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Liste des abréviations 
 
 
AC Adénylate cyclase 
AD Maladie d’Alzheimer (« Alzeimer disease ») 
AK Adénylate kinase 
AThDP Adénosine thiamine diphosphate 
AThTP Adénosine thiamine triphosphate 
cPPPi Trimétaphosphate cyclique 
DMEM Milieu Eagle modifié par Dulbecco (« Dulbecco’s Modified Eagle 
Medium) 
DMSO Diméthylsulfoxyde 
dNTP Désoxyribonucléotide triphosphate 
EDTA Acide éthylène diamine tétraacétique 
FBS Sérum fœtal bovin (« Fetal Bovine Serum ») 
Gp4 Guanosine 5’-tétraphosphate 
GST Glutathion-S-transférase 
HEPES Acide n-[2-hydroxyéthyl]piperazine-N’-[2-éthane] sulfonique 
HPLC Chromatographie liquide à haute performance (« High Performance 
Liquid Chromatography ») 
IPTG Isopropyl-!-D-thiogalactopyranoside 
kDa kiloDalton 
LB Luria-Bertani 
MOPS Acide 3-[N-morpholino] propane sulfonique 
MS Spectrométrie de Masse (« Mass Spectrometry ») 
NTP Nucléoside triphosphate 
OGDH Oxoglutarate déshydrogénase 
P4 Tétraphosphate inorganique 
PDH Pyruvate déshydrogénase 
Pi Phosphate inorganique 
PolyP Polyphosphate inorganique 
PPPase Triphosphatase inorganique 
PPPi Triphosphate inorganique 
SDS Dodécylsulfate de sodium 
SDS-Page Electrophorèse sur gel de polyacrylamide dénaturant 
TCA Acide trichloroacétique 
TD Déficience en thiamine (« Thiamine Deficiency ») 
TEV Protéase Protéase du virus de la mosaîque du tabac (« Tobacco Etch Virus  
Protease») 
ThDP Diphosphate de thiamine 
ThMP Monophosphate de thiamine 
ThTP Triphosphate de thiamine 
ThTPase Thiamine triphosphatase 
ThTR1 Transporteur de la thiamine à haute affinité (« Thiamin Transporter 1) 
Tris Tris(hydroxyméthyl)-aminométhane 
TTM Triphosphate tunnel metalloenzyme 
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1. Aperçu historique de la découverte de la thiamine et de son rôle dans le 

métabolisme 

 

La thiamine fut découverte à la fin du 19ème siècle en recherchant pourquoi le son du riz 

guérissait des poulets nourris au riz poli, qui présentaient un syndrome polynévritique 

analogue au béribéri. Il s’avéra que seule l’enveloppe des grains contenait la vitamine qui fut, 

par la suite, isolée par C. Funk (1911), cristallisée par Janssen et Donath (1926) et synthétisée 

par Williams et Cline (1936). Dès cette époque, la thiamine était donc considérée nécessaire 

au bon fonctionnement du système nerveux et était également appelée aneurine (vitamine 

antinévritique). 

 

Le rôle fondamental de la thiamine dans le métabolisme énergétique fut suggéré dès 

1929 : les auteurs montrèrent que des homogénats de cerveau de pigeons carencés 

métabolisaient plus lentement le glucose, et que l’oxydation de celui-ci était stimulée par 

l’addition de thiamine (Kinnersley et Peters, 1929 ; Gavrilescu et Peters, 1931). Quelques 

années plus tard, Lohmann et Schuster (1937) démontrèrent que le composé responsable de 

ces effets est le dérivé diphosphorylé de la thiamine (ThDP) plutôt que la thiamine libre. A la 

suite de cette découverte, il fut démontré que le ThDP était un coenzyme requis pour la 

décarboxylation oxydative du pyruvate produit par la glycolyse. Il est également requis pour 

la décarboxylation non-oxydative du pyruvate dans la fermentation alcoolique des levures. 

L’étude de cette réaction a permis, dès les années 60, de préciser le mécanisme catalytique 

impliquant le ThDP dans la décarboxylation des oxoacides (Breslow, 1962). On démontra à la 

même époque que le ThDP est également un coenzyme requis pour la décarboxylation 

oxydative de l’oxoglutarate (Koike et Koike, 1976), et donc indispensable pour le 

fonctionnement du cycle de Krebs. Enfin, il fut démontré que le ThDP est aussi le coenzyme 

de la transcétolase, une enzyme clé du cycle des pentoses phosphate. Ces travaux ont permis 

de comprendre dans les grandes lignes le rôle essentiel du ThDP dans le métabolisme 

oxydatif. La complexe question de la sensibilité particulière du système nerveux à la carence 

en thiamine, ainsi que la vulnérabilité sélective de certaines régions du cerveau, restait 

cependant assez mal comprise.  
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2. Structure de la thiamine et de ses dérivés phosphorylés  

 

La thiamine est constituée de deux hétérocycles substitués, un noyau pyrimidine et un 

noyau thiazole, reliés par un pont méthylène. Le groupement hydroxyéthyle porté par le cycle 

thiazole peut être phosphorylé pour générer les différents dérivés de la thiamine (fig. 1). 

 

 

Figure 1. Structure de la thiamine et de ses dérivés phosphorylés. ThMP, thiamine monophosphate ; ThDP, 

thiamine diphosphate ; ThTP, thiamine triphosphate. 

 

Récemment un nouveau dérivé de la thiamine a été découvert dans notre laboratoire, il 

s’agit de l’adénosine thiamine triphosphate (fig 2, Bettendorff et al., 2007). Lorsqu’on regarde 

la partie gauche de la molécule, on voit qu’elle est identique au ThTP alors que la partie droite 

est identique à l’ATP. 

 

 

Figure 2. Structure de l’adénosine thiamine triphosphate ou ATP thiaminylé (AThTP, Bettendorff et al., 

2007). 
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3. Métabolisme de la thiamine et de ses dérivés 

 

3.1 Transport de la thiamine 

 

Chez les mammifères, l’absorption de la thiamine contenue dans l’alimentation se fait 

au niveau de l’intestin grêle. Vu la faible concentration en thiamine présente dans le chyle, 

son absorption nécessite des transporteurs de haute affinité. Parmi ceux-ci, les transporteurs 

THTR1 et THTR2 ont été caractérisés. Le transport de la thiamine à travers les bordures en 

brosse de l’intestin se fait via THTR1, un transporteur qui sature à des concentrations 

micromolaires en thiamine et qui est inhibé par des analogues de la thiamine tels que la 

pyrithiamine et l’amprolium. Le transporteur THTR2 quant à lui est saturé à des 

concentrations nanomolaires en thiamine (Said et al., 2004). Des cellules de l’intestin humain 

en culture (Caco2) possèdent les deux types de transporteurs, tous deux fonctionnels (Said et 

al., 2004), ce qui suggère qu’ils sont capables de faire entrer la thiamine dans les cellules à 

des concentrations physiologiques (0,1-2,0 !M). Les transporteurs THTR1 et THTR2 

semblent être exprimés dans tous les types cellulaires, y compris les neurones. 

 

3.2 Synthèse et transport mitochondrial du diphosphate de thiamine   

 

La thiamine est rapidement phosphorylée en ThDP dans le cytosol par la thiamine 

pyrophosphokinase (Nosaka et al., 1993 ; Nosaka et al., 1999). Le ThDP peut à son tour 

entrer dans la mitochondrie via un transporteur appelé SLC25A19 (Labay et al., 1999 ; 

Lindhurst et al., 2006). La mutation du gène qui code pour ce transporteur provoque une 

microcéphalie létale caractérisée par un retard dans le développement du cerveau et une 

acidification cellulaire due à une accumulation d’oxoglutarate. De plus, les embryons de 

souris KO pour ce gène n’ont pas de ThDP détectable dans la mitochondrie et leur taux de 

létalité après 13 jours de vie embryonnaire est de 100%. 

 

La majeure partie du ThDP est mitochondriale (90 à 95% du ThDP total), une partie 

importante étant liée aux complexes enzymatiques PDH et OGDH, dont le ThDP est un 
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coenzyme lié. Dans le cytoplasme, la concentration en ThDP est généralement < 10-4 M et 

une partie est à la transcétolase (TK). Le ThDP libre a un turnover rapide (1 à 2 h), alors que 

le ThDP lié aux apoenzymes (PDH, OGDH et TK) a un turnover lent (17 h) (Bettendorff, 

1995). Le ThDP libre dans le cytosol peut être hydrolysé en ThMP par des ThDPases dont la 

spécificité est faible et qui n’ont pas été caractérisées d’un point de vue moléculaire. Le 

ThMP n’a pas de rôle physiologique connu à l’heure actuelle. Ce composé peut être hydrolysé 

en thiamine et phosphate inorganique par des phosphatases non spécifiques (surtout la 

phosphatase alcaline dans le cerveau). 

 

3.3 Synthèse du triphosphate de thiamine  

 

Durant de longues années, le mécanisme de synthèse du triphosphate de thiamine est 

resté  mystérieux, faisant l’objet d’hypothèses contradictoires. 

 

L’hypothèse la plus naturelle est que la synthèse du ThTP serait réalisée à partir de 

ThDP et d’ATP selon la réaction  

 

ThDP + ATP ! ThTP + ADP, 

 

catalysée par une kinase du ThDP (ThDP-ATP phosphotransférase). Une enzyme catalysant 

cette réaction a été purifiée partiellement à partir de foie de rat (Voskoboev et Luchko, 1980) 

et complètement à partir de levure (Voskoboev et al., 1987). Son activité est cependant très 

faible et il a été suggéré que le produit formé n’était pas du ThTP mais de l’AThTP 

(Makarchikov, communication personnelle). En effet, ce dernier composé peut être synthétisé 

par une enzyme soluble selon la réaction :  

 

ATP + ThDP ! AThTP + PPi  (Makarchikov et al., 2007). 

 

On a également proposé un mécanisme dans lequel le précurseur n’est pas du ThDP 

libre mais du ThDP lié à une protéine extraite de foie de rat (Nishino et al., 1983) : 

 

ThDP-protéine + ATP !  ThTP-protéine + ADP 
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Ce mécanisme n’a jamais été confirmé. Le fait que la transcétolase est probablement la 

seule protéine cytoplasmique liant le ThDP va à l’encontre de cette hypothèse, car cette 

enzyme n’a aucun rapport avec la synthèse du ThTP (Voskobev et Chernikevich, 1985).  

 

Quelques années plus tard, il a été démontré que, dans les muscles squelettiques, du 

ThTP pouvait être synthétisé par l’adénylate kinase de type 1 (AK1, myokinase) (Shikata et 

al., 1989) selon la réaction : 

 

ADP + ThDP ! AMP + ThTP 

 

Cependant, cette réaction est très lente et les souris KO pour AK1 présentent des taux 

normaux en ThTP (Makarchikov et al., 2002a), indiquant que la synthèse du ThTP chez les 

mammifères n’est généralement pas due à l’AK1. Comme il existe 5 isoformes de l’AK chez 

les mammifères, on ne peut toutefois pas exclure la possibilité que l’une des autres isoformes 

soit responsable de la synthèse du ThTP. Il était donc intéressant d’étudier la réaction chez E. 

coli qui ne possède qu’une seule forme d’adénylate kinase. 

 

L’inactivation de l’adénylate kinase chez ces bactéries aboutit à une chute rapide et 

dramatique de la concentration intracellulaire en ATP, mais aussi à une forte augmentation du 

ThTP (Gigliobianco et al., 2008). Ces résultats ne sont pas en faveur d’une implication de 

l’adénylate kinase dans la synthèse du ThTP en conditions physiologiques. Ils semblent 

indiquer que l’ATP n’est pas requis pour la synthèse du ThTP. Une observation importante 

est que, si les bactéries intactes sont capables d’accumuler rapidement du ThTP dans des 

conditions particulières de privation d’acides aminés (Lakaye et al., 2004), aucune synthèse 

rapide n’a pu être observée avec des extraits solubles d’E. coli. Il apparaît que, in vivo, la 

synthèse du ThTP est catalysée par un mécanisme qui n’implique pas une enzyme cytosolique 

soluble (ThDP kinase ou adénylate kinase). 

 

Des travaux récents menés dans notre laboratoire ont permis de clarifier le mécanisme 

par lequel le ThTP est synthétisé  dans le cerveau de rat (Gangolf et al., 2010) : la synthèse de 

ce composé est mitochondriale et se fait via un mécanisme chimiosmotique. La synthèse se 

ferait à partir de ThDP et Pi (l’énergie étant fournie par la force protonomotrice créée par la 

chaîne respiratoire) et serait catalysée par l’ATP synthase F0F1. Par ailleurs, il est apparu que 

l’enzyme qui synthétise le ThTP chez E. coli est également l’ATP synthase F0F1, via un 
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mécanisme chimiosmotique analogue à celui décrit dans les mitochondries (Gigliobianco et 

al., soumis à publication). 

 

3.4  Hydrolyse enzymatique du triphosphate de thiamine 

 

Dans les tissus de mammifères, la concentration en ThTP est régulée par une thiamine 

triphosphatase soluble (ThTPase) (Lakaye et al., 2002). Cette enzyme (un monomère de 25-

kDa) a une spécificité presque absolue pour le ThTP mais ne semble avoir une activité 

décelable que chez les mammifères. Elle a été clonée, surexprimée chez E. coli et caractérisée 

après purification (Lakaye et al., 2002). La plupart des organismes possèdent aussi une 

ThTPase membranaire, mais celle-ci n’a pas encore été purifiée et caractérisée  (Barchi and 

Braun, 1972 ; Bettendorff et al., 1987).  

 

La figure 3 résume ce qui est connu à l’heure actuelle à propos du métabolisme du 

ThTP. Tout semble indiquer que chez les mammifères, cette molécule est synthétisée dans la 

mitochondrie par l’ATP synthase et qu’elle peut être libérée dans le cytoplasme par échange 

avec le phosphate inorganique (Gangolf et al., 2010). Dans le cytosol, la concentration en 

ThTP est maintenue très basse par la 25-kDa ThTPase cytosolique. 
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Figure 3. Métabolisme du ThTP dans une cellule de cerveau de mammifère. 

4. Rôle fondamental du diphosphate de thiamine dans le métabolisme 

énergétique 

 

Le ThDP est le cofacteur de nombreuses enzymes impliquées dans le métabolisme 

énergétique parmi lesquelles on retrouve la pyruvate déshydrogénase (PDH) et l’oxoglutarate 

déshydrogénase (OGDH). Ces deux enzymes catalysent des étapes essentielles nécessaires au 

cycle de Krebs et l’on comprend donc aisément que le ThDP est indispensable au catabolisme 

oxydatif de substrats énergétiques comme le glucose. Le cycle de Krebs est le principal 

pourvoyeur de molécules à haut potentiel réducteur telles que NADH ou FADH2. Dès lors, si 

le ThDP fait défaut dans les mitochondries, le pompage des protons par les complexes de la 

chaîne respiratoire, faute de substrats réducteurs en suffisance, est ralenti. Cela entraîne une 

diminution conséquente des phosphorylations oxydatives. Dans de telles conditions, la cellule 

est en déficit énergétique. Or, le bon fonctionnement cérébral nécessite une grosse dépense 

énergétique. D’autre part, dans les astrocytes et neurones, le bon fonctionnement du cycle de 
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Krebs est également indispensable à la synthèse de neurotransmetteurs (fig. 4). Il est donc 

évident qu’un déficit en ThDP affectera fortement le fonctionnement du cerveau. 

 

 

                      

 

               

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 4. Rôle des complexes de la déshydrogénase du pyruvate (PDH) et de la déshydrogénase de 

l’oxoglutarate (OGDH) dans la synthèse des neurotransmetteurs (Butterworth et al., 1991). 

 

5. La superfamille de protéines CYTH : la 25-kDa ThTPase et ses 

orthologues  

 

La 25-kDa ThTPase ne présente aucune homologie de séquence avec d’autres protéines 

de mammifères. On a constaté d’autre part que les orthologues de la ThTPase sont présents 

dans le génome de nombreuses espèces animales. Les homologies de séquences sont 

particulièrement frappantes dans la branche évolutive qui va des coelentérés (anémone de 

mer) aux vertébrés en passant par l’oursin et l’amphibien. 
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Dès la publication de la séquence de la hThTPase (Lakaye et al., 2002), Iyer et Aravind 

ont effectué une étude bioinformatique montrant que la 25-kDa ThTPase appartient à une 

vaste superfamille de protéines qu’ils ont appelée CYTH en référence aux « membres 

fondateurs » qui sont la protéine cyaB d’Aeromonas hydrophila (qui possède une activité 

adénylate cyclase) et la hThTPase. Des représentants de la superfamille CYTH ont été trouvés 

dans tous les règnes (archées, bactéries, champignons, plantes et animaux) mais peu d’entre 

eux ont été caractérisés sur le plan fonctionnel. Ces protéines présentent souvent une structure 

en tonneau (ou en « tunnel »), ont comme substrat des composés triphosphorylés et fixent des 

cations bivalents (Mg2+ ou Mn2+) requis pour l’activité enzymatique. C’est pourquoi on les 

désigne aussi sous le nom de « triphosphate tunnel métalloenzymes », TTM. Chez les 

vertébrés et l’anémone de mer, il a été démontré que les extraits de tissus, tout comme la 

protéine TTM lorsqu’elle est purifiée sous forme recombinante, ont une activité ThTPasique 

significative, avec des propriétés enzymatiques identiques (pH optimum, activation par le 

Mg2+, inhibition par le Ca2+ ,…, Czerniecki et al., résultats non publiés). Dans des extraits de 

tissus de poisson, aucune activité ThTPasique soluble n’a jamais été mise en évidence, ce qui 

suggère que la 25-kDa ThTPase n’est pas suffisamment active ou pas suffisamment exprimée 

pour exercer le rôle physiologique de ThTPase. Chez les oiseaux, non seulement on ne décèle 

pas d’activité ThTPasique soluble, mais on ne trouve pas d’orthologues de la 25-kDa 

ThTPase. On doit donc conclure que, jusqu’à présent, seuls les mammifères possèdent une 

enzyme cytosolique capable d’hydrolyser efficacement le ThTP. 

 

6. Distribution du ThTP dans différents organismes et tissus 

  

Le ThTP est présent chez tous les organismes en faible quantité (en général 0,1 à 1% de 

la thiamine totale). En effet, on le retrouve de la  bactérie à l’homme, en passant par les 

champignons et les plantes (Makarchikov et al., 2003).  Chez les bactéries cultivées en milieu 

riche (Luria-Bertani en aérobiose), on ne détecte que des quantités infimes de ThTP. 

Cependant, lorsqu’elles sont transférées dans un milieu minimum (M9) dépourvu d’acides 

aminés contenant une source de carbone assimilable tel que le glucose ou le pyruvate, elles 

peuvent accumuler transitoirement de grandes quantités de ce composé, jusqu’à 20 à 50% de 

la thiamine totale  (Lakaye et al., 2004 ; Gigliobianco et al. 2008). 
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Certains tissus d’animaux ont des contenus très élevés en ThTP. C’est le cas des 

muscles squelettiques de cochon (Egi et al., 1986) et de poulet (Miyoshi et al., 1990), ainsi 

que des organes électriques de poisson (Eder et Dunant, 1980 ; Bettendorff et al., 1987). Ceci 

s’expliquerait par la richesse de ces tissus en AK1 et par l’absence d’une ThTPase soluble 

chez ces espèces (Makarchikov et al., 2002). En effet, cette enzyme ne semble exister ni chez 

les poissons (Hashitani et Cooper, 1972), ni chez les oiseaux (Makarchikov et al., 2003) et 

adopte une conformation inactive chez le cochon (Szyniarowski et al., 2005).  

 

Etant donné que le ThTP était considéré comme la forme « neuroactive » de la thiamine 

(Cooper et Pincus, 1979), les études se sont particulièrement intéressées à la présence 

éventuelle du ThTP dans différents types cellulaires et différentes parties du système nerveux. 

Les travaux antérieurs à 1980 sont sujets à caution car les méthodes de dosage du ThTP (et 

des composés thiaminiques en général) étaient peu fiables avant le développement des 

techniques HPLC, surtout pour les dérivés peu abondants comme le ThTP. Le réexamen, à 

l’aide des techniques récentes, du contenu en ThTP de divers organisme,tissus et types 

cellulaires (Makarchikov et al., 2003) a montré que le ThTP est ubiquitaire (on le retrouve 

dans pratiquement tous les organismes de la bactérie à l’homme). Aussi, il n’est généralement 

pas plus abondant dans le système nerveux que dans les autres tissus. Un élément qui rend ces 

études difficiles est que, dans le cerveau adulte des rongeurs (particulièrement la souris), la 

25-kDa ThTPase est très active et, par conséquent, le cerveau contient très peu de ThTP. Il est 

donc difficile de le doser dans les différentes régions, par exemple dans la région 

diencéphalique qui est particulièrement lésée quand les animaux sont carencés. Jusqu’à 

présent, la seule donnée en faveur d’un rôle « neuroactif » du ThTP est que, dans des cultures 

primaires de cellules de cerveau de rat embryonnaire, le ThTP est 5 fois plus abondant dans 

les neurones que dans les astrocytes (Bettendorff et al., 1991). Ce résultat pourrait suggérer 

que dans les neurones, la 25-kDa ThTPase est moins active que les cellules gliales, mais des 

études sur des cerveaux adultes suggèrent que l’activité est plus forte dans les neurones 

(Czerniecki et al., 2004). Enfin, il faut signaler l’abondance du ThTP dans les organes 

électriques de poissons (Eder et Dunant, 1980 ; Bettendorff et al., 1987). Cette accumulation 

dans les électrocytes semble liée à l’abondance de l’adénylate kinase et à l’absence  de 25-

kDa ThTPase active. 
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7. Rôles possibles du triphosphate de thiamine et des thiamine 

triphosphatases 

 

Comme nous l’avons déjà signalé, un rôle du ThTP a été proposé par Cooper et ses 

collaborateurs dans les années 60-70. Itokawa et Cooper (1969) ont suggéré une 

déphosphorylation globale des dérivés de la thiamine lorsqu’un nerf est stimulé de manière 

répétitive. En accord avec cette idée, Bettendorff et al. (1989) ont montré que le rapport 

[ThTP]/ [ThMP] diminue dans la région occipitale chez le babouin photosensible après 

stimulation lumineuse intermittente. 

 

D’autres observations suggèrent que le ThTP pourrait être impliqué dans une nouvelle 

voie de signalisation cellulaire. En effet, il augmente la perméabilité aux ions Cl- dans des 

vésicules membranaires préparées à partir de cerveau de rat (Bettendorff et al., 1993a) et 

active des canaux anioniques à haute conductance dans des patchs excisés de cellules de 

neuroblastome (Bettendorff et al., 1993b). Puisque ces canaux restent activés après 

élimination du ThTP, cette activation pourrait être due à une phosphorylation. On sait 

également que dans l’organe électrique de torpille, le ThTP peut phosphoryler la rapsyne, qui 

est une protéine associée au récepteur à l’acétylcholine (Nghiêm et al., 2000). Cette protéine 

post-synaptique est indispensable à l’agglomération des récepteurs de l’acétylcholine au 

niveau de la jonction neuromusculaire. Cette phosphorylation se fait sur un résidu histidine, 

ce qui est un processus majeur de régulation chez les procaryotes, mais est moins bien 

documenté chez les mammifères.  

 

De manière inattendue, c’est chez la bactérie E. coli que les données expérimentales 

suggèrent un rôle physiologique du ThTP de manière plus convaincante. En effet, il a été 

montré dans notre laboratoire (Lakaye et al., 2004) que le ThTP était produit en quantité 

importante (! 20% de la thiamine totale) en réponse à une privation d’acides aminés. La 

réponse est rapide mais transitoire (le ThTP disparaît après quelques heures). Cette réponse 

est supprimée chez les bactéries qui surexpriment  la hThTP. Dans ces conditions, la 

croissance des bactéries est perturbée. Le ThTP apparaît donc comme un signal impliqué dans 

l’adaptation rapide des bactéries à un stress spécifique.  Dans ce sens, la production du ThTP 

fait penser à celle de l’alarmone ppGpp, qui apparaît aussi en réponse à la privation d’acides 

aminés mais de façon encore beaucoup plus rapide.  
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L’ensemble de ces résultats donnent à penser que, chez les procaryotes comme les 

eucaryotes, le ThTP pourrait jouer un rôle de messager intracellulaire ou signal impliqué dans 

certaines adaptations métaboliques à des conditions de stress. 

 

8. Rôle particulier des dérivés de la thiamine dans le système nerveux 

 

8.1 Sensibilité particulière du système nerveux à la carence en thiamine  

 

La carence en thiamine affecte tous les tissus mais plus particulièrement le système 

nerveux et le cœur. Dans le passé, la carence en thiamine provoquait une maladie fréquente 

chez la population d’Extrême-Orient se nourrissant principalement de riz poli, appelée le 

béribéri. Ce syndrome affectait préférentiellement le système nerveux périphérique, avec 

polynévrite et paralysie progressive des membres inférieurs. Bien que cette maladie ait 

pratiquement disparu, la carence en thiamine reste relativement fréquente chez les alcooliques 

chroniques. Dans ce cas, c’est surtout le système nerveux central qui est affecté, même si des 

polynévrites sont souvent présentes également. Le syndrome aigu de la carence en thiamine 

des alcooliques est l’encéphalopathie de Wernicke, qui est caractérisée par des épisodes de 

confusion, hallucination, allodynie et nystagmus. Plus rarement, on observe une insuffisance 

cardiaque avec œdème. Le syndrome peut être réversible si le patient est rapidement traité 

(arrêt complet de l’alcool et doses élevées de thiamine et autres vitamines du groupe B). Mais 

si ces épisodes sont trop fréquents ou traités avec retard, la maladie évolue vers une psychose 

irréversible due à des lésions du thalamus et des corps mamillaires (le cortex étant largement 

épargné). C’est le syndrome de Korsakoff, principalement caractérisé par l’amnésie 

antérograde, de l’apathie, des fabulations et de la désorientation. La figure 5 montre quelles 

sont les régions lésées dans le syndrome de Korsakoff. 

 

Le lien entre l’alcoolisme et le syndrome de Wernicke-Korsakoff est probablement 

explicable par la mauvaise alimentation des alcooliques, mais aussi au fait que l’éthanol 

diminue l’absorption intestinale de la thiamine et peut inhiber la pyrophosphokinase 

(Laforenza et al., 1990). 
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Figure 5. Régions du cerveau humain lésées dans le syndrome de Korsakoff. 

 

Bien que, dans les pays développés, le syndrome de Wernicke-Korsakoff s’observe le 

plus souvent parmi une population d’alcooliques, d'autres groupes de patients sont également 

sujets à développer la maladie. Par exemple, les personnes peuvent être carencées en raison 

d’une infection par le HIV, d’une chimiothérapie ou d’une maladie métabolique qui mène à 

l'absorption altérée de thiamine. Ils peuvent donc développer ce genre de syndrome, qui est 

toutefois moins marqué que chez les alcooliques. Les patients présentant une maladie grave 

du rein et qui subissent régulièrement des dialyses, sont également enclins à 

l'encéphalopathie, et une partie substantielle d'entre eux s’est avérée souffrir d’une 

insuffisance en thiamine (Hung et al., 2001). Il a également été montré que des patients qui 

reçoivent des infusions de glucose ou dextrose intraveineuses peuvent éprouver des épisodes 

d'insuffisance de thiamine (Ferguson et al., 1997). La déficience en thiamine a été également 

corrélée à la formation de cryptes aberrantes, causant l’apparition du cancer du colon (Bruce 

et al., 2003).  

 

La variété et la spécificité des symptômes liés à la carence en thiamine restent difficile 

à interpréter. Classiquement, on admet que le principal (sinon le seul) rôle de la thiamine est 

d’être le précurseur du coenzyme ThDP. Comme ce dernier est impliqué dans le métabolisme 

de toutes les cellules, on peut se demander pourquoi la carence affecte aussi spécifiquement le 

système nerveux. Une première explication est que les neurones sont particulièrement 

dépendants du métabolisme oxydatif : non seulement la production d’ATP mais la synthèse 
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des principaux neurotransmetteurs (acétylcholine, glutamate, GABA) dépendent du cycle de 

Krebs (fig. 4). Par ailleurs, on sait que le transport  de la thiamine se fait de manière plus 

efficace dans certains types cellulaires que d’autres. Par exemple, les hépatocytes accumulent 

plus rapidement la thiamine et retiennent mieux le ThDP que les neurones, ce qui peut 

expliquer que le système nerveux est beaucoup plus sensible que le foie à la carence. 

Néanmoins, ces considérations n’expliquent pas la vulnérabilité sélective de certaines régions 

du système nerveux. Comment expliquer, par exemple, qu’une carence chronique d’origine 

alimentaire affecte surtout le système nerveux périphérique et parfois le cœur (polynévrites et 

insuffisance cardiaque dans le béribéri) alors qu’une carence liée à l’alcoolisme provoque des 

lésions du diencéphale.  

