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Résumé

La corrélation, déja bien établie, entre la structure et la fonction des enzymes a permis
d’expliquer le mécanisme catalytique de plusieurs d’entre elles. Toutefois, des lacunes
entourant 1’explication de leur capacité a accélérer, si drastiquement, la vitesse réactionnelle
subsistent toujours. L’une des hypothéses propose I’inclusion d’un réle fonctionnel aux
mouvements présents dans les enzymes. Un nombre grandissant d’évidences montrant un lien
entre la dynamique et la fonction des protéines nous poussent, ici, a vérifier la présence d’une
telle corrélation dans un contexte évolutif et a vérifier si la dynamique devrait étre prise en
compte afin de mieux faire I’ingénierie des enzymes.

Le modele enzymatique ¢tudié sera composé de deux [B-lactamases naturellement
évoluées et homologues, TEM-1 et PSE-4. Par la caractérisation de ces deux enzymes,
structurellement et fonctionnellement similaires, nous avons observé que TEM-1 et PSE-4
possédent une dynamique similaire, généralement restreinte, sur les échelles de temps allant
des picosecondes aux millisecondes. Ces résultats supportent 1’hypothése selon laquelle la
dynamique a été évolutivement maintenue dans ces enzymes, et suggerent que celle-ci possede
un rdle envers la fonction enzymatique, d’ou son maintien au cours de 1’évolution.

En laboratoire, plusieurs approches peuvent étre utilisées afin de faire I’ingénierie des
protéines. La recombinaison d’homologues est grandement utilisée, puisque cette méthode,
mimant le processus naturel d’évolution par recombinaison, permet d’intégrer un grand
nombre de mutations simultanées qui ont déja été sélectionnées au cours de 1’évolution. Notre
modele enzymatique sera constitué¢ de trois enzymes chimériques issues de la recombinaison
des B-lactamases TEM-1 et PSE-4. Ces enzymes représentent de potentiels intermédiaires
évolutifs entre ces deux enzymes naturellement évoluées. Ces trois chiméres ont été
sélectionnées en fonction de leur site actif ayant été recombiné. Nos résultats démontrent une
conservation de 1’efficacité catalytique, de la structure et de la dynamique rapide chez ces trois
chimeres. Toutefois, des changements importants de dynamique lente, coincidant avec
I’échelle de temps de la vitesse catalytique de ces enzymes, ont été observés. Une exploration

in silico des conformations adoptées par les chaines latérales des résidus catalytiques montre



des variations corrélant aux légeres variations fonctionnelles (diminution du k., pour
I’hydrolyse des céphalosporines) entre les B-lactamases TEM-1, PSE-4 et ces chimeéres.

Ces résultats mettent en évidence 1’importance de caractériser les mouvements ayant
lieu sur plusieurs échelles de temps afin de pouvoir comprendre leur role et de considérer
ceux-ci relativement a la fonction de la protéine. Nous proposons ici que la dynamique rapide
de ces enzymes est impliquée au niveau de leur réactivité hydrolytique (c’est-a-dire hydrolyser
un B-lactame) alors que la dynamique lente pourrait étre impliquée au niveau de la grande
adaptabilité évolutive (reconnaissance non native de nouveaux antibiotiques de type [-

lactame) de ces enzymes de résistance bactérienne.
Mots-clés : B-lactamases, chimeéres, évolution, ingénierie des protéines, analyse structure-

fonction-dynamique, cristallographie par diffraction de rayons X, cinétique enzymatique,

résonnance magnétique nucléaire, simulation de dynamique moléculaire in silico.
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Abstract

The link between enzyme structure and function is well established and has led to the
description of many catalytic mechanisms. However, how enzymes accelerate the catalytic
rate so drastically is still not fully understood. A growing amount of evidence linking protein
dynamics to function, suggests that protein motions might have functional implications. This
compels us to verify this correlation in an evolutionary context and to verify if protein
dynamics should be considered to better engineer enzymes.

Our studied enzymatic model is composed of two homologous and naturally evolved
bacterial resistance enzymes, the TEM-1 and PSE-4 B-lactamases. By characterizing these
structurally and functionally similar enzymes, we confirmed that protein dynamics are
evolutionarily conserved. Our results show that TEM-1 and PSE-4 maintain similar patterns of
restricted dynamics on timescales ranging from picoseconds to milliseconds. This supports the
hypothesis that dynamics have been evolutionarily maintained in these enzymes and is
consistent with a contribution of dynamics to enzyme function resulting in the evolutionary
maintenance of dynamics.

Various approaches are used to engineer proteins. Homologous recombination is
extensively applied, as it mimics natural evolution. This technique allows the incorporation of
many simultaneous sequence variations selected over the course of evolution. Our enzymatic
model includes three chimeric enzymes, resulting from the recombination of TEM-1 and PSE-
4. These represent intermediates over a hypothetical evolutionary path from TEM-1 to PSE-4.
These artificially-evolved enzymes were selected to compose this system of evolutionarily
related protein on the basis of their active site cavity having been recombined. A conservation
of function, structure and fast dynamics was found in these chimeras. Striking variations of
slow dynamics, occurring on a timescale coinciding with the catalytic turnover rate, were also
observed. In silico exploration of the conformations adopted by the catalytic residue side-
chains showed variations correlating with the functional diversification between TEM-1, PSE-
4, and the chimeric p-lactamases.

These results highlight the importance of probing motions on various timescales to

fully comprehend their role in function. We propose that dynamics on the faster timescales are
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associated with the maintenance of reactivity in these enzymes, while modification of the slow

dynamics may be associated with the high evolvability of these bacterial resistance enzymes.
Keywords : B-lactamases, chimeras, evolution, protein engineering, structure-function-

dynamic analysis, X-ray crystallography, enzymatic kinetics, nuclear magnetic resonance, in

silico molecular dynamic simulations.
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Dans les champs de l'observation, le hasard ne favorise que les esprits préparés.
Louis Pasteur 1854
Discours prononcé a Douai, le 7 décembre 1854, a I'occasion de l'installation solennelle

de la Faculté des lettres de Douai et de la Faculté des sciences de Lille.

The most exciting phrase to hear in science, the one that heralds new discoveries, is not
'Eureka!’ but 'That's funny...’

Isaac Asimov, 1987.

Inspired by Alexander Fleming: « . . . Fleming while explaining the staphylococcal
work to Pryce, to demonstrate a point, picked up one of the top layer of the discarded
plates when he noticed the lysis of the staphylococci (his cry of Eureka was ‘That’s
Sfunny!’) and then and there made a subculture of the mould. »

Ainsworth GC. Introduction to the History of Mycology. Cambridge: Cambridge
University Press; 1976.
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Chapitre 1 — Introduction

1.1. Perspectives historiques entourant la fonction, la

structure et le dynamisme des protéines

1.1.1. Découverte de la relation fonction — structure des protéines

Déja, en 1835, le chimiste organicien néerlandais Gerardus Johannes Mulder décrit une
substance primaire qu’il retrouve dans des extraits cellulaires provenant de divers organismes.
Il nomme cette substance, composée d’hydrogéne, de carbone, d’azote, d’oxygene et de ratios
variables de soufre et phosphore, « woetelstof » (1). En 1838, suite a des échanges avec Jons
Jacob Berzelius, Mulder renomme cette substance « protéine » afin de mettre 1I’emphase sur
son aspect de mati¢re premiere essentielle a la vie (du grec ancien protos signifiant premier,
essentiel).

Quelques années plus tard, des brasseurs de la région de Lille en France ont des
difficultés de production et de conservation de leur biere. Louis Pasteur, alors professeur de
chimie et doyen de la faculté des sciences de 'université Lille, est appelé a investiguer le
probléme de par son intérét pour la fermentation. Entre 1854 et 1857, il observe que la
production d’alcool rendant la biere si délectable est la résultante de la fermentation des sucres
par des levures de biére et que, lorsque ces levures sont absentes, on assiste plutét a une
fermentation lactique rendant la solution aigre, ameére et visqueuse. Pasteur propose donc
qu’un ¢lément spécifique aux levures de biere, le ferment, est essentiel a la fermentation
alcoolique (2). Ce n’est que quelques années plus tard, en 1878, que le terme « enzyme », du
grec en- « dans » et —zyme « levure », est introduit par Frederich Wilhelm Kiihne. Ce terme
plus général sera utilis€ pour désigner des substances provenant de microorganismes et
produisant des réactions chimiques, plutdt que le terme « ferment » précédemment utilisé. En
1897, Eduard Buchner (prix Nobel de chimie de 1907) démontre pour la premiere fois qu’un
extrait de levures ne contenant pas des cellules intactes, soit un extrait cellulaire, est suffisant

pour produire la réaction de fermentation alcoolique (3). Ceci démontrera que ce ne sont pas



les levures qui sont essentielles a la fermentation, mais plutot ce qu’elles contiennent, ce qu’il
nommera « zymase ».

En 1894, le chimiste allemand Emil Fischer (Prix Nobel de 1902) propose un premier
mécanisme pour tenter d’expliquer le fonctionnement et la spécificité des enzymes. Ce
modele, nommé « serrure et clé » (ou lock and key), propose qu’un substrat (la cl¢) posséde
une conformation parfaitement complémentaire au site réactionnel de I’enzyme (la serrure)
(Figure 1.1). Selon ce modéle, la complémentarité entre la cavité active de I’enzyme et le
substrat est fondamentale et absolument nécessaire (4). Ce mod¢le, supposant une rigidité de
I’enzyme, explique trés bien la sélectivité des enzymes, mais rapidement différentes
démonstrations de promiscuité de celles-ci ont mené a remettre ce modele en question.

Jusqu’au début 1900, les enzymes sont considérées comme étant des protéines. Par
contre, de par la difficulté de maintenir I’activité enzymatique au cours de 1’isolation et de la
purification de celles-ci, plusieurs ont pensé que les enzymes n’étaient peut-Etre pas actives en
elles-mémes, mais qu’elles posséderaient plutdt des composés en leur surface entrainant une
activité catalytique. En 1926, James Sumner réussit pour la premiere fois a purifier, cristalliser
et mesurer 1’activité enzymatique d’une enzyme, soit de I’uréase de haricot. Par ces travaux, il
fait la démonstration que les enzymes sont bel et bien des protéines actives (5). Au cours des
années subséquentes, plusieurs remettront ces résultats en doute jusqu'a ce que quelques
années plus tard (1930), John H. Northrop (6, 7) et Wendell M. Stanley (8) confirment les
résultats de Sumner. En cristallisant et démontrant I’activité enzymatique de la pepsine, de la
trypsine et de la chymotrypsine a I’état pur, Northrop et Stanley démontreront la véracité des
travaux de Sumner. Ils partageront le prix Nobel de chimie de 1946 pour cette démonstration
d’activité catalytique des enzymes pures dans un état cristallin (9). En 1951, Linus Pauling et
Robert B. Corey proposent la premiére description théorique des éléments structuraux
régissant 1’organisation secondaire des chaines polypeptidiques : les hélices o et les feuillets 3
(10).

Avec ces nouvelles évidences enzymatiques et structurelles, Daniel E. Koshland Jr.
propose, en 1958, une modification au modele « lock and key » de Fischer. Ce nouveau
modele tente de mieux expliquer la spécificité, la reconnaissance et la promiscuité des
enzymes envers leurs substrats. Son mod¢ele « d’ajustement induit » (ou induced fit) veut que

la conformation du site actif d’une enzyme se module grice a des changements de
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conformation induits par la liaison d’un substrat qui, lui, est rigide (11). Ce modele est I’un
des premiers exemples ou I’idée du mouvement (dynamisme) des protéines est impliquée dans

la fonction enzymatique (Figure 1.1).

Modeéle clé Modeéle
et serrure d’ajustement induit
— —_——

@ |6

@ || |

@ @

| N—

Figure 1.1. Schéma des modéles de reconnaissance moléculaire « Lock and Key »
(1894) (4) et « Induced Fit » (1958) (11) expliquant la reconnaissance d’un
substrat par une enzyme.
(Image adaptée de Mannige et al. 2014 (12))

Cette méme année, John Kendrew et collaborateurs résolurent une premicre structure
cristalline tridimensionnelle de protéine par diffraction de rayons X, celle de la myoglobine.
La résolution obtenue est encore trop faible pour révéler le détail atomique de cette premiere
structure, mais elle permet tout de méme d’en observer le repliement tridimensionnel (13).
Quelques années plus tard (1960), Max Ferdinand Perutz et collaborateurs résolurent la
structure globulaire de I’hémoglobine, une protéine hétérotétramérique, révélant ainsi pour la
premicre fois le détail atomique d’une protéine (14). Ces travaux et ceux de Kendrew leur
vaudront le prix Nobel de chimie en 1962.

Au cours des années subséquentes, plusieurs structures cristallines d’enzymes ont été
résolues dont notamment celle du lysozyme (1965), permettant a David Chilton Phillips de
proposer un premier mécanisme catalytique pour expliquer le fonctionnement de cette enzyme
(15). La résolution de la a-chymotrypsine (1967) (16), la ribonucléase (1967) (17), la
carboxypeptidase (1969) (18) et la nucléase de Staphylococcus aureus (1971) (19) suivront de
peu. Aujourd’hui, on compte prés de 114 000 structures de protéines déposées dans la PDB —

Protein Data Base (rcsb.org), dont prés de 102 000 résolues par cristallographie par diffraction
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de rayons X. On assiste actuellement a une explosion de la quantité de nouvelles données
structurales. A titre d’exemple, on compte prés de 8700 nouvelles structures résolues
annuellement au cours des trois dernieres années.

Tous ces travaux de biologie structurale et d’enzymologie ont rapidement mené a la
démonstration d’un lien moléculaire entre la fonction et la structure des enzymes. Par contre,
de par I’obtention de multiples structures dont certaines montrant parfois des conformations
différentes de la méme protéine, le concept de dynamisme des protéines a rapidement été

soulevé comme ayant un potentiel role pour la fonction enzymatique.

1.1.2. Découverte du dynamisme des protéines

Les protéines ont longtemps été percues comme étant statiques et rigides (20). Cette
vision a été entretenue par plusieurs facteurs dont, notamment, les débuts de la résolution de
structures par diffraction de rayons X, donnant une image d’une protéine dans un état cristallin
et donc fixé dans le temps (comme une photographie). Le dogme d’Anfinsen (ou hypothese de
thermodynamique) proposé par Christian Boehmer Anfinsen en 1954 (prix Nobel de chimie de
1972 pour la démonstration du lien fonction/structure de la ribonucléase), proposant que la
structure d’une protéine ne soit qu’uniquement déterminée par sa séquence peptidique
primaire, a aussi contribué a cette vision de statisme des protéines. Selon cette proposition, il
n’y aurait qu’un seul repliement énergétiquement favorable et donc fonctionnel pour une
séquence peptidique donnée, soit 1’état natif (21). Par contre, cette idée a rapidement été
remise en doute.

En 1950, en observant une diversit¢ de conformeéres présents en équilibre dans une
solution d’albumine de sérum bovin, Fred Karush émet I’hypothése de 1’adaptabilité
conformationnelle des protéines (22). Cette idée est aussi introduite dans le modéle
d’ajustement induit de Koshland ou les enzymes ne sont pas complétement rigides (11). Suite
a la résolution du détail atomique des structures de la myoglobine (1958) (13) et de
I’hémoglobine (1960) (14), il est devenu évident que les protéines devaient posséder un
dynamisme puisqu’un mouvement des acides aminés était nécessaire afin de créer un passage
pour I’atome d’oxygene retrouvé au cceur de I’héme de la protéine (23).

Entre 1954 et 1960, Kaj Linderstrom-Lang développe la technique d’échange
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hydrogeéne-deutérium (H/D-exchange) afin de caractériser diverses protéines pour confirmer la
présence des éléments structuraux proposés par Pauling en 1951 (hélices a et feuillets 3). Ces
travaux confirmeront la présence de ces éléments structuraux et démontreront aussi que les
protéines peuvent subir de grandes fluctuations structurales. Il propose les différents niveaux
d’organisation du repliement de la séquence peptidique soient: primaire, secondaire, tertiaire
et quaternaire (24, 25).

En 1964, Gordon G. Hammes tente d’expliquer le mécanisme de la ribonucléase et y
inclut I’idée que les protéines possédent un dynamisme important pour la fonction. Toutefois,
par le manque d’évidences expérimentales de ces mouvements atomiques, il propose que
ceux-ci ne sont simplement pas encore observables par les méthodologies disponibles a cette
époque (26). Cette méme année, Brund Ferenc Straub propose le modele de « sélection
conformationnelle » (ou conformational selection, population selection, fluctuation fit ou
selected fit), ou la protéine est présente en solution sous différentes conformations
dynamiquement interchangeantes (fluctuating enzyme). Dans ce modele, le substrat se lie
préférentiellement a un état compatible de I’enzyme et stabilise celui-ci (Figure 1.2) (27). Ce
modele explique aussi beaucoup plus efficacement la promiscuité de certaines enzymes envers

différents substrats.
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Figure 1.2. Schéma des modéles de reconnaissance moléculaire « Lock and Key »
(1894) (4), « Induced Fit » (1958) (11) et sélection conformationelle (1964)
27).
Image adaptée de Mannige et al. 2014 (12)
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En 1966, Peter Zavodszky et collaborateurs obtiennent les premicres évidences
expérimentales de D’existence d’un tel mécanisme de dynamisme conformationnel des
protéines (28). En utilisant la technique de photolyse par flash, Hans Frauenfelder et
collaborateurs caractérisent en 1975 I’échange de liaison a la myoglobine entre I’oxygene et le
monoxyde de carbone. Ceci leur permettra d’obtenir un portrait complet des multiples états
conformationnels de cette protéine en solution (29). Leurs caractérisations des différentes
barricres énergétiques séparant les intermédiaires présents en solution les meénent a proposer le
concept de paysage énergétique et plus tard a mettre en évidence son importance pour la

fonction (30-34) (Figure 1.3).
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Figure 1.3. Représentation d’un paysage énergétique et des états de repliement
d’une protéine qui y sont associés.
Image adaptée de Radford (2000) (35).

Au cours des années 70-80, on assiste a plusieurs révolutions techniques qui sont
rapidement utilisées pour la caractérisation des protéines. La résonance magnétique nucléaire
(RMN) (dont le détail sera traité ultérieurement dans ce chapitre) a particuliérement contribué
a I’é¢tude du dynamisme des protéines. Des travaux importants publiés en 1975 sur le
marquage spécifique des résidus tyrosines de la trypsine pancréatique bovine et du lysozyme

de poule par les groupes de Brian D. Sykes (36) et Robert J. P. Williams (37) fournissent des
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¢vidences du dynamisme des protéines en solution a 1’échelle moléculaire. Kurt Wiithrich
(prix Nobel de chimie en 2002) et Gerhard Wagner publieront en 1978 une premiere
description des différents mouvements atomiques présents dans les protéines, observables par

cette méthodologie (38).

1.2. Dynamisme des protéines et importance pour la
fonction enzymatique.

Les protéines sont dynamiques. Elles subissent différents types de mouvements
d’amplitudes et de fréquences variables. Ces mouvements permettent non seulement
d’explorer différents conforméres, mais aussi différents sous-états d’un méme conformére
(Figure 1.4).

Les mouvements rapides ayant lieu sur les échelles de temps allant des femtosecondes
(fs) aux nanosecondes (ns) sont de faible amplitude. Ces mouvements sont associés aux
variations des sous-états d’un méme conformere et sont séparés par de faibles barrieres
d’¢énergie (Figure 1.4 : les différents sous-états du conformére A). Ces mouvements sont, par
exemple, des vibrations de liaisons chimiques ou bien des rotations de chaines latérales.

