ces changements conformationnels.
Dans cet article, nous avons utilisé les techniques de titrage RMN et de "*N-CPMG et les avons
appliquées a l'angiogénine. Cette protéine de 123 acides aminés, aussi appelée RNase 5, fait
partie de la grande famille des RNases humaines. Bien qu'elle ne partage que 32% d'homologie
de séquence avec la RNase A, I'angiogénine affiche une activité catalytique (kqq¢/Ky) 10° fois
inférieure a celle de son homologue structurel. En plus de digérer 'ARN, I'angiogénine a acquis
une fonction dans la régénération des vaisseaux sanguins. Alors que le "N-CPMG a montré
que les formes libre et liée de la protéine étaient rigides a I'échelle de temps de la ps-ms, nous
avons observé la présence de de déplacements chimiques coordonnés pour certains groupes
de résidus. En utilisant la méthode d'analyse CHESPA, nous avons été en mesure d'identifier
deux groupes de résidus: le premier groupe correspondant aux résidus 40-42, et le second

groupe correspondant au domaine V4 de I'angionénine.

Le manuscrit a été accepté le 25 novembre 2014 dans la revue "Protein Science"
(facteur d'impact (2013) de 2.861), et une premiere version de l'article a été publiée en ligne le
26 décembre 2014. L'article a été publié dans le numéro 4 du volume 24 de I'édition d'avril

2015, aux pages 525-533, sous le numéro d'accession doi: 10.1002/pro.2613. A ce jour, l'article
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a été cité 1 fois. La version formatée par I'éditeur sous format PDF et publiée en ligne est

présentée dans le présent document.

5.2 Contribution des auteurs

Le travail expérimental a été réalisé par 'auteur principal (Donald Gagné). L'analyse et
linterprétation des résultats de ’N-CPMG et titrage RMN ont été faites par l'auteur principal
(Donald Gagné). Chitra Narayanan a fait I'analyse CHESPA et participé a l'interprétation des
résultats associés a l'analyse. Le texte et les figures ont été écrits, préparés et édités par
I'auteur principal (Donald Gagné), sous la supervision de Pr Nicolas Doucet. Pr Nicolas Doucet

a soumis le manuscrit a I'éditeur.

5.3 Résumé

Kosland a été le premier a soumettre I'hypothése qu'une protéine pouvait subir un
changement conformationel d'ajustement induit pour lier le substrat [3]. Plus récemment, il a été
proposé que plusieurs conforméres de la protéine dans sa forme libre seraient présents en
solution. Selon un mécanisme de sélection conformationnelle, le substrat sélectionnerait alors la
conformation la plus favorable énergétiquement. Avec le dévelopement de techniques en
spectroscopie RMN et en bio-informatique, de nouvelles avancées sur notre compréhension du
mécanisme de reconnaissance du substrat ont pu étre faites. En effet, ces deux techniques
permettent d'identifier les conformeres faiblement peuplés et de haute énergie, en absence ou

en présence de substrats.

Au cours d'études précédentes (voir les Chapitres 2-4 de la présente thése), nous avons
démontré la présence de conforméres en solution chez plusieurs membres de la famille des
RNases. La présence de mouvements dans les formes libre et liée pouvait suggérer que les
protéines utilisent les mécanismes de sélection conformationelle et d'ajustement induit. Afin de
mieux comprendre les mécanismes qui régulent la catalyse enzymatique chez les membres de
la famille des RNases, nous avons poursuivi notre analyse avec l'angiogénine. L'angiogénine,
ou RNase 5, fait partie des huit RNases humaines ayant la fonction commune de digérer I'ARN.
Cette enzyme de 123 acides aminés, principalement connue pour sa fonction angiogénique,
conserve les principaux constituants des membres de la famille, soit une triade de résidus
directement impliqués dans la catalyse enzymatique, et une structure en forme de V.

Contrairement a ses homologues, elle ne posséde que 3 ponts disulfures, plutét que les 4 ponts
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habituels. Avec 32% d'homologie de séquence avec la RNase A, son activité catalytique s'avere
l'une des plus faibles dans la famille des RNases humaines, avec une efficacité (k.q:/Ky)

inférieure a celle de la RNase A d’un facteur 10° [187].

Par spectroscopie RMN, nous avons effectué des expériences de '’N-CPMG et de
titrage, combinées a une analyse de projection de type CHESPA, pour étudier le mécanisme de
reconnaissance des nucléotides chez l'angiogénine. Pour ce faire, nous avons utilisé deux
produits finaux de la réaction, soit 3"-UMP et 5-AMP. Ces deux ligands se fixent a des sous-
sites spécifiques, identifiés B, (3-UMP) et B, (5-AMP). Nous démontrons que la protéine, bien
que rigide a I'échelle de temps de la ps-ms, subit un changement conformationnel suite a la
liaison des ligands. Ce réarrangement structurel induit une réponse collective chez plusieurs
résidus. Cette réponse coordonnée de secteurs de résidus confirme la présence de réseaux