 

Ces questions non résolues ont amené divers auteurs, dès les années 40-50, à 

considérer que la thiamine ou des dérivés autres que le ThDP avaient un rôle de 

neurorégulateur. Il a été notamment suggéré que la thiamine pouvait être libérée par certaines 

terminaisons nerveuses après stimulation. Ces données (revues par Itokawa, 1996) n’ont 

cependant pas permis de progresser beaucoup dans la compréhension d’un rôle particulier de 

la thiamine dans l’excitabilité nerveuse ou la transmission synaptique. On peut cependant 

penser que certaines lésions particulières liées à la carence en thiamine ne sont pas 

uniquement dues au déficit en ThDP mais pourraient être dues à la disparition d’autres 

dérivés, par exemple le ThTP. 

 

8.2 Implication de la carence en ThDP dans les maladies neurodégénératives 

 

L’encéphalopathie de Wernicke et le syndrome de Korsakoff sont directement liés à une 

carence en thiamine. En effet, des rats et des souris traités à la pyrithiamine (un substrat 

analogue de la thiamine, inhibiteur de la thiamine pyrophosphokinase et du transport de la 

thiamine, fig. 6) développent des symptômes similaires à ceux observés chez les patients 

atteints de la maladie de Wernicke et Korsakoff  (Liu et al., 2006). 
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Figure 6. Comparaison entre la thiamine et la pyrithiamine. 

 

Dans d’autres maladies neurodégénératives comme la maladie d’Alzheimer 

(Mastrogiacomo et al., 1993) ou la maladie de Parkinson (Gibson et al., 2003 ; Bunik et al., 

2007), on a démontré une diminution des enzymes ThDP-dépendantes ainsi qu’une 

perturbation du métabolisme des dérivés phosphorylés de la thiamine dans le cerveau des 

patients. Les niveaux en ThDP sont réduits chez les patients Alzheimer (Mastrogiacomo et 

al., 1996) ainsi que chez les personnes atteintes de la dégénérescence du lobe frontal de type 

non-Alzheimer (Bettendorff et al., 1997).  
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Lorsque nous avons entrepris notre recherche, le métabolisme et le rôle du ThTP 

restaient encore très mystérieux, surtout chez les eucaryotes. Les travaux antérieurs 

concernaient surtout l’enzyme qui hydrolyse spécifiquement le ThTP, appelée 25-kDa 

ThTPase de mammifère. La caractérisation moléculaire de cette enzyme avait été réalisée 

dans notre laboratoire en 2002. Toutefois, la structure, le mécanisme catalytique et la 

localisation cellulaire restaient à éclaircir.  

 

En parallèle avec les études structurales effectuées aux USA par l’équipe de John 

Markley, nous avons décidé d’entreprendre une étude approfondie du mécanisme catalytique 

des 25-kDa ThTPases humaine et de souris. Nous avons envisagé une approche 

pluridisciplinaire et entamé une collaboration avec, d’une part M. Murty et V. Gabelica pour 

la spectrométrie de masse (Laboratoire de Spectrométrie de Masse, Université de Liège) et, 

d’autre part, avec F. Kerff et P. Charlier pour la cristallographie des protéines (Centre 

d’Ingénierie des Protéines, Université de Liège). A partir des données structurales, nous avons 

entrepris d’identifier, par mutagenèse dirigée, les résidus essentiels à l’interaction entre le 

substrat (et activateurs) et le site actif. Il s’agissait également d’identifier les résidus impliqués 

directement dans le mécanisme catalytique.  

 

Nous avons également réalisé des études de localisation cellulaire  de la hThTPase en la 

clonant dans un plasmide permettant son expression en cellules eucaryotes, sous forme de 

protéine fusion avec l’EGFP. Nous avons aussi tenté de mettre en évidence l’existence 

d’interactions entre la mThTPase et d’autres partenaires protéiques.  

 

Par ailleurs, au début de nos travaux, on savait que la 25-kDa ThTPase de mammifères 

appartenait à une vaste superfamille de protéines (les CYTH), mais seulement un petit nombre 

de ces protéines avaient été caractérisées sur le plan fonctionnel. Leur rôle biologique restait, 

en général, mal défini. D’autre part, nous voulions savoir si des enzymes de cette famille 

hydrolysaient le ThTP chez les procaryotes. Nous avons donc caractérisé une protéine 

bactérienne, appelée NeuTTM, dont la structure présentait des similitudes avec la 25-kDa 

ThTPase. 
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1 Matériel 

 

1.1 Solvants et réactifs 

 

Toutes les solutions ont été préparées à l’aide d’eau Milli-Q (Millipore S.A. / N.V., 

Brussels, Belgium). Les solvants utilisés pour la chromatographie (qualité HPLC) 

proviennent de Biosolve (Valkenwaard, The Nederland). Les cocktails d’inhibiteurs de 

protéases proviennent de Roche Applied Science. L’EDTA, l’ATP, l’ITP, le GTP et la 

guanosine 5’-tétraphosphate (Gp4) proviennent de Sigma-Aldrich. Le tétraphosphate 

(initialement de chez Sigma) nous a été gracieusement offert par le Dr. Eric Oldfield du 

Département de Chimie de l’Université de l’Illinois, A110 CLSL 600 South Mathews Ave. 

Urbana, IL 61801. Le plasmide pET 15b contenant la séquence de NeuTTM avec une 

séquence 6 histidines du côté N-terminal nous a été gracieusement offert par le Dr. A. 

Savchenko (Université de Toronto, Département de Recherche Médicale Banting et Best, 

C.H. Best Institute, Toronto, Ontario, Canada). Le plasmide pVP16 contenant le gène de la 

mThTPase avec une séquence 8His-MBP en N-terminal a été acheté au « Centre for 

Eukaryotic Structural Genomic » (Department of Biochemistry University of Wisconsin-

Madinson). 
 

1.2 Les milieux de culture 

1.2.1 Le milieu LB 

 

Pour préparer  500 ml de ce milieu, il faut 5 g de tryptone, 2,5 g d’extrait de levure et 5 

g de NaCl. Il est nécessaire d’ajouter 1,5% d’agar (7,5 g dans 500 ml) pour obtenir un milieu 

gélosé. Il faut également ajouter 1,25 ml d’ampicilline 100 mM pour obtenir un milieu de 

sélection, mais cet ajout ne se fait qu’après autoclave du milieu, pour éviter que l’antibiotique 

ne soit dégradé pendant celle-ci. 

 

1.2.2 Le milieu 2xYT 

 



Matériel et méthodes  

 21 

Pour la préparation de 500 ml de ce milieu enrichi, il faut partir de 8 g de tryptone, 5 g 

d’extrait de levure et 2,5 g de NaCl. Le pH final doit être de 7,0 ± 0,2 à 25°C. Ce milieu sera 

principalement utilisé pour la surexpression de protéines. 

 

1.3 Les enzymes 
 

1.3.1 L’ADN polymérase Pfu 

 

La Pfu polymérase est, comme son nom l’indique, une enzyme extraite de 

l’archéobactérie Pyrococcus furiosus. Elle est capable de synthétiser le brin complémentaire 

d’une séquence d’ADN d’intérêt de 5’ vers 3’. Comme la Taq polymérase, elle est 

thermostable mais contrairement à cette dernière, la Pfu possède une activité exonucléase 3'-

5’ qui permet de corriger les erreurs de réplication de l’ADN. Sa température optimale 

d’activité se situe entre 72 et 78°C.  

 

1.3.2 L’enzyme Dpn1 

 

L’enzyme de restriction DpnI reconnaît une séquence palindrome de 4 paires de 

bases (fig. 7) et clive celle-ci en laissant des bouts francs. Néanmoins, elle ne reconnaît que 

les séquences dont l’adénine est méthylée.  Sa température optimale d’activité est de 37°C. 

 

 

Figure 7. Site de restriction reconnu par DpnI. 
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1.3.3 L’enzyme TEV protéase 

 

L’enzyme TEV protéase est une protéase du virus de la mosaïque du tabac (TEV) 

qui reconnaît une séquence d’acides aminés : Glu-Asn-Leu-Tyr-Phe-Gln-Ser. L’enzyme 

coupe entre la glutamine (Gln) et la sérine (Ser). Dans une protéine fusion, cette séquence 

d’acides aminés est placée entre celle de la protéine d’intérêt et le tag afin d’éliminer ce 

dernier. Vu la rareté de cette séquence, les chances que la protéine soit clivée à un autre 

endroit dans sa séquence sont relativement faibles. 

  

1.4 Les souches de bactéries 

 

1.4.1 La souche d’E. coli  DH5! 

 

La souche E. coli DH5! transforme avec une grande efficacité. Elle possède des gènes 

recA1 et endA1 mutés. La première mutation réduit le nombre de recombinaisons de l’ADN 

cloné, et donc augmente la stabilité des plasmides insérés. La seconde a pour effet d’éliminer 

la digestion non spécifique de l’endonucléase I. La souche DH5! est donc utilisée pour le 

clonage d’ADN.  

 

1.4.2 La souche d’E. coli  BL21 DE3 

 

La souche de bactérie BL21 DE3, dérivant de la souche non pathogène K12, a la 

particularité de détenir des protéases VII mutées, qui n’accomplissent plus la protéolyse des 

protéines exprimées. De plus, elle possède une déficience en protéase Lon, qui s’occupe en 

temps normal de lyser les protéines dénaturées et étrangères à la cellule. Ces caractéristiques 

font que la souche BL21 DE3 est utilisée pour la surexpression de protéines recombinantes. 
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1.5 Le thermocycleur 

 

On se sert d’un thermocycleur T3000 (Biometra, fig. 8) pour réaliser et contrôler les 

réactions d’amplification d’ADN par polymérisation en chaîne (PCR). Il va servir à amener 

les échantillons d’ADN à amplifier aux différentes températures correspondant aux étapes de 

la PCR et de maintenir celles-ci avec précision jusqu’à passer à l’étape suivante. Il convient 

d’adapter la température d’élongation en fonction de la polymérase utilisée. 

 

 

Figure 8. T3000 Thermocycler 

 

1.6 L’équipement FRENCH Pressure Cell Press 

 

La FRENCH Pressure Cell Press (Thermo Spectronic, fig. 9) est un instrument qui sert 

à rompre la membrane des bactéries en les faisant passer d’un cylindre où la pression est 

élevée à  l’extérieur (pression atmosphérique), ce qui provoque l’explosion des bactéries et la 

libération des protéines cytosoliques. 

 

 

Figure 9. La presse de FRENCH 
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1.7 Le système ÄKTApurifier 

 

Le dispositif de chromatographie liquide rapide de protéines (FPLC) ÄKTApurifer 

(Amersham Biosciences, fig. 10) est utilisé pour purifier des protéines de façon automatisée.  

 

 

Figure 10. Système FPLC ÄKTApurifier. 

 

2 Méthodes 

 

2.1 Synthèse et purification du ThTP  

 

Les études cinétiques, cristallographiques et spectrométriques de la 25-kDa ThTPase 

nécessitent des quantités conséquentes de ThTP, nous avons dès lors adapté la méthode 

précédemment mise au point au laboratoire (Bettendorff et al., 2003) afin d’optimiser les 

rendements de synthèse et de purification de ce composé. D’autre part, nous avons amélioré le 

protocole de synthèse de purification de l’AThTP et de l’AThDP, d’autres dérivés de la 

thiamine étudiés au laboratoire. Nous avons également étudié certaines propriétés physico-

chimiques de ces composés. Les résultats sont présentés dans l’annexe I (Frédérich, Delvaux 

et al., 2009, Annexe I).  
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2.2 Surexpression et purification de NeuTTM et de la mThTPase 

 

Des bactéries E. coli BL21(DE3) compétentes  ont été transformées avec le plasmide 

pET15b contenant la séquence de NeuTTM avec une queue de 6 histidines en N-terminal ou 

le plasmide pVP16 contenant la séquence de la mThTPase contenant une queue 8His-MBP 

également en N-terminal. Les bactéries transformées ont poussé une nuit à 37°C dans 2-20 ml 

(en fonction du volume dans lequel l’induction est réalisée ultérieurement) de milieu LB 

contenant 500 µg/ml d’ampicilline. Ensuite, les bactéries sont cultivées dans des volumes qui 

varient de 50 ml à 4 l de milieu 2XYT jusqu’à atteindre un A600nm entre 0,6 et 0,8. 

L’expression de la protéine est induite avec de l’isopropyl !-D-1-thiogalactopyranoside (1 

mM). Après 3 heures d’incubation à 37°C, la suspension bactérienne est suspendue dans du 

tampon de liaison (20 mM NaH2PO4 ou Hepes, 0,5 M NaCl, 30 mM imidazole pH 7,5). Après 

deux ou trois cycles dans la Presse de French, le lysat est centrifugé 30 minutes à 50 000 g. La 

protéine taggée est purifiée grâce à un système FPLC (ÄKTA Purifier, Amersham 

Biosciences) couplé à une colonne HisTrap™ FF 1 ou 5 ml (GE, Healthcare) en fonction du 

volume de surnageant à purifier, dans les tampons mentionnés ci-dessus. L’enzyme est éluée 

dans le tampon d’élution (20 mM NaH2PO4 ou Hepes, 0,5 M NaCl, 0,5 M imidazole pH 7,5). 

L’enlèvement du tag 6His de NeuTTM ou 8His-MBP de la mThTPase est réalisé en incubant 

1 mg de protéine taggée purifiée avec 200 unités d’AcTEV™ protéase (Invitrogen). Après 

deux heures à température ambiante, le mélange est purifié à nouveau sur colonne HisTrap 

pour éliminer le tag et la protéase (qui est aussi His-taggée). La protéine non taggée est 

récupérée dans les premières fractions dans le tampon adéquat en fonction de la technique 

utilisée pour l’étude de la protéine. 

 

2.3 Cristallisation, enregistrement des résultats, résolution des structures et docking 

2.3.1 Cristallisation, collecte des données et détermination de la structure de NeuTTM 

 

Voir matériel et méthodes annexe II. 
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2.3.2 Cristallisation, collecte des données et détermination de la structure du complexe 

hThTPase-PPPi 

 

Différentes conditions de trempage et de co-cristallisation ont été testées afin d’obtenir 

la structure de la ThTPase en complexe avec le ThTP, l’ATP et le PPPi. Malgré tous les tests 

réalisés, seule la structure du complexe hThTPase-PPPi a pu être obtenue. Le cristal utilisé 

pour obtenir les données de diffraction de rayons X a été obtenu par co-cristallisation avec la 

méthode de la goutte suspendue dans les conditions suivantes : solution de protéine 

concentrée à 9,8 mg/ml dans un tampon Tris-HCl 40 mM à pH 6,5  contenant 200 mM 

d’EDTA ; solution réservoir contenant 200 mM de sulfate d’ammonium dans un tampon 

citrate 100 mM à pH 4,2. La goutte était composée de 2,5 !l de solution de protéine, 2!l de 

solution du réservoir, de 0,5 !l d’éthylène glycol 50% et de 2 !l de solution contenant le PPPi 

à 100 mM. 

 

Les données de diffraction de rayons X ont été enregistrées sur la ligne de lumière FIP-

BM30a de l’European Synchrotron Radiation Facility (ESRF). Le cristal du complexe 

hThTPase-PPPi appartient au groupe d’espace P21 avec les paramètres de maille suivant : a = 

46,39, b = 63,53, c = 70,95, " = 108,75. Le programme XDS (Kabsh 1993) a été utilisé pour 

l’intégration des données et la suite de programmes CCP4 pour la mise à échelle et la 

combinaison des données. Les phases initiales ont été obtenues par remplacement moléculaire 

à l’aide du programme AMoRe (Navaza) en utilisant la structure de code PDB 3BHD comme 

modèle. Les cycles d’affinement et de construction de la structure ont ensuite été effectués 

avec les programmes respectifs Refma5 (Murshudov et al., 1997) et Coot (Emsley et Cowtan, 

2004).  

 

Les coordonnées et les facteurs de structure correspondant au complexe hThTPase-PPPi 

ont été déposés dans la Protéin Data Bank et le code 3TVL lui a été attribué.   

 

2.3.3 Docking du ThTP dans la structure de la ThTPase 

 

La structure cristallographique de la hThTPase disponible dans la Protein Data Bank 

(code PDB 3BHD) et la structure du complexe hThTPase-PPPi ont été utilisées afin d’obtenir 
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la meilleur conformation du ThTP dans le site actif de cette enzyme. Chacun des deux 

monomères qui composent ces deux structures a été préparé de la manière suivante : les 

molécules d’eau et les molécules autres que la protéine (citrate, PPPi,…) ont été retirées du 

fichier PDB  et les atomes d’hydrogène polaires et les charges de Gasteiger ont été ajoutées 

via le programme AutoDock Tools. Les charges de Gasteiger ont également été ajoutées au 

fichier décrivant le ThTP et les atomes d’hydrogène non polaires ont été fusionnés avec leur 

atome porteur.  

 

Le docking proprement dit a été réalisé avec le programme AutoDock Vina (Trott et 

Olson, 2010) dans une boite centrée sur le site actif ayant les dimensions suivantes : 

19x21x16Å. Les paramètres par défaut ont été utilisés, à l’exception de l’ « exhaustiveness » 

qui a été augmentée à 100 afin de maximiser les chances d’obtenir les solutions profondément 

enfuies dans le site actif. La meilleure solution a été obtenue avec le monomère A du 

complexe hThTPase-PPPi pour laquelle l’énergie de liaison est de -8.9 kcal/mol (fig. 20). 

 

2.4 Spectrométrie de masse native en électrospray et tamis moléculaire 

 

Voir matériel et méthodes annexe II. L’étude de la 25-kDa ThTPase par spectrométrie 

de masse a été menée dans les mêmes conditions que celles utilisées pour NeuTTM. 

 

2.5 Mutagenèse dirigée par PCR 

 

Les mutations ponctuelles ont été introduites par la méthode « QuickChange » à partir 

du plasmide contenant les séquences codantes pour NeuTTM ou la mThTPase. Leurs 

séquences ont été amplifiées avec deux amorces mutagéniques et la Pfu DNA polymérase 

(Promega). L’ADN source est éliminé par digestion avec DpnI (Promega) pendant 2 h à 

37°C. L’ADN est ensuite introduit dans des bactéries E. coli DH5! compétentes et les clones 

sont isolés. La présence de la mutation est vérifiée par séquençage (Plateforme 

Genotranscriptomique, Giga, Université de Liège). Les séquences des oligonucléotides sont 

données dans le Tableau 1 et 2. 
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Tableau 1. amorces utilisées pour la mutagenèse du gène codant pour NeuTTM contenu dans le pET15b. 

Amorces Séquences 

K8A 

 

K85A 

 

Y28F 

 

K52R 

 

Sens : 5’-CCGAGATCGAACGCGCATTTCTCGTGGCAACTT-3’ 

Antisens : 5’-AAGTTGCCACGAGAAATGCGCGTTCGATCTCGG-3’ 

Sens : 5’-GCGGCGTGTAGAGGCAACCCGGTACAGTG-3’ 

Antisens : 5’-CACTGTACCGGGTTGCCTCTACACGCCGC-3’ 

Sens : 5’- CCGCTCCGTCAGGGCTTTCTGACCACCCCCACAG-3’ 

Antisens : 5’- CTGTGGGGGTGGTCAGAAAGCCCTGACGGAGCGG-3’ 

Sens : 5’- GAATATTTCATGACGCTGAGATCCGAGGGTGGATTA-3’ 

Antisens : 5’- TAATCCACCCTCGGATCTCAGCGTCATGAAATATTC-3’ 

 

Tableau 2. amorces utilisées pour la mutagenèse du gène codant pour mThTPase contenu dans le pVP16. 

Amorces Séquences 

K11A 

 

D37A 

 

Y39A  

 

K65A 

 

W53A  

 

Y79A  

 

E81A 

 

D145A  

 

D147A 

 

K193  

 

Sens : 5’-TGAAGTGGAGCGAGCGTTCGCTCCAGG-3’ 

Antisens : 5’-CCTGGAGCGAACGCTCGCTCCACTTCA-3’ 

Sens : 5’-GTCACCTTCCGAGCCACATACTATGATAC-3’ 

Antisens : 5’-GTATCATAGTATGTGGCTCGGAAGGTGAC-3’ 

Sens : 5’-CTTCCGAGACACAGCCTATGATACCTCTG-3’  

Antisens : 5’-CAGAGGTATCATAGGCTGTGTCTCGGAAG-3’ 

Sens : 5’-GGATGGGAGCTCGCATGTCCTGGAGTAA-3’ 

Antisens : 5’-TTACTCCAGGACATGCGAGCTCCCATCC-3’ 

Sens : 5’-GCTGTCTGACCACGCGCTGCGACAACGA-3’ 

Antisens : 5’-TCGTTGTCGCAGCGCGTGGTCAGACAGC-3’ 

Sens : 5’-ACCTCACAATGAGGCTGTGGAAGTCACA-3’ 

Antisens :  5’- TGTGACTTCCACAGCCTCATTGTGAGGT-3’ 

Sens : 5’-AATGAGTATGTGGCAGTCACATCGGA-3’ 

Antisens : 5’-TCCGATGTGACTGCCACATACTCATT-3’ 

Sens : 5’-CTCAGCTCACAATAGCCTTGGATTCAGCGG-3’ 

Antisens : 5’- CCGCTGAATCCAAGGCTATTGTGAGCTGAG-3’ 

Sens : 5’-TCACAATAGACTTGGCTTCAGCGGACTTCGGC-3’ 

Antisens : 5’-GCCGAAGTCCGCTGAAGCCAAGTCTATTGTGA-3’ 

Sens : 5’-GAGGCACCAGCCGCGCTCATGGTATACC-3’ 

Antisens : 5’- GGTATACCATGAGCGCGGCTGGTGCCTC-3’ 
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2.6 Détermination de l’activité phosphohydrolase  

 

Le milieu d’incubation standard (100 µl) contient du tampon à une concentration de 50 

mM, MgCl2 5 mM, 0,5 mM en substrat (PPPi, ThTP,…) et 20 µl d’enzyme à la concentration 

adéquate. La réaction est stoppée par l’ajout de 1 ml de réactif du phosphate (Lanzetta et al., 

1979). L’absorbance est lue à 635 nm après 30 minutes d’incubation à température ambiante 

et comparée à une courbe standard pour estimer la quantité de phosphate libéré. Les tampons 

utilisés aux différentes valeurs de pH sont : Na-MES (pH 6,0-7,0), Na-MOPS (pH 7,0-7,5), 

Na-HEPES (pH 7,5-8,0), Na-TAPS (pH 8,0-9,0), Na-CHES (pH 9,0-10,0) et Na-CAPS (pH 

10,0-10,5). 

 

2.7 Détermination de l’activité enzymatique dans un gel non-dénaturant 

 

Voir matériel et méthodes annexe II. 

 

2.8 Manipulation des cellules HEK293 

 

2.8.1 Culture cellulaire 

 

Les cellules sont cultivées dans des boîtes de pétri de 10 cm de diamètre (Cell star, 

Greiner Bio-one) à 37°C, dans une atmosphère humide contenant 5% de CO2. Les cellules 

sont maintenues dans 10 ml de milieu de culture contenant 90% de DMEM (GIBCO, 

Invitrogen corporation) additionné de 10% de sérum de veau foetal (Greiner Bio-One). Les 

cellules sont récoltées dans un milieu frais avant la confluence et remises en culture après 

dilution appropriée. 

 

2.8.2 Construction d’un vecteur exprimant la hThTPase couplée à l’EGFP en cellules 

eucaryotes 
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Afin de déterminer la localisation cellulaire de la ThTPase dans des cellules en culture, 

nous avons inséré le gène de la ThTPase humaine (hThTPase) dans le plasmide pcDNA5 

(Invitrogen, fig. 11) permettant l’expression en cellules eucaryotes d’une protéine fusionnée à 

l’EGFP.  

 

 

Figure 11. Schéma du pcDNA5/FRT/TO 

 

Dans un premier temps, la séquence codante de la ThTPase humaine est amplifiée en 

utilisant le protocole standard de PCR à partir du plasmide de production pGEX-5X1 

contenant cette séquence en utilisant les amorces  sens : 5’-

TTCTCGAGCATGGCCCAGGGCTTGATT-3’ et antisens : 5’-

AAGGGCCCCTAGCCCAGGCAGTGGTC-3’. Le codon d’initiation et le codon stop sont 

mis en gras. Les séquences soulignées correspondent au site de restriction pour XhoI dans 

l’amorce sens et pour ApaI dans l’amorce antisens qui, sont également présents dans le 

pcDNA5, ce qui va permettre d’y insérer le gène de la hThTPase. Après amplification, le gène 

est introduit par clonage TA dans le vecteur pGEM-T (Promega). Des bactéries E. coli DH5! 

compétentes sont transformées puis sélectionnées sur boîtes. Après isolation de l’ADN 
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plasmidique, la présence du gène de la hThTPase est vérifiée par digestion BstZ1 qui possède 

deux séquences de restriction de part et d’autre du site d’insertion dans le pGEM-T. Ensuite 

les plasmides sont envoyés au séquençage pour s’assurer qu’aucune mutation n’a été 

introduite lors de la PCR (bien que cette éventualité soit très peu probable en utilisant la Pfu 

polymérase qui possède une activité capable de corriger les mauvais appariements entre les 

bases en les enlevant dans le sens 3’-5’). Le fragment d’intérêt est libéré du pGEM-T par 

digestion ApaI et XhoI et purifié sur gel d’agarose pour éliminer le plasmide (Agarose Gel 

DNA Extraction Kit, Roche). Le vecteur pcDNA5 est également digéré par ApaI et XhoI pour 

former les bouts collants correspondants. Afin d’empêcher le vecteur de se refermer, celui-ci 

est incubé 30 minutes à 37°C avec la phosphatase alcaline thermosensible (TSAP) qui enlève 

les groupements phosphate en 5’ de l’ADN et empêche donc une liaison de se reformer. Par la 

suite, le mélange est incubé 15 minutes à 74°C pour inactiver la TSAP (Promega). Le gène 

d’intérêt est ensuite inséré dans le plasmide par ligation à l’aide de la T4 DNA ligase 

(Promega). A nouveau, la construction est utilisée pour transformer des DH5! compétentes 

et, après sélection sur boîte LB/ampicilline, l’ADN plasmidique est isolé. Par digestion ApaI, 

KpnI puis migration sur gel d’agarose, les constructions potentiellement correctes sont 

sélectionnées puis envoyées au séquençage. 

 

2.8.3 Transfection transitoire 

 

Avant transfection, les cellules sont cultivées sur des lamelles de verre qui sont 

déposées dans des boîtes 24 puits avant d’être traitées à la polyornithine (0,1 mg/ml) (Sigma) 

pendant 1 h à température ambiante et à la laminine (5 µg/ml) (MP Biomedicals, Santa Ana, 

CA, USA) pendant 2 h à 37°C. Les cellules sont ensuite déposées sur les lamelles coatées à 

une densité de 100 000 cellules/ml et cultivées dans 500 µl de milieu de culture à 37°C en 

atmosphère humide contenant 5% de CO2. Lorsque les cellules sont à 50-80% de confluence, 

elles sont transfectées en utilisant un ratio 3 : 1, à savoir 3 µl agent de transfection (FuGENE, 

Roche) 1 µg de plasmide. Pour une lamelle, 3 µl de FuGENE sont mixés à 50 µl de milieu 

DMEM sans sérum. Après 15 minutes d’incubation à température ambiante de ce mélange, 1 

µg de plasmide y est ajouté pour une incubation de 15 minutes supplémentaires. Les cellules 

sont ensuite mises en présence du mélange et la culture est maintenue de 24 à 72 h à 37°C en 

atmosphère humide contenant 5% de CO2. Après ce délai, les cellules sont fixées à la 
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paraformaldéhyde 4% dans du PBS (NaCl 137 mM ; KCl 2,7 mM ; Na2HPO4 10,1 mM ; 

KH2PO4 4,3 mM ; pH 7,3) pendant 10 minutes à température ambiante.  

 

2.8.4 Analyse de la localisation de l’EGFP par fluorescence 

 

Après 3 rinçages au PBS, les lamelles sur lesquelles sont accrochées les cellules 

transfectées sont montées sur lame dans du milieu « Vectashield hard set medium » contenant 

du DAPI (diamino-4’6-phenylindol-2 dichlorhydrate) (Vector Laboratories). Ce dernier est un 

agent intercalant de l’ADN permettant d’émettre une fluorescence bleue à 456 nm lorsqu’il 

est excité par une lumière violette à 372 nm. Lorsque l’EGFP est excitée avec une lumière 

ayant une longueur d’onde de 488 nm, celle-ci émet une fluorescence intrinsèque verte à 507 

nm, ce qui permet de la localiser soit seule ou sous forme de protéine fusion dans les 

différents compartiments subcellulaires. 