Les mouvements lents, ayant lieu sur les échelles de temps allant des nanosecondes
(ns) aux millisecondes (ms) (et méme aux secondes), sont généralement de plus grande
amplitude. Ces mouvements sont associés a des variations structurales importantes
différenciant différents conformeéres d’une méme protéine, séparés par des barrieres d’énergie
¢levée (Figure 1.4 : les conforméres A et B). Ces mouvements sont, par exemple, des
rotations de chaines latérales de grande amplitude ou bien des réorientations de boucles ou de

domaines structuraux.
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Figure 1.4. Mouvements atomiques des protéines.
(A) Paysage énergétique des différentes conformations d’une protéine, soient les conformeres

A et B et leurs sous-états, et les échelles de temps qui sont associée aux réarrangements
structuraux. (B) Echelle de temps associée aux différents mouvements atomiques et

méthodologies permettant de caractériser ces mouvements (Figure inspirée de Henzler-
Wildman & Kern (2007) (39)).

Les enzymes effectuent la transformation chimique d’un substrat en produit de 10" a
10" fois plus rapidement que la vitesse de la méme réaction non-catalysée (40). Les premiers
mécanismes expliquant la catalyse enzymatique, considérant les enzymes comme étant rigides,
expliquaient la capacité d’une enzyme a augmenter la vitesse réactionnelle par son potentiel a
lier un ligand et a stabiliser celui-ci dans une conformation favorisant I’état de transition,
entrainant ainsi une réduction de la barriere d’énergie réactionnelle. Au cours des trois
derniéres décennies, I’inclusion d’un rdle catalytique au dynamisme des protéines a
grandement gagné en popularité. Plusieurs exemples ont d’ailleurs montré que lorsque les
mouvements d’une protéine étaient affectés, I’activité de celle-ci s’en voyait directement
influencée (vide infra) (41-46). On retrouve actuellement deux écoles de pensée principales
qui ont des visions différentes du role des mouvements présents dans les protéines. Le premier
courant de pensée défend 1’idée selon laquelle les mouvements présents dans les protéines ne
sont pas directement impliqués dans la fonction de celles-ci. Ces mouvements peuvent
influencer la catalyse en modifiant la préorganisation du site actif, mais en tant que tel, ils

reflétent le paysage d’énergie libre de I’enzyme et ne sont donc pas des événements
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dépendants du temps favorisant la catalyse (47). Le second courant de pensée défend 1’idée
que certains mouvements sont directement impliqués dans la fonction enzymatique. Ce
courant est divis¢ en deux conceptions dépendant de la définition utilisée pour décrire la
fonction enzymatique (48). Selon la premiére définition, la catalyse enzymatique est définie
comme ¢étant les instants entourant la transformation chimique de I’état de transition. Les
mouvements associés a cette définition sont donc généralement sur les échelles de temps
allants des fs aux ns. Les événements observés sont donc définis selon les constantes
microscopiques caractérisant la réaction enzymatique (kj, k» etc.). Selon la seconde définition,
la catalyse enzymatique englobe toutes les étapes du processus réactionnel allant de la liaison
du substrat (et d’un cofacteur si nécessaire) a la libération du produit, incluant 1’étape de
transformation chimique du substrat. Selon cette définition, la catalyse est donc un processus
ayant lieu sur les échelles de temps plus lentes, allant des ns aux ms, et mémes aux secondes
pour les enzymes moins efficaces (49). Les événements catalytiques correspondant a cette
définition sont donc caractérisés par les constantes macroscopiques de catalyse Kea
correspondant a la constante de roulement de I’enzyme et Ky la constante d’affinité.

Au cours des derni¢res années, plusieurs démonstrations supportant les différentes
visions ont été rapportées. Ces différents travaux ont mené a d’importants débats entourant le
role des différents mouvements atomiques et leurs implications envers la fonction
enzymatique.

Des travaux de simulations de dynamique moléculaire effectués par le groupe de Arieh
Warshel (prix Nobel de chimie en 2013) caractérisant les mouvements présents dans I’enzyme
adénylate kinase ont suggéré qu’il n’existait aucune corrélation significative entre le
dynamisme des protéines (décrit par les coordonnées conformationelles de 1’enzyme) et la
fonction enzymatique (décrite par les coordonnées réactionnelles) (47). Ces travaux ont
grandement alimenté le débat entourant la question du role du dynamisme des protéines.
Plusieurs revues de la littérature et avis provocateurs ont été publiés au cours des années
suivant cet article. On retrouve entre autres des échanges publiés dans la revue PNAS ou les
groupes Warshel, réfutant le role de la dynamique, et Karplus (prix Nobel de chimie en 2013),
défendant le role de la dynamique, exposent les problématiques des travaux de 1’autre groupe
(50, 51). Depuis, le groupe Warshel a publié plusieurs revues de la littérature plutot

circonscrites, défendant leur vision (52, 53).
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A TP’inverse, plusieurs travaux portant sur différents systémes enzymatiques tels la
ribonucléase A, la DHFR d’Escherichia coli (ecDHFR), la déshydrogénase d’alcool
d’organismes thermophiles et I’adénylate kinase ont proposé que les mouvements, tant rapides
que lents, influencent directement la fonction de ces enzymes (41-46). Il a, par exemple, été
montré qu'une seule mutation ponctuelle de la RNase A ou de la ecDHFR affectent la
dynamique lente de ces enzymes, entrainant une diminution drastique de I’activité catalytique.
Ceci supporte donc un role de ces mouvements envers la fonction enzymatique (54, 55).
D’autres travaux, portant sur 1’adénylate kinase, ont quant a eux mené a la proposition selon
laquelle les mouvements rapides et lents présents dans les protéines sont réciproquement
cruciaux : les mouvements rapides serviraient a favoriser les mouvements lents de plus grande
envergure (56).

Diverses méthodologies expérimentales, comprenant entre autres la cristallographie
par diffraction de rayons X, la résonance magnétique nucléaire (RMN), la diffusion des rayons
X aux petits angles (SAXS), la cryomicroscopie électronique (Cryo-ME), I’effet isotopique
cinétique (KIE) et les simulations de dynamique moléculaire in silico, permettent d’étudier les
mouvements atomiques présents dans les protéines. Chacune de ces méthodologies a ses
avantages et inconvénients. Les prochaines sections aborderont les considérations
expérimentales et conceptuelles des différentes méthodologies utilisées en fonction de
I’objectif de la présente thése. Plus précisément, la cristallographie par diffraction de rayons
X, la RMN et les simulations de dynamique moléculaire in silico seront traitées. Une emphase
particuliere sera mise sur la RMN puisque cette technique expérimentale est reconnue comme
étant particuliérement puissante pour la caractérisation des mouvements atomiques ayant lieu

sur une large gamme d’échelles de temps.

1.3. Position du projet de recherche

Le réle du dynamisme des protéines envers la fonction enzymatique est un sujet
vivement discuté et débattu. La section précédente expose des travaux récents qui, dans
certains cas, ont suggéré que la dynamique n’est pas impliquée dans la fonction alors que dans
d’autres cas, la dynamique rapide ou lente peut étre corrélée a la fonction enzymatique. Cette

theése se positionne au cceur de ce débat. La dynamique d’une protéine est-elle associée a la
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fonction enzymatique de celle-ci ? Existe-t-il une corrélation fonction-structure-dynamique
permettant de mieux expliquer le fonctionnement des enzymes ?

Nous aborderons ces questions dans un contexte d’ingénierie des protéines : est-il
essentiel de conserver un dynamisme « natif » dans des protéines issues de I’ingénierie afin de
maintenir la fonction enzymatique ? De plus, dans un contexte évolutif, la dynamique est-elle
maintenue entre des homologues ? Est-ce que la tolérance a des changements de dynamique
peut servir a promouvoir I’évolution de la fonction enzymatique et donc permettre
¢ventuellement la reconnaissance de nouveaux substrats ? La dynamique correle-t-elle avec
I’adaptabilité évolutive des enzymes ?

Ces questions seront abordées selon différents angles. Dans un premier temps, nous
nous intéresserons aux différentes échelles de temps caractérisant les mouvements atomiques.
Est-il possible que les différents types de mouvements aient différentes implications envers la
fonction et donc différents patrons de conservation ? Dans un second temps, le systéme étudié
sera compos¢ d’enzymes naturelles homologues nous permettant d’étudier le role de la
conservation (ou non-conservation) de la dynamique au cours de 1I’évolution. Afin de renchérir
sur nos conclusions au niveau évolutif, et dans un contexte d’ingénierie des protéines, nous
caractériserons aussi des enzymes artificiellement évoluées issues de la recombinaison
d’enzymes homologues. Nous vérifierons ainsi si la dynamique doit étre conservée pour
maintenir la fonction enzymatique et, puisque ce systéme d’enzymes artificiellement évoluées
mime des processus naturels de recombinaison homologue, nous vérifierons le role de la

dynamique dans un contexte d’évolution.

1.4. Choix du systéme expérimental en fonction des objectifs

spécifiques

1.4.1. Propriétés recherchées dans le choix d’un systéme expérimental

Afin d’¢établir une relation entre la structure, la fonction, la dynamique et 1’évolution
des protéines, plusieurs conditions ont ¢été considérées dans le choix dun modéle

expérimental.
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Dans un premier temps, puisque nous cherchons a étudier un modele naturel
d’évolution, le systtme de protéines choisi devait comporter des homologues
fonctionnellement similaires (c.-a-d. catalysant la méme réaction, mais pouvant varier au
niveau de la spécificité et ’efficacité) afin de vérifier si la dynamique est conservée entre
ceux-ci. La disponibilité d’informations sur la relation structure/fonction, corrélation est déja
fondamentalement établie, est aussi une condition sous-jacente puisque la connaissance de
celle-ci nous permettra de la considérer en relation avec nos études de dynamique. Ceci
signifie donc que I’activité du systeme enzymatique sélectionné est caractérisée et que des
structures des protéines homologues, comportant le détail atomique, sont disponibles.

Dans un second temps, au cours de I’évolution des protéines, menant par exemple au
développement d’une nouvelle fonction, plusieurs intermédiaires évolutifs sont générés.
Puisque nous cherchons a étudier le role de la dynamique envers 1’évolution, 1’étude de
variants visités au cours d’un chemin évolutif est d’intérét. Afin de cibler un systéme
d’homologues naturels nous permettant d’étudier un chemin évolutif, nous avons considéré
comme un atout 1’existence naturelle d’une diversité de variants puisque cette caractéristique
suggere une permissivité évolutive et une potentielle diversification de la fonction. La
connaissance d’un chemin évolutif, soit naturel ou encore artificiel (c.-a-d. créé en laboratoire)
issu des homologues sélectionnées a aussi €té considérée comme condition puisque cette
caractéristique permettra de faire le lien avec les mécanismes d’évolution. La connaissance du
mécanisme catalytique, des résidus impliqués et du positionnement structural de ceux-ci dans
les enzymes homologues naturelles, nous permettra de tenter d’établir des corrélations entre
des potentielles variations structurelles et fonctionnelles observées chez les intermédiaires
évolutifs.

Finalement, une méthode de choix afin de caractériser les mouvements atomiques
présents dans les protéines, et ce, sur prés de 17 échelles de temps, est la résonnance
magnétique nucléaire. Toutefois, cette méthodologie pose certaines contraintes au niveau de la
taille des protéines étudiées et du type d’expériences réalisables. Les protéines constituant
notre modele devront donc pouvoir étre produites et purifiées en quantité suffisante, et stables

dans les conditions expérimentales, afin d’étre caractérisée par cette méthodologie.
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Avec toutes ces considérations, le systéme protéique choisi est constitu¢ de [-
lactamases puisque ces enzymes répondent a la majorité des contraintes, tel qu’il le sera

exposé dans les prochaines sections.

1.4.2. Considération 1 : Les p-lactamases, systéme protéique vaste

La premiere B-lactamase, la « pénicillinase », a été¢ identifiée en 1940 chez Bacillus
escherichia par Abraham et Chain (57), une année avant |’utilisation clinique d’un premier f3-
lactame (benzylpénicilline ou pénicilline G). A cette époque, ’enzyme pénicillinase semblait
cliniquement peu importante puisque la benzylpénicilline ne servait qu’a traiter des infections
aux bactéries Staphylocoque Gram positives et que cette enzyme n’avait pas été observée dans
ces organismes. La pénicilline G, découverte par Alexander Flemming en 1928, ainsi que
plusieurs dérivés subséquemment créés seront les maillons de I’arsenal antimicrobien de 1’age
d’or de la découverte des antibiotiques (1940-1960). De par I'utilisation a grande échelle de
ces antibiotiques, on assistera rapidement a une démonstration du principe de sélection
naturelle décrit par Charles Darwin dans le chapitre 4 « De I’origine des espéces » :

« Can we doubt (remembering that many more individuals are born than can possibly

survive) that individuals having any advantage, however slight, over others, would

have the best chance of surviving and of procreating their kind? On the other hand, we
may feel sure that any variation in the least degree injurious would be rigidly
destroyed. This preservation of favourable variations and the rejection of injurious

variations, I call Natural Selection. » (58)

Effectivement, de par I’utilisation a grande échelle de différents antibiotiques (déja
naturellement présents dans 1’environnement), une pression sélective naturelle accentuée a été
introduite dans le milieu des bactéries. Tel que décrit par Darwin, on assistera rapidement a la
sélection des individus bactériens offrant des avantages contre ces agents antimicrobiens. Ce
phénoméne, mieux connu sous le nom de résistance bactérienne, n’est plus aujourd’hui
considéré par I’Organisation mondiale de la sant¢ (OMS) comme une prédiction du futur, mais
plutot comme un probléme d’importance majeur mettant a risque notre arsenal

d’antimicrobiens permettant de traiter les infections les plus bénignes (59).
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Les B-lactamases sont des enzymes bactériennes ayant divergé évolutivement des DD-
transpeptidases (souvent nommées PBP pour Penicillin Binding Proteins). Ces derniéres sont
impliquées dans la synthése de la paroi bactérienne en clivant le lien intermédiaire de la D-
Ala-D-Ala terminale du peptidoglycane de la paroi cellulaire et en catalysant la formation d’un
lien peptidique entre la D-Ala et ’amine du peptidoglycane voisin (60). Les composés
comportant un ceeur B-lactame comme les pénicillines et céphalosporines, miment la D-Ala-D-
Ala. Ceux-ci peuvent étre acétylés par les DD-transpeptidases, mais ne peuvent que trés
faiblement étre désacétylés par ces enzymes, entrainant ainsi un blocage de la synthése de la
paroi bactérienne. Les [-lactamases, en contrepartie, peuvent désacyler les composés
comportant un ceeur B-lactame 10° fois plus efficacement que les DD-transpetidases. Ces
enzymes sont donc des joueurs importants de la résistance bactérienne puisqu’elles inactivent
ces agents antimicrobiens et permettent la prolifération bactérienne.

Des analyses phylogéniques réalisées par Fevre et al. ont déterminé que les premicres
B-lactamases sont apparues chez Klebsiella oxytoca il y a plus de 100 millions d’années (61).
Bhullar et collaborateurs ont observé que pres de 60% des souches Gram-positives présentes
dans des échantillons provenant d’une caverne isolée datant de plus de 4 millions d’années
possédaient une activité permettant 1’hydrolyse de composés B-lactames (pénicillines et
céphalosporines) (62). Des analyses d’échantillons de pergélisol datant de plus de 30 000 ans,
ont eux aussi révélé la présence de matériel génétique encodant pour des P-lactamases (63).
Ces travaux démontrent que les [-lactamases sont naturellement présentes dans
I’environnement depuis bien avant 1’utilisation clinique de premiers composés B-lactames. Il a
d’ailleurs été suggéré que ces enzymes jouent depuis toujours un role essentiel dans la guerre
naturelle pour la survie microbienne entre les microorganismes producteurs de B-lactamases et
les producteurs de B-lactames comme les Penicilliums (64, 65).

L’utilisation a grande échelle des antibiotiques P-lactames et le développement de
nouvelles molécules ayant un cceur B-lactame ont grandement favorisé 1’augmentation de la
prévalence et de la variété des B-lactamases retrouvées en clinique (66, 67). Actuellement, les
antibiotiques B-lactames sont parmi les plus prescrits (68). La production de pB-lactamases est
le mécanisme de résistance prédominant chez les bactéries Gram-négatives (69). Prés de 1800
différentes P-lactamases (toutes classes confondues et incluant variants) sont actuellement

connues (70). Afin de disposer de nouvelles molécules pour traiter les infections aux bactéries

35



productrices de B-lactamases résistantes, différentes générations de céphalosporines ont été
développées. Avec I’introduction clinique des céphalosporines de troisiéme génération, nous
avons assisté a 1’apparition de B-lactamases possédant des spectres élargis de reconnaissance
de B-lactames (ESBLs — Extended Spectrum [-lactamases) (71). De plus, I'introduction
d’inhibiteurs des B-lactamases (sulbactam, tazobactam et acide clavulanique) a aussi contribué
a ’apparition des variants résistants : les IRTs - Inhibitor Resistant TEM [-lactamases (72).
Ces exemples d’émergence de variants en réponse a une pression appliquée (ici par 1’usage
massif des B-lactames et des inhibiteurs) démontrent clairement une évolution adaptative en
temps réel conforme au principe de sélection naturelle décrit par Darwin en 1859.

Les pB-lactamases sont actuellement classifié¢es selon deux principales
nomenclatures. La premiére, la nomenclature d’Ambler, subdivise ces enzymes en 4 grands
groupes (A, B, C et D) selon leur homologie de séquence (73). Les classes A, C et D
possédent en leur site actif une sérine catalytique tandis que les enzymes de la classe B, les
métallo-B-lactamases, contiennent un ou deux ions de zinc catalytique au cceur du site actif. La
seconde nomenclature, « Bush-Jacoby-Mereiros », subdivise aussi ces enzymes en 4 groupes
(1, 2, 3 et 4), en fonction de leur profil de reconnaissance des -lactames et des inhibiteurs (74,
75). Ces deux nomenclatures sont couramment utilisées dans la littérature scientifique
spécifique aux [P-lactamases. Dans la présente thése, nous utiliserons la nomenclature
d’Ambler qui permet d’utiliser une méme numérotation des acides aminés pour les différentes

enzymes.

1.4.3. Considération 2 : TEM-1 et PSE-4, B-lactamases homologues de
classe A

Comptant pres de 550 enzymes et variants cliniques, la classe A des B-lactamases est la
plus abondante (76). La premicre B-lactamase plasmidique de classe A provenant d’E. coli a
¢été identifiée en 1963 (rapportée en 1965) et nommée TEM en I’honneur du patient de chez
qui elle fut isolée (TEMoneira) (77). Cette enzyme est classifiée dans la catégorie des -
lactamases pouvant hydrolyser les pénicillines et les céphalosporines des premicres

générations. La B-lactamase PSE-4 (aussi nommée CARB-1), a quant a elle été isolée pour la
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premiére fois en 1969 de la souche Dalgleish de PSEudomonas aeruginosa résistant a la
CARB¢énicilline (78, 79). Cette enzyme fait partie de la catégorie des P-lactamases
hydrolysant plus efficacement la carbénicilline. TEM-1 et PSE-4 matures sont respectivement
composées de 263 et 269 acides aminés. Malgré la variation de la séquence de ces deux
enzymes (40% d’identit¢ de séquence), leur structure tridimensionnelle est grandement

conservée comme montré dans la Figure 1.5 (RMSD-Ca de 1,25 A).

Figure 1.5. Superposition de la structure tridimensionnelle de TEM-1 et PSE-4.
(TEM-1-PDB 1XPB (80),; bleu et PSE-4 PDB 1G68 (81), rouge).

En 2010, plus de 170 variants cliniques de TEM-1 étaient connus (82). Ces variants,
comportant généralement d’une a cinq variations par rapport a la séquence native de TEM-1,
peuvent hydrolyser une large gamme de pénicillines tout comme TEM-1, mais aussi plusieurs
céphalosporines de deuxiéme, troisiéme et quatrieme génération qui ne sont que faiblement
reconnues par TEM-1. Ceci démontre la grande adaptabilité et la tolérance aux mutations de
cette enzyme. En contrepartie, PSE-4 est cliniquement moins présente que TEM-1.