d'interaction liés a la fonction de la protéine.
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Abstract: Molecular recognition models of both induced fit and conformational selection rely on
coupled networks of flexible residues and/or structural rearrangements to promote protein func-
tion. While the atomic details of these motional events still remain elusive, members of the pancre-
atic ribonuclease superfamily were previously shown to depend on subtle conformational
heterogeneity for optimal catalytic function. Human angiogenin, a structural homologue of bovine
pancreatic RNase A, induces blood vessel formation and relies on a weak yet functionally manda-
tory ribonucleolytic activity to promote neovascularization. Here, we use the NMR chemical shift
projection analysis (CHESPA) to clarify the mechanism of ligand binding in human angiogenin, fur-
ther providing information on long-range intramolecular residue networks potentially involved in
the function of this enzyme. We identify two main clusters of residue networks displaying corre-
lated linear chemical shift trajectories upon binding of substrate fragments to the purine- and
pyrimidine-specific subsites of the catalytic cleft. A large correlated residue network clusters in the
region corresponding to the V; domain, a site generally associated with the angiogenic response
and structural stability of the enzyme. Another correlated network (residues 40-42) negatively
affects the catalytic activity but also increases the angiogenic activity. ">N-CPMG relaxation disper-
sion experiments could not reveal the existence of millisecond timescale conformational exchange
in this enzyme, a lack of flexibility supported by the very low-binding affinities and catalytic activity
of angiogenin. Altogether, the current report potentially highlights the existence of long-range
dynamic reorganization of the structure upon distinct subsite binding events in human angiogenin.

Keywords: allostery; Carr-Purcell-Meiboom-Gill; chemical shift projection analysis; NMR; protein
dynamics; relaxation dispersion; ribonuclease

Introduction

The hypothesis that proteins undergo conformational
changes to perform their function was first described in
the “induced fit” model of molecular recognition pro-
posed by Koshland in 1958.' In this model, slight reor-
ganization of the protein backbone and side chains are
required to promote binding, suggesting that proteins
adopt their functional state only after interacting with

Abbreviations:  5'-AMP, adenosine 5'-monophosphate;
CHESPA, NMR chemical shift projection analysis; '°N-CPMG,
5N-Carr-Purcell-Meiboom-Gill  relaxation  dispersion  experi-
ments; 3-UMP, uracil 3'-monophosphate; ECP, eosinophil
cationic protein; DHFR, dihydrofolate reductase.; RNase A,
bovine pancreatic ribonuclease A; HSQC, heteronuclear sin-
gle quantum coherence spectroscopy.
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their binding partner(s).? Recent advances in biocompu-
tational and NMR methodologies are providing new
insights into conformational diversity, challenging the
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assumption that molecular recognition automatically
proceeds through an induced fit mechanism. Computa-
tional and NMR methods provide information on
weakly populated, higher energy conformers sampled
by the free protein in the absence of ligand, revealing an
ensemble of conformations that pre-exist in solution.
The “conformational selection” model of molecular rec-
ognition postulates that binding selectivity will only
occur with the most favorable ensemble substate(s),
shifting the population toward the ligand-bound confor-
mation.?* While structural differences between the free
and bound forms of a protein do not provide information
on whether it follows an induced fit or conformational
selection pathway, both models have been validated for
numerous protein systems, including (but not limited
to) bovine pancreatic ribonuclease (RNase A),4 dihydro-
folate reductase (DHFR),”® and adenylate cyclase.”®

Recently, we showed that RNase A and eosinophil
cationic protein (ECP, or human RNase 3)—two struc-
tural homologues sharing a similar ribonucleolytic
function—experience analogous conformational fluctu-
ations in their free and bound states.” Our results
demonstrated that both enzymes pre-exist as multi-
ple, yet distinct conformational substates in the pres-
ence and absence of ligand. The occurrence of such
conformational ensembles may suggest that both
RNase A and ECP rely on conformational selection
and/or induced fit mechanisms to promote their ribo-
nucleolytic and/or other biological function. To
improve our understanding of the molecular recogni-
tion mechanisms governing the function of
pancreatic-like ribonucleases, we further extend our
analysis to human angiogenin (or RNase 5), a 123-
residue structural homologue first isolated in 1985
sharing 32% and 30% sequence identity with RNase
A and ECP, respectively. The three aforementioned
RNase structural homologues catalyze the same ribo-
nucleolytic reaction, but the activity of human angio-
genin is significantly weaker than that of its
counterparts, with a catalytic efficiency (kq/K,) 10°-
fold lower than that of RNase A.'! Interestingly,
angiogenin is the only pancreatic-like RNase to pro-
mote neovascularization, a biological activity that
requires a functional RNA-degrading activity cata-
lyzed by the enzyme.'>'?

The overarching goal of our approach is to investi-
gate whether enzymes sharing similar folds and func-
tion also rely on analogous dynamic behavior or
sample parallel conformational changes to execute
their function, effectively supporting the hypothesis
that flexibility is structurally and evolutionarily con-
served to preserve and/or promote function within pro-
tein families.!* In this study, we use the NMR
chemical shift projection analysis approach
(CHESPA)™ to characterize the global effects of molec-
ular recognition in human angiogenin upon binding of
fragment-based single-nucleotide analogues of a
simple dinucleotide (UpA) RNA hydrolysis reaction:

2 PROTEINSCIENCE.ORG

3-UMP and 5-AMP. Both analogues selectively bind
to two different subsites of the active site (the purine
B; and pyrimidine B, subsites, respectively'®), effec-
tively reporting on two distinct binding events. Since
the CHESPA approach is ideally suited for sensing
changes between the apo versus bound equilibrium in
the fast-exchange regime,' analyzing the binding
mode of two distinct subsite fragments may allow us
to gain some insight into the functional relevance of
long-range residue networks affected by and/or impli-
cated in ligand-binding events. This particular
approach allows us to deconvolute the individual
effects of B; and By subsite binding, information nor-
mally hidden from classical substrate analogue-
binding analyses. In other words, uncovering which
chemical shift resonances are correlated upon binding
of each individual “substrate fragment” (the product
analogues), may provide information on clustering res-
idues that are functionally important to stabilize bio-
logically relevant RNA ligands and/or to uncover
structural rearrangements and dynamic/allosteric sec-
tors linked to protein function.'®'” Our results show
that some residue networks display high levels of
chemical shift correlations in human angiogenin, sug-
gesting the existence of long-range concerted residue
rearrangements occurring during RNA ligand binding.