 

2.9 Expression du gène de la 25kDa ThTPase dans des lignées cellulaires par w-RT-

PCR  

 

L’ARN total est extrait des cellules en utilisant le kit d’extraction Insta-Pure 

(Eurogentec). L’ARN total (5 µg) est rétrotranscrit en ADNc dans un volume final de 20 µl 

en utilisant 2 µg d’amorces « random » (Promega). Le gène de la ThTPase est ensuite 

amplifié par PCR en utilisant le mélange suivant : 1 µl cDNA, 5 µl d’amorces 10 µM, 0,5 µl 

(2,5 Unités) Go Taq DNA Polymérase dans un volume final de 50 µl. La PCR se déroule de 

la sorte : 5 minutes à 95°C et 30 cycles de 30 secondes à 94°C, 30 secondes à 55°C et 30 

secondes à 72°C, avec une étape finale de 5 minutes à 72°C. Les produits d’amplification sont 

visualisés par marquage au bromure d’éthidium après électrophorèse sur gel d’agarose 1%. La 

séquence du produit d’amplification est ensuite confirmée par séquençage après insertion 

dans le vecteur pGEMT (Giga séquençage, Université de Liège). 
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2.10 Identification de partenaires protéiques de la mThTPase (« Pulldown assay ») 

 

 

Pour déterminer si la 25-kDa ThTPase peut interagir avec d’autres protéines, nous 

avons utilisé le kit « ProFound™ Pull-Down PolyHis Protein : Protein Interaction Kit » 

(Thermo scientific). Le principe est de lier la mThTPase qui possède une séquence de 8 

histidines et de la protéine liant le maltose (MBP) du coté N-terminal (voir chapitre suivant) à 

des billes de cobalt sur colonne. L’expression de la protéine est induite dans 5 ml de bactéries 

E. coli de la souche BL21DE3. Elles sont ensuite lysées par deux passages dans la presse de 

French et centrifugées à 30 000 g. Le surnageant est transféré sur une colonne composée de la 

résine couplée aux billes de cobalt. Après 5 lavages dans la solution  de liaison décrite au 

point 2.2, un surnageant de cerveau de souris est passé sur la colonne qui est ensuite soumise 

à 3 lavages supplémentaires dans la solution de liaison. La ThTPase liée à la colonne et les 

protéines en interaction avec elle sont éluées avec une solution concentrée en imidazole (point 

2.2). Les protéines contenues dans l’éluat sont séparées par page SDS  sur  gel de 

polyacrylamide. L’expérience contrôle est réalisée en parallèle et consiste à lier la séquence 

de la 8His-MBP à la colonne. Les bandes qui sont présentes avec la ThTPase mais pas dans le 

contrôle sont isolées et envoyées en spectrométrie de masse (GIGA proteomics facilty). Après 

réduction et alkylation, le contenu des bandes est digéré à la trypsine. Les peptides résultants 

sont analysés par LC-ESI-MSMS. 

 



 
 
 
 

RESULTATS 
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3. NeuTTM, une enzyme bactérienne qui appartient à la superfamille 

CYTH et qui hydrolyse spécifiquement le tripolyphosphate inorganique 

 

3.1 Background 

 

En 2002, Iyer et Aravind ont observé que les domaines catalytiques de la 25-kDa 

hThTPase et de l’adénylate cyclase d’Aeromonas hydrophila (CyaB) définissaient une 

nouvelle superfamille de domaines qui, selon eux, peuvent lier les « phosphates organiques». 

Cette superfamille a été appelée CYTH en référence aux deux premières lettres de CyaB et de 

la ThTPase. La présence de séquences codant pour des orthologues de ces enzymes a été 

démontrée dans tous les règnes biologiques, ce qui suggère que CYTH est une ancienne 

famille de protéines et qu’un de ses représentants devait exister chez le dernier ancêtre 

commun universel de toute forme de vie cellulaire. Il a été proposé que ce domaine 

enzymatique puisse jouer un rôle central à l’interface entre le métabolisme des nucléotides et 

des polyphosphates (Iyer et Aravind, 2002), mais ce rôle reste à l’heure actuelle non défini 

pour la plupart des enzymes de cette famille. En utilisant des alignements multiples et des 

prédictions de structures secondaires, Iyer et Aravind ont montré que le site catalytique de  

ces enzymes forme un nouveau type de structure composée de feuillets ! et d’hélices " 

contenant 6 résidus acides et 4 résidus basiques conservés. Au moins 4 résidus acides 

(généralement des glutamates) permettent de chélater le cation divalent requis pour la 

catalyse, comme dans le cas de certaines adénylyl cyclases, DNA polymérases et 

phosphohydrolases (Iyer et Aravind 2002 ; Aravind et Koonin, 1998 ; Tesmer et al., 1999). 

Les structures de plusieurs enzymes de la famille de CYTH ont été obtenues (fig. 30). Parmi 

celles-ci, on retrouve notamment celle de la 25-kDa ThTPase de souris (Song et al., 2008), 

celle de la protéine YpAC4 qui est l’adénylate cyclase de type IV de Yersinia pestis (PDB 

2FJT, Gallagher et al, 2006), celle de la RNA triphosphatase de levure Cet1 (PDB 1D8H, 

Bisaillon et Bougie, 2003), celle de la protéine PF0863 appartenant à Pyrococcus furiosus 

(PDB 1YEM et 2DC4) dont la fonction n’est à l’heure actuelle pas connue et également celle 

de la protéine NeuTTM (PDB 2FBL). On remarque que la structure ouverte de la mThTPase, 

obtenue ici par RMN et qui correspond à la forme libre (non liée au substrat) de l’enzyme en 

solution, présente des similitudes avec la structure de NeuTTM. Nous avons donc formulé 
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l’hypothèse que cette enzyme pouvait être une ThTPase soluble bactérienne, un type 

d’enzyme qui n’a jamais été mis en évidence dans un organisme procaryote.  

 

Dans le génome d’E.coli, il existe également une séquence codant pour une enzyme qui 

possède la signature CYTH (Iyer et Aravind, 2002), mais celle-ci n’a jamais été étudiée d’un 

point de vue cinétique ou structural. La protéine s’appelle Ygif et est répertoriée comme étant 

une adénylate cyclase potentielle, par analogie avec CyaB. Il est important de noter que les 

adénylates cyclases de type IV qui ont été caractérisées (celles de A. hydrophila et Y .pestis) 

sont peu actives dans les conditions « physiologiques » usuelles : l’activité n’est substantielle 

qu’à température élevée et pH très alcalin (Sismeiro et al., 1998 ; Smith et al., 2006). On peut 

donc douter de la signification physiologique de cette activité adénylate cyclase. 
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Figure 30. Comparaison des structures primaires et tertiaires de certaines enzymes de la famille CYTH 

(d’après Song et al., 2008). 

 

3.2 Clonage, expression et purification de NeuTTM 

 

La séquence  codante du gène  de NeuTTM a été clonée dans le vecteur d’expression 

pET15b modifié pour permettre la production d’une protéine possédant une queue poly-
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histidine du côté N-terminal. Après purification, la pureté de la protéine a été vérifiée par 

SDS-PAGE et coloration au bleu de Coomassie (fig. 31). 

 

 

Figure 31. SDS-PAGE après purification de la 6HIS-NeuTTM sur colonne de Nickel. Ligne 1, marqueur de 

poids moléculaire BenchMark™. Ligne 2 et 3, contenu des fractions durant le lavage de la colonne dans le 

tampon de liaison. Ligne 4 et 5, contenu des fractions durant l’élution avec un tampon contenant une forte 

concentration en imidazole. Ceci montre que toute la protéine d’intérêt est récupérée durant l’élution et qu’elle 

est très peu contaminée par d’autres protéines parasites. 

 

La queue poly-histidine de la protéine peut ensuite être enlevée par clivage à l’aide de la 

TEV protéase, ce qui augmente fortement le pouvoir catalytique (kcat) de l’enzyme. Pour la 

cristallisation de l’enzyme, celle-ci a été produite sous forme séléniée.  

 

3.3 Propriétés structurales de la protéine recombinante 

 

La séquence et la structure secondaire de l’enzyme sont données dans la figure 32. 
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Figure 32. Structure de NeuTTM (A) Séquence en acides aminés et éléments de structure secondaire de la 

protéine. Les résidus entourés sont conservés chez toutes les protéines de la famille CYTH connues. (B) 

Représentation en « cartoon »  du monomère de NeuTTM.  Les chaînes latérales des résidus d’acides aminés 

impliqués dans la liaison au substrat et/ou la catalyse sont représentées en lignes. (C) Cette représentation 

souligne la stabilisation de la structure de l’enzyme sous forme relativement rigide par des interactions 

hydrophobes entre d’une part des résidus hydrophobes des feuillets !7 et !8 et, d’autre part, la boucle "4 et 

l’hélice "5. Le monomère NeuTTM est sous forme de représentation « cartoon » en gris et les résidus qui 

forment le patch hydrophobe et stabilisent le corps protéique sont représentés en lignes magenta (Les données 

cristallographiques ont été obtenues par A. Savchenko et al.). 

 

Bien que NeuTTM ait été classée dans les « triphosphate tunnel metalloenzymes », les 

données cristallographiques suggèrent plutôt une structure ouverte, comme c’est le cas pour la 

B. C. 

A. 

!8 



Résultats NeuTTM-Ygif 

 71 

mThTPase en l’absence de substrat. Dans le cas de NeuTTM, la structure tertiaire est en 

feuillets ! antiparallèles («!-barrel ») comme dans les autres TTM. Cependant, il semble que 

l’hélice "5 et la boucle "4, qui sont situées dans la fente, empêchent la formation d’une 

structure en tunnel (fig. 32C). Plusieurs résidus, dont la chaîne latérale projette vers l’intérieur 

de la fente, peuvent jouer un rôle important dans la liaison au substrat et à l’ion métallique 

et/ou dans la catalyse. Dans le cas de l’enzyme CthTTM, qui possède une grande similarité 

avec NeuTTM, une analyse mutationnelle détaillée a permis de mettre en évidence quels 

étaient les résidus essentiels pour conserver une activité catalytique maximale (Keppetipola, 

N., et al.). Il en ressort que quatre glutamates (E4, E6, E114, E116 et peut-être E61 et E63) 

semblent lier l’ion Mg2+ alors que R41 (et R87 ?) interagissent probablement avec les 

groupements phosphorylés du substrat. Selon Keppetipola et ses collaborateurs, dans 

l’enzyme CthTTM, la lysine numéro 8 forme une liaison hydrogène avec le carboxyl en 

position C-terminale des hélices "4-"5. L’analyse détaillée de la structure de NeuTTM 

soulève néanmoins quelques questions quant à l’existence d’une telle interaction. En effet, 

alors que la distance entre l’azote de la chaîne latérale de la lysine 8 (K8NZ) et l’oxygène 

situé sur le carboxyl terminal de la  tyrosine 142 (Y142O) est favorable à la formation d’une 

telle liaison (2,9 Å), l’angle N…O-C est de 117 degrés, ce qui est loin d’être la position 

idéale. De plus, une molécule d’eau est localisée à 3,5 Å du groupement C-terminal de Y142 

avec un  angle O…O-C de 172 degrés. Ceci fait de la molécule d’eau un partenaire plus 

probable que K8NZ pour la formation d’une liaison hydrogène avec le groupement carboxyl 

de Y142.  

 

3.4 Spécificité et propriétés cinétiques  

 

Contrairement à ce qui était attendu, seulement une très faible activité ThTPasique a pu 

être détectée, ce qui indique que contrairement à son orthologue de mammifère, NeuTTM 

n’est pas une ThTPase native (fig. 33). 
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Figure 33. Spécificité de substrat de la NeuTTM His-taggée recombinante. La spécificité a été testée en 

présence de (A) 5 mM MgCl2 (pH 9,7) ou (B) 1 mM MnCl2 (pH 10,4). Le milieu d’incubation contient soit 50 

mM Na-CHES (pH 9,7) ou 50 mM Na-CAPS (pH 10,4), 0,5 mM en substrat, 5 mM MgCl2 (pH 9,7) ou 1 mM 

MnCl2. L’incubation se fait à 37 °C. (moyenne ± écart type, n = 2 - 6) 

 

Sachant que l’ATP et les autres nucléosides triphosphates sont hydrolysés par de 

nombreuses enzymes de la famille TTM (Gong et al., 2006 ; Keppetipola et al., 2007), nous 

avons testé l’activité nucléoside triphosphatase de NeuTTM. En présence de Mg2+, cette 

activité est tout à fait négligeable alors qu’en présence de Mn2+, l’enzyme hydrolyse 

faiblement les NTPs, en particulier le GTP. 

 

Contrairement aux NTPs, le PPPi, en présence de Mg2+ comme activateur, est un très 

bon substrat pour NeuTTM. L’enzyme montre également une forte préférence pour le PPPi 
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linéaire  comparé au cyclique (cPPPi) et au tétraphosphate linéaire (P4). Le polyphosphate à 

longue chaîne (65 ± 5 résidus phosphate) n’est quant à lui pas du tout hydrolysé. Le Gpppp ou 

Gp4 n’est que très peu hydrolysé, ce qui constitue une grosse différence avec l’enzyme 

CthTTM (Sismeiro et al., 1998). L’éventualité d’une activité adénylate cyclase de NeuTTM a 

également été vérifiée en incubant l’enzyme avec de l’ATP en présence de MgCl2 ou de 

MnCl2 à différents pH. Il en est ressorti que l’enzyme ne possède pas une telle activité car 

l’apparition d’AMP cyclique n’a jamais pu être mise en évidence en HPLC. Le pic d’ATP 

diminue légèrement mais on retrouve une augmentation identique du pic d’ADP, indiquant 

que ceci est dû à une hydrolyse de l’ATP. Jusqu’à maintenant, la seule démonstration d’une 

CYTH bactérienne pourvue d’une activité adénylate cyclase est l’enzyme CyaB  AC2 

d’Aeromonas hydrophila  et son homologue de classe IV appartenant à Yersinia pestis (ref 

Gallagher et al , 2006 ; Gallagher et al , 2011 ; Smith et al., 2006).  

 

La figure 34 montre les propriétés cinétiques générales de NeuTTM en tant que PPPase. 

La température optimale est de 50-55 °C (fig. 34A) et l’optimum de pH se situe autour de 9,7 

(fig. 34B). La stabilité thermique et l’optimum de pH alcalin sont aussi des caractéristiques 

d’autres enzymes de la superfamille CYTH, notamment les deux membres fondateurs  CyaB-

AC2 (Sismeiro et al., 1998) et la 25-kDa ThTPase humaine. 

 

Comme le Mn2+ est un bon substituant du Mg2+ pour certains membres de la famille (ref 

Gong et al., 2006 ; Keppetipola et al., 2007 ; Gong et al., 2003 ; Ho et al ., 1998 ; Bisaillon et 

Shuman, 2001), l’effet de celui-ci a été testé pour déterminer s’il peut remplacer Mg2+comme 

activateur de NeuTTM. Il a été démontré que le Mn2+ était un très mauvais substituant pour 

du Mg2+ à toutes les températures testées et dans une gamme de pH de 7 à 10 (fig. 34A et B). 

Lorsqu’on entre dans une gamme de pH très alcalin (10-10,5), on remarque que l’activité 

dépendante du Mn2+ devient significative. 
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Figure 34. Propriétés cinétiques de NeuTTM avec le PPPi comme substrat. La concentration en PPPi est de 

0,5 mM (A) Dépendance de l’activité en fonction de la température en présence de 5 mM en MgCl2 à pH 9,7 (!) 

ou 0,8 mM MnCl2 à pH 10,4 ("). (B) Dépendance vis-à-vis du pH en présence de 10 mM MgCl2 (!) ou 1 mM 

MnCl2 (") à 37 °C (Les courbes sont réalisées par régression non linéaire de l’équation de Michaelis-Menten 

équation, n = 3). Les tampons utilisés aux différentes valeurs de pH sont donnés dans « Matériel et Méthodes » 

(moyenne ± écart type). 

 

Les paramètres cinétiques (Km, kcat et efficacité catalytique) ont été déterminés avec  

différentes préparations enzymatiques et dans différentes conditions. Les constantes de 
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Michaelis-Menten de NeuTTM sauvage His-taggée ont été mesurées à partir d’enzyme 

sauvage fraîchement purifiée. A pH 9,7 et 37 °C, le Km pour le PPPi est de 21 ± 3 µM et le 

Vmax  de 240 ± 30 µmoles.min-1.mg-1 en présence de 5 mM Mg2+. Dans de telles conditions, le 

substrat est essentiellement sous forme de complexe [Mg2+-PPPi]. En effet, la constante de 

dissociation du complexe est basse (Kdiss !1,6.10-6M). Le kcat dans de telles conditions est 

égal à 76 s-1 (en considérant le poids moléculaire de l’enzyme égal à 19 kDa pour un 

monomère). L’efficacité catalytique de NeuTTM en tant que triphosphatase est donc élevée 

avec un kcat/Km = 3,6.10-6 M-1.s-1. A pH neutre, kcat/Km est 10 fois plus bas  (3,3.105 M-1.s-1). 

Ceci reste cependant une efficacité catalytique suffisante pour pouvoir considérer que 

NeuTTM est une authentique triphosphatase inorganique (PPPase). Cette hypothèse est 

renforcée par le fait que le kcat de l’enzyme non taggée est encore supérieur (7900 s-1 à 50°C 

et pH 9,7, voir tabl. 4).  Cette valeur est supérieure de deux ordres de grandeur au kcat de 

CthTTM pour ses meilleurs substrats PPPi et Gp4 (Keppetipola et al., 2007 ; Jain et Shuman, 

2008). On peut dès lors imaginer que  chez N. europaea, le rôle physiologique de NeuTTM 

est la dégradation du PPPi. Aucune conclusion formelle quant au rôle biologique de telles 

enzymes ne pourra cependant être tirée tant que la preuve de l’existence de PPPi chez 

Nitrosomonas ou tout autre organisme n’aura pas été apportée. 

 

Tableau 4. Paramètres cinétiques du sauvage et des mutants NeuTTM recombinants (Moyenne ± écart 

type, n = 3-4) 

Préparation 

enzymatique 

Substrat Conditions Km,app 

 

Vmax kcat kcat/Km 

 

   µM µmol min-1 mg-1 s-1 s-1/M-1 

 

WT 

His-taggée 

PPPi 50 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

40 ± 15 910 ± 70 288 7,2 106 

  37 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

21 ± 3 240 ± 30 76 3,6 106 

  37 °C, pH 7.1 

[Mg2+] = 5 mM 

58 ± 5 60 ± 2 19 0,33 106 

 ATP 50 °C, pH 8.1 

[Mn2+] = 10 mM 

800 ± 

120 

1.2 ± 0.2 0.36 0,45 103 

WT 

Non taggée 

PPPi 50 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

100 ± 20 25,000 ± 2000 7900 79 106 
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K8A 

His-taggée 

PPPi 50 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

390 ± 30 2800 ± 500 887 2,3 106 

 PPPi 37 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

280 ± 55 235 ± 30 74 

 

0,19 106 

 ATP 50 °C, pH 10.1 

[Mn2+] = 10 mM 

1200 ± 

500 

12.5 ± 3.2 3.96 3,3 103 

K85A 

His-taggée 

PPPi 50 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

720 ± 60 65 ± 7 21 29 103 

 PPPi 37 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

2600 ± 

400 

33 ± 3 10 4 103 

K52R 

His-taggée 

PPPi 37 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

191 ± 8 3.1 ± 0.1 0.98 5,1 103 

Y28F 

His-taggée 

PPPi 37 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

44 ± 8 2.6 ± 0.2 0.82 19 103 

 

3.5 Effet de différents activateurs et inhibiteurs de NeuTTM recombinante 

 

Comme l’indique le nom « triphosphate tunnel métalloenzymes », l’activité des TTM 

est fortement dépendantes des cations métalliques divalents. Communément aux autres 

enzymes CYTH, l’activité PPPasique de NeuTTM  requiert absolument un cation divalent, 

avec une activité maximale en présence de l’ion Mg2+ à des concentrations comprises entre 2 

et 10 mM (fig. 35A). Comme mentionné précédemment, l’ion Mn2+ est un moins bon 

activateur (fig. 35A), mais la moitié de l’activation maximale est obtenue à une concentration 

de 0,4 mM, ce qui correspond à une concentration en Mn2+ libre très faible. 

 

Nous avons également testé l’ion Co2+, qui, comme Mn2+, est un bon activateur pour 

plusieurs TTM’s (Ho et al., 1998). A pH optimum (9,5-9,7), Co2+ est un meilleur activateur 

que Mn2+. Cependant, l’activité maximale ne vaut que 10% de celle mesurée en présence de 5 

mM Mg2+ (fig. 35B). La concentration de Co2+ libre correspondant à la moitié de l’activation 

maximale est très basse (entre 50-100 nM), ce qui indique que l’affinité pour Co2+ est encore 

plus élevée que pour Mn2+. 
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Figure 35. Activité PPPasique de NeuTTM en présence de cations divalents. (A) Dépendance de l’activité 

PPPasique vis-à-vis de la concentration totale en Mg2+ (!) et Mn2+ ("). L’incubation est réalisée en présence de 

50 mM Na-CHES (Mg2+, pH 9,7) ou Na-CAPS (Mn2+, pH 10,4) à 37°C. (B) Effet d’une augmentation de la 

concentration en Co2+ (Co2+ libre estimé en considérant un Kdiss  = 8 nM pour le complexe Co-PPPi) sur 

l’activité PPPasique. Conditions d’expérience : PPPi 0,5 mM ; Na-CHES 50 mM, pH 9,5, 45°C (Moyenne ± 

écart-type). 

 

Comme cela a déjà été démontré pour d’autres enzymes CYTH comme Cet1 (Ho et al., 

1998) et la 25-kDa ThTPase (Lakaye et al., 2004), Ca2+ n’a pas d’effet activateur mais un 

effet inhibiteur en présence de Mg2+(fig. 36A) : avec un  IC50 compris entre 50 et 100 µM en 

présence de 5 mM Mg2+. A pH < 10, Mn2+ est également un bon inhibiteur en présence de 

Mg2+ (IC50 ! 40 µM). Comme le Mn2+ est aussi un activateur (bien que beaucoup moins 

efficace), l’inhibition par ce cation en présence de Mg2+ n’est pas complète. Les courbes 
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montrant l’activation par des concentrations croissantes de Mg2+ sont déplacées vers la droite 

en présence de Ca2+ (fig. 36B), suggérant que le calcium exerce son effet inhibiteur, au moins 

partiellement, par compétition avec l’ion Mg2+. Nous avons finalement testé l’effet inhibiteur 

du zinc. Il a été démontré précédemment que celui-ci inhibe fortement la 25-kDa ThTPase de 

mammifères (Lakaye et al., 2004). Zn2+ inhibe l’activité PPPasique de NeuTTM à des 

concentrations très faibles (IC50 = 1,5 µM) (fig. 36C). L’effet inhibiteur de Zn2+ n’est que peu 

affecté par la concentration de l’activateur Mg2+, suggérant que les deux cations ne sont pas 

en compétition pour le même site. Ceci est également le cas pour la 25-kDa thiamine 

triphosphatase. Ces données s’accordent avec la supposition que les ions Mg2+, Mn2+, Ca2+, 

Co2+ partagent le même site de liaison, alors que l’ion Zn2+ se fixe à un site « allostérique » 

périphérique. 

 

Zn2+, Cd2+ et Cu2+ sont aussi inhibiteurs mais avec un IC50 supérieur, respectivement de 

10 µM et 20 µM.   
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Figure 36. Inhibition de NeuTTM par les cations divalents. (A) Inhibition par Ca2+ et Mn2+ en présence de 

Mg2+. Le milieu d’incubation contient : PPPi 0,5 mM, MgCl2 5 mM, Na-Ches 50 mM pH 9,7 et la température 

d’incubation est de 37 °C. (B) Effet de l’augmentation en Mg2+ (concentration calculée en Mg2+ libre) sur 

l’activité PPPasique de NeuTTM en présence d’ions Ca2+ à 50 °C. Le milieu d’incubation contient : PPPi 0,5 

mM, Na-Ches 50 mM pH 9,7. (C) Effet de la concentration en Zn2+ (ZnSO4) sur l’activité PPPasique de 

NeuTTM. Le milieu d’incubation PPPi 0,5 mM, MgCl2 5 mM, Na-Ches 50 mM pH 9,7 à 37 °C. (Moyenne ± 

écart-type).  
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3.6 Étude des complexes enzymatiques formés par NeuTTM en présence ou non de 

PPPi et/ou de différents cations par spectrométrie de masse 

 

Les données cristallographiques obtenues par diffraction des rayons X montrent que le 

cristal de la protéine est un dimère (Lunin et al., 2005). Les spectres de masse en électrospray 

de l’enzyme His-taggée concentrée ont été récoltés (concentration totale en monomère 10 

µM) dans 100 mM en acétate ammonique, pH 6,5 (fig. 37). L’enzyme est un mélange de 

monomères (noté M) et de dimères (noté M2), le dimère étant plus abondant. Le dimère se 

dissocie facilement en phase gazeuse quand le voltage augmente de 50 V à 150 V. Ceci 

suggère que les ponts salins ne sont pas prévalents à l’interface de dimérisation. Cette 

observation est confirmée par les données cristallines qui montrent que cette interface est 

principalement composée de résidus d’acides aminés hydrophobes parmi lesquels on retrouve 

L29, L38, L40, L51, L74, I36, I64 et I66 (fig. 38), ce qui explique la labilité du dimère en 

électrospray.  

 

 

Figure 37. Spectre de masse de NeuTTM recombinante His-taggée en l’absence de substrat et de cations 

divalents. M = monomère (masse théorique = 19 987,4 Da) et M2 = dimère (masse théorique == 39 974,8 Da). 

(A) Spectre enregistré en conditions drastiques (Voltage = 150 V) : le dimère est partiellement dissocié mais la 
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précision sur la masse est supérieure. (B) Spectre de masse obtenu en conditions plus douces (Voltage = 50 V), 

celui-ci montre que le dimère est la plus abondante des espèces en solution. La concentration en protéines est de 

10 µM dans 100 mM acétate ammonique (100 mM, pH 6,5, données obtenues par M. Murty, V. Gabelica et E. 

DePauw). 

 

 

 

Figure 38. Interface de dimérisation de NeuTTM. Le monomère A est représenté en « cartoon » (Ruban vert 

et atomes de carbone verts), alors que la surface du  monomère B est représentée en gris semi transparent 

(atomes de carbone gris). Pour les deux monomères, les atomes d’oxygène sont colorés en rouge, les atomes 

d’azote sont représentés en bleu et les atomes de soufre en jaune. Les résidus formant l’interface de dimérisation 

sont représentés en lignes et indiqués pour le monomère A (Données obtenues par A. Savchenko et al.). 

 

Nous avons ensuite étudié les complexes formés par NeuTTM et différents substrats 

seuls (PPPi, ATP et ThTP) ou en présence de Mg2+. Dans tous les cas, le substrat reste 

étroitement lié à NeuTTM, quel que soit le voltage, grâce aux interactions ioniques dans ce 

complexe. La figure 9 montre les spectres de masse de NeuTTM seule (fig. 39A) et du 

mélange binaire avec PPPi (fig. 39B), ATP (fig. 39C) ou ThTP (fig 39D). Avec le PPPi, à la 

concentration utilisée (10 µM NeuTTM et 25 µM PPPi), le pic de protéine libre n’est plus 

résolu (limite du bruit de fond). La concentration de protéine libre peut donc être estimée 

inférieure à 8,5% de la concentration totale en protéine. Cela suggère que la constante de 
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dissociation du complexe monomère-substrat est inférieure à 1,5 µM. Le dimère de protéine 

contient deux molécules de PPPi. Cela contraste fortement avec la situation en présence 

d’ATP et de ThTP où la protéine libre est prédominante et aussi bien le monomère que le 

dimère ne lie qu’une molécule de substrat. Le Kd déduit de l’intensité des pics pour les 

complexes monomère-substrat est au minium de 90 µM. Ceci concorde avec la haute valeur 

du Km (800 ± 120 µM) mesurée pour l’activité ATPasique de NeuTTM (tabl. 4). 

 

 

Figure 39. Spectre de masse (100 mM NH4Ac , pH 6,5) montrant la haute spécificité de NeuTTM pour le 

PPPi par rapport à l’ATP et le ThTP.  (A)  Spectre de la protéine seule concentrée à 10 µM. (B) 10 µM en 

protéine et 25 µM PPPi. (C) 20 µM en protéine et 50 µM ATP. (D) 10 µM en protéine et 25 µM ThTP (Données 

obtenues par M. Murty, V. Gabelica et E. De Pauw). 
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La figure 40 montre les spectres de masse de l’état monomérique chargé 8+ en présence 

de différents mélanges avec Mg2+ et/ou PPPi. Le spectre de la protéine seule est représenté 

principalement par un pic de rapport m/z = 2499,4 (fig. 40A), qui reste prédominant quand la 

protéine  est mélangée avec Mg2+ en excès de 10 fois (fig. 40B). Aussi bien le monomère que 

le dimère lient le Mg2+ avec une affinité modérée. Nous avons également testé un mélange 

binaire de la protéine  avec Mn2+ et Zn2+ (pas montré) et le résultat suggère une plus haute 

affinité pour le Zn2+ (avec plusieurs sites de liaison) que pour Mg2+ et Mn2+. Ceci concorde 

avec le fait que NeuTTM est inhibée par des concentrations micromolaires en Zn2+ (fig. 36C). 

Une  analyse plus détaillée de la masse des complexes [NeuTTM-PPPi] en l’absence de 

cations divalents montre qu’ils se lient spécifiquement à deux cations monovalents (les 

intensités des pics sans et avec un cation monovalent étant insignifiantes). La figure 10C 

montre l’existence de complexes avec deux ions Na+, ceux-ci proviennent de la préparation de 

tripolyphosphate qui est sous forme de sel pentasodique. Un complexe [NeuTTM-PPPi-Na+-

K+] est aussi détecté, avec K+ probablement présent dans la préparation d’enzyme. 