Dans le cadre de cette theése, ces deux enzymes seront utilisées en tant que modele
puisqu’elles répondent a plusieurs des considérations exposées précédemment. En premier
lieu, TEM-1 et PSE-4, sont des enzymes vastement caractérisées pour leur fonction
d’hydrolyse de divers composés B-lactames donc ces méthodologies sont bien établies. Ces
données serviront a titre comparatif afin de valider notre approche. De plus, on compte pres

d’une cinquantaine de structures cristallines de TEM-1 et variants, et 2 structures de PSE-4
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dans la base de données des structures de protéines (PDB). Ceci a permis 1’établissement de la
corrélation fonction/structure ainsi que le mécanisme catalytique de ces enzymes.

En second lieu, dans la base de données des assignations par RMN (BMRB), on
compte 8 dépositions d’assignation pour TEM-1 et variants, et une pour PSE-4. Ces données
seront d’une grande utilit¢ puisqu’elles permettront d’éliminer 1’étape de 1’assignation,
souvent laborieuse mais nécessaire a 1’¢tude de dynamisme des protéines par cette
méthodologie, pour ces deux enzymes. Ces protéines de 30 kDa sont toutefois pres de la limite
supérieure de la taille pour la faisabilité par cette méthodologie. Des travaux antérieurs portant
sur le dynamisme a I’échelle de temps rapide (ps a ns) ont été réalisés sur ces deux protéines,
démontrant la faisabilité (83, 84). Ces travaux ont montré que ces deux enzymes possédaient
peu de dynamique a cette échelle de temps. Au cours des prochains chapitres, nous
poursuivrons ces travaux en caractérisant d’autres échelles temps, en particulier une échelle
coincidant avec la vitesse réactionnelle de ces enzymes. Ceci permettra de déterminer le role

de ces mouvements, s’il y a, envers la fonction.

1.4.4. Considération 3 : Connaissance de la structure et du mécanisme

catalytique des B-lactamases TEM-1 et PSE-4

Les B-lactamases de classe A sont exprimées sous forme de préprotéines possédant un
peptide signal de localisation périplasmique (25 premiers acides aminés chez TEM-1 et 23
chez PSE-4) qui est ensuite clivé dans afin d’obtenir la forme mature de ces enzymes. Ces
protéines sont constituées par deux principaux domaines : le domaine tout-o. composé de huit
hélices o numérotées 02 a a9, et le domaine o/f composé d’un feuillet B de cinq brins
antiparalléles sur lesquels sont empaquetées les hélices a-terminales al et al0- all (Figure
1.6 A) (81, 85). Ces deux domaines sont liés entre eux par des connecteurs composés des
résidus 60-68 et 212-222. Le site actif de I’enzyme est localis¢ a I’interface de ces deux
domaines et est délimité par six principaux ‘murs’ impliqués dans la catalyse, dénommés :
S70, Y105, SDN, boucle Q, 214-218 et 234-244 (Figure 1.6 B et C). Lors de sa liaison, le

substrat est niché dans une cavité ouverte, délimitée par ces six murs.

38



Figure 1.6. Topologie et murs formant la cavité du site actif des p-lactamases de
classe A TEM-1 et PSE-4.

(A) Topologie et numérotation des hélices a et brins B. Les domaines tout-o et /3 sont

respectivement colorés jaune et bleu. (B) Murs constituants la cavité du site actif coloré tel
que dans (C). (C) Représentation de la cavité du site actif en fonction de la surface accessible
au solvant. La structure cristalline de TEM-1 (PDB 1XPB, (80)) a été utilisée afin de générer
les représentations structurales.

Le mécanisme catalytique en deux étapes des P-lactamases procéde par une acylation
suivie d’une désacylation (Figure 1.7) (86). Le role et I’identité des résidus impliqués dans
I’étape de désacylation sont bien connus. Par contre, il existe une controverse entourant le
mécanisme exact de 1’étape d’acylation. Au cours de I’acylation, la Ser70, nucléophile
catalytique, est déprotonnée par une base générale puis effectue une attaque nucléophile au
niveau du carbonyle du cceur -lactame du substrat (Figure 1.7 B et C). Par la suite, le proton
de la Ser130 est transféré vers 1’azote du noyau B-lactame, entrainant ainsi la formation d’un
intermédiaire acyle-enzyme stable (Figure 1.7 D). Au cours de I’étape de désacylation,
I’enzyme est régénérée et libére le produit hydrolysé et ainsi inactivé (Figure 1.7 G). Cette
étape implique ’activation par le Glul166 d’une molécule d’eau hautement conservée au ceeur
du site actif afin d’effectuer 1’hydrolyse du lien entre le carbonyle du B-lactame et I’oxygene

de la Ser70 (Figure 1.7 E et F) (87).
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Figure 1.7. Représentation du mécanisme catalytique des p-lactamases TEM-1

et PSE-4 illustrant ’hydrolyse d’une pénicilline.
L’acylation procede par I’activation de Ser70 impliquant soit Lys73 (étape A-B-D) ou Glul66
(étapes C-D). L’intermédiaire tétraédrique est réorganisé (D) formant ainsi ['intermédiaire
acyle-enzyme (E). Par la suite la désacylation impliquant Glul66 et une molécule d’eau
conservé a lieu (étapes F-G) libérant ainsi le substrat hydrolysé et régénérant l’enzyme.
Figure réalisée par Nicolas Doucet en compilant les données des références (93-95). Les
structures ont éte generées avec le logiciel ChemDraw (CambridgeSoft Corp., Cambridge,
MA, USA).
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Pour I’étape de désacylation, le role essentiel du Glul66 et de la molécule d’eau
conservée au site actif est démontré et accepté (87). Par contre, des évidences expérimentales
contradictoires ont semé la controverse envers le mécanisme exact de I’étape d’acylation et de
I’identité du résidu jouant le réle de base générale pour I’activation de la Ser70 (Figure 1.7 A,
B et C). Un premier mécanisme propose que le Glul66 active la molécule d’eau conservée qui
jouera ensuite le role de base générale. Ce mécanisme a été supporté par des simulations de
mécanique quantique et mécanique moléculaire (QM/MM) et par 1’observation de I’état
protonné¢ du Glul66 dans une structure cristalline de trés haute résolution de TEM-1 dans
I’état d’intermédiaire acyle-enzyme (PBD 1M40) (88, 89). Il a aussi été démontré que lorsque
le Glul66 était muté, la vitesse de 1’étape d’acylation n’était pas limitante, suggérant que ce
résidu n’est pas strictement nécessaire au mécanisme catalytique (87, 90-92). Un second
mécanisme impliquant plutdt la Lys73, résidu conservé du mur S70, a titre de base générale
pour la déprotonation de la Ser70 a donc été proposé. Ce mécanisme est aussi supporté par des
travaux de QM/MM démontrant que ce mécanisme est €énergétiquement favorable (93-95).
L’utilisation simultanée de ces deux mécanismes par I’enzyme, comme voie de contournement
I’'un de lautre, a aussi été suggéré. Chacun des six murs du site actif implique des résidus

importants pour différents aspects de la catalyse :

1) Mur S70 :

Constitué par la section 3'° de ’hélice 02
Contient le motif conservé Ser70 — X — X — Lys73
La Ser70 sert de nucléophile catalytique (85).

YV V VYV VYV

La Lys73 établit un pont hydrogéne avec la Ser70 et pourrait servir de base
générale pour I’activation de la Ser70 au cours de 1’étape d’acylation (93-95).
2) Mur Y105 :

» Constitué par une boucle

» Contient les résidus Glu104-Tyr105-Ser106

» Région connue comme étant « gate-keeper », contrdlant 1’ouverture et la

fermeture de ’acces au site actif principalement grace a la Tyr105 (96-98).
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3) Mur SDN :

» Constitué par une boucle reliant les hélices a4 et a5

» Contient le motif conservé Ser130 — Asp131 — Asn132 (d’ou le nom SDN)

» La Serl30 et ’Asn132 stabilisent la topologie du site actif par de multiples
ponts hydrogenes. L’Asn132 est aussi impliquée dans la stabilisation de 1’état
de transition au cours de la catalyse. De plus, la Ser130 servirait de source de
proton pour I’étape d’acylation (99, 100).

4) Mur boucle Q :

» Constitué par une boucle qui, structurellement, prend la forme Q (hélice 3,9 a7)

» Contient les résidus 163 a 178

» La Glul66 et I’Asn170 sont impliquées dans la catalyse. La Glul66 servirait de
base générale pour les étapes d’acylation et de désacylation (87). L’Asn170 est
impliquée dans la coordination d’une molécule d’eau catalytique faisant le pont
entre le Glul66 et la Ser70 (101).

5) Mur214-218:

» Constitué par la boucle entre les hélices 09 et a10

» Contient les résidus 214 2 218

» Role structural : couvre partiellement la cavité du site actif (85).

6) Mur 234-244 :

» Constitué par les brins 3, B4 et la boucle les connectant

» Contient les résidus 234 a 244 (motif conservé Lys234 — Thr(Ser)235 —
Gly236).

» Role catalytique moins bien compris : serait important pour la reconnaissance
de différents substrats chez les ESBLs et IRTs (102-104).

» Lys234 stabilise le carboxylate du cycle thiazolidine/dihydrothiazidine greffé
au B-lactame du substrat et agit comme potentielle source de proton pour la
Ser130. Le groupement guanidinium d’Arg244 (conjointement avec Val216 et
Lys234) est important pour I’affinité envers certains B-lactames grace a un

réseau d’interactions impliquant le carboxylate du B-lactame (102-104).
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1.4.5. Considération 4 : Chimeéres de TEM-1 et PSE-4, modele pour le
développement d’une compréhension du role du dynamisme des
protéines dans un cadre d’ingénierie et d’évolution

Comparativement a des méthodes de syntheése conventionnelles employant des solvants
organiques et/ou des conditions agressives, les enzymes posseédent 1’avantage d’étre
énergétiquement efficaces, « vertes » (respectant les principes de la chimie verte) et
fonctionnelles dans des conditions expérimentales douces (température modérée, eau, pression
atmosphérique) tout en générant peu ou aucun déchet de synthése (105). De plus, leur
spécificité peut étre avantageuse pour produire précisément le produit désiré tout en réduisant
le nombre d’étapes de purification nécessaires.

Les enzymes sont présentes dans plusieurs produits commerciaux d’usage quotidien.
Par exemple, depuis la fin des années 1980, les lipases sont utilisées dans les détergents a
lessive (106). L’industrie du textile emploie aussi grandement les enzymes pour, par exemple,
accentuer 1’effet de décoloration sur les jeans (107). On retrouve aussi des enzymes utilisées a
toute sortes de fins dans I’industrie alimentaire, pour la production de bioéthanol et de
bioplastiques (108-110).

Les enzymes utilisées a ces fins doivent étre optimisées ou sélectionnées afin d’étre
efficaces dans les conditions précises de leur utilisation. Citons, a titre d’exemple, le cas des
lipases dans les détergents a lessive. Des considérations écologiques et monétaires poussent
les consommateurs a laver leur lessive a I’eau froide, entrailnant du méme coup, une demande
pour des lipases fonctionnelles a de faibles températures. Différentes approches peuvent étre
utilisées afin d’identifier ’enzyme idéale pour ces conditions d’utilisation. Il est possible
d’identifier I’enzyme désirée a partir d’un organisme psychrophile (vivant a faible
température) (111). Comme alternative, il est aussi possible de faire 1’ingénierie d’une
protéine ayant initialement la fonction désirée afin de rendre celle-ci fonctionnelle a des
températures faibles (112).

L’ingénierie des protéines s’effectue selon deux principales approches (113-116). Les
approches de design rationnel visent a modifier une enzyme spécifiquement en fonction de la
connaissance de sa structure et de son mécanisme fonctionnel. Ces informations ne sont

toutefois pas toujours disponibles pour la protéine d’intérét, ce qui peut limiter ce type
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d’approche. Les approches d’évolution dirigée visent a imiter des processus naturels
d’évolution en enchainant des rondes de mutagenése et de sélection pour identifier un variant
possédant les caractéristiques désirées. Différentes techniques de mutagenése, dites aléatoires,
semi-aléatoires ou ciblées, permettent la création de banques de variants qui sont criblées afin
d’identifier le meilleur candidat de chaque ronde d’évolution et obtenir un variant final ayant
les propriétés désirées. La principale limitation de cette approche est la méthode de sélection
puisqu’il peut étre difficile de sélectionner pour une fonction et de maintenir d’autres
fonctions natives au systéme au cours de I’évolution en laboratoire. Comme dit par Frances H.
Arnold (Caltech, CA) : « You get what you screen for » (117).

La recombinaison de protéines homologues structurellement similaires est une
approche d’évolution dirigée souvent pratiquée. Cette méthode tente de répliquer le processus
naturel de recombinaison observé, entre autres, au cours de 1’évolution d’anticorps, de
synthétases et de protéases (118). Cette approche posséde 1’avantage principal de permettre de
plus grandes variations simultanées de la séquence peptidique (mutations) relativement a
d’autres techniques de mutagenése. Le rendement et I’efficacité de cette méthodologie sont
grandement dépendants de I’identité entre la séquence des homologues recombinés puisqu’elle
détermine les sites de recombinaison (cross-over). Il a été proposé que cette méthodologie
n’est efficace qu’avec des protéines possédant un minimum de 70% d’identité de séquence
(119).

Afin de remédier a cette limitation, le groupe de Frances H. Arnold a développé un
algorithme informatique nommé « SCHEMA » qui, plutot que de dépendre de I’homologie de
séquence afin de déterminer les sites de recombinaison, utilise la structure tridimensionnelle
des protéines. Cet algorithme identifie indépendamment, pour chacune des protéines utilisées
pour la recombinaison, des sites au niveau de la structure tridimensionnelle ot un minimum
d’interactions entre les résidus de cette protéine seront modifiée lors de la recombinaison.
L’un des premiers mode¢les utilisés afin de démontrer le potentiel de cette méthodologie fut les
B-lactamases TEM-1 et PSE-4, puisque celles-ci possedent une structure tridimensionnelle
similaire, mais n’ont que 40% d’identit¢ de séquence. La figure 1.8 montre les profils de
modification d’interaction selon SCHEMA obtenus pour TEM-1 (noir) et PSE-4 (gris) et
utilisés pour la création d’une librairie d’enzymes chimériques issues de leur recombinaison

(120, 121). Les minimums représentent des résidus de la protéine établissant un nombre
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minimal d’interactions avec d’autres acides aminés. Par la superposition des profils de TEM-1
et PSE-4, des minimums communs aux deux protéines ont été identifiés afin d’étre ciblés

comme site de recombinaison de ces protéines homologues.
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Figure 1.8. Profil de perturbation des protéines TEM-1 et PSE-4 selon
I’algorithme SCHEMA.

Les sites de recombinaison favorables sont identifiés sur les courbes de profil de TEM-1
(courbe noire) et PSE-4 (courbe grise) par les lignes pointillées verticales. Les différents blocs
recombinés sont identifiés sur la structure tridimensionnelle de la protéine en respectant les
couleurs identifiées au-dessus des courbes de profil (Figure adaptée de Voigt et al. (2002)

(120)).

Ainsi, le systétme-mod¢le étudié dans cette thése est constitué des enzymes naturelles
TEM-1 et PSE-4 et de trois chimeéres issues de leur recombinaison. Ces derni¢res sont
fonctionnelles, ayant été¢ sélectionnées pour leur capacité a conférer aux bactéries une
résistance a I’ampicilline. Puisque les chimeres sont issues de la recombinaison homologue de
TEM-1 et PSE-4, celles-ci représentent de potentiels intermédiaires sur un chemin évolutif
entre ces deux enzymes et nous permettent de vérifier si la dynamique est maintenue au cours
d’une évolution. Pour développer la corrélation compléte entre la structure, la fonction et la
dynamique, ces trois enzymes artificiellement évoluées seront caractérisées au niveau de leur
structure et fonction.

Les chiméres, cTEM-2m, cTEM-17m et cTEM-19m, suivent la nomenclature
suivante : ¢cTEM indique leur nature de chimeéres ayant une plus grande identité de séquence
avec TEM-1; le nombre 2, 17 ou 19 suivi d’'un m (mutations) indique le nombre de résidus
dont I’identité a été changée au cours de la recombinaison entre TEM-1 et PSE-4. La chimere

cTEM-2m a été recombinée au niveau des résidus 66 a 73, constituant le mur S70 du site actif
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(Figure 1.9). Cette recombinaison introduit 2 substitutions par rapport 8 TEM-1 : Met68Leu et
Met69Thr. La chimére ¢cTEM-17m a été recombinée au niveau des résidus 150 a 190,
constituant le mur Q-loop du site actif (résidu 163 a 178). Cette recombinaison introduit 17
substitutions relativement a TEM-1 (Tableau 1.I). Finalement, la chimeére cTEM-19m
combine ces deux régions de recombinaisons (66 a 73 + 150 a 190), introduisant ainsi 19
substitutions par rapport a TEM-1 (Figure 1.9 et Tableau 1.I). Ces chimeéres ont été
sélectionnées parmi une banque comportant 256 membres issus de ce patron de recombinaison
(2%, 2 protéines recombinées selon 8 blocs) en fonction des sites de recombinaisons situés au
niveau de la cavité du site actif. De plus, le lien entre les régions recombinées de ces chimeres

nous permettra de déconvoluer les effets de cette chimérisation.

Tableau 1.1. Variation de la séquence dans les régions échangées chez les chiméres
¢TEM-2m, cTEM-17m et cTEM-19m.

Residue 68 69 150 153 154 155 158 159 165 168 172 173 174 175 177 182 184 186 188
TEM-1 M M
cTEM-ZmLTAHNMHVWEAIPNEMAMT
¢cTEM-17Tm M M
¢cTEM-19m L T D R Q I K E I D G K L G T L K I S
PSE-4 L T

cTEM-2m cTEM-17m cTEM-19m

191 290 26 6673 150 191 290

Figure 1.9. Chimeres cTEM-2m, cTEM-17m et cTEM-19m issue de la
recombinaison de TEM-1 et PSE-4.