Results

Evolutionary conservation analysis

Sequence conservation profiles provide valuable infor-
mation on the structural and functional importance
of conserved positions in proteins. We performed a
ConSurf'® analysis to calculate the evolutionary con-
servation of angiogenin among vertebrate species
(Fig. 1). We observed two groups of highly conserved
residues, corresponding to the «3/B3/B6/37/L3 and
a3/B1/B4/L2/L5 regions, which form the V-shape of
the active-site cleft. Many of these residues are
directly involved in either binding of the substrate or
the catalytic reaction. A comparable conservation pro-
file was detected for RNase 4, a structural homologue
with similar ribonucleolytic function that shares 41%
amino acid sequence identity with angiogenin.'®
However, there are marked differences between the
two homologues, especially in the al and o2 helices,
which contain some of the essential components of
the binding cleft and residues of the folding initiation
site, respectively.?’ While sections of «l are very
highly conserved in RNase 4,'° this helix is signifi-
cantly variable among vertebrate angiogenin mem-
bers, suggesting functional differences in substrate
binding and/or distinct catalytic relevance between
these structural RNase homologues.

Comparison of "H-"°N chemical shifts in the
presence of ligands

Binding of a ligand alters the chemical environment
of the target protein. This change in the chemical

Concerted Chemical Shift Displacements in Angiogenin
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Figure 1. Evolutionary conservation of amino acid residues in human angiogenin. (A) Spheres and (B) cartoon representation of
the sequence conservation profile. Color-coded scores were determined using the ConSurf server.'® The conservation score is
defined as the evolutionary rate of the site relative to the average evolutionary rate across all sites.*® Site-specific rates are unit-
less. Three-dimensional structures were prepared with PyMOL using the Protein Data Bank (PDB) identification number 1ANG.
For clarity, the protein is shown in the same orientation in panels A and B. Secondary structure identification was based on the
published crystal structure of reference.®” In panel B, residues showing CHESPA-coordinated chemical shift displacements (cos

(0) = 1) are shown as spheres (refer to text and Fig. 4).

environment induces changes in the H-'°N-reso-
nance frequencies of the affected residues, detected
as a shift in the position of the peaks in a ‘H-°N
HSQC spectrum. Analysis of chemical shift changes
induced by ligand binding can provide insights into
the conformational changes associated with ligand
binding. Here, we performed titrations of angiogenin
with incremental concentrations, up to saturation, of
5-AMP [Fig. 2(A)] and 3'-UMP [Fig. 2(B)] to analyze
the chemical shift changes associated with the bind-
ing of the two ligands. Figure 2(C) shows the chemi-
cal shift differences (A3) between the 5-AMP- and
3/-UMP-bound forms of angiogenin. A rainbow color
scale and thicker cartoon (tube) structure are used
to identify A3 values with the largest variation (>
0.075 ppm) appearing in the orange-to-red end of
the spectrum [Fig. 2(C)]. A total of five (GInl2,
Tyrl4, Tyr25, Alal06, and GInll7) and 14 (Thr7,
Leul0, Cys39, His47, Gly48, Lys50, Argh5l, Ile53,
Asn61, Glu58, His65, Asn68, Thr79, and Thr97) resi-
dues showed A3 (ppm)>0.075 ppm for the 5-AMP-
and 3'-UMP-bound states, respectively. A majority of
these residues are located near the binding site of
each of the two ligands, consistent with crystal
structures of the two ligand-bound states in RNase
homologues [Fig. 2(C)l. We extracted the NMR-
calculated dissociation constant (Kgy) for each of the
above residues and subsequently averaged it.2%?? A
lower Kj value indicates a greater affinity of the res-
idues for their ligand. We obtained K4 values of 1.75
and 4.28 mM for the 5-AMP- and 3-UMP-bound
states, respectively. These values are significantly
higher than those observed for RNase A and ECP,
whose 5-AMP (3-UMP) K, values are 0.1 (0.01) mM
and 0.34 (0.46) mM, respectively.” Despite lower
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ligand affinity, NMR titrations show that nucleotide
binding to angiogenin is specific and that purine
versus pyrimidine subsite preference is preserved
(Fig. 2). The binding affinities are slightly better for
5-AMP than 3-UMP, similar to preferences
observed in RNase A and ECP. These weaker bind-
ing affinities (larger Kg) relative to other structural
homologues are consistent with the very low ribonu-
cleolytic activity of angiogenin.'! As previously pro-
posed, this lower catalytic activity may result from
steric clashes with GIn117, which interferes with
ligand binding in angiogenin, thus considerably
affecting the catalytic efficiency of the enzyme.?*