 

 

Figure 40. Identification détaillée des complexes de NeuTTM dans des mélanges binaires et ternaires avec 

MgCl2 (0,1 mM) et/ou PPPi (25 µM). Les spectres ont tous été enregistrés dans 100 mM d’acétate ammonique 

(pH 6,5) à un voltage de 150 V pour une détermination plus précise de la masse de chaque complexe. (A) 

NeuTTM seule à un état de charge 8+. Le pic principal correspond à l’absorption de 8 protons et quelques 

adduits de sodium et potassium sont détectés. (B) NeuTTM en mélange binaire avec Mg2+. L’intensité des pics 
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d’adduits non résolus augmente mais l’enzyme entièrement protonée reste le pic le plus intense. (C) NeuTTM en 

mélange binaire avec le PPPi. L’enzyme entièrement protonée est mineure et les complexes majeurs contiennent 

deux cations monovalents. (D) NeuTTM en mélange ternaire avec PPPi et Mg2+. Le complexe enzyme-substrat 

lié à un cation Mg2+ est clairement détecté (Données obtenues par M. Murty, V. Gabelica et E. De Pauw). 

 

Finalement, les propriétés des complexes ternaires (supposés être catalytiquement 

actifs) de NeuTTM avec le substrat PPPi et l’activateur Mg2+ ont été étudiées. Pour empêcher 

une trop forte hydrolyse du PPPi , le spectre a été enregistré juste après avoir mélangé 

NeuTTM avec l’activateur Mg2+ et le PPPi. Malgré la forte concentration en enzyme, 

l’activité PPPasique est faible à la température de la pièce et pH 6,5 (fig. 34) et l’hydrolyse 

complète du PPPi dans de telles conditions devrait probablement prendre plus que quelques 

secondes. Avec MgCl2 (0,1 mM) en présence de PPPi, le complexe [NeuTTM-PPPi] acquiert 

un cation Mg2+ plutôt que deux cations monovalents (fig. 40D). Le pic d’enzyme libre n’est 

plus observable. Nous pouvons donc conclure que le complexe [Mg-PPPi] (qui est le vrai 

substrat) lie le site actif de l’enzyme avec une forte affinité, le Kd étant du même ordre de 

grandeur que pour le PPPi libre (< 1,5 µM). 

 

Par ailleurs, il est clair que la nécessité de la présence d’un Mg2+ activateur n’est pas  

simplement due au fait que ce cation lie le PPPi. Bien que le vrai substrat soit plus que 

probablement le complexe [Mg-PPPi], l’activateur métallique divalent doit aussi se lier à un 

site spécifique sur la protéine. Les résultats de spectrométrie de masse (fig. 40D) suggèrent 

que l’enzyme ne peut lier qu’un seul ion Mg2+ avec une affinité appréciable. La même 

conclusion a été avancée par Song et al. (2008) pour la 25-kDa ThTPase de souris. Bien que 

Iyer et Aravind proposent que les protéines CYTH peuvent lier deux activateurs métalliques 

divalents, ceci n’est probablement pas une règle générale pour cette superfamille. 

 

3.7 Mise en évidence de l’activité de NeuTTM sous forme de monomère ou dimère par 

électrophorèse en conditions non-dénaturantes 

 

En accord avec les résultats obtenus par spectrométrie de masse, deux pics de masse 

approximative de 20 et 40 kDa ont été obtenus sur tamis moléculaire (fig. 41). 
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Figure 41. Séparation du monomère et du dimère de NeuTTM sur tamis moléculaire couplé à un dispositif 

HPLC. La colonne TSK (G3000W, 30 x 0,75 cm, 7 mm) est équilibrée avec un tampon contenant 20 mM 

Hepes-Na (pH 6,8) et 200 mM NaCl, la vitesse d’écoulement étant de 0,5 ml/min. Un volume de 20 µl de 

solution protéique (1,75 mg/ml) est injecté sur la colonne et les deux pics sont collectés pour déterminer 

l’activité enzymatique.   

 

L’activité spécifique du monomère et du dimère sont respectivement de 245 et 169 

µmol.min-1.mg-1 avec 0,5 mM PPPi à 50°C., montrant que l’activité catalytique n’est que peu 

affectée par la dimérisation. Ceci est également confirmé par la mise en évidence de l’activité 

enzymatique sur gel de polyacrylamide non-dénaturant (fig. 42). De plus, lorsque le 

monomère et le dimère sont récupérés après séparation sur colonne, puis réinjectés, tous deux 

sont purs, ce qui démontre qu’il n’y a pas d’interconversion rapide entre les deux formes. 

Ceci suggère simplement que la dimérisation peut être due à un artéfact associé à la 

purification de l’enzyme sans aucune signification physiologique.  

 

 

Figure 42. Détermination de l’activité PPPasique de NeuTTM dans un gel non dénaturant. Les bandes 

actives sont colorées en blanc. La flèche du haut montre la bande correspondant au dimère et celle du bas au 

monomère. 
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3.8 Mutagenèse dirigée  

 

Les mutations en alanine des résidus K8 et K85 ont été choisis car les résidus 

homologues sont importants pour l’activité catalytique et la spécificité de substrat de 

l’enzyme CthTTM très proche de NeuTTM : en effet, la structure primaire possède 73 

positions de chaînes latérales identiques (Keppetipola et al., 2007).  

 

Nous avons trouvé que contrairement au mutant K8A de CthTTM, l’homologue chez 

NeuTTM reste fortement actif avec le PPPi comme substrat et en présence de Mg2+ comme 

activateur. Comme le Km et le kcat sont tous les deux augmentés (tabl. 4), l’efficacité 

catalytique est peu différente de celle mesurée pour la WT. Ceci constitue une grande 

différence avec CthTTM où la mutation de cette lysine abolit presque totalement l’activité 

PPPasique tout en stimulant l’activité ATPasique. Dans leur étude de la CthTTM, 

Keppetipola et al. avaient postulé que K8 forme une liaison hydrogène avec le squelette 

carboné de l’extrémité C-terminale des hélices !4-!5, stabilisant ainsi la structure ouverte des 

huit feuillets " en tonneau qui constituent le site de liaison au substrat. La substitution de  K8 

par une alanine est censée empêcher l’interaction entre le feuillet "1 et les hélices !4-!5, 

rendant la conformation moins rigide. Nos résultats suggèrent qu’une telle liaison hydrogène 

n’est pas requise pour maintenir la structure rigide de l’enzyme. De plus, avec ce mutant, 

l’ATP reste un mauvais substrat, comme dans le cas de l’enzyme sauvage (tabl. 4). Même en 

présence de Mn2+ comme activateur, l’efficacité catalytique est inférieure de 3 ordres de 

grandeur à ce qui est obtenu en présence PPPi. Une conformation très rigide ne semble pas 

nécessaire pour une haute activité PPPasique de NeuTTM, c’est-à-dire que K8 n’est pas 

impliqué dans la stabilisation de la conformation de l’enzyme. Il faut noter que Keppetipola et 

al. ont basé leur hypothèse sur la similarité de séquence avec NeuTTM et que la structure de 

CthTTM n’est pas connue. K85 est localisé dans le bas de la fente, où est supposé se trouver 

le site catalytique, près des résidus arginines (R39, R41 et R87) qui sont supposés lier 

électrostatiquement  les groupements phosphorylés du substrat. Dans le cas de CthTTM, le 

résidu K87, qui est homologue du K85 de NeuTTM , est essentiel pour la catalyse. 

 

Chez NeuTTM, le mutant  K85A est 10 fois moins actif que l’enzyme sauvage, mais les 

conditions optimales d’activité sont essentiellement les mêmes (pH 9,7, 50 °C). Le mutant est 

également moins actif avec l’ATP qu’avec le PPPi comme substrat. Ce mutant est également 
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beaucoup moins actif avec l’ATP qu’avec le PPPi comme substrat. L’extrapolation du Vmax 

donne une valeur de kcat autour de 21 s-1 (à 50 °C) en présence de 5 mM Mg2+ (tabl. 4), ce qui 

correspond à une diminution du kcat de 14 fois par rapport à l’enzyme non mutée dans les 

conditions optimales.  Par ailleurs, le Km du mutant K85A pour le PPPi est égal à 720 µM (à 

50 °C), donc au moins 10 fois supérieur au Km de l’enzyme sauvage. Il faut cependant 

remarquer qu’on arrive difficilement à obtenir une concentration saturante en substrat, ce qui 

engendre une incertitude sur le Km et le Vmax. Il apparaît que la mutation K85A diminue 

significativement l’efficacité catalytique de l’enzyme, mais le kcat reste relativement élevé. On 

ne peut donc pas conclure que K85 est vraiment un résidu essentiel pour la catalyse.  

 

Une autre conséquence de la mutation K85A est que l’effet des cations divalents est 

fortement altéré. En effet, contrairement à l’enzyme sauvage, le mutant K85A est plus 

fortement activé par Mn2+ que par Mg2+ et l’effet inhibiteur de Ca2+ et Mn2+ est moins 

prononcé (tabl. 5). De plus, Zn2+ peut remplacer le Mn2+ comme activateur, en étant 

cependant moins efficace. Il semble dès lors que lorsque la charge positive de la chaîne 

latérale en position 85 n’est plus présente, la conformation de la protéine permet l’accès à des  

cations de tailles supérieures au Mg2+ dans le site activateur. Ceci suggère que K85 agit 

comme un résidu conférant la spécificité vis-à-vis du cation, assurant que le plus petit et le 

plus physiologique des cations, c’est-à-dire Mg2+, soit le seul à accéder au site activateur de 

l’enzyme. Ces résultats suggèrent donc que K85 n’est pas impliqué directement dans la 

catalyse mais plutôt que ce résidu joue un rôle important (bien qu’apparemment non essentiel) 

dans l’orientation de la molécule de PPPi lors de la formation du complexe enzyme-substrat. 

Il est également important pour la liaison de l’ion Mg2+. 

 

Tableau 5. Activité PPPasique du mutant His-taggé K85A NeuTTM en présence de différentes 

concentrations en PPPi et cations divalents. Les incubations sont réalisées à 50 °C, pH 9,7 (n = 3-4). 

[PPPi] Cation bivalent  

 

Concentration libre Activité spécifique 

 

mM  mM µmol min-1 mg-1 

Mg2+ 

Mg2+ 

2 

5 

4,0 ± 0.3 

4,2 ± 0.3 

0.5 

Mn2+ 

Mn2+ 

1 

4 

6,0 ± 2.5 

18 ± 4 
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Co2+ 2 0,8 ± 0.6  

Zn2+ 

Zn2+ 

1 

4 

2,0 ± 0.5 

10 ± 2 

Mg2+ 

Mg2+ 

2 

5 

27 ± 6 

55 ± 4 

Mn2+ 

Mn2+ 

1 

4 

80 ± 9 

70 ± 6 

Co2+ 2 18 ± 6 

2 

Zn2+ 

Zn2+ 

1 

4 

22 ± 7 

27 ± 5 

 

 

Comme K8 et K85 ne semblent pas être essentiels pour la catalyse, nous avons suspecté 

que K52, qui est très fortement conservée au sein de la famille CYTH (Iyer et Aravind, 2002 ; 

Aravind et Koonin, 1998), pouvait jouer un rôle essentiel. De plus, cette lysine est homologue 

à K65 de la 25-kDa ThTPase de mammifère dont nous avons démontré le rôle essentiel (voir 

chapitre précédent). Chez CthTTM, la mutation de K52 résulte en une perte de 90 à 99% de 

l’activité, en fonction du substrat et de l’activateur utilisé (Keppetipola et al., 2007). Chez 

NeuTTM, la mutation K52R résulte en la diminution du Vmax de deux ordres de grandeur et le 

Km apparent est fortement augmenté (tabl. 4, fig. 43). L’efficacité catalytique de ce mutant est 

donc plus de 1000 fois inférieure à celle de l’enzyme sauvage. L’ion Mn2+ n’induit pas une 

activation significative de ce mutant. Il apparaît donc que contrairement au mutant K85A, la 

spécificité pour l’ion activateur ne change pas. Le fait que la mutation de cette lys-52 

hautement conservée diminue fortement l’efficacité catalytique de l’enzyme suggère que ce 

résidu joue un rôle important dans le mécanisme catalytique.  
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Figure 43. Dépendance de l’activité PPPase vis-à-vis de la concentration en substrat des mutants 

NeuTTM. L’enzyme est incubée en présence de 5 mM Mg2+ à 37 °C. Les courbes ont été obtenues par 

régression non linéaire de l’équation de Michaelis-Menten (n = 3). 

 

Une propriété récurrente de NeuTTM, aussi bien que des autres enzymes de la famille 

CYTH, est leur forte activation à des pH alcalins (fig. 34B). Afin de déterminer si cette 

diminution d’activité aux valeurs de pH les plus bas n’est pas due à une moins bonne liaison 

du substrat à l’enzyme, nous avons réalisé le graphique de Vmax/Km en fonction du pH (fig. 

44A). Nos résultats ont montré que le Km varie très peu en fonction du pH et le profil obtenu 

est similaire à celui de la figure 34B. Nous avons ensuite utilisé le graphique de Dixon-Webb 

qui représente Log Vmax en fonction du pH pour estimer la valeur du pKa des principaux 

résidus responsables de la diminution d’activité entre pH 9,7 et 7,0. Le pKa de l’enzyme 

sauvage est estimé à 9,3 (fig. 44B). La même valeur a été trouvée pour le mutant K52R. Ces 

résultats s’accordent avec l’hypothèse que l’activité catalytique dépend d’une seule étape de 

déprotonation dont le pKa est proche de 9,3. Cela peut correspondre à une base générale qui 

forme un OH- en enlevant un proton de l’eau. Cet OH- peut ensuite attaquer un des 

phosphores du PPPi. 

 

Y28F 
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Comme le profil de pH est très peu affecté par la mutation K52R, la diminution 

d’activité entre 9,7 et 7,0 ne peut être imputée à la protonation du groupe aminé de ce résidu. 

Ceci suggère l’implication d’un autre résidu capable d’interagir avec K52 et agissant comme 

base générale au cours de la catalyse. Si l’on se réfère à la structure cristalline (fig. 32B), 

seuls trois résidus sont susceptibles d’interagir avec K52 : Y28, E37 et E61. Il est cependant 

très peu probable, voire impossible que le groupement carboxylique d’un résidu glutamate ait 

un pKa aussi alcalin. Y28  représente dès lors le meilleur candidat pour jouer le rôle de base 

générale (le groupement hydroxyle de la tyrosine a un pKa voisin de 10). Il faut également 

noter que ce résidu est analogue à Y39 de la ThTPase de mammifère dont nous avons 

démontré le rôle fondamental précédemment (chapitre précédent). Dans le cas de NeuTTM, la 

mutation Y28F provoque une forte diminution de l’activité enzymatique (!2,6 µmoles.min-

1.mg-1 à 100 µM PPPi, comparé à 200 µmoles.min-1.mg-1 pour l’enzyme sauvage). Par 

ailleurs, une propriété étonnante de ce mutant est que malgré un début de saturation à de 

faibles concentrations en substrat, l’activité augmente de façon continue jusqu’à une 

concentration en PPPi  de 1 mM sans atteindre la saturation. La figure 43 D ne montre pas la 

situation lorsque les concentrations en PPPi sont plus hautes car elles empêchent d’observer le 

fléchissement initial et elles s’écartent plus que probablement de la situation physiologique. 

Cette observation est la même quel que soit le pH entre 7,0 et 9,0. Il est donc difficile 

d’estimer raisonnablement les paramètres cinétiques Km et Vmax de ce mutant. Le pH optimum 

de Y28F est déplacé vers des valeurs plus basses comparé à l’enzyme sauvage et au mutant 

K52R (fig. 44B et C). Nous avons porté en graphique Log v en fonction du pH pour une 

concentration de PPPi égale à 100  µM (fig. 44D). Il est clair qu’il y a un déplacement 

important du profil de pH avec un optimum déplacé vers les valeurs plus basses, et le 

graphique de Dixon-Webb permet d’estimer une valeur de pKa proches de 7,4. Ce pKa 

apparent n’est que très peu affecté par la concentration en PPPi. Cette valeur peut refléter le 

pKa d’un groupement carboxyl d’un des glutamates avoisinant (E37 ou E61), qui peuvent 

également jour le rôle de base générale, en étant cependant moins efficace que Y28. Ceci peut 

expliquer pourquoi le mutant Y28F atteint une activité appréciable lorsque le PPPi est en 

large excès. 

 

Ces résultats suggèrent que Y28 exerce un rôle important dans la catalyse enzymatique 

en formant probablement une dyade catalytique avec K52. Nous avons montré d’autre part 

que Y28 est  responsable, du moins en partie, de l’optimum de pH particulièrement alcalin.  
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Figure 44. Dépendance au pH de NeuTTM sauvage et des mutants Y28F et K52R.  (A) Vmax/Km en fonction 

du pH pour l’enzyme sauvage. (B) Dépendance au pH du Log Vmax de NeuTTM sauvage (!) et du mutant K52R 

(!). (C) Les activités des mutants Y28F (") et K52R (!) sont représentées en % des valeurs respectives 

obtenues à pH 9,7 (100%), la concentration en PPPi est de 0,1 mM. (D) Dépendance au pH de Log v du mutant 

Y28F en présence de 0,1 mM de PPPi. Dans tous les cas, la réaction se déroule en présence de 5 mM Mg2+ à 37 

°C et les contrôles en absence d’enzyme ont été soustraits (moyenne  ± écart-type, n = 3-6). 

 

3.9 Conclusion  

 

Nos résultats permettent de proposer un mécanisme pour l’hydrolyse du PPPi  par 

NeuTTM. L’hypothèse est que le couple Y28-K52 forme une dyade catalytique où l’azote 

nucléophile de K52 est lié via un pont hydrogène à l’oxygène du groupement phénolate de 

Y28. Ce dernier peut jouer le rôle de base générale qui enlève un proton de l’eau. L’OH- 

résultant peut à son tour attaquer un phosphore du PPPi (fig. 45). 
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Figure 45. Mécanisme catalytique proposé pour l’hydrolyse du PPPi par NeuTTM. Il est probable que la 

paire K52-Y28 forme la dyade catalytique de NeuTTM. Le mécanisme le plus simple et le plus plausible est une 

catalyse acide-base sans formation d’un intermédiaire acyl-enzyme covalent. 

 

4. Ygif, l’othologue CYTH de E. coli 

 

4.1 Clonage, surexpression et purification d’Ygif 

 

La séquence codante d’Ygif a été amplifiée à partir de 1 µg d’ADN génomique par 35 

cycles PCR dénaturation (94°C, 20 s), hybridation (64°C, 30 s) et élongation (72°C, 90 s) en 

utilisant la Pfu polymérase et les amorces sens (5’-

TTTGGATCCATGGCTCAGGAAATCGAATTAAAG-3’) et antisens (5’-

TTTGCGGCCGCTTAACGTTTTCCGCTGTGCAACC-3’). Le fragment est ensuite incubé 
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en présence de Taq polymerase et de dATP pour ajouter une queue polyA. Le fragment PCR 

de 1,3 kb est ensuite inséré dans le vecteur pGEM-T (Promega) par clonage TA. Les 

plasmides issus de différentes colonies sont ensuite séquencés afin de déterminer quels sont 

ceux ayant incorporé l’insert. Ce dernier est ensuite libéré par digestion BamHI, NotI et inséré 

dans le vecteur pGEX-4T2 (GE lifescience). La construction finale est utilisée pour 

transformer des bactéries compétentes BL21DE3 dans lesquelles est induite l’expression de la 

protéine d’intérêt fusionnée à la GST, qui est par la suite purifiée sur une colonne à laquelle 

est fixé du glutathion (fig. 46).   

 

 

Figure 46. Purification de la protéine fusion GST-Ygif.  Ligne 1, Marqueur de poids moléculaire. Ligne 2, 

Surnageant bactérien après surexpression  

 

4.2  Spécificité et propriétés cinétiques d’Ygif recombinante 

 

Nous avons d’abord étudié la spécificité de la GST-Ygif purifiée. Comme dans le cas de 

NeuTTM, l’enzyme hydrolyse de façon très spécifique le PPPi en présence de Mg2+ (fig. 47).  

 

70 kDa 
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Figure 47. Spécificité pour le substrat de la GST-Ygif. Les conditions d’incubation sont les suivantes : MgCl2 

5 mM, Na-TAPS 50 mM pH 8.5, 0,5 mM en substrat à 37 °C (n = 2). 

 

Nous avons ensuite mesuré les constantes cinétiques d’Ygif (fig. 48). Le Km et le Vmax 

pour le PPPi sont respectivement de 281 µM et de 27,4 µmoles.min-1.mg-1 (kcat = 33 s-1). Bien 

que ces constantes reflètent une efficacité catalytique moindre (kcat/Km = 12 105 s-1/M-1) que 

celle de NeuTTM (kcat/Km = 7,2 106 s-1/M-1 pour NeuTTM His-taggée), elle n’en est pas pour le 

moins appréciable, d’autant plus qu’il faut tenir compte du fait que le tag GST peut interférer 

avec le bon fonctionnement de l’enzyme (c’est notamment le cas avec la hThTPase, Lakaye et 

al., 2002). 
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Figure 48. Activité spécifique d’Ygif en fonction de la concentration en PPPi. Conditions d’incubation : 

MgCl2 5mM, Na-TAPS 50 mM pH 8,5, 37 °C (n = 2). 

 

Comme le montre la figure 49, le pH optimum d’Ygif est de 8,5. Par ailleurs, lorsque la 

séquence d’Ygif est comparée avec celle de la 25-kDa ThTPase et de NeuTTM, on se rend 
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compte que Y39 est strictement conservé par rapport à la ThTPase et est l’homologue de Y28 

chez NeuTTM. La séquence d’Ygif contient aussi K69 qui est l’homologue de K65, de la 

ThTPase et de K52 de NeuTTM. On peut donc imaginer que la paire K69-Y39 pourrait 

former une dyade catalytique tout comme pour les deux autres enzymes. L’absence de 

structure disponible nous empêche toutefois d’affirmer que ces deux résidus sont positionnés 

de façon à pouvoir former une dyade. 
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Figure 49. Profil de pH d’Ygif. Conditions d’incubation : 0,5 mM en PPPi, 5 mM MgCl2 à 37 °C (n = 2). 

 

Une autre propriété commune d’Ygif avec la ThTPase et NeuTTM est son activation 

par l’ion Mg2+. L’allure hyperbolique de la courbe (fig. 50) permet d’estimer une constante 

d’activation KA égale à EC50 ! 1,3 mM, ce qui est comparable aux valeurs obtenues pour la 

ThTPase et NeuTTM. 
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Figure 50. Activité spécifique d’Ygif en fonction de la concentration en MgCl2. L’incubation est réalisée en 

présence de 0,5 mM PPPi, Na-TAPS 50 mM pH 8,5 37°C (n =2). 

 

Enfin, nous avons montré que tout comme la ThTPase et NeuTTM, Ygif est fortement 

inhibée par des concentrations en Ca2+  < 1 mM (IC50 ! 90 µM, fig. 51). 

 

Figure 51. Inhibition d’Ygif par Ca2+. Conditions d’incubation : 0,5 mM PPPi, MgCl2, 5 mM, Na-TAPS 50 

mM pH 8,5 à 37 °C (n = 2). 

 

4.3 Conclusion à propos d’Ygif 

 

Nous avons donc caractérisé une protéine d’E.coli qui, jusqu’à nos travaux, n’avait 

aucune fonction connue. Cette protéine, tout comme son analogue NeuTTM, hydrolyse 

spécifiquement le PPPi en présence de magnésium. Enfin, nous avons montré qu’Ygif 

possède des caractéristiques communes avec la ThTPase et NeuTTM.  
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25-kDa ThTPase, NeuTTM et Ygif : nouvelles perspectives concernant l’activité 

enzymatique des membres de la famille CYTH et leur mécanisme catalytique. 

 

La première et la plus importante partie de notre travail concerne une enzyme soluble, 

cytosolique, hydrolysant spécifiquement le triphosphate de thiamine (ThTP). Elle fut 

découverte dans des extraits de cerveau de rat par Hashitani et Cooper en 1972, mais elle ne 

fut purifiée que 20 ans plus tard par Makarchikov et Chernikevich (1992). Son séquençage et 

sa caractérisation moléculaire ont ensuite été réalisés dans notre laboratoire (Lakayet et al., 

2002). La 25-kDa ThTPase est un monomère qui ne possède aucune homologie de séquence 

avec d’autres protéines de mammifères, mais qui appartient à une vaste superfamille de 

protéines appelées CYTH, qui comprend des orthologues chez pratiquement tous les 

organismes où on les a cherchés. Toutefois, c’est seulement chez les mammifères que ces 

protéines ont une activité ThTPasique spécifique, avec une haute efficacité catalytique.  

 

Une première étude des propriétés catalytiques de la hThTPase a été réalisée dans notre 

laboratoire (Lakaye et al., 2004) mais, en l’absence de données structurales détaillées, elle n’a 

pas permis d’identifier les résidus d’acides aminés importants pour la catalyse. La structure 

cristalline de la hThTPase  liée au citrate et au SO4
2- et la structure RMN de la mThTPase 

libre ou en complexe ternaire avec le ThTP et le Mg2+ n’ont été obtenues que quelques années 

plus tard. Celles-ci nous ont permis d’avoir une idée plus précise des résidus d’acides aminés 

susceptibles d’intervenir dans la catalyse. Nous avons dans un premier temps sélectionné par 

alignement de séquences, les résidus d’acides aminés que l’on retrouve chez la plupart des 

ThTPases appartenant aux différents organismes chez qui la séquence de cette enzyme a été 

mise en évidence. Plus récemment, nous avons obtenu, en collaboration avec Frédéric Kerff et 

Paulette Charlier (CIP, Ulg), un cristal du complexe hThTPase-PPPi sur lequel le docking de 

la molécule de ThTP a pu être réalisé. Cette structure nous a permis d’affiner encore 

davantage notre idée du complexe enzyme-susbtrat. C’est ainsi qu’il a été démontré que le 

résidu W53, qui est probablement un résidu crucial dans l’évolution des enzymes de la famille 

CYTH dans l’acquisition de l’activité ThTPase, forme une interaction hydrophobe avec le 

cycle thiazole de la partie thiamine du ThTP.  

 

Nos résultats suggèrent aussi que l’hydrolyse du ThTP par la 25-kDa ThTPase dépend 

de la paire K65-Y39 qui forme la dyade catalytique. 
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Nous avons également démontré que les glutamates 37 et 147 sont indispensables au 

bon positionnement des arginines 57, 125 et de la lysine 193, sans qui l’interaction avec la 

partie triphosphate est beaucoup moins efficace. Les mutations D37A et D147A provoquent 

en effet une forte diminution de l’efficacité catalytique.  

 

Hormis la 25-kDa ThTPase de mammifère, la famille CYTH compte aussi parmi ses 

membres des protéines bactériennes. C’est notamment le cas de NeuTTM, une protéine de 20-

kDa qui appartient à Nitrosomonas europaea, une bactérie Gram-négative qui tire son énergie 

de l’oxydation de l’ammoniaque en nitrite et qui vit dans les sols, les eaux usées et les zones 

polluées par l’ammoniaque. La structure cristalline de NeuTTM avait été publiée quelques 

années plus tôt et, contrairement à la plupart  des protéines CYTH qui ont une structure en 

tonneau (ou tunnel fermé), celle-ci se présente comme une fente ouverte, avec les résidus 

catalytiques situés vers l’intérieur, comme c’est le cas pour la mThTPase libre (non liée au 

substrat) en solution. Nous avons donc soupçonné que NeuTTM pouvait être une ThTPase 

bactérienne, mais nous avons trouvé que NeuTTM hydrolyse le PPPi de façon très spécifique 

et que le mécanisme catalytique dépend, tout comme dans le cas de la 25-kDa ThTPase, d’une 

dyade catalytique formée par la paire K52-Y28 (qui sont les résidus analogues à K65 et Y39 

de la ThTPase). Par ailleurs, NeuTTM présente de nombreuses propriétés communes avec la 

25-kDa ThTPase. C’est notamment le cas de la dépendance absolue de l’activité vis-à-vis 

d’un cation divalent activateur dont le plus efficace est le Mg2+. En présence de ce dernier, le 

Ca2+ et le Mn2+ inhibent NeuTTM de façon compétitive alors que le Zn2+, qui est également 

inhibiteur, semble agir plutôt de manière non compétitive. On retrouve les mêmes propriétés 

chez la 25-kDa ThTPase (Lakaye et al., 2004). 