La coloration est tel que le bloc provenant de TEM-1 et PSE-4 sont respectivement colorés
bleu ou rouge. La chimére cTEM-2m est recombinée au niveau de la région 66 a 73, la
chimeére cTEM-17m porte la région recombinée 150 a 190 et finalement la chimere cTEM-
19m comporte ces deux régions échangées de TEM-1 vers PSE-4.
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1.5.Justification des méthodologies choisies pour examiner une

potentielle relation fonction/structure/dynamique

1.5.1. Evaluation de la fonction des protéines

Afin de vérifier I’effet de la recombinaison sur la fonction des chiméres de TEM-1 et
PSE-4, une approche de cinétique enzymatique a ét¢ choisie puisque celle-ci a précédemment
été utilisée pour caractériser les enzymes natives. La fonction enzymatique des B-lactamases
peut se caractériser, soit par la capacité de I’enzyme a hydrolyser des composé€s comportant un
cceur B-lactame, ou encore par la capacité de ’enzyme a permettre la survie d’une cellule
bactérienne en présence d’un antibiotique B-lactame. Dans le second cas, plusieurs facteurs
peuvent influencer le taux de survie conféré par la B-lactamase, par exemple le choix des
cellules utilisées, du vecteur, ou encore, le fait d’induire ou non la surexpression de I’enzyme.
Puisque I’objectif est de caractériser la fonction des chimeéres et de comparer celles-ci aux
enzymes natives, |’élimination de facteurs pouvant influencer la fonction est une considération
importante. La fonction des P-lactamases sera donc définie en termes de la capacité de
I’enzyme isolée purifiée a hydrolyser des antibiotiques P-lactames, selon leur cinétique
enzymatique. L’activité catalytique des [-lactamases peut étre décrite selon 1’équation

simplifiée suivante :

ky k, ks
E+S<—=E:S——E-S——E + P

ou E représente I’enzyme, S le substrat, E : S le complexe de Michaelis, E-S I'intermédiaire
acyle-enzyme et P le produit de la réaction. Les constantes k; et k; correspondent a
I’association et a la dissociation de ’enzyme et du substrat alors que k; et k3 correspondent
respectivement aux constantes de vitesse des étapes d’acylation et de désacylation (86). Les
constantes catalytiques Ky, la constante de Michaelis rapportant sur I’affinité productive de
I’enzyme, et kca, la constante de roulement définie par ks et k3 (ou vitesse catalytique, soit la
transformation du substrat en produit par quantité d’enzyme), seront déterminées pour chacune
des enzymes chimériques du systéme et comparées aux enzymes natives. De plus, nous
vérifierons 1’hydrolyse de différents substrats de type pénicilline (benzylpénicilline et

carbénicilline) et céphalosporine de premiére (céphalotine, céfazoline) et troisiéme génération
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(céfotaxime) puisque pour les pénicillines, I’étape de désacylation est limitante alors que pour
les céphalosporines, ’étape d’acylation est limitante (122). Les analyses graphiques de
Michaelis-Menten et de Lineweaver-Burk permettront de déterminer les constantes
catalytiques. Le systéme B-lactamase/B-lactame comporte certaines particularités. Pour I’étude
de la cinétique de ces enzymes suivies par mesure spectrophotométrique, il est difficile
d’utiliser des concentrations saturantes de substrats. En effet, la consommation du substrat est
suivie plutét que 1’apparition du produit. Etant donné les valeurs élevées de Ky de ces
enzymes, des concentrations élevées de substrat sont requises afin de pouvoir analyser la
cinétique selon la représentation graphique de Michaelis-Menten qui prend la forme d’une
hyperbole ou le Ky est I’asymptote. Puisque I’absorbance initiale est élevée aux
concentrations importantes de substrat, la détermination de la vitesse réactionnelle initiale est
limitée en fonction de la sensibilit¢ de l’appareil. Pour remédier a cette limitation, la
transformation linéaire de Lineweaver-Burk, soit la double inverse de la représentation de
Michaelis-Menten, est utilisée puisqu’elle ne nécessite pas de données aux concentrations
saturantes de substrat. Toutefois cette représentation posséde le désavantage d’augmenter les

incertitudes pour la détermination des constantes catalytiques.

1.5.2. Evaluation de la structure des protéines

Puisque les chimeres étudiées ici sont des enzymes évoluées en laboratoire issues de la
recombinaison d’enzymes naturelles, il nous sera nécessaire de vérifier si la structure native
est maintenue. De plus, obtenir le détail atomique est d’un grand intérét : si des variations de
fonction sont observées, une connaissance de la structure nous permettra d’établir des
hypothéses quant au role de potentielles modifications structurelles. Différentes
méthodologies, telles la RMN, le cryo-EM ou encore le SAXS, peuvent étre utilisées afin de
caractériser la structure d’une protéine. Toutes ces méthodologies sont par contre limitées au
niveau de la possibilité d’obtenir le détail atomique de la structure de ces protéines de 30 kDa.
La cristallographie par diffraction de rayons X a donc été choisie puisqu’elle permet d’obtenir

une représentation plus complete de la structure de la protéine a 1’état statique.
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1.5.2.1.  Cristallographie par diffraction de rayons X

L’obtention d’une structure de protéine par cristallographie a diffraction de rayons X se
réalise en 4 grandes étapes (Figure 1.10) (123). Dans un premier temps, il est nécessaire
d’obtenir la protéine dans un état cristallin, étape souvent critique puisque plusieurs
parametres (pureté¢ de 1’échantillon, température, pH, précipitants, additifs, sels) doivent étre
optimisés. Par la suite, le cristal est placé dans un faisceau de rayons X afin d’obtenir des
patrons de diffraction. La troisiéme étape consiste en la construction d’une carte de densité
¢lectronique qui sera utilisée pour le développement d’un modele structural en fonction de la
séquence peptidique de la protéine. Dans les cas d’obtention de structure de protéines ayant
des homologues avec des structures déja résolues, ces informations peuvent étre utilisées afin

d’employer une approche simplifiée de remplacement moléculaire.

Préparation (

Rayons X du modeéle
Cristal Patron de diffraction  Carte de densité électronique Modéle atomique

Raffinement

Figure 1.10. Processus du développement d’un modéle de structure atomique
d’une protéine par la méthodologie de cristallographie par diffraction de
rayons X.

Le modeéle structural final contient les coordonnées de localisation (X, y, z) de chaque
atome, le facteur de température (ou B-factor ou Debye-Waller Factor) ainsi que 1’occupation
(occupancy). Cette derniére information permet, dans le cas de conformations alternatives
d’un atome, de connaitre la probabilit¢ de présence de chaque conformation. Cette donnée
peut suggérer du dynamisme. Le facteur de température renseigne sur la distribution de la
densité électronique autour de I’emplacement moyen d’un atome. Par ce paramétre, il est aussi
possible de suggérer du dynamisme. Par contre, un facteur de température ¢élevé peut aussi

indiquer des lacunes au niveau du modele structural.
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La cristallographie est avantageuse puisqu’elle permet de visualiser le positionnement
des atomes de la protéine sans limitation au niveau de la taille de celle-ci. Toutefois, puisque
la protéine est dans un état cristallin et que la diffraction s’effectue généralement a des
températures trés basses, afin de préserver I’intégrité du cristal, le principal désavantage de
cette méthodologie réside dans le fait que les mouvements atomiques peuvent étre figés. Des
travaux récents ont d’ailleurs démontré que pour 30 différentes protéines cristallisées, la
distribution des conformeres observables de plus de 35% des chaines latérales était remodelée
en fonction de la température de diffraction entrainant la non-résolution de conformations
alternatives et masquant ainsi des informations importantes pour 1’analyse structure/fonction
(124). Le facteur de température, peut induire 1’expérimentateur en erreur au niveau de
I’interprétation qu’il en fait. De plus, dans les cas ou le facteur de température révéle du

dynamisme, il n’identifie pas I’échelle de temps associée au mouvement.

1.5.3. Evaluation de la dynamique des protéines

Tel que précédemment présenté, le role du dynamisme des protéines envers la fonction
enzymatique (toujours débattu) est une idée qui a grandement gagné en popularité afin
expliquer ’efficacit¢ des enzymes. Considérant le nombre grandissant de démonstrations
d’une corrélation entre la fonction enzymatique et les mouvements atomiques, et ce, dans
plusieurs systémes enzymatiques différents, nous nous intéresserons ici a vérifier si les
mouvements d’une protéine sont conservés chez des homologues de celle-ci, vérifiant ainsi un
potentiel maintien ou changement évolutif de la dynamique. De plus, tel qu’il 'a été
précédemment suggéré, si la dynamique est essentielle a la fonction enzymatique, il semble
logique que celle-ci soit conservée chez des intermédiaires d’un chemin évolutif. Le systeme
composé de chimeres de TEM-1 et PSE-4 est ici un modele permettant d’investiguer le role
évolutif de la dynamique envers la fonction enzymatique. Finalement, une meilleure
compréhension du role du dynamisme des protéines envers leur fonction sera d’intérét pour le
développement d’une approche plus compléte d’ingénierie des protéines basée non seulement
sur la structure, mais aussi sur le dynamisme, afin d’optimiser la fonction.

Au cours des chapitres suivants, les mouvements ayant lieu sur différentes échelles de

temps seront caractérisés par l’utilisation de deux principales approches. Dans un premier
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temps, la résonance magnétique nucléaire (RMN) sera utilisée puisque cette méthodologie
permet d’étudier les mouvements sur plusieurs échelles de temps allant des picosecondes a
plusieurs secondes. De plus, cette méthodologie expérimentale peut permettre d’étudier les
protéines en solution et dans des conditions physiologiquement acceptables. Dans un second
temps, puisque la RMN possede certaines limitations qui seront exposées au cours des
prochaines sections, nous utiliserons aussi une approche de simulations de dynamique
moléculaire in silico (MD) afin d’accéder a certaines échelles de temps. Une emphase
particuliere sera mise sur la description de la RMN puisque cette méthodologie est centrale a

cette these.

1.5.3.1. Historique de la RMN : de la caractérisation de petites molécules

vers les protéines

Le principe fondamental de la RMN, soient les propriétés magnétiques des noyaux
d’absorbé puis d’émettre a une fréquence de résonance précise de I’énergie ¢lectromagnétique
lorsque dans un champ magnétique, a été pour la premiere fois mesuré et décrit en 1938 par
Isidor Isaac Rabi et collaborateurs (prix Nobel de physique de 1944) (125). En 1946, les
groupes de Felix Bolch (Stanford) (126) et Edward Purcell (Massachusetts Institute of
Technology) (127) (prix Nobel de physique de 1952) ont indépendamment effectué¢ les
premicres mesures de résonance magnétisme nucléaire dans un champ magnétique induit. En
1951, Russell H. Varian dépose un premier brevet portant sur la corrélation existant entre la
force du champ magnétique utilisé et la fréquence de la résonnance émise par les noyaux
atomiques (128). Ses travaux meneront, en 1952, au développement du premier aimant
commercialement disponible pour effectuer des mesures de RMN, offert par la compagnie
Varian Associates.

En ces débuts, la spectroscopie RMN était principalement utilisée pour étudier de
petites molécules di a la complexité d’analyse des spectres résultants. En 1950, grace a la
caractérisation de molécules de plus en plus complexes, W. Proctor et W. Dickinson
expliquent le phénomeéne de déplacement chimique, soit I’influence de I’environnement
chimique d’un noyau sur les signaux produits par celui-ci (129, 130). Au cours années
suivantes, des premiers essais sur de petites molécules biologiques, des acides aminés, des di-

et des tri- peptides, sont effectués. C’est en 1957 que le premier spectre de proton (‘H)
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résultant de ’analyse d’une protéine, la ribonucléase pancréatique bovine, a été¢ obtenu en
utilisant 1’aimant de la plus haute puissance disponible a cette époque (40 MHz) et un
environnement d’eau deutérée (“H,0) afin de minimiser les signaux dus aux 'H de I’eau (131).

Dans les années 1960, grace a d’importantes améliorations technologiques permettant
le développement d’aimants supraconducteurs de plus en plus puissants et par 1’augmentation
de la capacité¢ de calcul informatique, la méthodologie RMN se voit profiter de grandes
améliorations de la sensibilité. L’introduction de la RMN par transformation de Fourier (FT-
NMR) ou RMN impulsionnelle en 1966 par Ernst et Anderson marquera un point tournant
dans le développement de cette méthodologie puisque cette amélioration permettra d’exciter
simultanément différents noyaux atomiques et de déconvoluer les signaux produits par ceux-ci
(132). Suite a I’introduction de la FT-RMN, un grand nombre de séquences de magnétisation
excitant les différents noyaux atomiques ont vu le jour, menant au développement en 1976, par
Richard Ernst (prix Nobel de chimie de 1991), de la RMN multidimensionnelle. Cette
approche ¢largira les applications possibles de la RMN, permettant entre autres, une
caractérisation plus compléete des protéines puisqu’il sera possible d’établir des corrélations
entre les résonances des différents noyaux atomiques (133).

La premicre résolution de novo par RMN bidimensionnelle d’une structure de protéine
fut celle de la BUSI (bull seminal protease inhibitor, protéine de 57 acides aminés) en 1984
par le groupe de Kurt Wiithrich (prix Nobel de Chimie de 2002) (134). Ces résultats seront
toutefois controversés et plusieurs penseront que la structure obtenue avait été produite a partir
d’une structure cristalline précédemment obtenue (135). Afin de clore ce débat, en 1984, le
cristallographe Rober Huber lance le défi a Kurt Wiithrich de résoudre de novo par RMN la
structure de I’ai-amylase, alors que son groupe en déterminera la structure par cristallographie.
En 1988, le « Journal of Molecular Biology » publie un rapport de plus de 50 pages portant
sur la méthodologie employée par le groupe de Kurt Wiithrich pour déterminer la structure
d’une protéine par RMN. Ces travaux marqueront les débuts de ’utilisation de la RMN pour

I’étude des protéines (136).
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1.5.3.2. Principe de la RMN

Dans « le guide de poche de la RMN biomoléculaire » écrit par Doucleff, Hatcher-
Skeers et Crane, une image simple, mais treés efficace est employée afin de représenter la
spectroscopie RMN (137). Cette illustration est basée sur la comparaison de la RMN a un
cheeur de clochettes ou chacune d’entre elles représente un type d’atome. L’expérience RMN
est représentée par un marteau fournissant I’énergie nécessaire aux clochettes pour se mettre a
résonner. Lorsque de 1’énergie est donnée aux clochettes, les plus imposantes joueront des
notes graves dont la fréquence est plus basse (période longue) alors que les petites clochettes
joueront des sons aigus ayant une fréquence haute (période courte). Au cours de 1’expérience
la plus simple de spectroscopie RMN, on mesure donc la résonnance des clochettes suite a un
coup de marteau. Dans le cas des expériences plus complexes, on mesure plutot un transfert
d’énergie entre les clochettes, suite a un coup de marteau, un peu a I’idée d’un pendule de
Newton.

Globalement, la spectroscopie RMN utilise la propriété intrinséque de spin non nul des
noyaux atomiques. Rappelons qu’un atome est décrit par 3 principales composantes propres
soient : 1) sa masse atomique, 2) sa charge et 3) son spin (ou moment cinétique de spin) défini
selon le nombre de protons et de neutrons composant le noyau. Lorsque le moment cinétique
de spin est non-nul, celui-ci, avec le rapport gyromagnétique (propriété spécifique a chaque
type de noyau), permettent de décrire le vecteur du moment magnétique. En I’absence d’un
champ magnétique, le moment magnétique des spins peut s’orienter dans n’importe quelle
orientation. Toutefois, lors de I’application d’un champ magnétique fixe, le moment
magnétique s’orientra en fonction de celui-ci (soit aligné ou opposé a I’orientation du champ
magnétique stable). De plus, en présence d’un champ magnétique fixe, le moment magnétique
du spin tournera autour de I’orientation du champ magnétique stable. Cette caractéristique
définit le moment magnétique angulaire. Tel que mentionné précédement, un spin peut
s’orienter différement selon I’orientation du champ magnétique stable et selon les niveaux
energétiques possibles pour un spin. Le nombre d’états énergétiques possibles pour un spin est
défini selon 21+1 ou | est le nombre quantique du spin d’un noyau atomique. Par exemple,
dans le cas de I’hydrogene et de 1’azote, le nombre quantique de spin est de 2. Le nombre

d’états énergétiques de spin est donc de 2 (2*)2+1) soit, orienté dans la direction ou opposé a
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la direction du champ magnétique fixe. En fonction de leur nombre de spins, les différents
noyaux atomiques se comportement différemment en spectroscopie RMN. Les noyaux ayant
un nombre de masse et un nombre de protons pair, comme I’isotope '*C (isotope le plus
abondant pour le carbone), auront un spin de 0 et ne produisent pas de signal en spectroscopie
RMN. Les noyaux atomiques ayant un nombre de masse pair et un nombre de protons impair,
comme I’isotope '*N (isotope le plus abondant de 1’azote), possédent un nombre entier
décrivant le spin. Lors d’expérience RMN, ceux-ci résonneront, mais leur durée sera tres
courte dii au moment électrique quadripolaire décrivant la distribution de charge qui, dans ce
cas, est non sphérique. Finalement, les noyaux atomiques ayant un nombre de masse impair
possedent un spin demi-entier (1/2, 3/2, etc.). Ce sont ces noyaux qui sont généralement
¢tudiés au cours d’expérience de spectroscopie RMN sur des protéines. Ces noyaux ne
possédant pas de moment électrique quadripolaire et sont donc idéaux pour I’étude de leur
signal de résonnance. La premiére étape afin de caractériser une protéine par RMN sera donc
de produire celle-ci avec des isotopes ayant un nombre de spins demi-entier c’est-a-dire en
utilisant les isotopes 'H, °C et "°N.

Le signal observé en RMN est le résultat de 1’application de radiations
¢lectromagnétiques de fréquences spécifiques et de courte durée (pulse - le marteau) sur les
spins alignés par un champs magnétique fixe. Ce pulse entraine le phénoméne de résonnance
des noyaux, c’est a dire que ceux-ci ne seront plus alignés avec le champ magnétique fixe
suite au pulse, et qu’en fonction du temps, ceux-ci retourneront a leur état d’équilibre avant
I’application du pulse par le phénomene de la relaxation. C’est ce phénomene de résonnance
qui permet I’obtention d’un pic sur un spectre RMN. En fonction de I’environnement
chimique de chaque noyau, cette fréquence sera plus ou moins affectée.

Plusieurs différents facteurs peuvent influencer la qualité des spectres obtenus par
spectroscopie RMN (138, 139). Dans un premier temps, la taille de la protéine est un facteur
considérable pour ’utilisation de la spectroscopie RMN. Puisque chaque acide aminé (a
I’exception des prolines) créera un pic de résonnance sur le spectre HSQC (qui sera exposé
dans la section suivante), plus la taille de la protéine est importante plus le spectre sera bondé
de signaux pouvant entrainer un encombrement important compliquant ’assignation des
résonnances. Dans un second temps, la puissance de 1’électroaimant corréle directement avec

la différence énergétique (AE) entre les différents états de spin selon 1’équation AE = hyB, /
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2m, ou h est la constante de Planck, y le ratio gyromagnétique et By la force du champ
magnétique fixe. Plus celui-ci est intense, plus la différence entre les états énergétiques est
grande et donc meilleure sera la dispersion spectrale. Finalement, la production d’une protéine
de taille importante dans un environnement riche en deutérium (D,0O) est aussi une approche
permettant d’augmenter la qualité des spectres. En effet, lorsque la protéine d’intérét possede
plus de 250 acides aminés (>20 kDa), I’impact négatif de deux principaux phénomenes, soient
la diminution du ratio signal sur bruit et la diminution de la résolution spectrale (diie a
I’augmentation du nombre de signaux) peuvent étre atténués par la deutération pour réduire la
prédominance des signaux des 'H. L’incorporation de deutérium a la place d’hydrogéne dans

une protéine permet de diminuer I’effet de la diffusion et de la relaxation des spins.

1.5.3.3.  Assignation des résonances d’une protéine

Afin de savoir a quel acide aminé appartient chaque signal de résonance sur un spectre
corrélant les résonnances 'H et °N, il est nécessaire d’effectuer ’assignation de ceux-ci en
fonction des résonances émises selon différentes expériences. Le spectre généralement utilisé
a titre de référence est celui résultant de 1’expérience HSQC (Heteronuclear Single Quantum
Coherence ou Heteronuclear Single Quantum Correlation) ou la magnétisation s’effectue au
niveau des atomes 'H et '°N du squelette peptidique (Figure 1.12 A). Ce spectre comporte les
dimensions 'H et °N (en plus de I’intensité) (Figure 1.11). Au cours de cette expérience,
chaque acide aminé, a I’exception des prolines (amide peptidique tertiaire), produira des
signaux qui seront observables sur le spectre. Afin d’assigner les résonances du spectre
HSQC, des spectres bidimensionnels et tridimensionnels tels les HNCO, HNCA, HN(CO)CA,
HNCACB et HN(CO)CACB seront nécessaires (Figure 1.12). En alignant le HSQC avec les
autres spectres, il est ainsi possible d’obtenir une corrélation entre 1’azote et I’hydrogene du
lien peptidique et les carbones et carbonyles associés (Figure 1.11 B). Les spectres
tridimensionnels seront ensuite analysés par tranches en dimension carbone, lorsqu’alignés
dans la dimension azote. Ceci permettra donc ’attribution des résonances comme un puzzle ou
les signaux doivent étre alignés entre les spectres horizontalement et verticalement (Figure
1.11 C). La figure 1.13 représente un exemple simple de la stratégie d’assignation permettant

de lier & chaque résonnance 'H-""N les Cay;, Caii.1, CB; et CBi.1, permettant ainsi de déterminer
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I’identité du résidu en fonction des déplacements chimiques des carbones a et 3, et de la

séquence peptidique connue.
Analyse dimension 13C

HSQC Alignement
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Figure 1.11. Corrélation du spectre RMN-HSQC bidimensionnel aux spectres
RMN tridimensionnels.
Image tirée et adaptée du site web : « Protein NMR — Visualising 3D spectra » (140).
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Figure 1.12. Représentation de la magnétisation et du transfert de celle-ci pour
un résidu « i » et son voisin « i-1 » au cours des différentes expériences de

RMN réalisées pour I’assignation des résonances d’une protéine.
Les atomes observés sont colorés rose alors que les atomes ou la magnétisation est
transferée sont coloré bleu. Le spectre HN(COCA)CB est une modification du spectre

HN(CO)CACB ou seul le CB:.; est observé dans la dimension C. Image tirée et adaptée du
site web : « Protein NMR — Spectrum Descriptions » (141).
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HN(CO)CACB*

HNCA HN(CO)CA HNCACB HN(COCA)CB

Figure 1.13. Représentation d’une stratégie simplifiée d’assignation des
résonnances pour un résidu « i » d’une protéine utilisant différentes
expériences tridimensionnelles permettant une corrélation entre les

carbones suite a I’alignement avec la dimension azote.