Coordinated behavior of chemical shifts upon
ligand binding

Displacement in the magnitude and direction of
NMR chemical shifts during ligand titration and/or
upon mutation can provide important insights into
structural and/or dynamic changes correlated with
ligand binding. A variety of approaches such as prin-
cipal component analysis (PCA), chemical shift pro-
jection analysis (CHESPA), chemical shift covariance
analysis (CHESCA), and coordinated chemical shifts
behavior (CONCISE)'>'%2427 have been developed
in recent years to analyze chemical shift changes
due to mutations and/or ligand binding. Here, we
used the CHESPA approach®®!® to uncover coordi-
nated chemical shift behaviors upon 5-AMP and 3'-
UMP binding to human angiogenin, providing
means to clarify the long-range and global effects of
molecular recognition in this enzyme [Fig. 3(A)]. A
total of 27 residues showing A3 >0.025 ppm in
either of the two ligand-bound states were selected
for further analysis. For each selected residue, the
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Figure 2. 'H-"SN chemical shift difference upon binding of
5'-AMP and 3'-UMP to human angiogenin. Bar graph
representing the weighted average chemical shift difference
(A3, in ppm) of the residues of angiogenin following the
binding to saturation of (A) 5-AMP and (B) 3'-UMP. A3
was calculated as a difference between the free and

bound forms of angiogenin according to the equation
AS(ppm) = ((Adn?+AdN2/25)/2)"/2.58 (C) A for each resi-
due is displayed using a rainbow color scale with a 0.0-0.1
ppm range, reported on the three-dimensional structure of
angiogenin (PDB 1ANG). Predicted positions of each ligand
(in dark gray) on the structure of angiogenin was performed
by overlapping the RNase A 5'-AMP (PDB 1Z6S) and 3'-UMP
(PDB 100N) complexes onto the corresponding three-
dimensional structure of free angiogenin.

corresponding 'H-'N peak for the enzyme in its
free form was mapped together with the 5-AMP-
and 3-UMP-bound peaks upon ligand saturation
[Figs. 3(B,C)I.

Our results show that the chemical shift dis-
placement of the ligand-bound states relative to the
free form is along the same direction (correlated) for
some residues (e.g., Ile53, Ile56, Gly62, and Val103),
while other residues show uncorrelated displace-
ments of the peaks corresponding to the two ligand-
bound states (e.g., Thr7, GIn12, Ile119, and Phe120).
To quantify the direction of the movement of the
chemical shift peaks, we calculated cos (), which
represents the angle between vectors A (3-UMP)
and B (5'-AMP) [Fig. 3(A)]. Residues with a cos (0) ~
1 show displacements along the same direction for
the two ligand-bound states. A total of 14 residues
showed correlated displacements (red color in Fig.
4), while the displacements for the remaining 13 res-
idues were uncorrelated (blue color in Fig. 4). Inter-
estingly, our results show that the majority of
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correlated residues are localized to the «3/83/B6/37/
L3 region, which corresponds to the V; domain of
pancreatic-like RNases.'*

To quantitate the chemical shift displacement
for the two ligand-bound states, we calculated the
fractional shift X, which corresponds to the projec-
tion of the shift induced by 5-AMP on the shift
induced by 3-UMP [Fig. 3(D)]. For the calculations,
a scaling factor of 0.2 was applied to the ’N-chemi-
cal shift, as described.’® X ~ 0 indicates that the
magnitude of the chemical shifts is identical for the
binding for both ligands. X > 0 corresponds to a
larger displacement of the chemical shift for 3'-UMP
relative to that of 5-AMP with both peaks moving
along the same direction, while X < 0 is indicative of
a displacement in opposite directions. Interestingly,
all 14 residues showing coordinated behavior also
have values of X > 0. This cluster of residues includ-
ing Ile53, Ile56, Gly62, Ser72, Ser74, and Vall03
have cos (0) ~ 1 and show a large value of X. This
strong collective response to the binding of the two
ligands indicates a network of residues activated by
ligand binding that could potentially modulate a
coordinated local structural rearrangement or a
dynamic/allosteric response linked to function in
human angiogenin.

Absence of conformational exchange on the
millisecond timescale

The above results suggest that angiogenin experien-
ces conformational rearrangements upon ligand
binding. Chemical shift analyses may report on
subtle structural changes occurring in the enzyme
upon ligand binding but do not necessarily provide
details on the existence of collective motions experi-
enced by residue networks undergoing conforma-
tional exchange in solution. To probe the
conformational dynamics of angiogenin, we per-
formed relaxation-compensated °N-CPMG experi-
ments on the free and 5-AMP-bound states of the
enzyme. '°N-CPMG experiments have previously
been used to explore the conformational flexibility of
RNases, effectively uncovering millisecond timescale
motions clustered into dynamic residue networks
essential to the ribonucleolytic function.®%28-32
Interestingly, our results indicate that angiogenin is
rigid in both free and bound states on the millisec-
ond timescale. The absence of conformational
exchange and the very low catalytic activity of
angiogenin correlates with previous observations
suggesting that flexibility on the millisecond time-
scale may be essential to proceed through some of
the steps of the reaction coordinates in this enzyme
family,*91428:30-33 Apgiogenin also displays a trun-
cated functional and dynamic loop found in other
highly active structural homologues (loop 4, residues
64-71 in RNase A).** If flexibility on the millisecond
time frame is a requirement for optimal catalytic
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activity in the fast-acting members of the
pancreatic-like RNase fold (e.g., RNase A), the
absence of catalytically relevant conformational
exchange sampled by °N-CPMG and the truncation
of a normally dynamic loop in angiogenin could be
expected, as the ribonucleolytic reaction catalyzed
by this enzyme proceeds on a much slower timescale
(seconds).'* We note that faster nanosecond time-
scale motions in the loop regions of angiogenin have
been reported previously.>®>3¢ These results suggest
that the enzyme experiences side chain rearrange-
ments on faster timescales, while the backbone
remains rigid on the slower millisecond timescale
detected by >N-CPMG.