 

Le génome d’E. coli  contient aussi la séquence codant pour une CYTH appelée Ygif et 

répertoriée dans les bases de données comme étant une adénylate cyclase. Nous avons cloné, 

surexprimé et purifié cette protéine de 40-kDa (dont seule la première partie contient la 

séquence d’une CYTH) sous forme de protéine fusionnée à la GST. Nous avons démontré que 

cette enzyme hydrolyse également le PPPi de façon très spécifique en présence de Mg2+. A 

nouveau, le calcium est un très bon inhibiteur de cette enzyme. Une autre propriété commune 

de la 25-kDa ThTPase, de NeuTTM et d’Ygif est d’avoir un pH optimum alcalin, ce qui 

s’explique pour les deux premières citées par la nature des 2 résidus (lysine-tyrosine) qui 

forment la dyade catalytique ont une chaîne latérale avec un pKa alcalin. Chez Ygif, les 

résidus K69 et Y39 sont les homologues des résidus formant la dyade catalytique de la 
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ThTPase et NeuTTM et peuvent donc potentiellement jouer le même rôle. Nous ne disposons 

cependant pas des données cristallographiques ou cinétiques permettant de confirmer cette 

hypothèse. 

 

Récemment la structure de l’adénylate cyclase de type IV de Yersinia pestis avec un 

analogue de l’ATP possédant une groupement méthylène à la place de l’oxygène entre les 

phosphates ! et " (!, "-méthylène adénosine-5’-triphosphate ou AMP-C-P-P) a été obtenue 

(Gallagher et al., 2011). Cette enzyme catalyse la formation d’AMP cyclique en présence de 

Mn2+. Il s’agit, avec la structure du complexe hThTPase-PPPi que nous avons obtenue, des 

deux seules structures cristallines de protéines CYTH obtenues avec un substrat phosphorylé 

dans le site actif. En comparant ces structures, on se rend compte que dans la cavité de 

l’adénylate cyclase, l’AMP-C-P-P est orienté de façon inverse au ThTP dans le site actif de la 

solution de docking que nous avons obtenue. A titre d’illustration, la figure 52 montre un 

modèle théorique de la position de l’ATP dans la solution de docking hThTPase-ThTP à la 

manière dont il se place dans la cavité de l’adénylate cyclase. Le groupement adénine se situe 

à l’opposé du cycle thiamine. Ce résultat n’est cependant pas surprenant car les résidus 

catalytiques des deux enzymes n’attaquent pas la même liaison. En effet, alors que l’adénylate 

cyclase attaque la liaison entre les phosphates  !-", la 25-kDa ThTPase attaque la liaison "-# 

et, si on considère la position absolue de ces liaisons, on remarque qu’elles ne diffèrent que 

très peu l’une de l’autre. 
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Figure 52. Comparaison de la position absolue de l’ATP par rapport au ThTP dans le site catalytique de 

la hThTPase. 

 

 

La structure du complexe formé par l’adénylate cyclase de Yersinia pestis (ypAC-IV) 

avec l’AMP-C-P-P (un analogue non hydrolysable de l’ATP) et le Mn2+ permet d’observer la 

position des résidus conservés dans le site actif de cette enzyme (fig. 53). On remarque que 

K76 et Y45 (qui sont les homologues de K65 et Y39 de la 25-kDa ThTPase, fig 54) sont 

placés idéalement pour catalyser l’attaque entre les phosphates ! et ". Dans le cas présent, ces 

deux résidus semblent cependant trop éloignés pour interagir ensemble, ce qui peut être 

expliqué par le fait que la structure a été obtenue en présence de Mn2+. Ce cation divalent 

induit, dans le cas de NeuTTM et de la 25-kDa ThTPase, une conformation différente que 

celle en présence de Mg2+. Le Mn2+ est d’une part un moins bon activateur de ces deux 

enzymes et d’autre part, en sa présence, NeuTTM et ThTPase sont moins spécifiques qu’en 

présence de Mg2+. L’alignement de la séquence de ypACIV avec celles d’autres CYTH  (dont 

celle de la hThTPase, fig. 54) permet d’identifier les résidus conservés de l’adénylate cyclase. 

La structure du complexe  ternaire entre ypACIV, l’AMP-C-P-P et Mn2+ montre la positon de 

ces résidus par rapport au substrat. E12 et E136, qui sont respectivement les homologues de 

E9 et E157 de la ThTPase, permettent la coordination du cation divalent activateur. L’absence 

chez  ypACIV de l’homologue à E159 et la position de E10 (homologue à E7) qui n’interagit 

pas avec le cation divalent peuvent expliquer le changement de spécificité pour l’ion 

activateur par rapport à la ThTPase et NeuTTM (pour qui le meilleur activateur est Mg2+). On 
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remarque aussi que R63 et R113, les homologues de R57 et R125, interagissent avec les 

phosphates ! et ". 

 

 

Figure 53. Stucture du site actif ypAC-IV en complexe avec l’AMP-C-P-P et le Mn2+. 

 

Il est intéressant de constater qu’alors que ypAC-IV catalyse une réaction différente de 

la 25-kDa ThTPase et que le substrat n’est pas orienté de la même façon dans le site actif, une 

partie des résidus sont essentiels pour les deux enzymes. On peut donc imaginer que, malgré 
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les activités différentes, le mécanisme catalytique des enzymes de la famille CYTH est 

conservé.  

 

 

 

Figure 54. Séquence de ypAC-IV. (A) Relation entre la structure primaire et la structure secondaire. (B) 

Alignement de la séquence d’ypACIV avec les séquences d’autres CYTH dont celle de la hThTPase. 

 

A 

B 
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Rôle hypothétique de la 25-kDa ThTPase de mammifère 

 

L’activité ThTPasique semble intimement liée au degré de différentiation cellulaire, que 

ce soit en culture ou dans les tissus de mammifères. Nos travaux ont permis de mettre en 

évidence que dans les cellules HEK la 25-kDa ThTPasese localise préférentiellement dans le 

noyau. Ces cellules, bien qu’elles soient dérivées de tissu rénal humain, ont un pattern 

d’expression protéique qui s’apparente plutôt à des neurones immatures. Dans les cellules de 

cerveau, l’activité ThTPasique est majoritairement cytosolique et est plus importante dans les 

neurones que dans les astrocytes, chez qui la protéine se localise davantage dans le noyau. On 

peut donc imaginer que lorsqu’un précurseur neuronal se différencie, l’augmentation de 

l’activité ThTPasique soit due à la translocation de la 25-kDa ThTPase du noyau vers le 

cytoplasme. Il existe des exemples connus de translocation de protéines durant la 

différenciation. C’est le cas, par exemple, de la prohibitine qui est une protéine impliquée 

dans la croissance cellulaire, la différenciation, le vieillissement et l’apoptose. Elle est 

surexprimée dans de nombreux types de cellules cancéreuses (Shi et al., 2009). Par ailleurs, le 

facteur Id2, qui est un inhibiteur des facteurs de transcription hélice-boucle-hélice et de la 

protéine suppresseur de la tumeur du rétinoblastome, est sujette elle aussi à translocation du 

noyau vers le cytoplasme (où elle est séquestrée par la protéine ENH) durant la différenciation 

cellulaire (Lasorella et Iavarone, 2006). Id2 actif empêche la différenciation et stimule le 

cycle cellulaire et la tumorigenèse dans le système nerveux. Dans le cas présent, la 

translocation de la protéine dans le cytoplasme l’empêche d’exercer son rôle de régulateur 

transcriptionnel, ainsi que son rôle de stimulateur du cycle cellulaire, ce qui induit la 

différenciation cellulaire. Il est donc possible que la 25-kDa ThTPase soit, tout comme ses 

deux protéines, impliquée dans la régulation du cycle et de la différentiation cellulaire, ce qui 

expliquerait pourquoi elle subit une translocation du noyau vers le cytoplasme durant la 

différenciation. 

 

Comme nous l’avons montré, il semble que la 25-kDa ThTPase puisse interagir avec la 

fructose 1,6-bisphosphate aldolase C qui est exprimée presque exclusivement dans les cellules 

de Purkinje du cervelet. Cette partie du cerveau est fortement stimulée par la sensation de 

faim. Outre son rôle dans la catalyse de la réaction réversible de l’hydrolyse du fructose 1,6-

bisphosphate, il semble que l’aldolase C interagisse avec la phospholipase D. Cette dernière 

pourrait être impliquée dans la régulation des sensations de faim et de satiété via la voie 

mTOR. Il semble dès lors possible que le couple ThTPase/ThTP soit impliqué dans la réponse 
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cellulaire lors de la privation de nourriture. Dans certaines conditions de stress, la voie mTOR 

pourrait, via la phospholipase D et l’aldolase C, inhiber la ThTPase, ce qui permettrait 

l’accumulation de ThTP. Il est possible que celui-ci induise une réponse cellulaire via 

l’activation d’une voie de signalisation ou qu’il agisse directement sur l’activité d’une ou 

plusieurs enzyme(s) impliquée(s) dans le métabolisme.  

 

Il est de bon ton de parler ici au conditionnel car bien que nos résultats aient ouvert la 

voie à certaines investigations, quantités de travaux sont encore nécessaires avant d’arriver à 

une conclusion formelle quant au rôle de la 25-kDa ThTPase et de son substrat, le ThTP. 

 

Rôle et signification physiologique possible des tripolyphosphatases inorganiques 

spécifiques et du PPPi 

 

Nous avons démontré que la protéine NeuTTM présente dans N. europaea est une 

phosphohydrolase qui possède une très haute spécificité, affinité et efficacité catalytique pour 

le PPPi. Cette étude représente également la première caractérisation d’une 

tripolyphosphatase spécifique. D’autres enzymes capables d’hydrolyser le PPPi ont été 

caractérisées précédemment mais dans la plupart des cas, il s’agit d’exopolyphosphatases qui, 

en plus du PPPi, hydrolysent d’autres substrats comme les polyphosphates à longue chaîne ou 

le GP4 (Wurst et Kornberg, 1994 ; Fang et al., 2004 ; Tammenkoski et al., 2008). Jusqu’à 

présent, seule une enzyme a été décrite comme étant strictement spécifique pour le PPPi : 

c’est un dimère de 40-kDa qui a été purifié à partir de N. crassa, mais dont la séquence n’est 

pas connue. NeuTTM appartient à la superfamille de protéines CYTH et était renseignée 

comme une protéine possédant une activité hypothétique de phosphatase ou d’adénylate 

cyclase par analogie avec la protéine CyaB de A. hydrophila (Sismeiro et al., 1998). 

Cependant, il semble maintenant clair qu’il est impossible de prédire les propriétés 

fonctionnelles, des enzymes de la famille CYTH, à partir de leur structure primaire ou même 

de leur structure tertiaire. Il s’avère que le domaine CYTH est fonctionnellement polyvalent et 

est caractérisé par sa faculté de lier les composés triphosphorylés et de catalyser l’hydrolyse 

ou d’autres transformations en présence d’un cation activateur.  

 

La haute activité hydrolytique, affinité et spécificité de NeuTTM (et dans une moindre 

mesure d’Ygif) pour le PPPi amènent la question de savoir quel est le rôle biologique de cette 

enzyme et de son substrat. A propos du PPPi, la littérature est très peu documentée à l’heure 
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actuelle. Chez E. coli,  il a été démontré que le PPPi peut être produit par clivage enzymatique  

de la désoxyguanosine triphosphate (Kornberg et al., 1958). Le PPPi est aussi un 

intermédiaire enzymatique dans la réaction de formation de ptérines, un pigment de l’œil de la 

drosophile (Switchenko, 1984). Il est aussi un intermédiaire de la réaction de synthèse 

enzymatique de la S-adénosylméthionine mais dans ce cas, il n’est pas libéré dans le cytosol.  

 

Par ailleurs, comme le ThTP (Nghiêm et al., 2000), le PPPi est un donneur alternatif de 

phosphate pour la phosphorylation de protéines in vitro (Tsutsui, 1986). Il est donc possible 

que le PPPi agisse comme une signal intracellulaire.  

 

Contrairement aux polyphosphates inorganiques à longue chaîne (>10 groupements 

phosphoryl), l’existence du PPPi et des autres polyphosphates à chaîne courte n’a jamais été 

démontrée dans aucuns organismes (exceptés dans les acidocalcisomes qui sont des 

organelles de certains protozoaires riches en polyphosphate, Moreno et al., 2000). Le 

problème est qu’à l’heure actuelle, aucune méthode de détection pour le PPPi n’est 

suffisamment sensible pour le détecter. Les polyphosphates à longue chaîne sont plus 

facilement détectables et il a été démontré que chez E. coli, ils s’accumulent en réponse à 

différents stress cellulaires. Ils peuvent aussi jouer le rôle de réserve d’énergie ou de chélateur 

de cations divalents. La démonstration d’un tel rôle pour le PPPi ne pourra être réalisée que 

lorsqu’une méthode de détection assez sensible aura été développée. 

 

 





 
 
 
 

PERSPECTIVES 
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Nous ne sommes qu’au début de la compréhension du rôle de la 25-kDa ThTPase et du 

ThTP. Bien que les possibilités quant aux futures recherches sur ce sujet soient nombreuses, 

diverses, variées et plus intéressantes les unes que les autres, certaines questions me semblent 

prioritaires à creuser.  

 

Dans un premier temps, il est évident que la confirmation de l’interaction entre la 25-

kDa ThTPase et l’aldolase C par co-immunoprécipitation est indispensable.  

 

Une expérience assez simple pourrait confirmer l’implication éventuelle du ThTP et de 

la ThTPase dans la réponse à l’absence de certains nutriments durant des temps plus ou moins 

prolongés. Pour se faire, il suffit de comparer les niveaux de ThTP dans le cervelet de 

différents groupes de souris, durant le jeun complet ou en enlevant spécifiquement un seul 

type de nutriment (acides aminés, acides gras, glucoses), par rapport à un groupe contrôle. 

 

L’obtention d'une souris KO conditionnelle pour la 25-kDa ThTPase pourrait apporter 

bon nombre de réponses quant aux rôles de la ThTPase et du ThTP dans les tissus 

différenciés. Il serait intéressant de cibler uniquement les neurones matures et d’observer 

l’effet d’une augmentation du ThTP dans différentes conditions. Une autre possibilité serait 

de cibler uniquement  les neurones du cervelet exprimant l’aldolase C et de voir l’effet d’une 

privation de nourriture sur la survie de ces neurones en mettant en évidence le nombre de 

cellules apoptotiques et nécrotiques chez des souris WT et KO.   

 

Plutôt que d’utiliser un KO complet du gène de la ThTPase, il serait aussi intéressant de 

ne muter qu’un résidu essentiel à l’activité de l’enzyme comme K65 par exemple. Ceci 

permettrait de voir si l’hydrolyse du ThTP par la 25-kDa ThTPase est indispensable à la 

cellule ou si cette activité ne représente pas le rôle principal de cette enzyme. 

 

Enfin, beaucoup de choses restent à découvrir sur le rôle de NeuTTM, d’Ygif et sur le 

rôle de leur substrat. En effet, on ne connaît à l’heure actuelle aucun rôle potentiel du PPPi et 

des PPPases que sont NeuTTM et Ygif. Nous avons entrepris une collaboration avec Anne-

Catherine Servais et Marianne Filet (Chimie Médicale, Ulg) pour essayer de déterminer le 

contenu en PPPi des bactéries par électrophorèse capillaire. Une fois mise au point, cette 

méthode constituera une avancée majeure dans la compréhension des conditions dans 

lesquelles  cette molécule s’accumule.  
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Thiaminylated adenine nucleotides

Chemical synthesis, structural characterization and natural
occurrence
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Thiamine (vitamin B1) is an essential compound for all
known life forms. In most cell types, the well-charac-
terized cofactor thiamine diphosphate (ThDP) is the
major thiamine compound. Thiamine monophosphate
(ThMP), for which no physiological function has been
determined thus far, and unphosphorylated thiamine

account for only a few percent of the total thiamine
content. Thiamine triphosphate (ThTP) is generally a
minor compound (£ 1% of total thiamine) but it is
present in most organisms studied to date [1]. Its role
remains enigmatic, but it has been found that ThTP
phosphorylates certain proteins in electric organs and
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Thiamine and its three phosphorylated derivatives (mono-, di- and triphos-
phate) occur naturally in most cells. Recently, we reported the presence of
a fourth thiamine derivative, adenosine thiamine triphosphate, produced in
Escherichia coli in response to carbon starvation. Here, we show that the
chemical synthesis of adenosine thiamine triphosphate leads to another
new compound, adenosine thiamine diphosphate, as a side product. The
structure of both compounds was confirmed by MS analysis and 1H-, 13C-
and 31P-NMR, and some of their chemical properties were determined.
Our results show an upfield shifting of the C-2 proton of the thiazolium
ring in adenosine thiamine derivatives compared with conventional thia-
mine phosphate derivatives. This modification of the electronic environ-
ment of the C-2 proton might be explained by a through-space interaction
with the adenosine moiety, suggesting U-shaped folding of adenosine thia-
mine derivatives. Such a structure in which the C-2 proton is embedded in
a closed conformation can be located using molecular modeling as an
energy minimum. In E. coli, adenosine thiamine triphosphate may account
for 15% of the total thiamine under energy stress. It is less abundant
in eukaryotic organisms, but is consistently found in mammalian tissues
and some cell lines. Using HPLC, we show for the first time that adenosine
thiamine diphosphate may also occur in small amounts in E. coli and in
vertebrate liver. The discovery of two natural thiamine adenine compounds
further highlights the complexity and diversity of thiamine biochemistry,
which is not restricted to the cofactor role of thiamine diphosphate.

Abbreviations

AThDP, adenosine thiamine diphosphate; AThTP, adenosine thiamine triphosphate; Pi, inorganic phosphate; Thc, thiochrome; ThDP, thiamine

diphosphate; ThMP, thiamine monophosphate; ThTP, thiamine triphosphate; ThTPase, thiamine triphosphatase.
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brain [2]. This might be part of a new cellular signaling
pathway. In Escherichia coli, ThTP is synthesized in
response to amino acid starvation in the presence of
glucose [3,4]. Under special conditions of stress (very
low intracellular ATP, but glucose present), E. coli
may produce very high amounts of ThTP (60%
of total thiamine) [4]. However, the mechanism of its
synthesis remains unknown.

Recently, we discovered the existence of a fourth
natural thiamine derivative, adenosine thiamine
triphosphate (AThTP) or thiaminylated ATP (Fig. 1).
This compound has been found in a variety of
organisms from bacteria to mammals [5]. Like ThTP,
AThTP is generally a minor compound, but in E. coli,
it may be produced in higher amounts (up to 15% of
total thiamine) in response to carbon starvation. It
seems likely that in bacteria, ThTP and AThTP act as
signals (or alarmones) in response to different condi-
tions of cellular stress. Some data were recently
obtained concerning the metabolism of AThTP
in E. coli. Its synthesis appears to be catalyzed by a
soluble ThDP adenylyl transferase according to
the reaction ThDPþATPðADPÞ !AThTPþ PPiðPiÞ.
This enzyme seems to be a high molecular mass
(355 kDa) multisubunit complex requiring Mg2+ ions
for activity [6].

In a previous report [5], we showed that AThTP
could be chemically synthesized by condensation of
ThDP and AMP in the presence of N,N¢-dicyclohexyl-
carbodiimide. Using this procedure, we found that the
mixture obtained after synthesis contained, in addition
to AThTP, a new compound that was identified as
adenosine thiamine diphosphate (thiaminylated ADP;
AThDP) (Fig. 1). As for AThTP, there was no previ-

ous mention of AThDP in the scientific literature, but
the existence of this compound has been reported in at
least two patents [7,8]. In the Kyowa Hakko Kogyo
Co, Ltd patent [7] it was claimed that some bacteria,
such as Corynebacterium glutamicum, are able, in the
presence of adequate precursors (adenine, adenosine,
thiamine, ThMP), to accumulate large amounts of
AThDP (erroneously called thiamine adenine dinucleo-
tide in the patent) in the extracellular medium. A
method for the chemical synthesis of AThDP, using
P2-diphenyl S-benzoylthiamine o-diphosphate as
precursor, has also been described [8]. It is therefore of
interest to better characterize these compounds.

Here, we report the chemical synthesis of AThTP
and AThDP, their purification and their physico-
chemical characterization using positive ESI-MS, 1H-,
13C- and 31P-NMR (Table 1), as well as molecular
modeling. We also show that the two compounds can
be detected in E. coli under different culture condi-
tions. Furthermore, significant amounts of both com-
pounds are also detectable in eukaryotic cells,
including several mammalian tissues and cultured cells.
Thus, thiamine adenine nucleotides may be more wide-
spread than initially thought and may have physio-
logical roles both in prokaryotes and eukaryotes.

Results

Chemical synthesis and purification of AThDP
and AThTP

We have previously shown that the condensation of
ThDP and AMP by N,N¢-dicyclohexylcarbodiimide
leads to the synthesis of AThTP [5]. Here, this reaction

Fig. 1. Expanded structural formulas of

adenosine thiamine diphosphate (AThDP,

thiaminylated ADP) and adenosine thiamine

triphosphate (AThTP, thiaminylated ATP).
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3258 FEBS Journal 276 (2009) 3256–3268 ª 2009 The Authors Journal compilation ª 2009 FEBS



has been further characterized with respect to the
kinetics and composition of the reaction medium. In
particular, we show that other side products, which
have been unambiguously identified, are also formed
during synthesis. Indeed, as shown in Fig. 2A, synthe-
sis of AThTP (peak 5) is accompanied by the appear-
ance of two other compounds in the reaction medium:
AThDP (peak 3) and ThTP (peak 4). The small ThMP
peak (peak 1) is essentially a contamination present in
the commercially available ThDP used as the precursor
(peak 2). However, AThTP synthesis proceeds through
an optimum and after 3 h an accumulation of ThTP
and AThDP is observed (Fig. 2C), although the
amount of AThTP is much lower.

The presence of AThDP was further confirmed by
the condensation of ThMP and AMP in the presence
of N,N¢-dicyclohexylcarbodiimide (Fig. 2B), which
mostly leads to the formation of AThDP. However,

the yield of AThDP synthesis according to this latter
synthetic procedure is low: after 2 h, < 10% of the
ThMP is converted to AThDP. Therefore, we routinely
synthesized both compounds by condensing ThDP and
AMP in the presence of N,N¢-dicyclohexylcarbodiimide
for 2 h. To purify AThDP and AThTP, large-scale
synthesis was performed using an (AMP) ⁄ (ThDP) ratio
of 1.5 rather than 1, because this resulted in higher
yields of AThTP. After 2 h, thiamine derivatives were
precipitated with diethyl ether and dissolved in water.
ThTP, AThDP and AThTP were purified using several
chromatographic steps. All thiamine phosphate deriva-
tives, except ThTP [9], were retained on a AG 50W-X8
cation-exchange resin and eluted with ammonium ace-
tate (0.2 m; pH 7.0). After lyophilization, the residue
was dissolved in water and layered on a column filled
with the anion-exchange resin AG-X1 equilibrated
in water (Fig. 3). AThDP was eluted in 0.25 m

C

A B

Fig. 2. Composition of the reaction medium

during the condensation of ThDP or ThMP

with AMP in the presence of N,N¢-dicyclo-
hexylcarbodiimide. (A) Chromatographic

separation of the reaction mixture using the

substrates ThDP and 5¢-AMP after 90 min

at room temperature (1, ThMP; 2, ThDP; 3,

ThTP; 4, ThTP; 5, AThTP). (B) Chroma-

tographic separation of the reaction mixture

using the substrates ThMP and 5¢-AMP

after 90 min at room temperature. (C)

Composition of the reaction mixture as a

function of time for the condensation of

ThDP and AMP in the presence of N,N¢-
dicyclohexylcarbodiimide (mean ± SD,

n = 4, error bars are also given). In all cases,

0.7 mmol of each precursor (5¢-AMP, ThMP,

ThDP) were dissolved in 0.7 mL tributyl-

amine and 750 lL H2O. To start the

synthesis, 5 lL of this mixture were diluted

with 1 mL of a mixture containing 500 lL
dimethylsulfoxide, 450 lL pyridine and

0.15 g N,N¢-dicyclohexylcarbodiimide

(in 50 lL pyridine). Aliquots were taken at

different time intervals, diluted 2000 times

and analyzed by HPLC after derivatization to

thiochrome derivatives.
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ammonium acetate (pH 7.0) followed by 0.5 m ammo-
nium acetate for the elution of AThTP. Both com-
pounds were further purified on a Polaris C18 HPLC
column. The total yield was 5.3% for AThDP and
2.7% for AThTP (Table 2). The purity of the two
preparations was checked by HPLC using UV and,
after derivatization, fluorescence detection (Fig. 4).

Physicochemical characterization of chemically
synthesized AThDP and AThTP using MS, NMR,
fluorometry and molecular modeling

Both fractions were analyzed by positive ESI-MS
(Fig. 5). As expected, the AThTP fraction contained a
major cation with a m ⁄ z ratio of 754.1, as described
previously [5]. In the AThDP fraction, the major pea-
k had a m ⁄ z ratio of 674.1, as expected for AThDP
(crude formula C22H30N9O10P2S

+, parent ion M+)
with an average molecular mass of 674.5 Da (exact
monoisotopic mass 674.1 Da). As for AThTP [5], ESI-
MS ⁄MS fragmentation of AThDP gave three main

peaks: m ⁄ z 553.1 (a fragmentation product of AThDP
obtained by loss of the pyrimidinium moiety, M+ –
121 – pyrimidinium), m ⁄ z 348.1 (corresponding to
AMP) and m ⁄ z 257.1. We were unable to assign the
latter ion, which is obtained after fragmentation of
both AThTP and AThDP and probably results from a
molecular rearrangement.

NMR data for AThTP and AThDP, together with
those for ThTP and ThDP, are listed in Table 1. They
are clearly in accordance with the presence in AThDP
and AThTP of a thiamine and an adenine moiety, as
compared with thiamine and adenosine NMR data.
The presence of three linked phosphates in AThTP is
confirmed by three phosphorous signals in the
31P-NMR spectrum (two doublets and one triplet, as
expected). Oddly, in AThDP, the two phosphates
seemed to be equivalent, as only one signal was
detected on the spectrum. However, the possibility that

Fig. 3. Separation of thiamine derivatives on an AG-X1 resin equili-

brated in water. The arrows indicate the addition of ammonium

acetate (pH 5.0) at 0.25 and 0.5 M, respectively. The concentrations

of the different thiamine compounds were measured by HPLC after

derivatization to thiochrome derivatives.

Table 2. Purification of chemically synthesized adenosine thiamine

diphosphate (AThDP) and adenosine thiamine triphosphate (AThTP).

AThDP AThTP

lmol % lmol %

Synthesis 720 100 802 100

AG 50W-X8 610 85 644 80

AG-X1 83 13.6 48 5.9

Polaris C18 38 5.3 22 2.7

A

C D

B

Fig. 4. Analysis of chemically synthesized AThDP (A,C) and AThTP

(B,D) by HPLC. The AThDP and AThTP preparations were analyzed

on a Polaris C18 HPLC column by UV detection (254 nm) (A,B) and

on a PRP-1 column by fluorescence detection after derivatization

to thiochrome derivatives (C,D) as described in Experimental

procedures.
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the molecule is adenosine thiamine monophosphate
could be excluded on the basis of the molecular mass
(Fig. 5). The linkage (C-15-triphosphate-C-5¢) between
the thiamine moiety and the adenine moiety of
the molecule was proven by the presence of 13C–31P
coupling constants for C-14 and C-15 and for C-5¢ and
C-4¢.

We place special emphasis on the C-2 proton of the
thiazolium ring which is required for the catalytic
activity of ThDP [10]. This proton is particularly labile
and is completely exchanged with deuterium within a
few minutes [11]. The experimental shift was 9.61, 9.55
and 9.55 p.p.m. respectively for ThMP, ThDP and
ThTP (pH 7.4), values higher than expected for aro-
matic protons (in general 7.5–8.5 p.p.m.). In AThDP
and AThTP, we saw a decrease in the shift
(9.14 ⁄ 9.18 p.p.m.) compared with ThMP, ThDP or
ThTP, indicating a modification of the electronic envi-

ronment of the C-2 proton, probably as a consequence
of a through-space interaction with the adenine moi-
ety. This would suggest a U-shaped folding of AThDP
and AThTP.

Molecular modeling was applied on a model of the
free (without influence of the environment) molecules
without any counterion. The phosphate groups are
neutralized by hydrogens and the whole system bears a
positive charge because of the thiazolium fragment.
Calculations showed that a U-folded conformation is
energetically accessible for both di- and triphosphory-
lated derivatives. A possible structure for each deriva-
tive is shown in Fig. 6. In this conformation, the C-2
proton is embedded in the closed environment formed
by the aromatic adenine and aminopyrimidine rings.
Such a folded structure for adenylated thiamine deriva-
tives is not in favor of a cofactor role that requires a
highly reactive C-2 proton [10].