L’intensité des résonances observées est représentée respectivement en gris (signal plus
faible) et en noir (signal plus intense) en fonction de la magnétisation. Les lignes
pointillées horizontales représentent des résonances pour le méme atome présent dans les
differents spectres tandis que les lignes pointillées représentent la corrélation entre les
atomes des résidus « i » et « i-1 ». Le spectre HN(COCA)CB est une modification du

spectre HN(CO)CACB ou seul le Cp;.; est observe.

1.5.3.4. Caractérisation du dynamisme d’une protéine par RMN

Suite a I’assignation des résonances d’une protéine, différentes expériences peuvent étre
effectuées en RMN pour mesurer la relaxation des spins et ainsi caractériser les mouvements
atomiques présents dans celle-ci et ce pour une vaste gamme d’échelle de temps (Figure 1.14)

(142).
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Figure 1.14. Echelle de temps des différents mouvements atomiques présents
dans les protéines et expériences RMN permettant leurs caractérisations.
(Inspiré de Doucet & Pelletier (2009) (143).

Le signal RMN observé est aussi nommé FID pour « Free Induction Decay ». Le signal
obtenu suite a une expérience de RMN représente une onde constituée par I’ensemble de tous
les spins excités. Par une transformation de Fourier, il est ensuite possible de déconvoluer
I’ensemble des ondes composant le FID, permettant ainsi d’obtenir un pic de résonnance pour
chaque spin en fonction de la fréquence de 1’onde spécifique a celui-ci. Le signal FID, tel que
son nom I’indique, diminue en fonction du temps selon la relaxation des spins. La relaxation
s’effectue selon deux principaux phénoménes. Dans un premier temps, le taux de relaxation
dit longitudinal est défini par R;. Ce taux de relaxation est calculé selon 1/T; ou T, correspond
au temps nécessaire aux noyaux pour retourner a leur état initial soit avant 1’application du
pulse électromagnétique. Dans un second temps, la relaxation s’effectue aussi selon la
relaxation dite transversale. Ce taux de relaxation, R,, est calculé selon 1/T, ou T, correspond
au temps ou la perte de cohérence entre 1I’ensemble des ondes d’un méme spin dans différentes
molécules est observée. Cette perte de cohérence entraine un ¢élargissement du pic de
résonnance observé sur le spectre RMN, car plutét que d’observer une seule fréquence de
résonnance suite a la transformation de Fourier on observe plusieurs différentes fréquences
pour un méme noyau.

Les mouvements atomiques ayant lieu sur I’échelle de temps des ps aux ns sont
mesurés par les expériences de R;, R, et NOE et une interprétation utilisant I’algorithme «
Modelfree ». L’effet Overhauser nucléaire (NOE) correspond a la relaxation causée par un

transfert de magnétisation spatial lors du couplage dipolaire entre des noyaux. Par I’analyse
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utilisant I’algorithme Modelfree, il est possible de calculer le paramétre d’ordre S°
correspondant a ’amplitude du mouvement et allant sur une échelle de 0 a 1 (ou 1 est une
protéine compleétement rigide et 0 une protéine dénaturée) et le taux de relaxation (Rex) qui
indique du dynamisme sur I’échelle de temps ps-ns.

L’expérience RMN de couplage dipolaire résiduel (Residual Dipolar Coupling, RDC)
permet d’étudier les mouvements atomiques ayant lieu sur I’échelle de temps allant des ps aux
ms. Cette méthodologie, utilisant le couplage dipolaire entre les spins, permet, en fonction de
I’angle du champ magnétique appliqué et du vecteur HN, d’extraire des informations
structurelles et temporelles sur la conformation de la protéine. Toutefois, afin de pouvoir
extraire les vecteurs de couplage dipolaire, il est nécessaire d’utiliser des milieux dits
d’alignement avec le champ magnétique, par exemple des phages filamenteux, des bicelles ou
des gels de polyacrylamide (144). Cette technique expérimentale est laborieuse puisqu’il est
nécessaire d’utiliser un minimum de 5 différents milieux d’alignement. De plus, cette méthode
se limite généralement aux protéines de petite taille puisque la qualité spectrale influence
directement les erreurs expérimentales produite par cette méthode. Pour ces raisons, les
expériences de RDC n’ont pas été utilisées.

Finalement, 1’expérience de Carr-Purcell-Meiboom-Gill (CPMG-RMN) permet de
mesurer les mouvements atomiques ayant lieu sur 1’échelle de temps de la pus a la ms (0,3 4 10
ms) (144). Cette expérience est basée sur la mesure de T2, soit le temps de relaxation
transversal. Les mouvements lents modifient les fréquences de résonnances des atomes,
entrainant du méme coup un élargissement important des signaux de résonance. L expérience
CPMG utilise une série de pulses électromagnétiques « refocussants » appliqués selon
différentes intervales de temps. Cette expérience permet d’obtenir les paramétres Ry,
indiquant le dynamisme, ainsi que de calculer ke, la constante de relaxation caractérisant la
fréquence du mouvement.

Le principal avantage de la CPMG-RMN est d’étre effectuée en solution, dans des
conditions expérimentales physiologiquement intéressantes, et de permettre I’étude de
mouvements ayant lieu sur diverses échelles de temps. Toutefois, cette méthodologie posséde
deux limitations principales, soit 1) au niveau de la taille des protéines qui sont caractérisables
et 2) de I’étude des chaines latérales. Puisque les B-lactamases sont volumineuses, celles-ci

seront produites dans un milieu de deutération afin d’obtenir une bonne résolution spectrale.
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De plus, la quantité importante de signaux émis par ces protéines limite la caractérisation des
chaines latérales. Finalement, les études de dynamique des protéines en RMN sont
généralement effectuées au niveau du vecteur N-H du squelette peptidique. Pour les protéines
telles les B-lactamases ou la fonction est principalement réalisée par les chaines latérales, cette
méthodologie peut étre insuffisante pour la détermination du lien entre les mouvements et la
fonction. Une alternative pour caractériser les mouvements atomiques des protéines, tant au
niveau du squelette peptidique que des chaines latérales, sont les simulations de dynamique

moléculaire in silico.

1.5.3.5. Simulations de dynamique moléculaire in silico (MD)

Puisque les PB-lactamases sont des protéines volumineuses et que 1’étude de leurs
mouvements par RMN est incompléte, 1’utilisation de simulations de dynamique moléculaire
in silico (MDs pour Molecular Dynamics simulation) est une alternative intéressante. Celles-ci
sont de plus en plus présentes dans la littérature scientifique afin d’étudier le dynamisme des
protéines. Cette approche permet de générer un modéle présentant les mouvements de la
protéine en fonction du temps. L’avantage principal de cette approche est qu’elle permet
d’étudier la protéine dans son ensemble en incluant les chaines latérales et le solvant. Afin de
générer le modele de mécanique moléculaire, chaque atome de la protéine est considéré
comme une sphere ayant des propriétés physiques spécifiques. Les atomes liés chimiquement
sont reliés entre eux par des forces modélisées telles des ressorts. Les forces internes ressenties
par le modele structural en fonction du temps sont décrites par plusieurs équations
mathématiques qui sont par la suite résolues dans un ensemble (le champ de force) afin
d’obtenir une représentation de la protéine a chaque instant. Par exemple, la loi de Hooke
permet de décrire les interactions entre les atomes liés chimiquement tandis que 1’équation de
potentiel de Lennard-Jones permet de décrire les interactions entre des atomes voisins non liés
entre eux. En utilisant 1’ensemble d’équations pour les différents parametres physiques
caractérisant la protéine a 1’étude, la simulation résout 1’équation du mouvement de Newton,
permettant ensuite de visualiser les mouvements présents dans la protéine en fonction du
temps (145).

Le développement du concept de simulations de dynamique moléculaire a initialement

¢été introduit dans les années 50 par des physiciens théoriciens. La premiére simulation est
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attribuée a Alder et Wainwright, qui en 1957, ont utilisé le modele « hard-sphére » selon
lequel les atomes n’interagissent entre eux que selon des collisions (146). En 1964, Rahman
améliore ce premier modele afin de mieux décrire les interactions interatomes (147). Au cours
des années 70, grace aux améliorations importantes apportées aux ordinateurs, et de par leur
puissance de calcul grandissante, on assistera a d’importants développements pour cette
méthodologie. C’est en 1976 que la premicre simulation de dynamique moléculaire d’une
protéine, soit ’inhibiteur de la trypsine bovine (BPTI), une protéine de 500 atomes, a été
effectuée en utilisant des fonctions d’énergie (148). Cette premicre simulation caractérisait 9,2
ps de mouvement. Aujourd’hui les simulations sont généralement effectuées avec une phase
d’équilibration du systéme de plusieurs nanosecondes, soit extensivement plus longues que
cette premicre simulation. La premiere simulation dans I’ordre des ps a été rapportée en 1998
afin de caractériser un sous-domaine de la villine, une protéine de liaison a 1’actine (149).
C’est en 2009 que I’ordre de la ms a été atteint pour la premicre fois afin de caractériser BPTI
sur le serveur ANTON (150). Aujourd’hui, les simulations sont aussi effectuées sur des
systémes beaucoup plus imposants comportant généralement de 10* & plus de 10° atomes. Le
nombre de publications rapportant des simulations de dynamique moléculaire a augmenté de
facon exponentielle au cours des deux derniéres décennies (145). A ce jour, plusieurs
différentes méthodologies ont été développées afin de caractériser les différents processus
impliquant des protéines, allant de la liaison d’un ligand au mouvement des protéines dans les
membranes lipidiques.

Une approche de MD sera utilisée dans les prochains chapitres afin d’étudier les
mouvements atomiques ayant lieu sur 1’échelle de temps de la ns a la ps, puisque tel
qu’exposé précédemment, la caractérisation de ces mouvements par RMN est techniquement
limitée pour les protéines volumineuses. Malgré le fait que cette approche in silico génere des
modeles devant étre analysés avec prudence, elle est d’intérét ici, de par sa complémentarité
avec la RMN. Cette approche nous permettra aussi de visualiser les mouvements des chaines
latérales des acides aminés qui ne sont pas caractérisés par les approches de RMN utilisés dans

les prochains chapitres.

Par I’application de toute ces approches, nous vérifierons la présence d’une corrélation

entre la structure la fonction et la dynamique des protéines dans un contexte d’évolution. De

61



plus, nous vérifierons 1’importance de la considération de la dynamique dans un contexte
d’ingénierie des protéines. Il est toutefois important ici, de spécifier que les expériences de
dynamique effectuées sont réalisées en absence de substrat et donc, que les mouvements ne
peuvent étre que considérés coincidant avec la fonction et non causale de celle-ci.
L’importance de ce facteur et les alternatives possibles seront discutées au chapitre 6 et dans

I’annexe 5.
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Préface au chapitre 2

Les protéines sont dynamiques. La compréhension du role de ces mouvements est
cruciale afin d’avoir un portrait complet du mécanisme fonctionnel d’une enzyme. La
compréhension de I’impact de la dynamique des protéines envers la fonction est d’un grand
intérét pour I’ingénierie des protéines. Dans cet article, nous démontrons dans un premier
temps que deux enzymes naturellement évoluées, homologues et possédant une grande
similarité structurale et fonctionnelle, conservent aussi entre elles une dynamique similaire. Un
ensemble restreint de résidus dynamiques sur une échelle de temps lente est conservé entre ces
enzymes suggerant donc que la dynamique est un trait fonctionnellement important et
conservé au cours de I’évolution. Ces deux enzymes homologues ont précédemment été
recombinées afin de générer des chimeres artificiellement évoluées. Nous démontrons ici que
la structure cristalline a haute résolution (1.05 A) de 1’une des chiméres actives est
essentiellement identique a celles des enzymes natives. Par contre, une différence significative
de la dynamique lente sur I’échelle de la milliseconde observée par RMN CPMG est observée
chez cette chimére relativement aux des enzymes natives. Cette différente inclut plusieurs
résidus fonctionnellement importants. La chimere artificiellement évoluée est donc
fonctionnellement tolérante & des changements de dynamique sur I’échelle de la constante
catalytique de consommation du substrat. Cette tolérance a des changements de dynamique
démontre que la stricte maintenance de la dynamique native n’est pas nécessaire pour
I’ingénierie de protéine fonctionnelle.

Les résultats de ce chapitre ont fait I’objet d’un article scientifique publi¢ dans la revue
Chemistry & Biology en octobre 2014 (depuis 2015, Cell Chemical Biology). Initialement,
I’idée de cet article, soit de caractériser la dynamique lente dans un systéme de -lactamases
naturellement et articiellement évoluées a été développé par Nicolas Doucet, Christopher
Clouthier et moi-méme sous la direction de Joelle Pelletier. Ayant réalis¢ les expériences
constituant cet article tant au niveau de la préparation des échantillons que de I’exécution et
I’analyse des résultats de cinétique enzymatique, de résonance magnétique nucléaire et de
cristallisation des protéines, ma contribution a cet article est centrale. De plus, j’ai aussi

grandement contribué a tous les niveaux de rédaction de ’article, de la préparation des figures



et a la coordination des efforts des coauteurs. Dr. Christopher Clouthier, a contribué a cet
article par ’exécution et 1’analyse des expériences préliminaires de résonance magnétique
nucléaire (RMN) ainsi qu’a la mise en place des protocoles de purification et de cinétique
enzymatique compris dans cet article. Il a aussi contribué a I’écriture de cet article. Dr. Jaeok
Park, a contribué a I’obtention de structures cristallines des protéines a I’étude et a déterminer
le mode¢le final qui a été¢ déposé dans la base de données des structures de protéines (PDB) le
tout, sous la direction de Albert Berguis (Universit¢ McGill). Donald Gagné a contribué par
son aide a I’analyse des données de RMN sous la direction de Nicolas Doucet (INRS-Armand

Frappier).
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Chapitre 2

Maintenir la dynamique native n’est peut-€tre pas

nécessaire pour I’ingénierie de protéines fonctionnelles.

2.1. Article 1. Maintenance of Native-like Protein Dynamics

May Not Be Required for Engineering Functional Proteins.

Sophie M. C. Gobeil'?, Christopher M. Clouthier'?, Jaeok Park'*’, Donald Gagnél’5 S Albert

M. Berghuis'**, Nicolas Doucet'”° & Joelle N. Pelletier' > *
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Département de biochimie, Université de Montréal, Montréal, QC H3T 1J4, Canada
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Department of Biochemistry and Department of Microbiology and Immunology,
McGill University, Montréal, QC, H3G 1Y6, Canada
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Cell Chemical Biology, 21(10), 1330 — 1340, 2014.
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SUMMARY

Proteins are dynamic systems, and understanding dynamics is critical for fully
understanding protein function. Therefore, the question of whether laboratory engineering has
an impact on protein dynamics is of general interest. Here, we demonstrate that two
homologous, naturally evolved enzymes with high degrees of structural and functional
conservation also exhibit conserved dynamics. Their similar set of slow timescale dynamics is
highly restricted, consistent with evolutionary conservation of a functionally important feature.
However, we also show that dynamics of a laboratory-engineered chimeric enzyme obtained
by recombination of the two homologs exhibits striking difference on the millisecond
timescale, despite function and high-resolution crystal structure (1.05 A) being conserved. The
laboratory-engineered chimera is thus functionally tolerant to modified dynamics on the
timescale of catalytic turnover. Tolerance to dynamic variation implies that maintenance of

native-like protein dynamics may not be required when engineering functional proteins.

HIGHLIGHTS

e Natural homologs conserve very limited millisecond dynamics
e A laboratory-evolved chimera tolerates dynamic variation on the catalytic timescale
¢ Anunderlying potential for flexibility may promote evolvability of function

e Conservation of native-like dynamics is not essential when engineering enzymes
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INTRODUCTION

Our understanding of the interplay between protein dynamics and enzyme function is
nascent. Beyond the large domain movements required for the function of certain proteins, we
can now experimentally observe protein motions on a smaller scale with respect to amplitude
and timescale. In particular, enzymes are now seen as populations of conformers in continuous
exchange, some among which are conformationally tuned to bind their cognate ligand and turn
it over (Hammes, Benkovic et al. 2011). While it is not known whether enzyme motions
contribute directly to transition-state chemistry (Kamerlin and Warshel 2010, Liu, Stewart et
al. 2013), many studies correlate conformational dynamics (where dynamics refer here to
conformational exchange over time) with enzymatic processes such as ligand binding,
catalysis, regulation, inhibition, and product release, where motions on the slow (microsecond-
to-millisecond [pus-ms]) and the fast (picosecond- to-nanosecond [ps-ns]) timescales have been
proposed to be functionally relevant (see, for example, (Bakan and Bahar 2009, Doucet and
Pelletier 2009, Doucet, Watt et al. 2009, Fraser, Clarkson et al. 2009, Boehr, McElheny et al.
2010, Bhabha, Lee et al. 2011, Carroll, Mauldin et al. 2012, Wang, Abeysinghe et al. 2012,
Klinman and Kohen 2013, Whittier, Hengge et al. 2013).

If enzyme dynamics are functionally relevant, cross-species conservation of dynamics
may be expected. The conservation of conformational fluctuations near the active site, on the
timescale of the reaction, was computationally predicted within each of the CypA, DHFR, and
ribonuclease (RNase) A families (Ramanathan and Agarwal 2011) and has been recently
verified by nuclear magnetic resonance (NMR) for RNase A homologs (Gagné, Charest et al.
2012, Gagné and Doucet 2013). In this report, we further evaluate cross-species dynamic
conservation in enzymes by examining the slow timescale motions in the homologous class A
TEM-1 and PSE-4 B-lactamases. Both have been predicted by model-free calculations of
NMR spin relaxation to exhibit global rigidity on the slow timescale (pus-ms motions) (Savard
and Gagné 2006, Morin and Gagné 2009). We now report their '’N Carr-Purcell-Meiboom-
Gill (CPMG) NMR relaxation dispersion, experimentally confirming their conserved, high
rigidity on the millisecond timescale.

Can altered protein dynamics be functionally tolerated upon enzyme modification?