5'-AMP
"H (ppm)
B 14 L L 124 L
T7 1119
1154 @ =] 125 @/ -
1164 v =] 126 .
127 T T
8.0 9.2 9.0 88 8.6
1
"TF20 .
- 118 p -

= 119 4 -

120 T T

6 L
'H (ppm)

1
122 (e] - 109 % 6 L
123-] \@ - 110 @@ L

T 12 . T m T T

s 78 16 14 72 80 78 76 74

=

1 1 1 1

=1 12

3 156 7 V103
121 - 113 \S
122-] @/ - 114 \ L
123 1 r 115 . 1
80 78 16 74 88 86 84 82

1
H (ppm)

D s

1.0

T 05

s,n.n

305

EX)

- FANLANXORSTANNOINLDNRNTIIOLMNCMOMOON
PR PEEME-S R R PR R R
Goaons © ©O0FSS=ry

10

©
§xe
s E
o< |
sn
w
FADNOOEOr WO D DN D
FOPNRBGSTIBEBE8ER
CoQWEnNxa~~""ZO0ITuon
Residues
Gagne et al.

Discussion

Conformational dynamics associated with ligand
binding to an enzyme can involve large-scale struc-
tural fluctuations occurring over timescales that
range from milliseconds to seconds (e.g., domain
motions), or through small-scale changes (e.g., side
chain) over shorter time frames, typically picosec-
onds to nanoseconds.?” The hypothesis that millisec-
ond motions are essential for the activity of enzymes
is supported by an increasing number of studies
that have reported this observation, a time frame
that correlates with k., in most enzymes.* 73847
RNase A has been shown to experience millisecond
motions that correlate with the k., of the ribonu-
cleolytic reaction, that is, motions of residue clusters
essential for product release.»%42839-33 The eyolu-
tionary conservation of these functionally relevant
motional networks in the RNase superfamily
remains elusive, but previous studies on ECP? and
preliminary observations with other RNases sug-
gests that the rate of conformational exchange on
the catalytic timescale decreases together with cata-
lytic activity. While this observation may be coinci-
dental, preliminary data suggest that the more
flexible RNase homologues—and those showing pre-
organized dynamic residue clusters on the millisec-
ond timescale—also appear to be the most catalyti-
cally active.”

In this study, we used *N-CPMG relaxation dis-
persion experiments to probe the conformational
dynamics of angiogenin on the millisecond timescale.
Our results suggest that human angiogenin is
largely rigid on this timescale, correlating with the
very weak catalytic activity reported for this

Figure 3. NMR chemical shift projection analysis (CHESPA)
approach describing independent and coordinated residue
variations upon 5'-AMP and 3’-UMP binding to human angio-
genin subsites. (A) Graphical representation of the CHESPA
approach described in reference 15. The 'H-°N position of
the peak is represented for the free (red) and bound forms
(5"-AMP in blue and 3'-UMP in green) of the enzyme. The
arrows indicate the movement of the 'H-"°N chemical shift
(length and direction) for each peak from its origin (in red) to
its saturated position (blue and red). Projection analysis of
eight selected residues responding in (B) independent or (C)
coordinated manner. (D) Direction cos (0) and magnitude
(fractional shift X) of the chemical shift perturbation of a sub-
set of residues of angiogenin upon binding to saturation of

-
the 5'-AMP and 3'-UMP. The cos (0) = % quantifies the

|

15|
angle between vectors A (3'-UMP) and B (5'-AMP) from its

initial position in the free form of the enzyme. The fractional
-

shift X= AE—B represents the fractional composite of vectors
B

A and B induced by the ligand-induced chemical shift
change. Bar graphs were prepared with GraphPad Prism.
Collectiveness was observed for residues with a cos (0) ~ 1,
as previously described.'®®
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QDNSRYTHFLTQHYDAKPQGRDDRYCESIMRRRGLTSPCKDINTFIH
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Figure 4. Projection analysis of human angiogenin in the free
and ligand-bound states. Only residues with a A3 >0.025
ppm were selected for the analysis. Residues showing coor-
dinated displacements (cos (0) ~ 1) are represented in red on
(A) the sequence (B) the three-dimensional structure of angio-
genin. Alternatively, residues with uncoordinated displace-
ments [cos (0) # 1] are shown in blue. The structure was
prepared with PyMOL using PDB 1ANG.

enzyme.''348  Contrary to homologous RNases,
angiogenin does not appear to rely on the same con-
formational exchange mechanism to promote its cat-
alytic and/or biological neovascularization function.
The enzyme could retain functionally relevant
motions on longer timescales, that is, beyond the
detection limit of the CPMG experiments. In addi-
tion to backbone rearrangements, binding of ligands
to angiogenin might also trigger side chain reorgan-
ization, which occurs on the faster nanosecond time-
NMR flexibility ~work®® and MD
simulations'*3® reporting on this faster nanosecond
timescale have highlighted the importance of breath-
ing motions between the V; and V,; domains in
angiogenin, similar to the hinge-bending motions
observed in RNase A.