Like free thiamine, AThDP and AThTP can be
readily oxidized to highly fluorescent thiochrome (Thc)
derivatives. AThcDP and AThcTP gave practically
identical fluorescence spectra with an optimum of
353 nm for excitation and 439 nm for emission
(Fig. 7). However, when we compared the fluorescence
properties of AThcDP and AThcTP with those of
nonadenylated thiochromes (Thc, ThcMP, ThcDP and
ThcTP, which have roughly the same fluorescence)
[12,13], we found some interesting differences. First,
the optimum emission wavelength was slightly lower
for AThcDP and AThcTP than for thiochrome (439
versus 443 nm; Fig. 7C). More importantly, we
observed that AThcDP and AThcTP solutions gave
peaks with areas approximately twice as large as thio-
chrome solutions of the same molarity. These differ-
ences were confirmed by comparing the fluorescence of
thiochromes obtained before and after the enzymatic
hydrolysis of AThTP and AThDP. We have previously
shown that complete hydrolysis of AThTP by bacterial
membranes yields ThMP as the sole thiamine-contain-
ing product [5]. When we incubated synthetic AThDP
with a membrane fraction obtained by centrifuging
sonicated E. coli, we also observed hydrolysis of this
compound with ThMP as product. In these experi-
ments we found that after derivatization, the fluores-
cence ratios AThcDP ⁄ThcMP and AThcTP ⁄ThcMP
were, respectively, 2.1 ± 0.1 and 2.4 ± 0.3, in agree-
ment with a higher fluorescence for adenine thio-
chrome derivatives than other thiochrome derivatives.
The higher fluorescence of adenylated thiochrome
derivatives may be caused by either a higher quantum
yield for the latter compounds or higher self-quenching
in nonadenylated thiochromes. The first possibil-
ity seems unlikely because an interaction between

A

B

Fig. 5. Positive-ion ESI MS of chemically synthesized AThTP (A)

and AThDP (B). The compounds were diluted at a concentration of

150 lM in H2O ⁄ acetonitrile (50:50 v ⁄ v). The second major peak of

m ⁄ z 696.1 in (B) represents the Na adduct of AThDP.
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adenosine and thiamine moieties, as suggested above,
would probably lead to decreased, rather than
increased fluorescence. A more probable explanation
would be self-quenching in thiochrome, ThcMP,
ThcDP and ThcTP, caused by stacking of the mole-
cules; this is possible because of the planar structure of
the conjugated thiochrome part. In adenosine thiamine
derivatives, because of the U-shaped structure, such
stacking would be unlikely to occur.

Is AThDP a natural compound?

AThTP has only very recently been shown to occur nat-
urally in bacteria where it accumulates during carbon
starvation [5]. Concerning AThDP, to date, there is no
reference to the compound in the scientific literature.
However, it was mentioned in at least two patents in
1969 and 1970 [7,8], but no further data have become
available since then. It was claimed [7] that some

A

B C

Fig. 7. Derivatization reaction of thiamine

derivatives to thiochrome derivatives (A) and

fluorescence excitation (B) and emission (C)

spectra of thiochrome derivatives of

thiamine, AThDP and AThTP.

BA

Fig. 6. Proposed 3D structures of free (no

influence of the environment) AThDP (A)

and AThTP (B). The phosphate groups are

neutralized by hydrogens and the whole sys-

tem carries a positive charge caused by the

thiazolium fragment. The calculations were

performed using the B3LYP functional

[33] with the polarized double f basis set

6-31G(d) [34] and the GAUSSIAN 03 suite of

programs [35]. The structures shown

represent true energy minima.
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bacteria (Corynebacterium ammoniagenes or C. glutami-
cum) are able to synthesize AThDP in the presence of
suitable precursors (thiamine, ThMP, adenine, adeno-
sine) added to the medium. Under these conditions, the
inventors reported that the bacteria accumulated large
amounts of AThDP (0.5–1 mgÆmL)1) in the culture
medium. It was not clear whether AThDP was synthe-
sized inside the bacteria and then excreted or whether it
was synthesized in the periplasmic space and then dif-
fused into the fermentation liquor. We repeated these
experiments with C. glutamicum and E. coli, but we did
not observe any accumulation of AThDP inside or out-
side the bacteria. Because of the poor description of the
methods used in the patent and the lack of any descrip-
tion of the compound synthesized, it is difficult to draw
a conclusion concerning the reasons for our failure to
reproduce these results. We were also unable to find any
mention of AThDP in subsequent patents and any refer-
ence to this compound in the peer-reviewed literature.

However, in E. coli, we observed a transient appear-
ance of AThDP, when the bacteria grown overnight
were diluted in Luria–Bertani medium (Fig. 8A). The
amounts observed were quite variable, ranging from
a few pmolÆmg)1 of protein to ! 50 pmolÆmg)1 of
protein, representing a maximum of 2–3% of total
thiamine. For comparison, much larger amounts of
AThTP could be observed in E. coli under conditions of
carbon starvation, i.e. when the bacteria were trans-
ferred to a minimal medium without a carbon source.
Under these conditions, AThTP slowly accumulates
and, after a few hours, reaches a maximum correspond-
ing to ! 10–15% of total thiamine [5]. Concerning
AThDP, to date, we have no evidence that its appear-
ance might be linked to some kind of cellular stress.

We then looked for the presence of adenylated thia-
mine compounds in eukaryotes. We have previously
shown that AThTP may be detected in small amounts
in yeast, the roots of plants and in several organs in
the rat [5]. In the mouse, significant amounts of ATh-
DP were found in the liver (Fig. 8B), although it was
below the limits of detection in the brain, heart, kidney
and skeletal muscle (Table 3). We also found very
small amounts (near the detection limit) of AThDP in
quail liver (Fig. 8C), but not in other quail tissue
(brain, heart, skeletal muscle). In contrast to mouse
tissues, AThTP was never observed in any quail tis-
sues. ThTP, however, was found in relatively high
amounts in quail brain (4.6% of total thiamine) and
skeletal muscle (1.9% of total thiamine) [1], in small
amounts in quail heart (0.15% of total thiamine, this
study, not shown), and was hardly detectable in quail
liver (£ 0.1% of total thiamine) (Fig. 8C).

In cultured mammalian cells, we found significant
amounts of AThTP in 3T3 mouse fibroblasts (Fig. 8D
and Table 4), but these cells contained no detectable
amounts of AThDP or ThTP. In contrast to 3T3 fibro-
blasts, Neuro2a neuroblastoma cells contained signifi-
cant amounts of ThTP but no AThTP. AThDP was
not found in any of these cell lines, although it seemed
that the commercially available Dulbecco’s modified
Eagle’s medium contained a small amount (< 0.01%
of thiamine) of this compound.

Discussion

In a recent study [5], we reported the presence in
E. coli of a new type of nucleotide containing a vita-
min part, i.e. AThTP or thiaminylated ATP. We called

A B C D

Fig. 8. Occurrence of adenylated thiamine compounds in several organisms: E. coli (A), mouse liver (B), quail liver (C) and cultured 3T3 fibro-

blasts (D). Bacteria were grown overnight in Luria–Bertani medium and diluted to an absorbance of 0.2–0.4. The sample was taken after 1 h.

Mice and quails were decapitated and the livers homogenized in 5 vol. of 12% trichloroacetic acid. Thiamine derivatives were determined by

HPLC on a PRP-1 column after transformation to thiochrome derivatives as described in Experimental procedures. The arrows indicate the

expected elution times, when the signal was too small to be quantified. 1, ThMP; 2, thiamine; 3, ThDP; 4, AThDP; 5, ThTP; 6, AThTP.
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this compound adenosine thiamine triphosphate to
emphasize its close metabolic relationship with thia-
mine metabolism. Indeed, the intracellular concentra-
tions of these derivatives are orders of magnitude
lower than those of conventional adenine nucleotides
such as AMP, ADP, ATP or NAD+.
AThTP was synthesized chemically [5], using a

method previously published for the synthesis of ThTP
and nucleoside triphosphates [9]. In this study, the
reaction was optimized and we found that, along with
AThTP, some side products were also synthesized.
These were mainly ThTP and another adenosine-con-
taining thiamine compound that was identified as
AThDP by MS analysis and 1H-, 13C- and 31P-NMR.
The mechanism by which the side products AThDP
and ThTP are formed from ThDP and AMP in the
presence of excess N,N¢-dicyclohexylcarbodiimide
(Fig. 2A) is unclear. Our results suggest that, at least
in solution, both adenine thiamine compounds should
adopt a U-folded structure leading to a through-space
interaction between the adenine and thiamine rings.
The important question, however, is whether the

diphosphate analog exists as a natural compound. Here
we show that AThDP can indeed be detected in some
cell types, both prokaryotic and eukaryotic (in particu-
lar liver). This suggests that thiaminylated adenine
nucleotides might represent a new family of signaling
molecules. These findings are reminiscent of the earlier
discovery of diadenosine oligophosphates, which were
thought to be a novel class of signaling molecules [14–

16]. In prokaryotes, diadenosine tetraphosphate and
other members of this family were considered as pleio-
tropic alarmones produced in response to heat shock or
oxidative stress [17]. Our previous results [5] suggested
that in E. coli, AThTP is a kind of alarmone produced
in response to carbon starvation. The enzymatic syn-
thesis of AThTP requires a new type of enzyme (a
ThDP adenylyl transferase) that we partially character-
ized [6], whereas the synthesis of diadenosine
oligophosphates is catalyzed by a completely different
mechanism involving aminoacyl-tRNA synthetase [18].

The finding that vertebrate tissues (especially the
liver) contain adenylated thiamine compounds may
lead us to re-examine and in some cases question the
validity of earlier reports concerning the exact ThTP
content of some tissues or the enzymatic mechanisms
of ThTP synthesis. For example, several authors
[19–22] have claimed that the rat liver had a ThTP
content several times higher than the brain. From our
data (see Fig. 8B and Table 3), we suspect that peaks
corresponding to AThDP and AThTP may have been
mistakenly been considered as indicating the presence
of ThTP. This would be particularly true in chromato-
graphic methods in which ThTP is eluted first, close to
the void volume of the column, increasing the chance
of overlap with other compounds such as the here-
described adenylated thiamine derivatives. Note that,
whereas in mice brain, ThTP is hardly detectable and
a significant AThTP peak is observed, the reverse is
true in rat brain [5].

Table 3. Thiamine derivatives in mouse tissues. The results are expressed as mean ± SD (n = 3). AThDP, adenosine thiamine diphosphate;

AThTP, adenosine thiamine triphosphate; ThDP, thiamine diphosphate; ThMP, thiamine monophosphate; ThTP, thiamine triphosphate; nd,

not detected.

Tissue

Thiamine ThMP ThDP AThDP ThTP AThTP

pmolÆmg)1 of protein

Brain 3.4 ± 1.2 16.1 ± 2.3 60 ± 13 nd 0.07 ± 0.02 0.3 ± 0.1

Skeletal muscle 2 ± 1 3.4 ± 0.5 9 ± 3 nd 0.15 ± 0.03 0.2 ± 0.1

Heart 1.7 ± 0.2 31 ± 13 361 ± 63 nd 0.2 ± 0.1 0.4 ± 0.1

Kidney 7 ± 2 50 ± 31 416 ± 54 nd 1.2 ± 0.5 0.2 ± 0.1

Liver 53 ± 36 252 ± 170 798 ± 257 0.9 ± 0.8 0.9 ± 0.4 1.2 ± 0.2

Table 4. Thiamine derivatives in several eukaryotic cells lines. The results are expressed as mean ± SD (n is indicated in parentheses).

AThDP, adenosine thiamine diphosphate; AThTP, adenosine thiamine triphosphate; ThDP, thiamine diphosphate; ThMP, thiamine monophos-

phate; ThTP, thiamine triphosphate; nd, not detected.

Cell line

Thiamine ThMP ThDP AThDP ThTP AThTP

pmolÆmg)1 of protein

Neuro2a (mouse) (4) 22 ± 9 28 ± 10 293 ± 146 nd 2.5 ± 0.2 0.4 ± 0.5

3T3 (mouse) (6) 80 ± 30 2 ± 1 94 ± 14 nd nd 2.1 ± 0.3

LN-18 (human) (7) 64 ± 8 4 ± 1 48 ± 1 nd nd 3 ± 1
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Likewise, synthesis of ‘ThTP’ by soluble enzyme
preparations from rat liver [23] and yeast [24] has been
reported but, in our laboratory, no synthesis of ThTP
was ever observed with soluble preparations, except,
unspecifically, with adenylate kinase [4], as reported
previously by Kawasaki and coworkers [25,26]. The
reason for the discrepancies may be that the authors
who described a soluble ThDP kinase [23,24] actually
measured the appearance of adenylated thiamine deriv-
atives but not authentic ThTP. Indeed, we recently
reported that AThTP synthesis was catalyzed by a sol-
uble enzyme from E. coli or pig brain [6], whereas the
synthesis of ThTP seems to require the presence of
intact cells or organelles [27].

In higher organisms, the mechanism of synthesis and
degradation of AThDP and AThTP, as well as the
possible roles of those compounds, will require further
investigation, but our findings emphasize the complex-
ity of thiamine metabolism and further illustrate the
concept that the biological role of thiamine derivatives
is far from being restricted to the coenzyme role of
ThDP [28–31].

Experimental procedures

Determination of thiamine compounds by HPLC

Thiamine compounds, including AThTP and AThDP, were

determined by HPLC using a PRP-1 column, as described

previously, after transformation to fluorescent thiochrome

derivatives [5,32]. Prior to analysis, an 80-lL aliquot was

oxidized with 50 lL of 4.3 mm potassium ferricyanide in

15% NaOH. AThTP and AThDP were also quantified

using UV detection (254 nm, 535 HPLC detector; Bio-Tek

Instruments, Winooski, VT, USA) after separation on a

5-lm Polaris C18 column (150 · 4.6 mm; Varian Benelux,

Middelburg, the Netherlands). The mobile phase was com-

posed of 50 mm ammonium acetate adjusted to pH 7.0 and

5% methanol. The flow rate was 1 mLÆmin)1. All solutions

were prepared using milli-Q water (Millipore S.A. ⁄N.V.,

Brussels, Belgium) and all the solvents used for HPLC were

of HPLC grade (Biosolve, Valkenswaard, the Netherlands).

Chemical synthesis and purification of AThDP
and AThTP

AThTP was synthesized by modification of a previously

published method [9] for the synthesis of ThTP and nucleo-

side triphosphates. All products and solvents were from

Sigma-Aldrich NV ⁄ SA (Bornem, Belgium). Preliminary

tests were made using either 0.7 mmol ThDP (acid form)

and 0.7 mmol 5¢-AMP (acid form) or 0.7 mmol ThMP

(acid form) and 0.7 mmol 5¢-AMP. The compounds were

dissolved in 700 lL tributylamine and 750 lL H2O and

mixed until a translucent, slightly viscous, solution was

obtained. We diluted 5 lL of this mixture in 500 lL dim-

ethylsulfoxide mixed with 450 lL pyridine and finally

added 0.15 g N,N¢-dicyclohexylcarbodiimide (dissolved in

50 lL pyridine) to start the synthesis. The reaction was

allowed to proceed at room temperature and aliquots were

taken at different time intervals, diluted 2000 times in water

and analyzed by HPLC. Three main compounds (ThTP,

AThDP and AThTP) appeared in the mixture.

For purification of the compounds, the synthesis was

made on a larger scale: 2.25 mmol ThDP (acid form),

3.5 mmol 5¢-AMP (acid form), 3.5 mL (14.5 mmol) tri-

butylamine and 3 mL H2O were mixed and dissolved in

500 mL dimethylsulfoxide and 445 mL pyridine. Finally,

45 g N,N¢-dicyclohexylcarbodiimide (dissolved in 15 mL

pyridine) was added and the mixture was incubated for 2 h

at room temperature. Addition of 3 L diethyl ether to the

mixture led to the precipitation of synthesized compounds.

The suspension was centrifuged (1000 g, 10 min) and the

precipitate was dissolved in 40 mL H2O. This solution was

applied on a column (8 · 2.5 cm) filled with AG 50W-X8

cation-exchange resin (H+ form; Bio-Rad Laboratories,

Nazareth Eke, Belgium) equilibrated in water (pH 4.5 with

HCl). The column was washed with 100 mL H2O and

8-mL fractions were collected (flow rate 2 mLÆmin)1). Dur-

ing this step, ThTP was eluted [9]. All other thiamine deriv-

atives were eluted with 480 mL (60 · 8 mL fractions)

ammonium acetate (0.2 m, pH 7.0). Fractions 20–60 were

pooled (320 mL) and lyophylized. The powder was dis-

solved in 25 mL H2O and layered on a column

(8 · 2.5 mL) filled with AG-X1 resin (Cl) form; Bio-Rad).

The resin was washed with 120 mL H2O during which the

yellow form was eluted. Residual ThDP and some AThDP

were also eluted at this stage. AThDP was eluted with

250 mL ammonium acetate (0.25 m, pH 7.0). The fractions

containing AThDP were pooled and lyophilized. AThTP

was eluted with 500 mL ammonium acetate (0.5 m, pH 7.0)

and lyophilized. The residue was dissolved in 3 mL H2O

and filtered on a Millex-GP filter unit (0.22 lm, dia.

25 mm; Millipore). Aliquots of 100 lL of the pool were

then purified on a Polaris C18 HPLC column. The mobile

phase consisted of 50 mm ammonium acetate and 5%

methanol in water and the flow rate was 1 mLÆmin)1. ATh-

TP was eluted with a retention time of 7 min, and AThDP

was eluted after 14 min. The peaks were collected, lyophi-

lized and used for MS analysis and NMR.

Identification of AThTP and AThDP by ESI
tandem MS

Experiments were performed on a Micromass Q-TOF

Ultima Global apparatus (Waters Corp., Zellik, Belgium)

operated in nano-ESI positive ion mode. The synthesized
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compounds were injected at a concentration of 150 lm in

50% water ⁄ 50% acetonitrile. The source parameters were:

capillary voltage, 1.8 kV; cone voltage, 100 V; RF lens 1,

90 V; source temperature, 80 !C; collision energy, 6 eV.

The fragmentation pattern of the m ⁄ z 674.1 was obtained

with 30 V acceleration voltage.

Characterization of AThDP and AThTP
by 1H-NMR, 13C-NMR and 31P-NMR

One-dimensional 1H-NMR, 13C-NMR and 31P-NMR spec-

tra were recorded at 25 !C (pH 7.4) on a Bruker Avance

500 spectrometer (Bruker Belgium S.A. ⁄N.V., Brussels,

Belgium) operating at a proton NMR frequency of

500.13 MHz, using a 5-mm probe and a simple pulse-

acquire sequence (30! pulses for 1H and 31P and 90! pulse

for 13C). Several 2D spectra were also recorded using stan-

dard Bruker parameters. NMR data for ThDP, AThDP,

ThTP and AThTP are presented in Table 1.

Determination of fluorescence characteristics
of thiochrome derivatives of AThDP and AThTP

Fluorescence excitation (emission set at 439 nm) and emis-

sion (excitation set at 353 nm) spectra were taken using a

SFM 25 fluorescence spectrophotometer (Kontron Instru-

ments, Milan, Italy). One milliliter of a 10 lm thiamine,

AThDP or AThTP solution was mixed with 500 lL of

4.3 mm potassium ferricyanide in 15% NaOH and the spec-

tra were taken immediately. AThDP and AThTP could be

hydrolyzed by a crude membrane preparation from E. coli

as described earlier [5].

Molecular modeling

All calculations were performed at the quantum chemistry

level using the B3LYP functional [33] with the polarized

double f basis set 6-31G(d) [34] and the gaussian 03 suite

of programs (Gaussian Inc, Wallingford, CT, USA, 2004).

All the degrees of freedom of the geometry have been fully

optimized. Several extended and folded conformations have

been generated and located as true energy minima.

Bacterial cultures

E. coli (strain BL 21) were grown in Luria–Bertani medium

as previously described [5]. C. glutamicum were from the

Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und Zellkultu-

ren GmbH (DSM-No. 1412, Braunschweig, Germany) and

grown in MMTG medium (glucose 5 gÆL)1; tryptone

10 gÆL)1; yeast extract 10 gÆL)1, NaCl 5 gÆL)1 and methio-

nine 0.2 gÆL)1) at 30 !C (250 r.p.m.). The bacteria were

then incubated in a medium containing glucose (100 gÆL)1),

urea (6 gÆL)1), K2HPO4 (10 gÆL)1), MgSO4Æ7H2O (10 gÆL)1),

CaCl2Æ2H2O (0.1 gÆL)1), yeast extract (10 gÆL)1) and biotin

(30 lgÆL)1) as described in Sankyo Company, Ltd [8]. After

48 h at 30 !C, ThMP (2 gÆL)1) and adenosine (2 gÆL)1)

were added and thiamine derivatives were determined by

HPLC in the fermentation liquor after 24 h after protein

precipitation by 12% trichloroacetic acid. Similar experi-

ments were performed with E. coli in Luria–Bertani

medium with either thiamine, ThMP, adenine or adenosine

as substrates for AThDP synthesis.

Eukaryotic cell culture

Different established cell lines (mouse fibroblast 3T3,

human malignant glioma cell line LN-18 and mouse neuro-

blastoma cell line Neuro2a) were grown at 37 !C in a

humidified atmosphere of 95% air, 5% CO2, in 10-cm Petri

dishes in 10 mL of Dulbecco’s modified Eagle’s medium

(Neuro2a, 3T3) or RPMI (LN-18) supplemented with fetal

bovine serum (10%) and penicillin (100 UÆmL)1). Cells

were subcultured to a fresh culture dish every 2–3 days. At

the third day of culture, the medium was discarded and the

cells were detached with trypsin (3T3 and LN-18). After

centrifugation at 4000 g for 4 min, the pellets were resus-

pended in 200 lL of trichloroacetic acid 12%. After centri-

fugation (5000 g, 3 min), the trichloroacetic acid was

extracted with diethyl ether. The pellets obtained were

dissolved in 0.8 m NaOH for the protein assay.

Presence of AThDP and AThTP in mouse
and quail tissues

Mice (Mus musculus, C57BL6 ⁄ 129SvJ mixed genetic back-

ground) and quails (Coturnix japonica japonica) were decap-

itated and tissue extracts were prepared as previously

described [1]. All animal experiments were made in accor-

dance with the directives of the committee for animal care

and use of the University of Liège, in accordance with the

European Communities Council Directive of 24 November

1986 (86 ⁄ 609 ⁄EEC).
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The CYTH superfamily of proteins is 
named after its two founding members, the 
CyaB adenylyl cyclase from Aeromonas 
hydrophila and the human 25-kDa thiamine 
triphosphatase. Because these proteins often 
form a closed !-barrel, they are also referred 
to as “Triphosphate Tunnel Metalloenzymes” 
(TTM). Functionally, they are characterized by 
their ability to bind triphosphorylated 
substrates and divalent metal ions. These 
proteins exist in most organisms and catalyze 
different reactions, depending on their origin. 
Here we investigate structural and catalytic 
properties of the recombinant TTM protein 
from Nitrosomonas europaea (NeuTTM), a 19-
kDa protein. Crystallographic data show that 
it crystallizes as a dimer and that, in contrast 
to other TTM proteins, it has an open !-barrel 
structure. We demonstrate that NeuTTM is a 
highly specific inorganic triphosphatase, 
hydrolyzing tripolyphosphate (PPPi) with high 
catalytic efficiency in the presence of Mg2+. 
These data are supported by native mass 
spectrometry analysis showing that the enzyme 
binds PPPi (and Mg-PPPi) with high affinity 
(Kd < 1.5 µM), while it has a low affinity for 
ATP or thiamine triphosphate. In contrast to 
Aeromonas and Yersinia CyaB proteins, 
NeuTTM has no adenylyl cyclase activity, but 
it shares several properties with other enzymes 
of the CYTH superfamily, e.g. heat-stability, 
alkaline pH optimum and inhibition by Ca2+ 
and Zn2+ ions. We suggest a catalytic 
mechanism involving a catalytic dyad formed 
by K52 and Y28. The present data provide the 
first characterization of a new type of 
phosphohydrolase (unrelated to pyrophos-

phatases or exopolyphosphatases), able to 
hydrolyze inorganic triphosphate with high 
specificity. 

 
A large number of phosphohydrolases are 

able to hydrolyze triphosphorylated compounds, 
generally nucleoside triphosphates such as ATP 
or GTP. However, in 2002, we achieved the 
molecular characterization of a mammalian 
enzyme that specifically hydrolyzed thiamine 
triphosphate (ThTP6), a compound unrelated to 
nucleotides (1). This 25-kDa soluble thiamine 
triphosphatase (ThTPase), which is involved in 
the regulation of cytosolic ThTP concentrations 
(2), has near absolute specificity for ThTP (it 
does not hydrolyze nucleotides) and a high 
catalytic efficiency. No sequence homology with 
other known mammalian proteins could be 
found. 

Shortly thereafter, Iyer and Aravind (3) 
observed that the catalytic domains of human 25-
kDa ThTPase (1) and CyaB adenylyl cyclase 
(AC2) from Aeromonas hydrophila (4) define a 
novel superfamily of domains that, according to 
these authors, should bind “organic phosphates”. 
This superfamily was called “CYTH” (CYaB-
THiamine triphosphatase), and the presence of 
orthologs was demonstrated in all three 
superkingdoms of life. This suggested that 
CYTH is an ancient family of proteins, and that 
a representative must have been present in the 
last universal common ancestor (LUCA) of all 
extant life forms. It was proposed (3) that this 
enzymatic domain might play a central role at 
the interface between nucleotide and 
polyphosphate metabolism, but this role remains 
largely undefined: in fact, the two structurally 
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and enzymatically characterized members of the 
superfamily, AC2 and mammalian 25-kDa 
ThTPase, are likely to be secondary acquired 
activities, while other prokaryotic CYTH 
proteins would have performed more ancient and 
fundamental roles in organic phosphate and/or 
polyphosphate metabolism (3). 

Using multiple alignments and secondary 
structure predictions, Iyer and Aravind showed 
that the catalytic core of CYTH enzymes 
contained a novel ! + " scaffold with 6 
conserved acidic and 4 basic residues. At least 4 
of the acidic residues (generally glutamate) are 
likely to chelate divalent cations required for 
catalysis, as is the case for adenylyl cyclases, 
DNA polymerases and some phosphohydrolases 
(3,5,6). 

More recently and independently of those 
bioinformatic studies, Shuman and coworkers 
pointed out that RNA triphosphatases of fungi 
and protozoa exhibit striking similarities with 
bacterial and archaeal proteins of unknown 
function that belong to the CYTH superfamily 
(7). Although the primary structure conservation 
is low, the active site folds of the Cet1 RNA 
triphosphatase from S. cerevisiae (8) and of 
several prokaryotic CYTH proteins are 
remarkably similar: in both cases, an eight-strand 
antiparallel "-barrel forms a topologically closed 
tunnel, and triphosphorylated substrates, as well 
as divalent cation activators, bind in the 
hydrophilic cavity. Therefore, Shuman and 
coworkers called these proteins “Triphosphate 
Tunnel Metalloenzymes” (TTM). They assumed 
that TTM was a larger superfamily including 
Cet1-like and CYTH proteins (7). 

However, it is not established that all 
members of the CYTH superfamily exhibit the 
closed tunnel conformation. For instance, the 25-
kDa mouse ThTPase has an open cleft structure 
when free in solution, while the enzyme-ThTP 
complex has a more closed, tunnel-like 
conformation (9). This suggests that the CYTH 
domain may be a versatile fold, both structurally 
and functionally.  

Despite the presence of orthologs in most 
organisms, the general significance of CYTH 
enzymes remains a matter of conjecture. In 
unicellular eukaryotes, the essential role of RNA 
triphosphatases in RNA capping is clearly 
defined. But, like ThTPase activity in mammals, 
this is probably a secondary adaptation. In 
bacteria, two CYTH proteins, from A. 
hydrophila (4) and Yersinia pestis (10,11) are 
considered as a particular class of adenylyl 

cyclases (“class IV”, CyaB), but this enzyme 
activity was found to be significant only under 
rather extreme conditions (50-60 °C and pH 
around 10). In addition, a more efficient class I 
adenylyl cyclase is also present in A. hydrophila 
(4) and Y. pestis (11). Archaeal and bacterial 
CYTH proteins have since been annotated as 
hypothetical (CyaB-like) adenylyl cyclases. 

However, a bacterial CYTH ortholog from 
Clostridium thermocellum was recently shown to 
be completely devoid of adenylyl cyclase 
activity (12). The enzyme, which was 
characterized by Shuman and coworkers in 
considerable detail (12,13) had a rather broad 
substrate specificity.  It hydrolyzed guanosine 
5’-tetraphosphate (Gp4), inorganic triphosphate 
(tripolyphosphate, PPPi) and to a lesser extent 
nucleoside triphosphates and long-chain 
polyphosphates (12,13).  

In 2005, we obtained the three-dimensional 
crystal structure of the Nitrosomonas europaea 
CYTH ortholog (NeuTTM), the hypothetical 
protein NE1496 (Protein Data Bank 2FBL (14) 
and, although, labeled as a TTM (12), it rather 
exhibits a C-shaped cup conformation, or 
incomplete "-barrel. 

Because of the structural similarities between 
NeuTTM and mouse 25-kDa ThTPase (open 
cleft rather than closed tunnel), we considered 
the possibility that ThTP might be a good 
substrate for NeuTTM. Indeed, in E. coli, ThTP 
may be involved in responses to environmental 
stress (15), but no specific bacterial ThTPase has 
been characterized so far. However, the present 
data show that NeuTTM is actually devoid of 
significant ThTPase activity (as well as of 
adenylyl cyclase activity) but that NeuTTM has a 
strong preference and high affinity for PPPi. 
Furthermore, we show that two residues that are 
highly conserved in CYTH proteins (K52 and 
Y28) are important for catalysis. This is the first 
characterization of a specific tripolyphosphatase 
(PPPase), raising the question of the existence 
and possible role of PPPi in living cells. 
 