While slow protein motions appear to be evolutionarily conserved, is it essential to maintain
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native-like dynamics while engineering an enzyme? Although there has been some
investigation of the impact of point mutations on dynamics and enzyme function (Fraser,
Clarkson et al. 2009, Bhabha, Lee et al. 2011), little is known about the effects of large-scale
laboratory recombination on dynamics and whether they are related to functional
modifications (Doucet, Watt et al. 2009, Gagné, Charest et al. 2012). We thus investigate a
laboratory-recombined chimeric TEM-1/PSE-4 (-lactamase (Voigt, Martinez et al. 2002) to
explore the linkage between function and dynamics on the catalytic timescale. The TEM-
1/PSE-4 chimera ¢cTEM-17m (Morin, Clouthier et al. 2010) is highly related to TEM-1,
although one face of its active site originates from PSE-4 (residues 150— 190), introducing 17
mutations relative to TEM-1 in and near the catalytically essential Q-loop. NMR backbone
resonances, circular dichroism, and thermal scanning fluorescence assays of cTEM-17m are
characteristic of a well-folded B-lactamase, and its catalytic activity is essentially
indistinguishable from that of the “parental” TEM-1 and PSE-4 B-lactamases (Morin,
Clouthier et al. 2010, Clouthier, Morin et al. 2012) (Figure 2.1). Nonetheless, NMR showed
important backbone resonance line broadening, implying the introduction of motions on the
slow ps-ms time-scale in the active-site area. This suggested that laboratory recombination had
a disruptive effect on protein motions (Morin, Clouthier et al. 2010). Model-free extraction of
the S* order parameter further suggested slow timescale motions spanning the entire cTEM-
17m structure (Clouthier, Morin et al. 2012).

Here, we provide direct evidence of a far-ranging dynamic perturbation resulting from
laboratory recombination. Although the high-resolution crystal structure of the chimera
¢cTEM-17m (1.05 A resolution) showed high structural conservation with respect to TEM-1
and PSE-4, the slow timescale dynamics sampled by "N CPMG NMR relaxation dispersion
revealed a vastly modified dynamic landscape and a dynamically perturbed active site. We
demonstrate that these related class A B-lactamases have conserved rigidity on the slow
timescale yet functionally tolerate broad dynamic perturbation on the timescale of catalytic
turnover following laboratory engineering. These results imply that strict maintenance of

native-like protein dynamics may not be required when engineering functional proteins.

68
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TEM-1 23x107 1.9x10° 4.7x105 4.2x105 8.3 x 102
PSE-4 40x10" 7.8x10° 1.3x10* 1.3x10* 1.5x10?
CTEM-17m | 1,7x10" 1.7x10° 2.4x105 1.2x105 5.4 x10?

Figure 2.1. Relation of Chimera cTEM-17m to the Parental TEM-1 and PSE-4
Class A p-lactamases.
(A) Structural representation of the sequence blocks exchanged during chimera

formation to yield chimera cTEM-17m. The sequence blocks originate from TEM-1
(blue) or from PSE-4 (red). Chimera cTEM-17m shares 94% sequence identity with
TEM-1 pB-lactamase, with 17 substitutions between residues 150-190 differentiating
them. It shares 49% sequence identity with PSE-4 f-lactamase, as 133 substitutions in
the 26-149 and 191-290 regions differentiate them (residue numbering is according to
(Ambler, Coulson et al. 1991). The catalytic nucleophile, Ser70 (in sticks), and the
catalytically-relevant Q-loop are indicated to highlight the blended composition of the
active-site region. The nomenclature of the chimera is as follows: c indicates chimera
formation, and 17 refers to the number of substitutions (or mutations: m) relative to the
TEM-1 parental sequence. The cTEM-17m coordinates (PDB ID: 41D4) were used to
generate the figure using PyMOL. (B) Identity of the 17 differing residues in the
exchanged sequence block (region 150-190), in the area preceding (helix h6), including
and leading out (helix h8) of the catalytically-essential Q-loop, chimera cTEM-17m
harbors the same 150-190 sequence block as PSE-4. (C) Catalytic efficiency (kea/Ku)
toward the penicillins benzylpenicillin (BZ) and carbenicillin (CB), the first generation
cephalosporins cephalotin (CF) and cefazolin (CZ), and the third generation
cephalosporin cefotaxime (CTX), as reported by Clouthier, et al. (2012).
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RESULTS

Comparison of the Backbone Dynamics of TEM-1 and PSE-4 B-lactamases. The class A
B-lactamases TEM-1 and PSE-4 share 40% sequence identity. Their reaction mechanisms are
conserved, and they recognize an overlapping set of P-lactam-type substrates. NMR spin
relaxation experiments and model-free analyses previously found TEM-1 and PSE-4 to be
highly ordered on the ps-ns timescale (Savard and Gagné 2006, Morin and Gagné 2009). The
extracted Rex exchange parameters predicted that some residues near their active sites possess
slow ps-ms motions. To directly verify backbone dynamics of TEM-1 and PSE-4 B-
lactamases, we performed TROSY-based "’N-CPMG NMR relaxation dispersion experiments.
They enable the characterization of protein motions on the ms timescale (= 50 — 3000 s™), as
measured by the transverse relaxation rate constant (R,) (Manley and Loria 2012). TEM-1 and
PSE-4 B-lactamases possess few residues with significant AR, (1/1,p) values (Figure 2.2,
Figure Al.1 and Table Al.I). The dynamic residues in TEM-1 occur predominantly in the
o/P domain, and in loop 217-225 leading into it. The global exchange rate of the four residues
where the exchange rate, k., could be calculated was 850 + 210 s'. In PSE-4, the few
dynamic residues were mostly observed in the all-o domain; kex could be calculated only for
one residue. The active-site residues Ser70 and Ala237 are the only unassigned residues of
TEM-1 and PSE-4, where line broadening could be indicative of slow timescale motions
(Savard and Gagné 2006, Morin and Gagné 2009). The lack of ms dynamics for the majority
of residues in TEM-1 and PSE-4 is consistent with evolutionary dynamic conservation within
class A B-lactamases. We also observed elevated R, at a number of homologous residues in
TEM-1 and PSE-4, including the active-site area residues Ser71, Val216 and Gly238 (Figure
A1.2). This implies that those residues undergo molecular motions faster than the upper limit
probed by CPMG (= 3000 s™) (Kempf and Loria 2004) and suggests that some among these

restricted conserved molecular motions may be functionally relevant.
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Figure 2.2. Slow Timescale Conformational Dynamics Measured by N CPMG
NMR for p-lactamase, TEM-1, PSE-4 and Chimera ¢cTEM-17m.
Slow timescale conformational dynamics measured by "N CPMG NMR for p-lactamase (4)

TEM-1, (B) PSE-4, and (C and D) chimera cTEM-17m. Conformational dynamics for residues
undergoing conformational exchange with a AR, (1/t,) > 7 s are illustrated as yellow (< 20
s), orange (20-40 s), or red (> 40 s™') spheres. Relaxation dispersion curves are shown in
Figure Al.1. Residues for which backbone NMR assignments are missing due to extreme line
broadening are illustrated as grey spheres. cTEM-17m is colored in blue or red according to
the parental origin of the segments, as in Figure 2.1 (PDB ID: 41D4). (D) Global exchange
rate, kex, per region on the crystal structure of TEM-17m colored with a yellow (250 s) to red
(950 s) gradient. Unassigned residues are dark gray. The active site Ser70 is shown as sticks.
Fitted regions: hl, 29-41; hll, 273-287; Q-loop, 166-170; active site, 69-72; SDN loop, 12§-
129: gate-keeper, 105-106, o/f-domain, 231-260. The figure was generated using PyMOL.
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High-Resolution Structure Determination of the Chimeric B-lactamase cTEM-17m. It is
important to determine how protein engineering alters dynamics: if modified dynamics alter
aspects of function, this could modulate our capacity to engineer functional proteins. Because
protein recombination blends segments of homologous proteins and can minimize the
disruption of intraprotein contacts (as for the SCHEMA recombination algorithm (Voigt,
Martinez et al. 2002)), it is reasonable to assume that functional chimeric proteins should
conserve structural and, potentially, dynamic homology with their “parental” proteins. To
verify this hypothesis, the high-resolution structure and the slow timescale dynamics of the
TEM-1/PSE-4 [B-lactamase chimera cTEM-17m were examined. High-quality crystals of
cTEM-17m were obtained. Molecular replacement and further refinement following X-ray
diffraction analysis resulted in a high-resolution structure model (1.05 A resolution; Protein
Data Base [PDB] ID: 4ID4; Figure 2.3 A; Table Al.II). The a-carbon root-mean-square
deviation (RMSD) was smaller with respect to TEM-1 than PSE-4 (Table 2.I; Figure 2.3 B),
consistent with their respective sequence divergences. Structural comparison using the
secondary structure matching (SSM) function implemented in COOT showed a similar trend
(Table 2.I). This confirms maintenance of a TEM-1-like structure, despite the 17 residues
exchanged with PSE-4. The high-resolution structure revealed higher anisotropy on the
surface of the a/B domain as well as on the side-chain of Tyr105. However, observation of
anisotropy in an individual structure should not be interpreted as necessarily indicating
motion, because one cannot discriminate between inherent disorder and artifacts due to the

crystallization process.

Tableau 2.I. Comparison of the Crystal Structure of Chimera cTEM-17m with Its
Parental Homologs TEM-1 and PSE-4.

a__ . 5
PDB  Resolution RMSD" with SSM RMSD

Homolog D (A) cTEM-17m with cTEM-17m
(or TEM-1) (A)  (or TEM-1) (A)
TEM-1 (Stec, Holtz et al. 2005) 12G4° 1.55 0.70 0.53
PSE-4 (Lim, Sanschagrin et al. 2001)  1G68 1.95 1.38 (1.25) 1.15(0.98)

“ a-carbon RMSD.

b Secondary structure matching (SSM) RMSD function implemented in COOT.

“ TEM-1 (PDB ID 1ZG4) was selected for comparison to cTEM-17m (1.05 4 resolution;
PDB ID 4ID4) due to the absence of SOy in both active sites.
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Exchanged Region Constituting the Q-Loop. The active-site region of cTEM-17m is chimeric

(Figure 2.1): the catalytically important Q-loop (residues 161-179) originates from PSE-4,
within a TEM-1-like active site. The 17 substitutions in the exchanged segment 150-190
produced no major structural changes in the Q-loop area, despite the introduction of two
negatively (A150D, VI59E) and two positively (I173K, A184K) charged residues with no
counterbalancing loss of charge (Figure A1.3). We observed only a 1 A displacement of the
backbone of 174-177, located on the protein surface, relative to TEM-1 and PSE-4. This
region includes the exchanged residues 173K, P174L and N175G. Modification of the central
residue of the Q-loop (E168D) did not visibly alter its interactions within the protein.

Greater Active-Site Area and Active-Site Walls. Despite high structural conservation in the

exchanged region 150-190, significant differences were observed in the greater active-site area
of cTEM-17m. Strikingly, the volume of its active-site cavity (746 A%) was estimated to be
nearly twice that of TEM-1 (389 A?), mainly as a result of the reorientation of the Tyr105 side
chain and of loop 213-220. The Tyr105 phenol ring cTEM-17m was assigned to the m-30°
conformation (Figure 2.3 C and 2.3 D), in contrast with the flipped #80° conformation
assigned in all native and mutant apoenzyme structures of TEM-1 and PSE-4 (Table A1.III).
We note that its side chain showed the highest anisotropy. The predominant m-30°
conformation observed here may be a consequence of the dynamics of Tyr105 rather than of a
structural alteration relative to TEM-1; further investigation of the motion of this “gate-
keeping residue” is ongoing.

The active-site wall formed by the random coil loop 213-220 connects the all-a domain
and the o/p domain and lies across the active site from the exchanged sequence block, which it
does not contact. Residues 214-217 were significantly displaced in ¢cTEM-17m relative to
TEM-1 and PSE-4 (Figure 2.3 D). The Val216 backbone carbonyl and the Arg244
guanidinium stabilize a conserved water molecule, which then stabilizes the substrate C3
carboxylate in TEM-1 (Wang, Minasov et al. 2002). In cTEM-17m, a >6 A displacement of
the Val216 backbone carbonyl disrupts the interaction with the conserved water molecule,
consistent with increased backbone dynamics of Val216 as discussed later. The loop
displacement also shifts Lys215, disrupting contacts between Ser223 and both Ala280 and
Leu220 (Figure 2.3 D). Thus, the interaction network extending from the active site to the

outer face of the enzyme in TEM-1 has been modified, and the active-site cavity enlarged in
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the crystal structure of cTEM-17m, presumably as a result of the substitutions in the 150-190
sequence block. Although this region is involved in substrate stabilization (Huang, Petrosino

et al. 1996, Sabbagh, Theriault et al. 1998), cTEM-17m is functionally tolerant of the enlarged

active-site conformation.
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Figure 2.3. Crystal Structure of cTEM-17m Overlaid on TEM-1.
(A) Backbone overlay of the crystal structures of cTEM-17m (PDB ID 41D4, yellow) and

TEM-1 (PDB ID 1ZG4, blue). (B) Ca RMSD per residue of cTEM-17m relative to TEM-1
(PDB 1ZG4, blue) and PSE-4 (PDB ID: 1G68, red). (C) Overlay of the active-site residues in
cTEM-17m and TEM-1 structures. (D) Overlay of loop 214-217 including side chains of
cTEM-17m and TEM-1. Key residues of the active site (S70, Y105 and S130) are shown as a
reference for orientation. The main-chain RMSD for residues 214-217 is 1.93 A relative to
TEM-1 (4.05 A for all atoms), and 2.04 A relative to PSE-4 (2.95 A for all atoms). The
conserved water molecule stabilizing benzylpenicillin (BZ) in BZ-bound TEM-1 (Wat294:
PDB ID: 1FQG) overlays with Watl001 in apo-TEM-1 (blue sphere) and Wat431 in cTEM-
17m (vellow sphere). See also Table A1.11
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Comparison of NMR Chemical Shift Assignments. Comparison of the reported backbone
chemical shift assignments of cTEM-17m (Morin, Clouthier et al. 2010) with TEM-1 (Savard,
Sosa-Peinado et al. 2004) immediately suggests that cTEM-17m has altered slow-timescale
dynamics. In TEM-1, all residues were assigned except for the catalytic nucleophile, Ser70,
and Ala237. In a striking contrast, despite producing spectra of comparable quality (Figure
A1.4), backbone resonance assignments could not be ascribed to 8.8% of cTEM-17m (22 of
251 assignable residues; Table Al.I) due to exchange broadening (Figure 2.4). Important
regions of cTEM-17m undergo slow conformational exchange, indicative of altered dynamics.
Notably, backbone 'HN and "N resonance assignments were missing for the active-site
residues Aspl31 of the SDN-loop (Ser130, Aspl131, Asnl32); the majority of the loop 213-
220 interdomain linker region implicated in substrate positioning (Huang, Petrosino et al.
1996); and the entire Lys234-Arg244 [3-loop-pf4 segment, involved in modulating specificity
and stabilizing the bound substrate (Table Al.I) (Zafaralla, Manavathu et al. 1992, Diaz,
Sordo et al. 2003). This corroborates that laboratory recombination has altered the dynamic
behavior of the greater active-site area of cTEM-17m on a slow timescale. We note that the
region comprising the residue substitutions themselves (150-190) was well resolved.

Significant chemical shift differences (Ad) were mapped relative to TEM-1 (Figure 2.5
A). As a direct result of the amino acid substitutions within the exchanged segment 150-190,
modified short-range interactions were observed, particularly for the conserved Alal85 and
Alal87 sandwiched between substituted residues. Longer range perturbations were also
observed, such as the 0.4-0.5 parts per million (ppm) Ad of residues 63-65. They are at the
heart of the active-site pocket and lie within 5.5 A of the M182T substitution, suggesting that
those variations are related (Figure 2.5 B). Residues Thr118, Thr140, Arg222 and Ala280,
located as far as 26 A from the exchanged region 150-190, also exhibited significant AS.
Displacement of the active-site wall 213-220, discussed earlier, has modified the network
extending through Arg222 and Ser223 to Leu220 and Ala 280 (Figure 2.5 C) as reflected in
the high Ad of Arg222 and Ala280; Leu220 was unassigned.
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Figure 2.4. Chimera cTEM-17m Has Altered Slow-Timescale Dynamics.
Zoomed views for residues N132, A217, G218, L221, and R244 exhibiting line
broadening in cTEM-17m, consistent with increased slow-timescale dynamics at

positions relative to wild-type TEM-1.
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Figure 2.5. Effect of Structure-Based Recombination on Backbone Chemical

Shifts and on Structure.
(A) Chemical shift differences for TEM-1 versus cTEM-17m (red spheres) are shown as a
function of amino acid sequence. The exchanged sequence block (residues 150-190) of cTEM-
17m is outlined in blue; the 17 residues substituted in cTEM-17m as result of structure-based
recombination are identified (black spheres). Select residues associated with class A p-
lactamase catalytic mechanism (residues Ser70, Ser130, and Glul66) are highlighted in
yellow. Data are shown as a composite of the amide 'H and "N chemical shift values
calculated according to the equation A5 (ppm) = [(A8°uy + A5 N/25)/2]"2, where A6 is the
difference in chemical shift between the two proteins for “"H and "N nuclei (Grzesiek, Stahl et
al. 1996). Substitutions giving rise to altered chemical shifts include the M1551 (40 = 0.62
ppm), VIS9E (46 = 0.58 ppm), W1651 (46 = 1.4 ppm), A172G (46 = 1.7 ppm), and M182T
(40 = 1.3 ppm). (B) Crystal structure of cTEM-17m (PDB ID: 4ID4) showing the exchanged
residue M182T with neighboring residues E63, E64 and R65 showing an elevated A9. Shortest
distances to Thr182 are shown. (C) Overlay of cTEM-17m (vellow, PDB ID: 41D4) and TEM-
1 (blue, PDB ID: 1Z2G4) showing the network of residues implicating the displaced Asp214
and Lys215, as well as Leu 220, Arg222, Ser223 and Ala280. Arg222 and Ala280 exhibit an
elevated Ao, while residues Asp214 and Leu220 are characterized by missing backbone NMR
assignments. In addition, dual conformers of Arg222 and Ser 223 are illustrated, as identified
in the crystal structure.
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Chimera ¢cTEM-17m Exhibits Increased °N Millisecond Backbone Dynamics. The missing
backbone assignments in cTEM-17m, indicative of increased millisecond timescale motions,
are consistent with the inference of increased slow motions from the model-free formalism
(Savard and Gagné 2006, Morin and Gagné 2009, Clouthier, Morin et al. 2012). Crystal
structure (as discussed in the present study), circular dichroism and thermal scanning
fluorescence (Clouthier, et al., 2012) are all consistent with a well-folded protein, excluding
local unfolding or agregation as being the cause of the increased line widths. Backbone "N
CPMG relaxation dispersion for cTEM-17 was performed to experimentally verify the
dynamic effects of substituting multiple residues in the active-site area. The relaxation
dispersion data revealed 60 assigned residues which undergo conformational exchange with a
AR (1/tep) > 7.0 s (Figure A1.6 and Table Al.I) and were therefore deemed to undergo
slow timescale motion. This differs importantly from TEM-1 and PSE-4 (11 and 5 residues,
respectively), and directly confirms that the chimeric ¢cTEM-17m has strikingly increased
conformational exchange on the timescale of ~ 50 — 3000 s™' (Figure 2.2). Repeating the
experiment with a 3-fold diluted sample confirmed that the dispersion profiles observed were
not due to aggregation. Residues exhibiting conformational exchange are located throughout
the protein, with many clustering in the active-site area and near the N- and C-terminal o-
helices. While only two of the 17 substituted residues of cTEM-17m (Gly172 and Lys173)
were found to be dynamic on that timescale, several conserved residues in the 150-190
segment showed increased conformational exchange: the catalytically relevant Glul66 and
Asnl70, as well as Leul69 and Glul71. The active-site residues Met69, Thr71, Phe72,
Met129, Asnl132, Tyrl05 and Ser106 also showed altered motions in cTEM-17m. Thus, the
substitutions in the exchanged segment 150-190 have dramatically altered the slow dynamics
in the active-site area and throughout the enzyme.