Using the CHESPA approach'!® to probe the
effect of 3-UMP and 5-AMP binding relative to the
free form of angiogenin, we showed that a number
of residues exhibit chemical shift changes upon bind-
ing of two ligands at different subsites of the cata-
lytic cleft. While some residues showed correlated
displacements for the two distinct ligand-bound
states—suggesting coordinated network behavior—
chemical shift displacements for other residues were
uncorrelated, suggesting uncoordinated behavior
(Fig. 3). A mapping of these residues on the three-
dimensional structure of angiogenin shows a spatial
localization of residues displaying correlated dis-
placements (Fig. 4). We note that residues located in
or near the catalytic cleft, including the essential

scale.?®
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catalytic residue His12, do not show correlated dis-
placements. While the active-site residues display
uncorrelated chemical shift changes upon binding
the two ligands, clustering residues in the a3/B3/36/
B7/L3 regions show a correlated response to binding
(Fig. 4). Interestingly, these residues cluster in the
V: domain of pancreatic RNases,'* which shows
high evolutionary conservation among vertebrate
angiogenins [Figs. (1 and 4)]. A number of correlated
residues belong to the hydrophobic core of angioge-
nin (Ile53, 1le56, Ser72, and Val103) and are essen-
tial for the conformational stability of the enzyme.’
These results suggest that residues involved in
maintaining the structural stability show correlated
responses upon ligand binding, while the catalytic
residues are perturbed differently upon binding to
distinct ligands. Clustered residue networks could
thus be functionally retained to preserve allosteric
or structural reorganization movements essential for
the binding of several nucleic acid ligands recog-
nized by this protein fold,** while uncorrelated resi-
dues closer to the active site could offer finer
specificities adapted to the function of each RNase A
family member. We could also speculate that these
correlated residue networks in angiogenin could be
involved in neovascularization, a mechanism primar-
ily involving residues of the V; domain.*® This obser-
vation is supported by previous NMR structural
flexibility analyses on human and bovine angioge-
nins, where the human enzyme was noted to be
more flexible in some regions of the V; domain cor-
responding to a residue network presumably
involved in binding to an endothelial cell receptor.>®

A chimeric angiogenin protein was previously
synthesized, in which residues 58-70 were swapped
with the corresponding residues of RNase A. This
hybrid showed reduced angiogenic activity, together
with improved ribonucleolytic activity.*® Also, seg-
ment 38-41 (located in the V, domain) was shown to
decrease the pK, of Lys40, which contributed to
increasing the catalytic activity of the enzyme.”® It
is intriguing to note that our CHESPA analysis
shows that residues of these two clusters display a
collective response upon binding of two distinct
ligands to functionally different subsites of the cata-
lytic cleft. These results could suggest the existence
of at least two conformational substates (free and
bound) that respond synergistically toward a specific
protein function.

In summary, CHESPA
approach to demonstrate that networks of clustering
residues respond in a correlated fashion upon dis-
tinct subsite binding events in human angiogenin.
Many residues displaying this collective behavior
cluster in the V; domain and are known to be
involved in the hydrophobic core of the protein, sug-
gesting the existence of local unfolding events and/or
reorganization of the

we have wused the

dynamic structure upon
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distinct subsite binding events. Contrary to fast-
acting structural homologues experiencing collective
residue network reorganization on the millisecond
timescale upon ligand binding, conformational
exchange on this particular time frame was not
observed in human angiogenin. The lack of millisec-
ond dynamics is supported by the extremely low
binding affinities and catalytic activity of angioge-
nin, which requires several seconds to cleave a sin-
gle RNA molecule.'t The present study provides
further information on the intramolecular long-
range residue networks that may control the func-
tion of this enzyme. Further analyses will offer addi-
tional details on this functional mechanism in
angiogenin, in addition to providing insights into the
interplay between its catalytic activity and the
angiogenic response.

Materials and Methods

Evolutionary conservation of amino acid
positions

The evolutionary conservation of amino acid posi-
tions based on the phylogenetic relations between
homologous sequences was performed using the Con-
Surf Server (http://consurftest.tau.acjl/).18 Human
angiogenin was submitted to a Basic Local Align-
ment Search Tool (BLAST) and 150 homologous
sequences with a respective minimum and maxi-
mum conservation score of 35% and 95% were
selected. The sequences were aligned with MAFFT.>!
The conservation score was calculated by a Bayesian
method, and a JTT was used as a substitution
model. Evolutionarily conserved positions and
regions were visualized with PyMOL.

Cloning, expression, and purification

The sequence of angiogenin was acquired from UniProt
under accession number P03950. Residues 25-147 (123
amino acids) were codon-optimized for Escherichia coli
and subcloned into Ndel/HindIII-digested expression
vector pJexpress41l (DNA2.0, Menlo Park, CA). The
construct was transformed into E. coli BL21(DE3) and
selected using kanamycin. Human angiogenin was
expressed in M9 minimal medium for 6 hours at 37°C
and purified as previously described.®'® Protein concen-
tration was estimated using a theoretical extinction
coefficient of 11,835 M 'em !, as calculated by Prot-
Param (ExPASy).