MATERIALS AND METHODS 

Materials—Sodium tripolyphosphate (PPPi), 
sodium cyclic triphosphate (trimetaphosphate, 
cPPPi), polyphosphate (sodium phosphate glass, 
65 ± 5 residues), ATP, ITP, GTP and guanosine 
5’- tetraphosphate (Gp4, Tris salt) were from 
Sigma. Thiamine triphosphate (ThTP) was 
synthesized and purified as previously described 
(16). Tetraphosphate (P4) (initially from Sigma) 
was a gift from Dr. Eric Oldfield, Department of 
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Chemistry, University of Illinois, A110 CLSL 
600 South Mathews Ave. Urbana, IL 61801. The 
pET15b vector for the expression of NeuTTM as 
a His-tag fusion protein was a gift from Dr. A. 
Savchenko, University of Toronto, Banting and 
Best Department of Medical Research, C.H. Best 
Institute, Toronto, Ontario, Canada). 

Overexpression and purification of 
NeuTTM—BL21(DE3) E. coli cells were 
transformed with a pET15b plasmid containing 
the sequence of NeuTTM with a 6 His sequence 
at the N-terminal side of the gene. Transformed 
bacteria were grown overnight at 37 °C in 2 ml 
LB medium containing 500 µg/ml ampicillin. 
Then the bacteria were cultured in 50-200 ml of 
2XYT medium containing 250 µg/ml ampicillin 
until A600 reached 0.6-0.8. Expression of the 
fusion protein was induced with isopropyl !-D-
1-thiogalactopyranoside (1 mM). After 3 hours 
incubation at 37 °C, the bacterial suspension was 
centrifuged 15 min at 8000 g (4 °C). Bacteria 
were suspended in modified binding buffer (20 
mM HEPES instead of phosphate buffer, 0.5 M 
NaCl, 30 mM imidazole pH 7.5). After two 
cycles with a French press disruptor, the lysate 
was centrifuged 30 min at 50,000 g. The tagged 
protein was purified on a FPLC system 
(ÄKTA" Purifier, Amersham Biosciences) 
coupled to a 5 ml HisTrap" FF column (GE 
Healthcare) in the above-mentioned buffer. 
NeuTTM was then eluted in eluting buffer (20 
mM HEPES, 0.5 M NaCl, 0.5 M imidazole, pH 
adjusted to 7.5 with HCl 6N). Removal of the 
His-tag was achieved by incubating 1 mg of the 
purified protein with 200 units of AcTEV" 
protease (Invitrogen). After 2 hours at room 
temperature, the mixture was purified on the 
HisTrap column to remove the released tag as 
well as the protease (also His-tagged). The 
purified untagged NeuTTM was recovered in the 
first fractions. 
 

Crystallization, data collection and structure 
solution—For crystallographic purposes, the 
NeuTTM gene was expressed as a 
selenomethionine-substituted protein using 
standard M9 high yield growth procedure 
according to the manufacturer's instructions 
(Shanghai Medicilon; catalog number 
MD045004-50), with E. coli BL21(DE3) codon 
plus cells. 

Crystals for the NeuTTM data collection were 
obtained with hanging drop vapor diffusion 
using a 24-well Linbro plate. 1 ml of well 

solution was added to the reservoir and drops 
were made with 1 !l of well solution and 1 !l of 
protein solution. The crystals were grown at 20 
°C using 3.5 M sodium formate as a precipitation 
agent and 0.1 M Bis-Tris propane buffer pH 7.0. 

The NeuTTM crystal was briefly dipped into 
a 5-!l drop of cryoprotectant solution (3.8 M 
sodium formate, 0.2 M NaCl, 4% sucrose, 4% 
glycerol, 4% ethylene glycol and 0.1 M Bis-Tris 
propane buffer pH 7.0) before flash-freezing in 
liquid nitrogen.  Data collection was performed 
at the 19-ID beamline at the Advanced Photon 
Source, Argonne National Laboratory. One 
dataset was collected using 0.97959 Å 
wavelength.  Data were indexed and processed 
with the HKL-2000 package (17). 

Intensities were converted into structure 
factors and 5% of the reflections were flagged 
for Rfree calculations using programs F2MTZ, 
Truncate, CAD and Unique from the CCP4 
package of programs (CCP4, 1994). The 
program BnP (18) was used for the 
determination of the Se atoms positions and 
phasing.  ARP/wARP package (19) was used to 
build initial model of the protein. Refinement 
and manual correction was performed using 
REFMAC5 (20) version 5.5.0109 and Coot (21) 
version 0.6.  The final model included two 
protein chains (from residue 4 to residue 153 
4÷153 in chain A and from residue -1 to residue 
153 in chain B), three molecules of ethylene 
glycol, 8 sodium ions and 324 water molecules. 
The MOLPROBITY method (22) was used to 
analyze the Ramachandran plot and root mean 
square deviations (rmsd) of bond lengths and 
angles were calculated from ideal values of Engh 
and Huber stereochemical parameters (23).  
Wilson B-factor was calculated using 
CTRUNCATE version 1.0.11 (CCP4, 1994).   
The figures were created using Pymol 
(http://www.pymol.org).  The data collection and 
refinement statistics are shown in Table 1. 

 
Native Electrospray Mass spectrometry—

Electrospray mass spectrometry experiments in 
native conditions (100 mM ammonium acetate 
aqueous solution, pH 6.5) were carried out on a 
Q-TOF Ultima Global mass spectrometer 
(Waters, Manchester, UK) with the electrospray 
source in the positive ion mode. The source 
tuning settings were as follows: capillary = 3 kV, 
source pirani pressure = 3.3 mbar, cone voltage 
= 40 V, source temperature = 40 °C, desolvation 
temperature = 60 °C, collision energy = 10 V.  
The RF lens 1 voltage was varied from 50 V 
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(soft conditions to preserve the protein dimer) to 
150 V (harder conditions to achieve a better 
desolvation and higher accuracy in the protein 
mass determination). 

 
Molecular sieve—A TSK column (G3000SW, 

30 x 0.75 cm, 7 mm, Tosoh, Bioscience GmbH, 
70567, Stuttgart, Germany) was used in 20 mM 
Hepes-Na (pH 6.8) and 200 mM NaCl at a flow 
rate of 0.5 ml/min. 

 
Site-directed mutagenesis of NeuTTM—Point 

mutations were introduced by the QuickChange 
method. The expression plasmid containing the 
coding sequence of NeuTTM was amplified with 
two mutagenic primers and Pfu DNA 
polymerase (Promega). Template DNA was 
removed by digestion with DpnI (Promega) for 2 
h at 37 °C. The DNA was then introduced into E. 
coli cells and single clones were isolated. The 
presence of the mutations was checked by DNA 
sequencing (Genotranscriptomics Platform, 
GIGA, University of Liège). The sequences of 
the oligonucleotides used are given in 
Supplemental Table S1. 

 
Determination of phosphohydrolase 

activities—The standard incubation medium 
(100 µl) contained 50 mM buffer, 5 mM MgCl2, 
0.5 mM PPPi and 20 µl of the enzyme at the 
adequate concentration. The mixture was 
incubated at 37 or 50 °C, the reaction was 
stopped by addition of 1 ml phosphate reagent 
(24). The absorbance was read at 635 nm after 
30 min and compared with a standard curve to 
estimate the released inorganic phosphate. When 
P4 was the substrate, the absorbance was read 
after only 15 min, as acid hydrolysis was rapid in 
the phosphate reagent. The buffers used for 
incubation at different pH values were: Na-MES 
(pH 6.0-7.0), Na-MOPS (pH 7.0-7.5), Na-
HEPES (pH 7.5-8.0), Na-TAPS (pH 8.0-9.0), 
Na-CHES (pH 9.0-10.0) and Na-CAPS (pH 
10.0-10.5). 

 
 Determination of in-gel enzyme activities—

In-gel activities were measured as described 
(25). The gel was colored in phosphate 
precipitation reagent (1% w/v ammonium 
heptamolybdate, 1% w/v triethylamine, 1 N 
HNO3). 

 
Determination of ATP, ADP and cAMP—

Purified NeuTTM was incubated under standard 
assay conditions with ATP (0.1 mM). The 

reaction was stopped by addition of 12% 
trichloroacetic acid. After extraction of the acid 
with 3 x 1.5 ml diethyl ether, nucleotides were 
determined by HPLC using UV detection (26).  

 
Statistical analyses—Data analysis was done 

with Prism 5 for Mac OS X (GraphPad Software, 
San Diego, CA) using nonlinear fitting to the 
Michaelis-Menten equation. 

 
RESULTS 

Cloning, overexpression and purification of 
NeuTTM—The ORF for NeuTTM was subcloned 
in the pET15b vector, modified to allow the 
expression of N-terminal His-tag fusion proteins. 
The latter was purified as described in Materials 
and Methods. The protein obtained after elution 
from the HisTrap column was essentially pure as 
judged by SDS-PAGE (Supplemental Fig. S1). 
This polyHis fusion protein could be 
subsequently cleaved by TEV protease, which 
considerably increased the triphosphatase 
activity of the enzyme (see below). For 
crystallization, NeuTTM was expressed as 
selenomethionine-substituted protein. 
 

Structural properties of NeuTTM—The 
sequence and secondary structure elements are 
given in Fig. 1A. Crystallographic data shows 
that NeuTTM, like 25-kDa ThTPase (9), has an 
open cleft structure in the absence of bound 
substrate (Fig. 1B). Several residues projecting 
into the cleft have been indicated. They seem to 
be important for substrate and metal binding 
and/or catalytic activity as, in the case of the 
closely related CthTTM, extensive mutational 
analysis (12) has revealed that most of these 
homologous residues are required for full 
PPPase activity. Four glutamate residues (E4, 
E6, E114, E116 and possibly E61 and E63) are 
supposed to be required for Mg2+ (or Mn2+) 
binding while R39 and R41 (and possibly R87) 
probably interact with substrate phosphoryl 
groups. According to Keppetipola et al. (12), K8, 
in CthTTM, would form a hydrogen bond with a 
backbone carbonyl at the break of the C-terminal 
!4-!5 helix. However, the analysis of the crystal 
structure of NeuTTM leaves the existence of 
such a hydrogen bond under question. While the 
distance between K8NZ and Y142O is 2.9Å, the 
angle N…O-C is 117 degrees, which is rather far 
from the ideal geometry. Also, there is a water 
molecule (W429) located 3.5Å away from the 
Y142 carbonyl oxygen with the angle O…O-C 
of 172 degrees, which makes this water molecule 
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a more likely partner for a hydrogen bond with 
the Y142 carbonyl than K8NZ. 

It seems that the !-sheets are prevented from 
closing into a complete !-barrel by the insertion 
of a broken C-terminal helix ("4 and "5) into 
one end of the fold. Such a conformation is 
stabilized by hydrophobic interactions conferring 
a relatively rigid structure to NeuTTM (Fig. 1C). 

 
Specificity and kinetic properties of 

recombinant NeuTTM—In contrast to what we 
expected, only a slight ThTPase activity could be 
detected, indicating that, unlike its mammalian 
counterpart, NeuTTM is not a genuine ThTPase 
(Fig. 2). 

As ATP and other NTPs were hydrolyzed by 
a number of enzymes of the TTM family (7,12), 
we tested these compounds as potential 
substrates for NeuTTM. Nucleoside 
triphosphatase activity was negligible in the 
presence of Mg2+, but a small activity was 
observed in the presence of Mn2+, in particular 
with GTP (Fig. 2). 

By contrast to NTPs, PPPi was a very good 
substrate for NeuTTM with Mg2+ as activator 
(Fig. 2, Table 2). The enzyme had a strong 
preference for linear PPPi compared to cyclic 
PPPi  (cPPPi) and to the linear P4. The longer 
chain polyphosphate (containing 65 ± 5 
phosphate residues) was not hydrolyzed either. 
Likewise, guanosine 5’-tetraphosphate (Gpppp 
or Gp4), which is a good substrate for CthTTM 
(13), was not significantly hydrolyzed. The 
NeuTTM adenylyl cyclase activity was also 
checked by incubating the enzyme with ATP 
plus MgCl2 or MnCl2 at different pH values, but 
in all cases we did not detect the appearance of a 
cAMP peak by HPLC. Hence, NeuTTM appears 
to be devoid of adenylyl cyclase activity. Note 
that the closely related Clostridium 
thermocellum CYTH protein (CthTTM) was also 
devoid of any such activity (12). So far, the only 
bacterial CYTH proteins with significant (albeit 
low) adenylyl cyclase activity are the CyaB 
enzyme AC2 from A. hydrophila (4) and the 
homologous class IV adenylyl cyclase from Y. 
pestis (10,11,27). 

General kinetic properties of NeuTTM 
PPPase are displayed in Fig. 3. The optimal 
temperature was 50-55 °C (Fig. 3A) and the 
optimum pH was around 9.7 (Fig. 3B). Thermal 
stability and alkaline pH optimum are 
characteristic features of several other enzymes 
of the CYTH superfamily, notably the founding 

members CyaB-AC2 (4) and human 25-kDa 
ThTPase (28). 

As Mn2+ is a good substituent for Mg2+ in 
several TTM members (7,12,29-31), we tested 
the possible activating effects of Mn2+ ions on 
NeuTTM PPPase activity. We found that it was a 
very poor substituent for Mg2+ at all 
temperatures tested and in the pH range 7-10 
(Fig. 3A, B). However, there was a significant 
Mn2+-dependent activity at very alkaline pH 
(10.0-10.5) (Fig. 3B). 

Kinetic parameters (Km, kcat and catalytic 
efficiency) were determined with different 
enzyme preparations and under different 
experimental conditions (Table 2). Using a 
freshly prepared His-tagged purified preparation, 
Michaelis-Menten kinetics were obtained (Fig. 
3C). At pH 9.7 and 37 °C, Km was 21 ± 3 µM 
and Vmax 240 ± 30 µmol min-1 mg-1 in the 
presence of 5 mM Mg2+. Under such conditions, 
the substrate is essentially under the form of a 
[Mg2+-PPPi] complex, as Kd for the dissociation 
of the complex is low (#1.6 10-6 M). The 
calculated kcat was 76 s-1 under these conditions 
(assuming a molecular mass of 19 kDa for the 
monomeric enzyme with one catalytic site). The 
catalytic efficiency of NeuTTM triphosphatase 
activity is thus very high with kcat/Km = 3.6 106 
M-1s-1. At neutral pH, kcat/Km is about 10 times 
lower (3.3 105 M-1s-1), but this is still high 
enough to consider that NeuTTM may be a 
genuine specific inorganic triphosphatase 
(PPPase). This is all the more plausible as kcat 
was even higher for the untagged enzyme (up to 
7900 s-1 at 50 °C and pH 9.7, see Table 2). This 
is two orders of magnitude higher than kcat values 
obtained for CthTTM with its best substrates, 
PPPi and Gp4 (12,13). This raises the possibility 
that, in N. europaea, the physiological function 
of NeuTTM might be the degradation of PPPi. It 
should be emphasized, however that any firm 
conclusion concerning the biological role of this 
enzyme awaits the demonstration of the presence 
of inorganic triphosphate in Nitrosomonas or any 
other cell types. 

 
Effects of different activators and inhibitors 

on recombinant NeuTTM—As their name 
suggests, enzymes from the TTM family are 
highly dependent on divalent metal cations. In 
common with other CYTH enzymes, NeuTTM 
PPPase had an absolute requirement for divalent 
metal ions, the highest activity being found with 
Mg2+ ions in the concentration range 2-10 mM 
(Fig. 4A). As already mentioned, Mn2+ was less 
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effective as an activator (Fig. 4A), but half-
maximum activation was obtained at 0.4 mM 
Mn2+, which corresponds to a very low 
concentration of free Mn2+. 

We also tested the activating effect of Co2+, 
which, like Mn2+, is a good activator for several 
TTM enzymes (30). At optimal pH (9.5-9.7), 
Co2+ was a better activator than Mn2+, though the 
maximum activity was less than 10% of the one 
measured in the presence of 5 mM Mg2+ (Fig. 
4B). The concentration of free Co2+ 
corresponding to half-maximum activation was 
extremely low (about 30-50 nM), indicating that 
the affinity of the binding site for Co2+ is even 
higher than for Mn2+. 

As already reported for other CYTH enzymes 
such as Cet1 (30) and 25-kDa ThTPase (28), 
Ca2+ had no activating effect, but it was a potent 
inhibitor in the presence of Mg2+ (Fig. 5A): IC50 
was 50-100 µM in the presence of 5 mM Mg2+. 
Mn2+ was also a potent inhibitor in the presence 
of Mg2+, at least at pH < 10 (IC50 !40 µM). As 
Mn2+ is also a weak activator, the inhibition by 
Mn2+ in the presence of Mg2+ was not complete. 
The curves showing the activating effect of 
increasing concentrations of Mg2+ were shifted 
to the right in the presence of Ca2+ (Fig. 5B), 
suggesting that the latter ion exerts its inhibitory 
effect, at least partially, by competition with 
Mg2+. We finally tested the effect of Zn2+, which 
has been shown to be a potent inhibitor of 
mammalian 25-kDa ThTPase (28). Zn2+ 
inhibited NeuTTM PPPase in the lower 
micromolar range (IC50 !1.5 µM) (Fig. 5C). In 
contrast to Ca2+, the inhibitory effect of Zn2+ was 
only marginally affected by the concentration of 
the activator Mg2+ (data not shown), suggesting 
that the two cations do not compete for the same 
binding site. This was also the case for 25-kDa 
ThTPase (28). Those data are in agreement with 
the assumption that Mg2+, Mn2+, Ca2+ and Co2+ 
may share a common binding site, while Zn2+ 
may bind to a peripheral “allosteric” site. 

In addition to Zn2+, Cd2+ and Cu2+ ions were 
also inhibitory but with higher IC50 values, 10 
and 20 µM respectively. 

 
Structural and binding properties of the 

NeuTTM protein analyzed by native mass 
spectrometry—We first investigated the ability 
of the 19-kDa recombinant NeuTTM to dimerize 
in solution. The X-ray diffraction data already 
suggested that the protein crystallized as a dimer 
(14). We carried out electrospray mass 
spectrometry of the concentrated His-tagged 

protein (total monomer concentration 10 µM) in 
100 mM ammonium acetate, pH 6.5 (Fig. 6) and 
found that the protein was a mixture of monomer 
(noted M) and dimer (noted M2) forms, the 
dimer being more abundant. The dimer 
dissociated easily in the gas phase when the RF 
lens 1 voltage was increased from 50 V to 150 
V. This suggests that salt bridge interactions are 
not prevailing at the dimerization interface. 
Indeed, the diffraction data show that the 
interface is mainly composed of hydrophobic 
amino acids, among which are L29, L38, L40, 
L51, L74, I36, I64 and I66 (Supplemental Fig. 
S2), and this explains the lability of the dimers in 
electrospray. 

We then studied the complexes of NeuTTM, 
with substrates alone (PPPi, ATP and ThTP) in 
the presence of Mg2+. In all cases, the substrates 
remained tightly bound to NeuTTM at all 
voltages, in line with ionic interactions in these 
complexes. Fig. 7 shows the mass spectra of 
NeuTTM alone (Fig. 7A), and of the binary 
mixture of with PPPi (Fig. 7B), ATP (Fig. 7C) 
and ThTP (Fig. 7D). With PPPi, at the 
concentrations used (10 µM NeuTTM and 25 
µM PPPi), the peak of the free protein is not 
distinguishable from the noise. It can therefore 
be estimated that the concentration of free 
protein is less than 8.5% of the total protein 
concentration. This means that the dissociation 
constant for the monomer-substrate complex 
under conditions stated above must be lower 
than 1.5 µM. Moreover, the protein dimers 
contain exclusively two PPPi molecules, as seen 
from the uneven charge states 15+ and 13+. This 
strongly contrasts with ATP and ThTP, where 
the free protein is predominant, and both the 
monomer and dimer bind one molecule of 
substrate on average. From the peak intensities, 
the Kd of the monomer-substrate complex is 
estimated to be at least 90 !M for ATP and 
ThTP. This is in agreement with the high Km 
value (800 ± 120 µM) measured for ATPase 
activity of NeuTTM (Table 2). 

Figure 8 shows the mass spectra of charge 
state 8+ of the protein monomer in different 
mixtures with Mg2+ and/or PPPi. The protein 
alone shows a peak at m/z = 2499.4 (Fig. 8A), 
that remains predominant when the protein is 
mixed with a 10-fold excess of Mg2+ (Fig. 8B). 
We found that both monomers and dimers bind 
Mg2+ with moderate affinity. We also tested 
binary mixtures of the protein with Mn2+ and 
Zn2+, and the results suggest a higher affinity for 
Zn2+ (with multiple binding sites) than for Mg2+ 
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and Mn2+ (data not shown). This is in agreement 
with the finding that the PPPase activity of 
NeuTTM is inhibited by micromolar 
concentrations of Zn2+ (Fig. 5C). 

A more detailed analysis of the masses of the 
[NeuTTM-PPPi] complexes in the absence of 
divalent cations revealed that they specifically 
take up two monovalent cations (the peak 
intensities of the complexes with zero and one 
monovalent cations being insignificant). Data 
from Fig. 8C show the presence of a complex 
with two Na+ ions. The latter presumably 
originate from the tripolyphosphate preparation, 
which is in the form of a pentasodium salt. A 
[NeuTTM-PPPi-Na+-K+] complex was also 
detected, with K+ possibly originating from the 
protein preparation. 

Finally, we investigated the properties of the 
ternary complexes (supposed to be catalytically 
active) of NeuTTM, with the substrate PPPi and 
the activator Mg2+. In order to avoid appreciable 
hydrolysis of PPPi, the spectra were recorded 
immediately after mixing the protein with Mg2+ 
and PPPi. In spite of the high enzyme 
concentration, PPPase activity is low at room 
temperature and pH 6.5 (see Fig. 3) and 
complete hydrolysis of PPPi under the present 
conditions would probably take more than a few 
seconds. With MgCl2 (0.1 mM) in addition to 
PPPi, the [enzyme-PPPi] complex took up one 
Mg2+ ion rather than two monovalent cations 
(Fig. 8D). No free enzyme was observed. We 
can therefore assume that the [Mg-PPPi] 
complex (which is the true substrate) binds to the 
active site with high affinity, Kd being of the 
same order of magnitude than for free PPPi (<1.5 
µM).  

On the other hand, it is clear that the 
requirement for an activating Mg2+ ion is not 
simply due to the fact that it binds to PPPi. 
Although the true substrate is likely to be the 
[Mg2+-PPPi] complex, the divalent metal 
activator must also bind to a specific site on the 
protein, as full enzyme activity requires the 
presence of millimolar free Mg2+ in the 
incubation medium (Fig. 4A and 5B) This was 
also shown to be the case for RNA 
triphosphatase from Trypanosoma (29) and it is 
probably a general feature of CYTH proteins (3). 
In the case of NeuTTM, the metal ion 
presumably interacts with the carboxyl groups of 
Glu4, Glu6, Glu114 and Glu116 (see Fig. 1). 

There is no evidence from the present data 
that the protein might bind more than one Mg2+ 
ion with appreciable affinity. The same 

conclusion was reached by Song et al. (9) for the 
25-kDa mouse ThTPase. Although Iyer and 
Aravind (3) suggested that CYTH proteins may 
bind two divalent metal activators, this is 
probably not a general rule for this superfamily 
of proteins. 

In-gel activity of NeuTTM under non-
denaturing conditions—In agreement with mass 
spectrometric data, two peaks of approximately 
20 and 40 kDa were obtained after separation on 
a size exclusion column (Supplemental Fig. S3). 
The specific activities of the monomer and the 
dimer were respectively 245 and 169 µmol.min-1. 
mg-1 with 0.5 mM PPPi at 50 °C, suggesting that 
the catalytic activity was not much changed by 
dimerization. This was also confirmed by in-gel 
activity determination after polyacrylamide gel 
electrophoresis under non-denaturing conditions 
and incubation under optimal conditions 
(Supplemental Fig. S4). Furthermore, when the 
monomer and the dimer were separated on the 
size exclusion column and then reinjected, both 
appeared pure, suggesting that no rapid 
conversion between the two forms occurs. These 
results suggest that dimerization may simply be 
an artifact associated with enzyme purification 
and without physiological significance. 

  
Site-directed mutagenesis—Alanine mutation 

of K8 and K85 were chosen because 
homologous residues were reported to be 
important for catalytic activity and substrate 
specificity of the closely related CthTTM (12). 
Indeed, the primary structures of CthTTM and 
NeuTTM have 73 positions of side-chain identity 
(12). 

We found that, in contrast to the K8A mutant 
of CthTTM, the K8A mutated NeuTTM 
remained highly active with PPPi as substrate 
and Mg2+ as activator, with a catalytic efficiency 
close to that of the recombinant wild-type 
enzyme, as both Km and kcat were increased 
(Table 2). This is an important difference with 
CthTTM. Indeed, Keppetipola et al. (12) found 
that the corresponding K8A mutation in 
CthTTM nearly completely abolished the PPPase 
activity of the enzyme, while strongly 
stimulating its ATPase activity. According to 
(12), K8 would form a hydrogen bond with a 
backbone carbonyl at the break of the C-terminal 
helices !4-!5, stabilizing the open structure of 
the eight-stranded "-barrel where the substrate 
binds. Substituting K8 by alanine would prevent 
this specific interaction between the "1 strand 
and !4-!5 helices, making the conformation less 
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rigid. Our own data do not suggest that such a H-
bond is required to maintain a rigid structure. 
Furthermore, with the mutated K8A enzyme, 
ATP remains a poor substrate (Table 2), even 
with Mn2+ as activator, the catalytic efficiency 
being 3 orders of magnitude lower than with 
PPPi. The present results suggest that either a 
very rigid conformation is not essential for a 
high and specific PPPase activity of NeuTTM or 
that K8 is not involved in the stabilization of the 
enzyme conformation. Note that Keppetipola et 
al. (12) made their assumption on the basis of 
sequence similarities with NeuTTM, and that the 
three-dimensional structure of CthTTM is not 
known. 

K85 is located at the bottom of the cleft that 
is supposed to contain the catalytic site, close to 
the arginine residues (R39, R41 and R87) that 
are thought to bind the substrate phosphoryl 
groups electrostatically. In the case of the very 
similar CthTTM protein, the K87 residue, which 
is homologous to K85 in NeuTTM, has been 
found to be essential for catalysis, but the 
authors did not determine Km and Vmax (12). 

The K85A mutant of NeuTTM was about ten 
times less active than the non-mutated enzyme, 
but the optimal conditions for activity were 
essentially the same, i. e. pH 9.7, temperature 
!50 °C. The mutant was also much less active 
with ATP than with PPPi as substrate. The 
extrapolated Vmax value yielded a kcat around 21 
s1 (at 50 °C) in the presence of 5 mM Mg2+ 
(Table 2), which is 14 times lower than kcat 
measured under the same optimal conditions for 
the non-mutated enzyme. On the other hand, the 
Km for PPPi was 1 or 2 orders of magnitude 
higher than for the non-mutated NeuTTM. Note 
that due to the high Km, it was not possible to use 
saturating substrate concentrations, increasing 
the uncertainty on both Km and Vmax. While the 
catalytic efficiency of the enzyme appears to be 
rather strongly decreased by the K85A mutation, 
it cannot be concluded that K85 is really 
essential for catalysis as kcat remains relatively 
high. 

Another important consequence of the K85A 
mutation is that the effects of divalent cations are 
profoundly altered: in contrast to the non-
mutated enzyme, the K85A mutant is more 
strongly activated by Mn2+ than by Mg2+ and the 
inhibitory effects of Ca!"# and Zn2+ are less 
pronounced (Supplemental Table S2). Actually, 
Zn2+ can even replace Mn2+ as activator, though 
it is less effective. It thus appears that deleting 
the positive charge of the side chain at position 

85 alters the protein conformation in such a way 
that cations larger than Mg2+ become better 
activators. This suggests that K85 may act as a 
“discriminator” residue, ensuring that the smaller 
and more physiological Mg2+ ion is the specific 
activator. Taken together the data suggest that 
K85 is not directly involved in catalysis and is 
more likely to play an important (though not 
essential) role to properly orient the PPPi 
molecule in the enzyme-substrate complex. It is 
also important for the specificity of Mg2+ 
binding.  

As neither K8 nor K85 appear to be essential 
residues for catalysis, we suspected that K52, 
which is highly conserved in CYTH proteins 
(3,9), might play a more essential role. In 
CthTTM, mutation of K52 resulted in the loss of 
90 to 99% of the activity, depending on the 
substrate or activator used (12). In NeuTTM, the 
conservative K52R mutation resulted in a 
decreased Vmax by about two orders of magnitude 
(Table 2) and, as the apparent Km is strongly 
increased (Supplemental Table S5), the catalytic 
efficiency is at least 1000 times lower than that 
of the non-mutated enzyme. Mn2+ did not induce 
a significant activation of this mutant. Thus, in 
contrast to K85A, the specificity for activating 
ions does not appear to be changed. 

The fact that this conservative mutation 
strongly decreases the catalytic efficiency of the 
enzyme suggests that this highly conserved 
lysine residue plays an important role in the 
catalytic mechanism. 