We note that in TEM-1, PSE-4 and ¢cTEM-17m, the mean transverse relaxation rate
was in the range of 10 s, indicating a similar extent to which ps-ms motions were not
suppressed. A similar number of residues exhibit transverse relaxation rates above the standard
deviation for the mean R, (29 residues in TEM-1, 25 in PSE-4 and 33 in cTEM-17m) (Figure
Al.2).
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DISCUSSION

Over 200 natural variants of TEM-1 (http://www.lahey.org/Studies/temtable.asp)
procure resistance to B-lactam antibiotics. Laboratory evolution has examined the high
mutability of pB-lactamases (Deng, Huang et al. 2012), including simultaneous mutations and
concurrent recombinations which are less likely in nature (Meyer, Silberg et al. 2003, De
Wals, Doucet et al. 2009). This has revealed that class A B-lactamases are highly adaptable,
readily maintaining activity and broadening substrate specificity. TEM-1 variants of the
active-site Tyr105 showed a correlation between inferred slow dynamics and catalytic
efficiency, suggesting that motions promote function in class A B-lactamases (Doucet, Savard
et al. 2007). The evolvability of TEM-1 was found to include a weak functional tradeoff with
respect to latent and promiscuous protein function (Soskine and Tawfik 2010). This tradeoff
may result from protein conformational flexibility, where a population of alternative
conformation(s) would mediate the new function without severely compromising the
conformation mediating the native function. In other words, tolerance to modifications in
dynamics may be one of the mechanisms for sustaining evolutionary variability.

Here, a system comprising both natural and laboratory-engineered homologs of B-
lactamases provides further insight into the role of dynamics in enzyme function. We
experimentally observed the conservation of high rigidity in TEM-1 and PSE-4 B-lactamases
on the slow timescale, accompanied by millisecond timescale motions in a restricted number
of residues. The inclusion of slow motions at the active site supports the hypothesis that they
play a functional role and that they may be evolutionarily conserved (Ramanathan and
Agarwal 2011, Gagné, Charest et al. 2012). The slow motions previously predicted by Lipari-
Szabo model-free analysis were only partially confirmed: model-free formalism overestimated
the number of residues possessing dynamic character on the slow timescale (=50 — 3000 s™),
predicting 20 and 32 residues undergoing slow dynamics in TEM-1 and PSE-4, respectively
(Savard and Gagné 2006, Morin and Gagné 2009), while 11 in TEM-1 and 5 in PSE-4 were
experimentally identified by "N CPMG relaxation dispersion. Molecular dynamics
simulations and model-free analysis of TEM-1 and PSE-4 are in agreement with their being

highly ordered. The high-amplitude motions that were computationally predicted at the tip of
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the Q-loop (Bos and Pleiss 2009, Morin and Gagné 2009, Fisette, Morin et al. 2010) were not
observed here, potentially because the timescales examined differed.

The structure-based recombination of TEM-1 and PSE-4 generated chimera cTEM-
17m, which has a catalytic efficiency (catalytic rate constant/Michaelis-Menten constant;
kea/Knm) similar to the parental TEM-1 and PSE-4 toward five B-lactam substrates (Figure 2.1
C). This demonstrates that the catalytic machinery of cTEM-17m is intact (similar k), though
some alterations in productive substrate binding have occurred (some increases in Ky)
(Clouthier, Morin et al. 2012). The high-resolution crystal structure confirms that the
laboratory-generated cTEM-17m is only subtly altered, despite the poor tolerance to mutation
of several residues in the exchanged 150-190 segment (Huang, Petrosino et al. 1996, Deng,
Huang et al. 2012). However, cTEM-17m exhibits a vastly modified dynamic pattern on the
slow timescale relative to both parental enzymes. The extent of dynamics observed by N
CPMG (60 residues with AR, (1/1¢p) > 7.0s") was consistent with model-free analysis (61
residues predicted) (Clouthier, Morin et al. 2012). While the predicted residues differed
significantly, they generally clustered in the same regions, suggesting that the timescales
sampled by model-free analysis and by "N CPMG differed to some extent.

Some of the 60 residues showing significant relaxation dispersion in cTEM-17m have
structural or functional relevance. Simulated annealing of TEM-1 previously revealed
conformational exchange between m and ¢ rotamers of Tyrl05, which may favor ligand
binding (Doucet, De Wals et al. 2004, Doucet and Pelletier 2007). Here, the m rotamer was
captured in an apoenzyme structure (Figure 2.3 C). Conformational exchange for Tyr105 was
observed by "N CPMG only in ¢cTEM-17m (Figure 2.6 A), indicating that the timescale of
the conformational exchange in TEM-1 must be faster or slower than that investigated. The
global exchange rate for Tyr105 and its neighbor Serl06 was 300 + 90 s, similar to other
active-site regions such as the environment of Ser70 (Met69 and Phe72, global k., =480 + 110
s1), Glul66 (k. =330 + 90 s) and the S130 region (Thr128 and Met129, k., = 630 + 100 s™)
(Figures 2.2 D and 2.6 B). The global exchange rate for those active site regions was 440 +
70 s™'; we note the coincidence with k., (benzylpenicillin) = 480 s'. For TEM-1, the rate-
limiting step for hydrolysis of penicillins is deacylation, while hydrolysis of cephalosporins
(first and third generation) is rate-limited at the acylation step (Saves, Burlet-Schiltz et al.

1995). There is no evidence pointing to a change in rate-limiting step for cTEM-17m. As the
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slow dynamics of cTEM-17m differ from those of TEM-1, acylation (as verified by
cephalosporin hydrolysis) and deacylation (as verified by penicillin hydrolysis) are shown to
tolerate altered dynamics. In particular, the native-like catalytic efficiency of ¢cTEM-17m
indicates that the Q-loop residue Glul66, which appears to be implicated in the deacylation
step (Saves, Burlet-Schiltz et al. 1995) can be rigid (TEM-1 and PSE-4) or more dynamic
(cTEM-17m) on the timescale of catalytic turnover (Figure 2.6). Thus, conservation of slow
motions is not essential for the rate-limiting acylation and deacylation steps.

Indirect evidence of increased slow timescale dynamics of cTEM-17m suggested by
the incomplete backbone assignment is now supported by NMR observation of increased
dynamics flanking the unassigned residues. Residues 231-233 and 247-248 (global k., = 1,100
+ 250 s™), flanking the unassigned 234-244 segment (Figure 2.6), exhibit increased slow
dynamics, confirming the introduction of slow conformational exchange in this region. This
shift in motion is striking, given that this region participates in the oxyanion hole and is linked
to substrate recognition (Marciano, Brown et al. 2009).

The N- and C-terminal helices (h1 and h11) pack side by side and on to a five-stranded
antiparallel § sheet to constitute the o/f domain. Chimera cTEM-17m showed significantly
increased slow timescale dynamics in both terminal helices, despite being distal from the
exchanged sequence block 150-190 and from the active site (Figure 2.6 A and C). High
crystallographic B-factors (Val31, Lys32, GIn39 and Glu281) and residues identified as
having double occupancy (Asp35, Asp38, Glu274 and Arg275) also suggest motion. During
functional selection of the libraries of B-lactamase chimeras, having both terminal helices (h1l
and h11) originating from the same parent was correlated with a greater selective advantage
(Meyer, Hochrein et al. 2006). The exchange rate, ke, is matched for both helices (450 + 60 s™
and 440 + 50 s for h1 and h11, respectively), suggesting that the altered, correlated motions

in the cTEM-17m terminal helices maintain integrity of the o/f domain.
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Figure 2.6. "N CPMG Conformational Dynamics for Residues Selected on the
Basis of Altered Dynamics in cTEM-17m.
(A) °N CPMG relaxation dispersion curves for active site residues Tyrl105 and Glul66;

oxyanion hole residues Asp233 and Ile 247 (unassigned region 234-244 in cTEM-17m); and
helices hl, Lys32 and hil, 1le279 for TEM-1 (blue), PSE-4 (red) and cTEM-17m (black). All
relaxation dispersion curves are shown in Figure A1.6. The exchange rate, ke, for cTEM-17m
was obtained from two-field fits of °"N CPMG data acquired at 800MHz (full line) and
600MHz (dashed line). (B and C) The catalytic Ser70 is presented in sticks. The active site is
indicated by the benzylpenicillin (BZ) substrate (from PDB ID 1FQG, overlaid on the cTEM-
17m structure PDB ID 4ID4) and the catalytic Ser70, both in green sticks. Unassigned
residues are dark gray. Residues with a AR, (1/t.,) greater than 7 s are colored in yellow to
red gradient as in Figure 2D. (B) Residues Tyr105, Glul66, Asp233, and lle247 are in sticks.
(C) Lys32 and Ile279 of the N- and C-terminal helices hl and hll are in sticks. The figures
were generated using PyMOL. See also Figure A1.6.
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The active-site cavity of cTEM-17m was found to be significantly enlarged as a result
of displacement of potentially mobile elements: Tyr105 and loop 213-220. Enlargement of the
cavity has been proposed to favor hydrolysis of bulky third-generation cephalosporins among
some extended-spectrum [-lactamases (ESBLs) (Chen, Shoichet et al. 2005), while others
maintain a cavity size similar to TEM-1 but show anisotropic B-factors in the B-3 strand
(residues 230-237) (Delmas, Chen et al. 2008), suggesting motion which may play a
functional role (Chen, Shoichet et al. 2005). The -3 strand was unassigned in ¢cTEM-17m,
suggesting that it has adopted motions similar to those that evolved naturally in the CTX-M
ESBLs. Although the -3 strand of cTEM-17m did not exhibit higher than average B-factors,
neighboring residues 227-229 did (Figure A1.4); motions inferred from NMR in solution were
apparently frozen out in the crystal form. Despite increased active-site cavity size and dynamic
changes observed or inferred in residues 233-247, chimera cTEM-17m has native-like
hydrolytic capacity toward CTX (Clouthier, Morin et al. 2012); we note that this phenotype
had not been selected for during laboratory evolution (Voigt, Martinez et al. 2002). Our results
indicate that the active-site area functionally tolerates variations in dynamics, which may
contribute to the evolvability of class A -lactamases.

Our results are consistent with the B-lactam hydrolase function of class A B-lactamases
(native TEM-1 and PSE-4) having naturally evolved within a rigid framework supplemented
with a limited number of motions on the catalytic timescale yet also demonstrate that the fold
and hydrolytic function are compatible with a drastically altered dynamic pattern (laboratory-
evolved cTEM-17m). This work vividly illustrates the adaptability of class A B-lactamases to
variations in dynamics on the timescale of catalysis. The conservation of slow dynamics in
naturally-evolved enzymes (Ramanathan and Agarwal 2011, Gagné, Charest et al. 2012) is not
at odds with variation of dynamics following laboratory engineering and functional selection.
Laboratory evolution does not imitate a natural setting where nutrient scarcity, rigors of life as
a single-cell organism, and lower expression levels may reveal detrimental aspects of the
increased dynamic makeup that were not identified here. Furthermore, some evidence suggests
that the motions observed in cTEM-17m may result from a shift in timescale: residues 212,
215, 216 and 221 in TEM-1 exhibit elevated transverse relaxation rate (Figure A1.2) while
residues 217-218 exhibit millisecond dynamics (Figure Al.1). This region (214-221) is

mostly unassigned in ¢cTEM-17m, suggesting that motions in the two proteins occur on a
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different timescale. Thus it may be that underlying dynamics in TEM-1 and PSE-4 are not
probed by the current ’N CPMG experiments. Proteins exist as a statistical ensemble of
conformations where the native state is the predominantly accessible state (Henzler-Wildman,
Lei et al. 2007, Boehr, McElheny et al. 2010). Conformational heterogeneity is increasingly
being linked to protein function (Boehr, Nussinov et al. 2009, Bhabha, Lee et al. 2011).
Mutations may shift the conformational equilibrium, making alternative conformers more
accessible and permitting promiscuous functions and specificities (Boehr, Nussinov et al.
2009). A putative underlying dynamic population in the parental TEM-1 and PSE-4 could
contribute to the evolvability of B-lactamases. Indeed, the high evolvability of B-lactamases is
seen in their divergent natural evolution to numerous homologs and in their “real-time”
evolution as evidenced by the hundreds of drug-resistant clinical isolates with altered
specificity (Bush 2013). The Q-loop interchange in ¢cTEM-17m may have unveiled an
underlying dynamic population. The observed fitness of chimera cTEM-17m suggests that
tolerance to variations in the dynamic landscape may be an enabling factor in natural
evolution: if not absolutely fixed in evolution, a modified dynamic landscape could provide
access to new evolutionary paths.

The concept of enzyme dynamics being linked to evolvability has only recently been
proposed as one of four criteria associated with the potential evolvability of an enzyme
towards a promiscuous function (Tokuriki and Tawfik 2009, Glembo, Farrell et al. 2012) and,
in particular, with respect to evolvability of class A B-lactamases (Risso, Gavira et al. 2013).
More generally, the alteration of an enzyme’s dynamic makeup may shift the distribution of
available states in solution to favor one or more possessing a new binding preference. The
present relaxation dispersion study suggests that class A B-lactamases possess the potential for
inherent flexibility within the active site and throughout the structure, in the setting of a rigid
native state. Given the requirement for B-lactamases to evolve rapidly, we propose that the
high evolvability of their broad substrate promiscuity is linked with a tolerance to dynamic

substate population shifts.

84



SIGNIFICANCE

This work examines the relation between protein dynamics (or motions) and function
in both native and engineered homologs of an enzyme. First, we determined that the motions
on the catalytic timescale for two homologous B-lactamases are few but that some occur
within the active site. This supports the hypothesis that, like sequence and structure,
millisecond protein motions are conserved throughout natural evolution. A growing body of
evidence indicates that motions on the slow timescale are implicated in enzyme function. This
could have important implications for the field of protein engineering if proteins cannot
withstand alterations in their dynamics that would occur upon modifying the amino acid
sequence. We thus verified the slow motions of a laboratory-engineered chimera, which had
been previously produced by blending fragments of those homologous -lactamases. While
the chimera was fully functional and its structure essentially unchanged, its slow motions were
vastly altered. This illustrates that an equally efficient enzyme can be engineered, which
differs from its natural homologs by its dynamic properties. In effect, a tolerance to dynamic
alterations should render proteins more evolvable than an incapacity to adapt to motional

alterations.

EXPERIMENTAL PROCEDURES

Materials. Nitrocefin was purchased from Calbiochem. Kanamycin, isopropyl-1-thio-f-D-
galactopyranoside (IPTG), components for growth media and purification materials were from
BioShop Canada. "NH,Cl and *H,0O were purchased from Cambridge Isotope Laboratories.
Tris-Cl, PEG 4000 and MgCl; used for protein crystallization were from Sigma-Aldrich.

Protein expression and purification. The cTEM-17m expression construct has been
described (Morin, Clouthier et al. 2010). Expression was essentially as performed previously
(Savard and Gagné 2006, Doucet, Savard et al. 2007, Morin, Clouthier et al. 2010). For
crystallography, a 4 mL overnight culture in ZYP-0.8G autoinducing media (Studier 2005)
was used to inoculate 400 mL of ZYP-5052 containing 30 pg/mL kanamycin. Cells were
propagated with agitation at 37°C for 2h, then overnight at 22°C. Induced cells were
sedimented by centrifugation (5000 x g, 30 min, 4°C). The cell pellet was resuspended in 50
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mL of 10 mM Tris-Cl pH 7.0. Lysis was performed using a Constant Systems cell disrupter.
Cellular debris were sedimented by centrifugation (20000 x g, 30 min, 4°C), the supernatant
was filtered through a 0.2 um filter and the protein was purified as previously described
(Savard and Gagné 2006, Doucet, Savard et al. 2007, Morin, Clouthier et al. 2010) with the
following modifications. Following sample application, the DEAE-Sepharose Fast Flow
column (1.6 cm x 30 cm) was washed with 3 column volumes (CV) of 10 mM Tris-CI pH 7.0.
A linear gradient to 200 mM Tris-CI pH 7.0 was achieved over 4 CV, and the column wash
over 3 CV. Fractions containing f-lactamase were identified using a nitrocefin hydrolysis
assay (Calbiochem) and by 15% SDS-PAGE with Coomassie blue staining. Fractions
containing > 75% p-lactamase were concentrated to 1.5 mL using an Amicon concentrator
(MWCO 10000, Millipore) and applied to a Superdex 75 column (1.6 cm X 55 cm) pre-
equilibrated with 50 mM Tris-Cl pH 7.0. Elution was at a flow rate of 1 mL/min. Fractions
containing B-lactamase were identified by 15% SDS-PAGE with zinc-imidazole staining.
Sample purity was > 95% as estimated on gel with ImageJ (NIH, http://rsb.info.nih.gov/ij/).
Enzyme concentration was determined with the Bradford assay (Bio-Rad). For NMR
experiments, unlabeled and uniformly ['°N]- and [*H, '°N]-labeled TEM-1, PSE-4, and cTEM-
17m samples were overexpressed in modified M9 minimal media containing "NH,CI and
100% *H,O and purified as previously described (Savard and Gagné 2006, Doucet, Savard et
al. 2007, Morin, Clouthier et al. 2010). Samples were dialyzed against distilled, deionized
water overnight at 4°C and concentrated to 0.6 mM using a 10000 MWCO Amicon
concentrator while the buffer was changed to 3 mM imidazole, 0.01% NaNj3, and 10% D0,
pH 6.7. The final pH was verified using a pH meter with a microprobe.

Crystallization of ¢cTEM-17m and data collection. cTEM-17m was concentrated to 25
mg/mL (0.8 mM) in 50 mM Tris-Cl pH 7.0. Crystals were grown at 22°C in hanging drops
prepared by mixing 1 uL of the protein solution and 1 pL of the reservoir solution (100 mM
Tris-Cl pH 8.0, 26% PEG 4000 and 0.25 M MgCl,). Diffraction data were collected from a
single crystal flash-frozen in liquid nitrogen, at the Canadian Macromolecular Crystallography
Facility Beamline 08ID-1 (Canadian Light Source, Saskatoon, SK). Data processing and
refinement statistics are summarized in Table A1.IL. The collected diffraction images were
processed with the XDS program package (Kabsch 2010). The initial structure model was
constructed by molecular replacement with PHASER (McCoy, Grosse-Kunstleve et al. 2007),
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using a native TEM-1 structure (PDB ID: 1ZG4) (Stec, Holtz et al. 2005) as an input model.
The structure model was further improved through iterative rounds of manual model building
with COOT (Emsley and Cowtan 2004) and automated refinement with PHENIX (Adams,
Afonine et al. 2010) and REFMACS (Vagin, Steiner et al. 2004). Data collection and
refinement statistics are summarized in Table A1.I1.

Active site volume estimation. The active-site cavity volume of cTEM-17m (PDB: 4ID4),
TEM-1 (PDB: 1ZG4) and PSE-4 (PDB: 1G68) was estimated using 3V (Voss Volume
Voxelator) (Voss and Gerstein 2010). The estimation was made using a 1.5-A radius small
sphere and an 8-A radius large sphere.