SN-Carr-Purcell-Meiboom-Gill (CPMG) NMR
relaxation dispersion experiments

All NMR experiments were performed at 298 K on
samples containing 0.32 mM '®N-labelled angiogenin
(free or ligand-saturated forms) in 15 mM sodium
acetate at pH 5.0 supplemented with 10% DyO.
NMR experiments were carried out on Varian (Agi-
lent) 500 MHz (11.7 T) and 800 MHz (18.8 T) NMR
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spectrometers equipped with triple-resonance cold
probes and pulsed field gradients. Backbone
resonances were assigned using standard multidi-
mensional experiments.®? Interleaved
dimensional spectra were collected in a constant
time manner with t,, CPMG repetition delays of
0.625, 0.714 (x2), 1.0, 1.25, 1.67, 2.0, 2.50 (X2),
3.33, 5.0, and 10 ms, using a total relaxation period
of 40 milliseconds. All NMR spectra were processed
using NMRPipe,*® in-house CPMG scripts and ana-
lyzed with Sparky.®*

two-

NMR titration experiments

All NMR titration experiments were conducted in
15 mM sodium acetate at pH 5.0. The pH was care-
fully monitored throughout the experiments and
readjusted with Tris base or acetic acid, when neces-
sary. Ligands 3-UMP (Chemical Impex Intl Inc.,
Wood Dale, IL) and 5-AMP (BioBasic Inc., Mark-
ham, ON, Canada) were reconstituted in the same
buffer as the protein. 'H-'N sensitivity-enhanced
HSQC experiments were acquired at 800 MHz (18.8
T) using spectral widths (points) of 2025 and 8000 in
the ¢; and ¢, dimensions, respectively. Binding
kinetics was investigated by the titration of each
ligand with enzyme/ligand molar ratios of 0, 0.174,
0.393, 0.691, 1.31, 2.71, 6, 12, 18, 24, and 30. The
dissociation constant (K3) was extracted for each res-
idue with a A8 > 0.075 ppm and averaged.?"* For
each residue, a curve corresponding to the chemical
shift variation as a function of ligand concentration
was plotted. The Ky corresponds to the intercept on
the x-axis (ligand concentration) at 50% variation of
the chemical shift. The K, for all residues was aver-
aged to provide a global Ky value with error, as pre-
viously described.?®

NMR chemical shift projection analysis
(CHESPA)

The CHESPA analysis was carried out according to
the protocol described by Axe et al.’® A total of 27
residues showing a chemical shift variation
A3 >0.025 ppm with both ligands was selected for
further analysis. For each selected residue, the cos

)= éi and the fractional shift X = AHB
|A|B| Bp

were calculated according to Selvaratnam et al.'®

using the 'H and '°N coordinates of the peak in its
initial position (free enzyme) or at saturation upon
binding with 3-UMP (Vector A) and 5-AMP (Vec-
tor B). Bar graphs were prepared with GraphPad
Prism.
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5.5 Discussion

Les études chez la RNase A ont démontré la présence de mouvements atomiques a
I'échelle de temps de la ys-ms [160, 166]. Le taux d'échange conformationel mesuré par °N-
CPMG correspondait au k., de la réaction catalytique, un résultat qui laissait supposer que les
mouvements pouvaient étre nécessaires a la fonction de la protéine [160]. Cette hypothése était
supportée par un bon nombre d'études portant sur d'autres systéemes enzymatiques [10, 11, 14,
53, 58-60, 62, 188]. Ces résultats laissent supposer que si les mouvements sont importants a la
fonction de la protéine, elles seront conservées chez des protéines de structure et de fonction

similaires.

Par cristallographie et simulation de dynamique moléculaire, Merlino et al. avait montré
des changements conformationnels dans I'ordre de la nanoseconde chez I'angiogénine [189].
Les réarrangements structurels a cette échelle de temps sont en général associés avec la
rotation des chaines latérales, et peuvent étre impliqués dans la liaison du substrat. En nous
basant sur cette étude, nous avons voulu voir si l'angiogénine subissait également des
mouvements a l'échelle de temps de la us-ms. Pour ce faire, nous avons effectué des
expériences de "°N-CPMG en utilisant la méme séquence d'impulsions que dans nos études
précédentes (voir les chapitres 3 a 6). Nous avons observé que I'angiogénine est complétement
rigide a I'échelle de temps de la ps-ms. Ce résultat n'est peut-étre pas si surprenant, et corréle
avec la faible activité catalytique affichée par I'enzyme. En effet, nous avions précédemment
proposé que les RNases offrant la plus forte efficacité catalytique montraient aussi un k., élevé.
Ce résultat peut suggérer la présence de mouvements dynamiques a plus faible échelle de

temps, non mesurables par I'expérience de *N-CPMG.