A puzzling property of NeuTTM, as well as 
other enzymes of the CYTH protein family, is 
their strong activation at alkaline pH (Fig. 3B). 
In order to check that this pH profile was not due 
to impaired binding of the substrate at lower pH, 
we plotted Vmax/Km as a function of pH (Fig. 9A). 
Our results show that the Km does not change 
much with pH and the profile obtained is quite 
similar to the activity versus pH profile (Fig. 
3B). We used the Dixon-Webb plot Log Vmax 
versus pH to estimate the pKa value for the main 
residue responsible for activity decrease between 
9.7 and 7.0. As shown in Fig. 9B, the estimated 
pKa was close to 9.3 for the non-mutated 
enzyme. The same value was found for the 
K52R mutant. These data are in agreement with 
the proposal that the catalytic activity depends 
on a single deprotonation step with pKa ~9.3. 
This may correspond to a general base that 
removes a proton from water; the resulting OH- 
would attack a phosphorus atom of the PPPi 
substrate. 
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As the pH-rate profile remains largely 
unaffected by K52R mutation, the decrease of 
activity between 9.7 and 7.0 cannot be ascribed 
to protonation of the K52 amino group. This 
suggests the involvement of another residue able 
to interact with K52 and acting as a general base 
in the hydrolytic mechanism. According to the 
crystal structure (Fig. 1B), only three residues 
are in a position to interact easily with K52: 
Y28, E37 and E61 (see also supplemental Fig. 
S6). Obviously, the carboxyl groups of 
glutamate residues could hardly exhibit such an 
alkaline pKa and we suspected that the residue 
acting as the general base was Y28 (pKa for the 
hydroxyl group of free tyrosine is ~10.0) Indeed, 
the conservative mutation Y28F results in a 
strong loss of enzyme activity (~2.6 µmol min-1 
mg-1 at 100 µM PPPi,, compared to ~200 µmol 
min-1 mg-1 for the non-mutated enzyme, Fig. 
3C). Surprisingly, however, the activity 
continuously increased when [PPPi] was raised 
up to 1 mM (the highest testable concentration 
with our method) with no tendency to saturation 
(Supplemental Fig. S5). This lack of saturation 
was observed at all pH values tested from 7.0 to 
0.9 (data not shown) Thus, the kinetic 
parameters Km and Vmax could not be estimated 
with this mutant enzyme. The pH optimum of 
the Y28F mutant is shifted to lower values 
compared to the non-mutated (Fig. 3B) and the 
K52R mutant (Fig. 9C). We plotted the Log of 
the specific activity versus pH at 37 °C for 
[PPPi] = 100 µM (Fig. 9D). It is obvious that 
there is an important shift in pH-rate profile 
towards lower pH values and the Dixon-Webb 
plot yielded a pKa value  ~7.4. This apparent pKa 
was not strongly affected by changes in PPPi 
concentration (not shown). 

This value might possibly reflect the pKa of 
the carboxyl group of a neighboring glutamate 
(E37 or E61) that might also act as a general 
base, albeit less efficiently than Y28. This would 
explain that the activity of the Y28F mutant still 
reaches relatively high values when PPPi is in 
large excess (Supplemental Fig. S5). 

Taken together, those data suggest that Y28 
plays an important role in NeuTTM catalysis 
(possibly forming a catalytic dyad with K52) and 
is, at least partially, responsible for the unusual 
high pH optimum of the enzyme. 

The relatively slight decrease in activity at pH 
! 10 could result from a number of possibilities, 
e. g. charge alterations involving unidentified 
residues in or near the active site, or 
destabilization of the protein structure. 

In the model shown in Fig. 10, we 
hypothesize that a catalytic dyad is formed by 
the Y28-K52 pair, the nucleophilic nitrogen of 
K52 being hydrogen-bonded with the phenolate 
oxygen of Y28. The latter would act as the 
general base that removes a proton from water 
and the resulting OH- attacks a phosphorus atom 
of the substrate PPPi (Fig. 10A). Alternatively, 
Y28 might act as a nucleophile to directly attack 
the !-phosphorus atom of PPPi (Fig. 10B). In the 
latter case, we would expect a covalent 
phosphotyrosyl intermediate to be formed, which 
would be unusual for a hydrolase. When the 
catalytic mechanism involves a phosphoenzyme 
intermediate, the activity is generally inhibited 
by sodium orthovanadate acting as a transition 
state inhibitor. We tested the effect of sodium 
orthovanadate on the non-mutated NeuTTM 
PPPase activity, but we found no inhibition at 
concentrations up to 2 mM. However, the 
activity was very sensitive to fluoride with an 
!"#$ as low as 30 ± 10 µM for NaF (results not 
shown). Fluoride is a well-known inhibitor of 
acid phosphatases, but millimolar concentrations 
are required. However, inorganic 
pyrophosphatases are sensitive to fluoride at 
concentrations lower than 1 mM. In family I 
pyrophosphatases, where fluoride inhibition 
involves rapid and slow phases (32), there is 
much evidence that catalysis proceeds by direct 
phosphoryl transfer to water rather than via a 
phosphoryl enzyme intermediate (33,34). The 
structure of the F--inhibited complex has shown 
a fluoride ion replacing the nucleophilic water 
molecule (35). In family II pyrophosphatases, 
which belong to the DHH phosphoesterase 
superfamily (as defined by (5)), the !"#$ for 
fluoride inhibition was even lower than for 
NeuTTM (~ 12 µM) (36). In any case, fluoride is 
believed to act as an analogue of hydroxide (37). 
The detailed mechanism of PPPi hydrolysis by 
NeuTTM requires further investigation, but the 
lack of effect of vanadate and the strong 
inhibitory effect of fluoride argue against the 
existence of a covalent phosphoenzyme 
intermediate. Therefore, the model proposed in 
Fig. 10 seems to be the simplest and the most 
plausible. 
 
DISCUSSION 

The present data demonstrate that the 
hypothetical protein NE1496, present in N. 
europaea (NeuTTM), is a functional 
phosphohydrolase with surprisingly high 
specificity, affinity and catalytic efficiency for 
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PPPi. This is also the first molecular 
characterization of a specific tripolyphosphatase. 
Several enzymes hydrolyzing PPPi have been 
characterized previously, but they are mainly 
exopolyphosphatases that, in addition to PPPi, 
hydrolyze other substrates such as, for instance, 
long chain polyphosphates or Gp4 (38-40). So 
far, only one enzyme was reported to be strictly 
specific for PPPi hydrolysis: it was purified from 
N. crassa and found to be a dimer of 40 kDa 
subunits (41). Its sequence remains unknown 
and, unlike NeuTTM, it does not appear to have 
a high affinity for PPPi. 

NeuTTM belongs to the superfamily of 
CYTH proteins (3) and was first referred to as a 
hypothetical protein with putative phosphatase or 
CyaB-like adenylyl cyclase activity by analogy 
with the A. hydrophila CYTH protein (4).  
However, it has become clear that the functional 
properties of CYTH proteins cannot be predicted 
from primary or even three-dimensional 
structure. In fact, the CYTH domain is a 
functionally versatile protein fold, characterized 
mainly by its ability to bind triphosphate 
compounds and catalyze their hydrolysis or other 
chemical transformations in the presence of 
divalent metal ion activators. Members of the 
CYTH superfamily exist in archaea, but none has 
been functionally characterized so far. In 
bacteria, two CYTH orthologs were shown to 
have an adenylyl cyclase activity (4,11,27) but, 
under physiological conditions, this activity is 
low and its biological significance is not 
established. CthTTM, the ortholog from C. 
thermocellum hydrolyzes PPPi with a relatively 
good turnover (kcat = 3 s-1), but it also hydrolyzes 
other substrates such as Gp4 (kcat = 96 s-1) and, to 
a lesser extent, nucleoside triphosphates and long 
chain polyphosphates. (12,13). Thus, its possible 
physiological function remains undefined. In 
contrast, a clear biological role has been 
demonstrated for the CYTH orthologs of fungi 
and protozoa, which catalyze the first step of 
RNA capping in these organisms (7). In 
pluricellular eukaryotes, only the mammalian 
25-kDa ThTPase has been characterized (1,9,28). 
Like NeuTTM, the latter enzyme is characterized 
by a high specificity and a high catalytic 
efficiency (kcat/Km = 6 106 M-1 s-1 for the bovine 
ThTPase (1)). On the basis that all known CYTH 
proteins hydrolyze triphosphates and that PPPi is 
the simplest triphosphate compound conceivable, 
PPPase activity might well be the primitive 
enzymatic activity in the CYTH protein family, 
which later evolved to hydrolyze more complex 

organic substrates such as RNA or ThTP in 
eukaryotes. 

It should be pointed out that a high affinity 
for PPPi was already demonstrated in the case of 
yeast RNA triphosphatases, where PPPi is a 
potent competitive inhibitor, albeit a poor 
substrate (29,42,43). 

 The present data show that, despite low 
sequence similarity and profound structural 
differences, NeuTTM and 25-kDa ThTPase have 
several kinetic properties in common, i. e. 
requirement for Mg2+, inhibition by Ca!"# by 
competition with Mg2+, allosteric inhibition by 
Zn2+, alkaline pH optimum and an optimal 
temperature around 50-60 °C. A. hydrophila and 
Y. pestis CyaB-like adenylyl cyclases are also 
Mg2+-dependent and have high pH and 
temperature optima (4,11,27). Although more 
detailed investigations are required, most of 
these features may possibly be functional 
signature properties of CYTH enzymes. 

Our results shed some light on the particular 
conformation of the NeuTTM protein and the 
relationship between structural and kinetic 
properties of the enzyme. The open cleft 
structure (incomplete !-barrel) is in contrast to 
the closed tunnel conformation of other TTM 
proteins (7). It appears to be rather rigid and to 
be stabilized by hydrophobic interactions 
between the antiparallel ! strands and the broken 
C-terminal "4-"5 helix (Fig. 1C). Hence, in 
contrast to mammalian 25-kDa ThTPase (9), 
NeuTTM is probably unable to form a tunnel-
like structure, even when a substrate is bound. 
This is in line with the very different substrate 
specificities of the two enzymes. 

We propose a catalytic mechanism (Fig. 10) 
in which the hydroxyl group of Y28 hydrogen-
bonded to the nucleophilic nitrogen of K52 acts 
as a nucleophile, attacking a water molecule to 
form OH-. K52 was also considered essential in 
the enzymatic activity of CthTTM (12). 

To our knowledge, this is the first lysine-
tyrosine dyad proposed for a hydrolase. Such a 
mechanism strongly contrasts with the classical 
serine-histidine dyad observed in many 
phosphatases.  

Catalytic dyads based on tyrosyl and lysyl 
residues seem to be rare (44), nevertheless such a 
catalytic dyad has been suggested for the enol-
keto tautomerization step of the NADP+-
dependent malic enzyme (45). In that enzyme, 
the K!R and Y!F mutations resulted in a 
decrease in kcat by two orders of magnitude as we 
observed here.  
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In the crystal structure described here, the 
distance between K52 and Y28 is 7.4 Å 
(Supplemental Fig. S6), too much for a hydrogen 
bond between these two residues. However, as 
shown for ThTPase, the binding of the substrate 
induces an important conformational change (9). 
Such a conformational change in NeuTTM might 
bring the two residues close enough for an 
interaction. 

Four glutamate residues, E4, E6, E114 and 
E116 protrude from the bottom into the catalytic 
cleft. They are part of the CYTH consensus 
sequence and are thought to be involved in Mg2+ 
binding (3,12). Our data show that the enzyme 
substrate complex binds only one Mg2+ ion (Fig. 
8B). We may thus consider the possibility that 
this Mg2+, as well as probably K85, stabilize and 
orient the substrate PPPi towards the catalytic 
dyad projecting from the ceiling of the cleft (Fig. 
1B). 

Concerning the quaternary structure, it is 
worth pointing out that NeuTTM crystallizes as a 
dimer (14) and can also form dimers in solution. 
However, our results suggest that dimerization is 
probably not of physiological significance for 
NeuTTM. This is in contrast to yeast RNA 
triphosphatases Cet1 from S. cerevisiae and Pet1 
from Schizosaccharomyces pombe, where 
dimerization is important for thermal stability 
and in vivo function (46). 

The high affinity and specificity of NeuTTM 
for PPPi raises the question of the possible 
biological roles of both PPPi and the enzymes 
able to synthesize it. For PPPi, there are so far 
very few data concerning its enzymatic 
synthesis. In E coli, it was shown long ago that 
PPPi can be produced by enzymatic cleavage of 
deoxyguanosine triphosphate (47). On the other 
hand, it is well known that PPPi is formed as an 
intermediate in the enzymatic synthesis of S-
adenosylmethionine but, in this case, it is not 
released in the cytosol (48). It was also shown 
that PPPi is an intermediate in naturally 
occurring pterins in Drosophila melanogaster 
(49). 

Like ThTP (50), PPPi was shown to be an 
alternative phosphate donor for protein 
phosphorylation in vitro (51) and therefore, like 

cAMP and possibly ThTP (15), PPPi might act as 
an intracellular signal. 

However, in contrast to inorganic polyP of 
higher molecular weight (>10 phosphoryl 
residues), PPPi and other very short chain 
polyphosphates have never been reported to exist 
in any organism (except in acidocalcisomes, 
specific organelles rich in calcium and 
polyphosphates in some protozoans (52)). In all 
likelihood, this is simply due to the present lack 
of sensitive and specific detection methods. For 
polyphosphates of longer chain (15-750 
residues), the problem was overcome thanks to 
sensitive assay methods (53). In E. coli, 
polyphosphates play an important role in the 
response to various forms of environmental 
stress (54-56). Polyphosphates may also act as 
energy stores or divalent cation chelators (56). 
The demonstration of similar physiological roles 
for PPPi awaits the development of an adequate 
method to measure its intracellular 
concentration.  

Hence, the present results provide the first 
detailed characterization of a specific PPPase 
with high affinity for PPPi and high catalytic 
efficiency. Although, it is not proven that the 
physiological function of the protein is to 
degrade PPPi in vivo, our study is a first step 
towards the understanding of the possible roles 
of short chain polyphosphates, which might turn 
out to be just as important as their long chain 
counterparts in cell biology. 
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LEGENDS TO FIGURES 

 

FIGURE 1. Structure of NeuTTM. (A) Amino acid sequence and secondary structure elements. The 

residues conserved among known CYTH proteins (9) are highlighted by red boxes. (B) Cartoon 

representation of the NeuTTM monomer. Side chains of residues probably involved in substrate and 

divalent cation binding and/or catalysis are rendered as sticks and are labeled. (C) Stabilization of the 

open !-barrel structure by hydrophobic interactions with "-turn4 and "-helix5. The NeuTTM 

monomer is shown in a cartoon representation (grey). The residues forming a hydrophobic patch that 

stabilizes the protein core are shown in magenta sticks and labeled. 

 

FIGURE 2. Substrate specificity of recombinant His-tagged non-mutated NeuTTM. The 

specificity was tested in the presence of (A) 5 mM MgCl2 (pH 9.7) or (B) 1 mM MnCl2 (pH 10.4). The 

incubation medium contained either 50 mM Na-CHES (pH 9.7) or 50 mM Na-CAPS (pH 10.4), 0.5 

mM substrate, 5 mM MgCl2 (pH 9.7) or 1 mM MnCl2 (pH 10.4). The temperature was 37 °C. (Mean ± 

SD, n = 2 - 6) 

 

FIGURE 3. Kinetic properties of NeuTTM PPPase activity. The PPPi  concentration was 0.5 mM. 

(A) Dependence on temperature in the presence of 5 mM Mg2+ at pH 9.7 (!) or 0.8 mM Mn2+ at pH 

10.4 ("). (B) pH dependence in the presence of 10 mM Mg2+ (!) or 1 mM Mn2+ (") at 37 °C. (C) 

Dependence on substrate concentration at pH 7.1 (!) and 9.7 (") at 37 °C. The curves were drawn by 

non-linear regression of the Michaelis-Menten equation (n = 3). The buffers used for different pH 

values are given in the “Materials and Methods” section. (Mean ± SD) 

 

FIGURE 4. Activation of NeuTTM PPPase by divalent cations. (A) Dependence of PPPase activity 

on Mg2+ (!) and Mn2+ (") total concentration. The incubation was carried out in the presence of 50 

mM Na-CHES (Mg2+, pH 9.7) or Na-CAPS (Mn2+, pH 10.4) at 37 °C. (B) Effect of increasing 

concentrations of Co2+ (calculated free Co2+ concentration assuming Kd = 8 nM for the Co-PPPi 

complex) on the PPPase activity. Conditions of experiment: PPPi, 0.5 mM; Na-CHES, 50 mM, pH 9.5, 

45 °C. (Mean ± SD, n = 3) 

 

FIGURE 5. Inhibition of NeuTTM PPPase by divalent cations. (A) Inhibition by Ca2+ and Mn2+ in 

the presence of Mg2+. The incubation medium contained: PPPi, 0.5 mM, MgCl2 5 mM, Na-CHES, 50 

mM, pH 9.7 at 37 °C. (B) Effect of increasing concentrations of Mg2+ (calculated free [Mg2+]) on 

NeuTTM PPPase activity in the presence or absence of Ca2+ ions at 50 °C. The incubation medium 

contained: PPPi, 0.5 mM; Na-CHES, 50 mM, pH 9.7. (C) Effect of increasing concentrations of 

ZnSO4 on the PPPase activity of NeuTTM. The incubation medium contained: PPPi, 0.5 mM; MgCl2, 

5 mM; Na-CHES, 50 mM, pH 9.7 at 37 °C. (Mean ± SD, n = 3) 
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FIGURE 6. Mass spectra of His-tagged NeuTTM in the absence of added substrates and divalent 

cations. M = monomer (theoretical mass = 19,987.4 Da) and M2 = dimer (theoretical mass = 39,974.8 

Da). (A) Spectrum recorded in harsher source conditions (RF lens 1 voltage = 150 V): the dimer is 

partially destroyed but the mass accuracy is higher. (B) Spectrum recorded in soft source conditions 

(RF lens 1 voltage = 50 V), showing that the dimer is the most abundant species in solution. The 

protein concentration was 10 µM in 100 mM ammonium acetate (pH 6.5). 

 

FIGURE 7. Mass spectra showing high specificity of NeuTTM for PPPi compared to ATP and 

ThTP. (A) Spectrum of 10 !M protein alone in 100 mM NH4OAc, pH = 6.5. (B) Same as (A) with 25 

!M PPPi. (C) Same as (A) with 20 !M protein and 50 !M ATP. (D) Same as (A) with 25 !M ThTP 

instead of PPPi. 

 

FIGURE 8. Detailed identification of complexes of NeuTTM (10 µM) in binary and ternary 

mixtures with MgCl2 (0.1 mM) and/or PPPi  (25 !M). The spectra were all recorded in 100 mM 

ammonium acetate (pH 6.5) at an RF lens 1 voltage = 150 V for a more accurate mass determination 

of each complex. (A) NeuTTM alone at charge state 8+. The main peak corresponds to the uptake of 

eight protons and few sodium or potassium adducts are detected. (B) NeuTTM binary mixture with 

Mg2+. The intensity of unresolved adducts peaks increases, but the fully protonated protein remains the 

most intense peak. (C) NeuTTM binary mixture with PPPi. The fully protonated complex is minor, and 

the major complexes take up two monovalent cations. (D) NeuTTM ternary mixture with PPPi and 

Mg2+. The enzyme-substrate complex with the uptake of one Mg2+ is clearly detected. 

 

FIGURE 9. pH-dependence of non-mutated NeuTTM and of the Y28F and K52R mutants. The 

reaction was carried out in the presence of 5 mM Mg2+ at 37 °C. The control values obtained in the 

absence of enzyme were subtracted. (A) Vmax/Km as a function of pH for the non-mutated enzyme. (B) 

pH-dependence of Vmax of non-mutated (!) and K52R-mutated (! ) NeuTTM. (C) The activities of 

Y28F (!) and K52R (! ) mutants are expressed as percentage of the respective value obtained at pH 

9.7 (100%). The PPPi concentration was 0.1 mM. (D) pH-dependence of Y29F-mutated NeuTTM, 

[PPPi] = 0.1 mM). (Mean ± SD, n=3-6) 
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FIGURE 10. Proposed catalytic mechanism for PPPi hydrolysis by NeuTTM. The K52-Y28 pair is 

considered to form a catalytic dyad. The most simple and plausible mechanism is a general acid - 

general base catalysis with no covalent acyl-enzyme intermediate. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 by guest, on Septem
ber 22, 2011

w
w

w
.jbc.org

D
ow

nloaded from
 

http://www.jbc.org/


 17 

 
TABLE 1 
X-ray data collection and refinement statistics. Statistics for the highest resolution bin are in 
parentheses.  
 

Data collection 
Space group P 32 2 1 
Unit cell (Å, °) a= 52.28, b= 52.28, c = 252.48 

! = " = 90.0 # = 120.0 
Wavelength (Å) 0.97959 
Temperature (K) 100 
Resolution (Å) 42.6-1.9 (1.95-1.9) 
Observed reflections 32810 (2358) 
Rint

a 0.057 (0.560) 
Average redundancy 6.7 (4.9) 
<I>/<$(I)> 20.5 (2.3) 
Completeness, % 99.7 (99.0) 

Refinement 
R/Rfree 0.213 (0.304) / 0.270 (0.358) 
Protein atoms 2424 
Water molecules 324 
Other atoms 20 
RMSD from ideal bond length (Å)b 0.02 
RMSD from ideal bond angles# 2.1° 
Average B-factor for protein atoms (Å2) 30.3 
Average B-factor for water molecules (Å2) 39.8 
Ramachandran plot statistics (%)c   
Allowed 100 
Favored 98.3 
Outliers 0 

a Rint = %| I - <I> | / %|I| where I is the intensity of an individual reflection and <I> is the mean intensity 
of a group of equivalents and the sums are calculated over all reflections with more than one 
equivalent measured 
b (23) 
c (22) 
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TABLE 2 

 Kinetic parameters for non-mutated (WT) and mutated recombinant NeuTTM. (Mean ± SD, n 

= 3-4) 

Enzyme  
prepraration 

Substrate Conditions of 
experiment 

Km,app 

 
Vmax  kcat  kcat/Km 

 
   µM µmol min-1 mg-1 s-1  s-1/M-1 

 
WT 

His-tagged 

PPPi  50 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

40 ± 15 910 ± 70 288 7.2 106 

  37 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

21 ± 3 240 ± 30 76 3.6 106 

  37 °C, pH 7.1 

[Mg2+] = 5 mM 

58 ± 5 60 ± 2 19 0.33 106 

 ATP 50 °C, pH 8.1 

[Mn2+] = 10 mM 

800 ± 120 1.2 ± 0.2 0.36 0.45 103 

WT 

untagged 

PPPi  50 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

100 ± 20 25,000 ± 2000 7900 79 106 

K8A 

His-tagged 

PPPi  50 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

390 ± 30 2800 ± 500 887 2.3 106 

 PPPi  37 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

280 ± 55 235 ± 30 74 

 

0.19 106 

 ATP 50 °C, pH 10.1 

[Mn2+] = 10 mM 

1200 ± 500 12.5 ± 3.2 3.96 3.3 103 

K85A 

His-tagged 

PPPi  50 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

720 ± 60 65 ± 7 21 29 103 

 PPPi  37 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

2600 ± 400 33 ± 3 10 4 103 

K52R 

His-tagged 

PPPi  37 °C, pH 9.7 

[Mg2+] = 5 mM 

191 ± 8 3.1 ± 0.1 0.98 5.1 103 
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FIGURE 1. Structure of NeuTTM.  
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FIGURE 2. Substrate specificity of recombinant His-tagged non-mutated NeuTTM.  
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FIGURE 3. Kinetic properties of NeuTTM PPPase activity.  

 

 
 

 

 

 

 by guest, on Septem
ber 22, 2011

w
w

w
.jbc.org

D
ow

nloaded from
 

http://www.jbc.org/


 22 

 

FIGURE 4. Activation of NeuTTM PPPase by divalent cations.  
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FIGURE 5. Inhibition of NeuTTM PPPase by divalent cations. 
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FIGURE 6. Mass spectra of His-tagged NeuTTM in the absence of added substrates and divalent 

cations.  
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FIGURE 7. Mass spectra showing high specificity of NeuTTM for PPPi compared to ATP and 

ThTP. 
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FIGURE 8. Detailed identification of complexes of NeuTTM (10 µM) in binary and ternary 

mixtures with MgCl2 (0.1 mM) and/or PPPi  (25 !M).  
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FIGURE 9. pH-dependence of non-mutated NeuTTM and of the Y28F and K52R mutants.  
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FIGURE 10. Proposed catalytic mechanism for PPPi hydrolysis by NeuTTM. 
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SUPPLEMENTAL FIGURE S1. SDS-PAGE after the different purification steps of polyHis-

tagged NeuTTM. Lane 1, BenchMark™ Protein Ladder. Lane 2 and 3 represent the protein content of 

flow-through fractions that were eluted in binding buffer. Lane 4 and 5 represent the elution of His-

tagged NeuTTM in elution buffer. It appears that almost all the protein of interest was recovered in the 

elution fractions and that the protein is very pure. The purification patterns of K8A, K85A, K52R and 

Y29F mutants were similar (not shown). 

 

 

 



 

 

 

 

 
 

SUPPLEMENTAL FIGURE S2. Dimerization interface of NeuTTM. Monomer A is shown in 

cartoon representation (green ribbon, green carbon atoms), while a semitransparent molecular surface 

is also rendered for the monomer B (grey carbon atoms).  For both monomers, oxygen atoms are 

colored red, nitrogen atoms blue and sulfur atoms yellow. The residues forming the dimerization 

interface are shown as sticks for both monomers and labeled for monomer A. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 
 

SUPPLEMENTAL FIGURE S3. Separation of the monomer and the dimer of NeuTTM by size 

exclusion chromatography. The TSK column (G3000SW, 30 x 0.75 cm, 7 mm) was equilibrated 

with 20 mM Hepes-Na (pH 6.8) and 200 mM NaCl at a flow rate of 0.5 ml/min. A volume of 20 µl of 

the protein solution (1.75 mg of protein / ml) were injected and the two peaks were collected for 

determination of enzyme activities. 

 

 

 

 

 

 
SUPPLEMENTAL FIGURE S4. In-gel activity determination of NeuTTM PPPase activity. The 

active bands are colored in white. The higher dot shows the band corresponding to the dimer and the 

lower one to the monomer. 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

SUPPLEMENTAL FIGURE S5. Substrate concentration-dependence of the PPPase activity in 

four NeuTTM mutants. The enzymes were incubated at 37 °C in the presence of 5 mM Mg2+ and 50 

mM Na-CHES buffer, pH 9.7. The curves were obtained by non-linear regression of the Michaelis-

Menten equation (n = 3) except for Y29A where a connecting line was used (n=6). 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 
 

SUPPLEMENTAL FIGURE S6. The suggested catalytic dyad K52 and Y28 and the distances 

from K52NZ to the closest neighboring residues in the crystal structure. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

SUPPLEMENTAL TABLE S1 

Oligonucleotides used for site-directed mutagenesis. The modified bases are in bold and underlined. 

Primer Sequence 

 
K8A 
 
 
K85A 
 
 
Y28F 
 
 
K52R 
 
 

 
Forward : 5’-CCGAGATCGAACGCGCATTTCTCGTGGCAACTT-3’ 
Reverse : 5’-AAGTTGCCACGAGAAATGCGCGTTCGATCTCGG-3’ 
 
Forward : 5’-GCGGCGTGTAGAGGCAACCCGGTACAGTG-3’ 
Reverse : 5’-CACTGTACCGGGTTGCCTCTACACGCCGC-3’ 
 
Forward : 5’- CCGCTCCGTCAGGGCTTTCTGACCACCCCCACAG-3’ 
Reverse : 5’- CTGTGGGGGTGGTCAGAAAGCCCTGACGGAGCGG-3’ 
 
Forward : 5’- GAATATTTCATGACGCTGAGATCCGAGGGTGGATTA-3’ 
Reverse : 5’- TAATCCACCCTCGGATCTCAGCGTCATGAAATATTC-3’ 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

SUPPLEMENTAL TABLE S2 

PPPase activity of His-tagged K85A mutant NeuTTM in the presence of various concentrations 

of PPPi and divalent cations. Incubations were carried out at 50 °C, pH 9.7 (n = 3-4). 

[PPPi] Divalent cation  

 

Divalent cation 

(free concentration) 

Specific activity 

 

mM  mM µmol.min-.mg-1 

0.5 Mg2+ 

Mg2+ 

2 

5 

4.0 ± 0.3 

4.2 ± 0.3 

Mn2+ 

Mn2+ 

1 

4 

6.0 ± 2.5 

18 ± 4 

Co2+ 2 0.8 ± 0.6 

Zn2+ 

Zn2+ 

1 

4 

2.0 ± 0.5 

10 ± 2 

2 Mg2+ 

Mg2+ 

2 

5 

27 ± 6 

55 ± 4 

Mn2+ 

Mn2+ 

1 

4 

80 ± 9 

70 ± 6 

Co2+ 2 18 ± 6 

Zn2+ 

Zn2+ 

1 

4 

22 ± 7 

27 ± 5 

 

 

 

 

 

 