Nous avons utilisé le CHESPA afin de quantifier ces mouvements (direction et
amplitude) reliés aux déplacements chimiques suite a la liaison de deux produits de la réaction,
3’-UMP et 5-AMP. Ainsi, nous montrons la présence de deux réseaux distincts de résidus ou
les déplacements chimiques sont coordonnés. Ce résultat est d'autant plus surprenant du fait
que ces déplacements coordonnés se produisent suite a la liaison de deux ligands se liant a
deux sous-sites distincts. Le premier réseau, situé dans le secteur V4, est composé de 14
résidus et inclut les structures secondaires a3/B3/B6/7/L3. Cette région a précédemment été
associée a la fonction de néovascularisation chez I'angiogénine [190]. En effet, une réduction
de l'activité angiogénique, combinée a une augmentation de [l'activité catalytique, a été

observée suite a la mutation des résidus 58-70, suggérant la présence d'interactions a longue
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distance. Plusieurs résidus faisant partie du noyau hydrophobe (lle53, lle56, Ser72 et Val103)
sont aussi présents dans cette région, qui pourrait également jouer un réle dans la stabilité de la
protéine [161]. En plus du secteur V4, le segment correspondant aux résidus 40-42 (secteur V)
a démontré une réaction coordonnée suite a la liaison des ligands. Ce secteur inclut la Lys40,
un résidu catalytique essentiel et qui a pour fonction de stabiliser I'état de transition [158]. La
mutation du segment 38-41 cause une réduction du pKa de la Lys40, contribuant a augmenter
l'activité catalytique [191]. Ces résultats pourraient suggérer la présence d'au moins deux états

conformationnels (libre et lié) qui répondent en synergie pour une fonction biologique donnée.
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6 CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES

Les enzymes sont des macromolécules qui jouent le role de catalyseurs biologiques.
Elles abaissent I'énergie d'activation et accélérent les réactions chimiques qui autrement
seraient trop longues. Etant "propres" pour I'environnement, elles s'avérent trés intéressantes
pour de nombreuses applications industrielles. Toutefois, leurs applications potentielles
nécessiteront qu'elles soient au préalable modifiées afin qu'elles répondent exactement aux
besoins donnés. Ces modifications sont encore complexes et souvent aléatoires,
principalement dd a notre manque de connaissance du mécanisme de fonctionnement de ces
enzymes. En effet, bien qu'elles soient étudiées depuis plus d'un siécle, nous réalisons qu'l
nous manque encore des informations pour bien comprendre leur fonctionnement. Daniel E.
Kosland a été le premier, en 1958, a proposer que les enzymes pouvaient subir des
changements conformationnels pour accomplir sa fonction [3]. Depuis plusieurs années, un bon
nombre de techniques permettant I'étude de la flexibilité atomique chez les protéines ont vu le
jour. Méme si nous n'en sommes encore qu'au début, le champ progresse trés rapidement.
Cependant, il demeure encore difficile de relier I'activité d'une enzyme avec les mouvements

moléculaires, bien qu'il y ait de plus en plus d'évidences en ce sens.

En partant du concept que la dynamique soit requise pour la catalyse enzymatique, il est
facile de conclure que la perturbation de ces mouvements atomiques affecterait I'activité de la
protéine. De maniére similaire, on pourrait émettre I'nypothése que ces mouvements seront
conservées entre des homologues structuraux partageant la méme fonction. Pour cette étude,
nous avons voulu tester ces hypothéses en utilisant les membres de la famille des RNases
humaines. Nous démontrons que la dynamique globale a I'échelle de temps de la us-ms est
conservée entre plusieurs homologues structuraux. Les résultats suggérent qu'un taux
d'échange conformationel (k,,) plus rapide coincide avec une activité catalytique plus élevée,
bien qu'un lien direct n'a pu étre établi. Nous avons observé que les résidus dynamiques, plutot
que d'étre étendus a l'ensemble de la structure, étaient confinés dans des secteurs, lesquels
étaient spécifiques a chaque enzyme. Ce concept de "secteurs dynamiques" supporte les
résultats du groupe de Ranganathan [172], qui avait prédit une évolution corrélée de secteurs
de résidus contigus chez la protéase a sérine S1A. Il avait proposé que ces secteurs puissent
répondre a une fonction spécifique de I'enzyme. Par la création d'une chimére (RNase Agcp),
nous avons modifié le profil de ces secteurs dynamiques et affecté la fonction de la protéine. De

maniére similaire, nous avons montré qu'une modification mineure, soit le retrait d'un
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groupement méthyle, pouvait perturber la flexibilité de la protéine et créer un repositionnement
du ligand. Ces deux mutants appuient I'hypothése voulant que la dynamique soit importante
pour la fonction de la protéine. Bien que ces mouvements atomiques soient conservés entre les
homologues structuraux de fonctions similaires, des distinctions particulieres sont visibles chez
les protéines qui ont évolué il y a trés longtemps. C'est le cas de le RNase A et d’ECP, qui
présentent des secteurs dynamiques distincts, malgré la présence de mouvements globaux a
I'échelle de temps de la us-ms chez les deux protéines. La caractérisation d’'EDN et d’ECP
humaine permet d'appuyer ce résultat, puisque les deux enzymes, qui sont le produit d'une

duplication récente du géne, donnent des profils relativement semblables a I'état libre.

Nos études comparatives de dynamique moléculaire chez les membres d'une méme
famille d'homologues structuraux accomplissant des fonctions similaires sont novatrices. En
combinant plusieurs approches, telles que la spectroscopie RMN, la biologie moléculaire et la
bio-informatique, nous avons été en mesure de répondre aux objectifs cités a la section 1.6.2
du présent document. Ces études constituent en quelque sorte la base pour de nouvelles
recherches qui nous permettront d'améliorer notre compréhension du réle biologique des
RNases, mais aussi de celui des enzymes en général. Cette compréhension des mécanismes
catalytiques est essentielle pour le développement de nouvelles enzymes qui pourront avoir un

impact considérable sur notre quotidien.
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