Solution NMR experiments. All NMR experiments were performed at 31.5°C as calibrated
with a standard methanol sample (Cavanagh, Fairbrother et al. 2007) on Agilent 18.8T and
11.7T (TEM-1 and PSE-4) or 14.1T (cTEM-17m) NMR instruments equipped with a triple-
resonance probe and pulsed-field gradient. [*H,'°N]-Labeled TEM-1, PSE-4, or cTEM-17m
(0.6 mM) were used to perform all relaxation experiments. Backbone resonances for TEM-1,
PSE-4, or cTEM-17m were previously assigned (TEM-1 BMRB: 6024, 6357 and 7328; PSE-4
BMRB: 6838; ¢cTEM-17m BMRB: 16598) (Savard, Sosa-Peinado et al. 2004, Morin,
Levesque et al. 2006). Microsecond-millisecond protein dynamics for TEM-1, PSE-4, and
¢cTEM-17m were characterized using "N TROSY relaxation-compensated Carr-Purcell-
Meiboom-Gill (rcCPMG) experiments (Loria, Rance et al. 1999). NMR relaxation data was
typically acquired using a spectral width of 13000 Hz with the 'H carrier frequency centered
on the water resonance. The "N carrier frequency was centered at 120 ppm with "N spectral
widths of 2400, 2100, and 2800 Hz for TEM-1, PSE-4, and cTEM-17m, respectively. Sixteen
transients were acquired for each of 128 ¢ points on the 18.8T and doubled for the 11.7 and
14.1T magnets. Spin-relaxation rate constants at each CPMG pulse repetition time (tp) were
acquired in a constant time manner. Transverse spin-relaxation data using the TROSY
rcCPMG experiment for TEM-1, PSE-4, and cTEM-17m were acquired with interpulse
delays, tcp, of 0.0, 0.625, 0.714 (x 2), 1.0, 1.25, 1.67, 2.0, 2.50 (x 2), 3.33, 5.0, and 10.0 ms
during the nitrogen relaxation period for a constant, total relaxation time of 20 ms. The
individual spectra were acquired as an interleaved 3D experiment in which the 2D planes were

extracted and peak intensities determined from a 3 x 3 grid using software written and
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provided by J. P. Loria et al. (Yale). Conformational exchange was considered when the
difference in measured R, (AR (1/t¢p)) at fast (1o, = 0.625 ms) and slow (1, = 10 ms) pulsing
rates on the 18.8T data set was greater than 7 s in relaxation dispersion profiles. This
threshold was selected based on relaxation dispersion error estimation, to eliminate false
positives resulting from a poor fit. To verify that the dispersion curves obtained for cTEM-
17m were not a result of aggregation, the '"N-CPMG experiment was performed on a diluted
(0.2mM) cTEM-17m sample in identical buffer conditions at 14.1T. Sensitivity was increased

by increasing the scan number to 64, to compensate for low sample concentration.

ACCESSION NUMBER
The structure of cTEM-17m was deposited to the Protein Data Bank under the ID code
41D4.
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Préface au chapitre 3

L’utilisation clinique a grande échelle des antibiotiques de type B-lactame a mené a une
augmentation importante de la prévalence et du nombre de variants de ces enzymes de
résistances bactériennes. Une meilleure compréhension de la relation entre la structure et la
fonction de ces enzymes est essentielle afin d’adresser 1’incidence croissante de la résistance
des bactéries aux antibiotiques. Précédemment, 1’assignation RMN de la chaine
polypeptidique principale d’une protéine chimérique constituée des segments des B-lactamases
de classe A TEM-1 et PSE-4 a été déterminée. Cette chimére fonctionnelle, cTEM-17m,
comportant 17 acides aminés substitués relativement a TEM-1, posseéde un repliement natif.
Par contre, une augmentation importante de la dynamique lente relativement aux enzymes
natives a été observée. Dans cet article, nous rapportons 1’assignation par RMN des résonances
'H, C et "N de la chaine polypeptidique principale d’une seconde chimére soit, cTEM-19m,
comportant 19 substitutions relativement 8 TEM-1. Cette chimére posséde deux substitutions
additionnelles localisées au niveau du site actif. De plus, nous caractérisons le variant de
TEM-1 ne contenant que ces deux mutations soit TEM-1(M68L-M69T) (ou cTEM-2m). Cette
¢tude constitue la premicre étape afin d’effectuer une caractérisation de la dynamique de ces
enzymes.

Les résultats de ce chapitre ont fait I’objet d’un article scientifique publi¢ dans la revue
Biomolecular NMR Assignements en avril 2016 (en ligne septembre 2015). Ma contribution a
cet article se situe principalement au niveau de la préparation des échantillons analysés, de
I’exécution et de D’interprétation des différentes expériences (purification de protéines,
dénaturation thermique suivie par fluorimétrie différentielle, dichroisme circulaire, assignation
de protéines par résonance magnétique nucléaire) ainsi qu’au niveau de la rédaction et la
confection des figures. Le tout a été exécuté sous la direction du Professeur Joelle Pelletier
(Université de Montréal). Donald Gagné, étudiant sous la direction de Nicolas Doucet (INRS-
Armand Frappier), a contribué a cet article par son aide pour 1’analyse des données de

résonance magnétique.
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ABSTRACT.

The widespread use of P-lactam antibiotics has given rise to a dramatic increase in
clinically-relevant B-lactamases. Understanding the structure/function relation in these variants
is essential to better address the ever-growing incidence of antibiotic resistance. We previously
reported the backbone resonance assignments of a chimeric protein constituted of segments of
the class A [-lactamases TEM-1 and PSE-4 (Morin, Clouthier et al.). That chimera,
cTEM17m, held 17 amino acid substitutions relative to TEM-1 B-lactamase, resulting in a
well-folded and fully functional protein with increased dynamics. Here we report the 'H, °C
and "N backbone resonance assignments of chimera ¢TEM-19m, which includes 19
substitutions and exhibits increased active-site perturbation, as well as one of its deconvoluted

variants, as the first step in the analysis of their dynamic behaviours.

BIOLOGICAL CONTEXT.

Class A B-lactamases are the most prominent group of enzymes implicated in antibiotic
resistance. This class of hydrolases, comprising hundreds of members, is specific for B-lactam
compounds such as penicillins and cephalosporins (Pimenta, Fernandes et al. 2014). The class
A B-lactamase TEM-1 has been extensively characterized. Its structure, kinetic parameters and
dynamics have been studied by X-ray crystallography, molecular dynamics simulations and
NMR (Minasov, Wang et al. 2002, Savard and Gagné 2006). Its homolog, PSE-4, was also
characterized by NMR and X-ray crystallography to report its structure, dynamics and kinetics
(Lim, Sanschagrin et al. 2001, Morin and Gagné 2009). TEM-1 and PSE-4 share moderate
sequence identity (40%) and conserved folds (backbone RMSD 0.99 A). Native TEM-1 and
PSE-4 B-lactamases were previously recombined using the structural recombination algorithm
SCHEMA to create libraries of B-lactamase chimeras, which were functionally selected for
ampicillin hydrolysis (Voigt, Martinez et al. 2002, Meyer, Silberg et al. 2003, Meyer,
Hochrein et al. 2006). Because both ‘parental’ enzymes are well characterized, the artificially-
evolved chimeras resulting from their recombination provide a means to characterize the effect
of multiple simultaneous substitutions on enzyme structure and activity. In an effort to better

understand the high tolerance of these enzymes to mutations, we previously reported the
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structure, function and dynamics of a highly blended TEM-1/PSE-4 chimera, cTEM-17m
(Clouthier, Morin et al. 2012, Gobeil, Clouthier et al. 2014). This chimera harbours 17 TEM-1
to PSE-4 substitutions in one of the active-site walls (residues 150 to 190 according to the
standard Ambler numbering scheme, i.e. numbered from 26 to 290, with gaps at positions 239
and 253 (Ambler, Coulson et al. 1991) (Figure 3.1). Here, we characterize a more highly
perturbed chimera, cTEM-19m, sharing the same exchanged region as cTEM-17m, in addition
to a second exchanged region (residues 66 to 73) that neighbours the catalytic Ser70 (Figure
1). This second region introduced two additional active-site substitutions at positions 68
(M68L) and 69 (M69T). Met68 is moderately conserved in TEM-1 clinical variants while the
more highly conserved Met69 has only been observed as Ile, Val and Leu variants. Chimera
cTEM-19m thus holds 19 active-site substitutions relative to TEM-1 and 131 substitutions
relative to PSE-4. In addition, to evaluate the impact of these two new substitutions relative to
chimera ¢cTEM-17m, we also created the deconvoluted variant of cTEM-19m in the TEM-1
context: TEM-1(M68L-M69T).

Here, we report the ISN, BC and "H backbone NMR assignments of chimera cTEM-
19m and the deconvoluted TEM-1(M68L-M69T) variant. We assigned 92.1% of backbone
amide resonances for cTEM-19m and 98.4% for TEM-1(M68L-M69T). To verify that the
missing assignments in cTEM-19m were not due to protein degradation or unfolding, we
evaluated secondary structure, thermal stability and activity toward CENTA hydrolysis,

confirming protein fitness.
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Figure 3.1. Relation of TEM-1 and PSE-4 to the chimeras cTEM-17m and

¢TEM-19m, and the deconvoluted variant TEM-1(M68L-M69T).
(A) Sequence segments exchanged during chimera formation. Segments originating from
TEM-1 are blue and from PSE-4 are red. The newly exchanged active-site PSE-4 segment
(residues 66 to 73) is highlighted with green hatching. (B) Sequence variation introduced
during chimeragenesis. Among the 17 amino acid substitutions that result from exchanging
region 150-190 from TEM-1 to PSE-4 in both cTEM-17m and cTEM-19m, a Pro is exchanged
for a Leu (position 174) and 2 Gly are inserted (positions 172, 175). (C) Crystal structure of
cTEM-17m (PDB 4ID4; (Gobeil, Clouthier et al. 2014)) colored as in (A). The catalytic Ser70
is in sticks representation.

METHODS AND EXPERIMENTS.

DNA constructs, expression and purification. The original cTEM-19m gene was
reported by Voigt et al. (Voigt, Martinez et al. 2002, Meyer, Silberg et al. 2003). Subcloning
of chimera cTEM-19m into pET-24 with the OmpA signal sequence was performed as previously
described (Clouthier, Morin et al. 2012). To generate the TEM-1(M68L-M69T) mutant,
oligonucleotide primers were synthesized by Alpha DNA (Montréal, QC) and the
QuickChange site-directed mutagenesis method developed by Stratagene (La Jolla, CA) was

97



used with the I-Proof High Fidelity DNA polymerase (Bio-Rad, Mississauga, ON) using
pET24-TEM-1 as the template (Clouthier, Morin et al. 2012). The PCR product was Dpnl-
digested for 1 hour at 37°C to eliminate the methylated non-mutated parental DNA template
and butanol-precipitated before being transformed into E. coli XL1 Blue. Cells were plated on
LB-agar containing 50 pg/mL kanamycin. One colony was selected for DNA extraction to
confirm the DNA sequence of the entire coding region and for retransformation into E. coli
BL21(DE3) for expression. For NMR, uniformly ['°N]- and [°C, "*N]-labeled cTEM-19m and
TEM-1(M68L-M69T) proteins were overexpressed in modified M9 minimal medium
containing "NH4Cl and "*C-glucose and purified as previously described (Morin, Clouthier et
al. , Clouthier, Morin et al. 2012, Gobeil, Clouthier et al. 2014). Samples were dialyzed against
distilled, deionized water overnight at 4°C. For applications other than NMR, proteins were
overexpressed in auto-inducing ZYP-5052 medium (Studier 2005) and purified as previously
described (Clouthier, Morin et al. 2012, Gobeil, Clouthier et al. 2014). Sample purity was
determined by SDS-PAGE revealed by the zinc-imidazole method. Typical yields were 25
mg/L of > 98% pure protein in minimal medium and 50 mg/L in auto-inducing medium.

Solution NMR spectroscopy. [°C,"”N]-labeled and ['’N]-labeled NMR samples were
concentrated to 0.6 mM using a 10,000 MWCO Amicon concentrator. The buffer was changed
to 3 mM imidazole, 0.1% NaN3 and 10% D,O, pH 6.7. The final pH was verified using a pH
meter with a microprobe. All NMR experiments were performed at 31.5°C as calibrated with a
standard methanol sample (John Cavanagh 2006) on a Varian 18.8 T (800MHz) NMR
spectrometer equipped with a triple-resonance probe and pulsed-field gradient. 'H-""N HSQC
and a TROSY version of HNCA, HN(CO)CA, HNCACB, HN(CO)CACB and HNCO triple-
resonance experiments were performed. NMR data were processed using NMRPipe (Delaglio,
Grzesiek et al. 1995) and analyzed using Sparky (Kneller) and NMRView] version 8.0
(Johnson and Blevins 1994).

Circular dichroism and thermal scanning fluorometry. Circular dichroism (CD) using a
Jasco spectropolarimeter with a Peltier element, and thermal scanning fluorometry with Sypro
Orange using a LightCycler 480 apparatus (Roche), were performed as previously described
(Clouthier, Morin et al. 2012). Briefly, for CD experiments, protein solutions were at a final
concentration of 0.1 mg/mL (3.5 uM) in 50 mM sodium phosphate, pH 7.0, in a 2 mm path

length cuvette. Initial spectra were acquired at 25°C from 200-260 nm at a scan rate of 50

98



nm/min. Thermal denaturation experiments were performed by monitoring changes in
ellipticity at 222 nm, at a scan rate of 20°C/hour. T;, values were determined using the
derivatives function of the Jasco Spectra Manager software with the Savitzky-Golay
algorithm. For thermal scanning fluorometry, each combination of 5%, 3.33x and 2.5x SYPRO
Orange solution (Invitrogen) with 4 mM, 2 mM or 1 mM of test protein was prepared in 50
mM sodium phosphate, pH 7.0, to a final volume of 20 uL. Controls consisted of SYPRO
Orange in buffer. Samples were heated from 20°C to 95°C with a ramp speed of 0.04°C/s and
15 acquisitions/°C. Fluorescence was monitored with a CCD camera, using Aexe = 483nm and
Aem = 568 nm and a 1 s exposure time. Ty, calculations were performed as previously described
(Clouthier, Morin et al. 2012).

Kinetics. Ky and ke,r of CENTA hydrolysis were determined as previously reported
(Clouthier, Morin et al. 2012). The hydrolysis of CENTA (35-1000 uM) was assayed with 15
nM enzyme using the extinction coefficient Agisom = 6,400 M'cm™. The assay was
performed at room temperature in 50 mM sodium phosphate, pH 7.0, using a DTX 880 plate-
reader (Beckman Coulter) and 96-well plates (Corning Costar flat-bottomed model 9017) with
200 pL samples per well, giving a path length of 0.7 cm.

ASSIGNMENTS AND DATA DEPOSITION.

Despite their high molecular weight of 30 kDa, chimera ¢TEM-19m and the
deconvoluted variant TEM-1(M68L-M69T) gave rise to good quality 'H-""N HSQC spectra
(Figures 3.2 and 3.3 respectively), as previously observed for TEM-1, PSE-4 and cTEM-17m
(Morin, Clouthier et al. , Savard, Sosa-Peinado et al. 2004, Morin, Levesque et al. 2006).

Chimera cTEM-19m holds two amino acid substitutions relative to chimera cTEM-
17m, originating from PSE-4 (M68L and M69T). As a result, the majority of the peaks in the
cTEM-19m '"H-""N HSQC were assigned using a superimposition strategy with the 'H-">N
HSQCs of chimera cTEM-17m (BMBR 16598) (Morin, Clouthier et al.), TEM-1 (BMR 6024,
6357 and 7238) (Savard, Sosa-Peinado et al. 2004), PSE-4 (BMRB: 6838) (Morin, Levesque
et al. 2006) and the RunAbout tool in NMRViewl. The final level of completeness obtained
for cTEM-19m was 92.1% (232/252) of the non-proline backbone 'Hy and "N resonances,
89.4% (235/263) of °C, and 76.7% (184/240) of *Cp. The missing assignments in cTEM-19m
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(listed as supplementary material (Annexe 2)) overlap importantly with those reported for
cTEM-17m and were either undetectable or gave signals too weak to allow confident
assignment. Slow motions may cause peak broadening, rendering the signal indistinguishable
from background noise. Most unassigned residues are clustered around the exchanged region
150-190. Active site residues D', N'** A*!7 and K** were assigned in ¢cTEM-19m though
not observed in cTEM-17. Residues R**?, G**° and I**°, flanking the main unassigned regions
in cTEM-17m (residues 214-221, 234-244) could not be assigned in cTEM-19m, suggesting a
slightly longer region experiencing slow motions relative to ¢cTEM-17m. H*® could not be
identified with certitude, as it is the N-terminal residue of the mature protein and is followed
by P*.

Assignment of the 'H-""N HSQC of TEM-1(M68L-M69T) variant revealed that the
two mutations produced no major structural changes resonance frequency changes relative to
TEM-1 indicating maintenance of the global structure. The majority of the resonances in the
TEM-1(M68L-M69T) 'H-">’N HSQC were assigned using an overlaying strategy with the 'H-
"N HSQC of TEM-1 and the RunAbout tool in NMRView. The level of completeness
obtained was 98.4% (247/251) of the non-proline backbone 'Hy and °N resonances, 93.5%
(246/263) of °C, and 87.6% (212/242) of Cy. Missing assignments for H*, S’ and A*’
were as for TEM-1 and PSE-4, resulting from peak broadening in the active-site vicinity.

The 'H, "N and C and backbone resonance assignments for chimera cTEM-19m and
the deconvoluted variant TEM-1(M68L-M69T) have been deposited in the BioMagResBank
(http://www.bmrb.wisc.edu) under the accession codes 26590 and 26586, respectively. These
chemical shift assignments are the first step in the analysis of their backbone dynamic

behaviour.
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Figure 3.2. Two-dimensional 'H-""N HSQC spectrum of the chimera cTEM-
19m.
Assigned peaks are labeled according to Ambler numbering. The section marked by a dashed
square is presented in an expanded format. Tryptophan side chains are marked by Wsc.
Residue 215 is marked by “+” as its signal is of lower intensity.
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Figure 3.3. Two-dimensional '"H-">"N HSQC spectrum of the TEM-1(M68L-
M69T) variant.
Assigned peaks are labeled according to the Ambler numbering. The central section
highlighted by a dashed square is presented in an expanded format. Wsc marks tryptophan
side chains.
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To verify whether the missing assignments in ¢cTEM-19m resulted from partly
unfolded or degraded protein, maintenance of its secondary structure, characterized by a high
a-helical content, was confirmed by far-UV CD (Figure 3.4 A). The disulfide bridge between
C”7 and C'” was confirmed according to the Cp shifts at 45.0 and 42.4 ppm, indicating
oxidation. Thermal denaturation of secondary structure elements of cTEM-19m using CD at
222 nm (T, = 49°C; Figure 3.4 B) was indistinguishable from the T}, recorded by the same
method for the parental TEM-1 and PSE-4 B-lactamases (49.6°C and 48.6°C, respectively
(Clouthier, Morin et al. 2012)). The thermal stability of secondary and tertiary structure
elements of both cTEM-19m and TEM-1(M68L-M69T) was determined by thermal scanning
fluorometry (Figure 4C, D). The T;, for cTEM-19m (48.0 £ 0.4°C) and for TEM-1(M68L-
M69T) (49.6 £ 0.2°C) are in the same range as those reported using the same method for
parental TEM-1 (49.1 £ 0.2°C) and PSE-4 (47.8 £ 1.2°C), as well as chimera cTEM-17m
(49.0 £+ 0.8°C) (Clouthier, Morin et al. 2012). These experiments confirm that cTEM-19m and
TEM-1(M68L-M69T) conserve a characteristic B-lactamase-like fold, with cTEM-19m
exhibiting a pattern of NMR line broadening similar to cTEM-17m.
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Figure 3.4. Thermal denaturation of the chimera cTEM-19m and the
deconvoluted variant TEM-1(M68L-M69T).

(A) Far-UV CD spectrum at 25°C and (B) Mean molar residual ellipticity measured at 222
nm during thermal denaturation for cTEM-19m (green). TEM-1 (blue), PSE-4 (red) data taken
from (Clouthier, Morin et al. 2012) are shown for comparison. (B) Mean molar residual
ellipticity measured at 222 nm during thermal denaturation TEM-1a (blue), PSE-4a (red) and
cTEM-19m (green). (C) Thermal denaturation monitored by scanning fluorometry of cTEM-
19m (green) and TEM-1(M68L-M69T) (orange) observed by fluorescence of SYPRO Orange.
Melting curves are shown for a ratio of 3.33 %< SYPRO Orange to 1 mM (dashed line) or 2 mM
(full line) protein. (D) First derivative analysis of the thermal melting curves.

To confirm that cTEM-19m and TEM-1(M68L-M69T) were functional, we
characterized their hydrolysis of the chromogenic substrate CENTA (Table 3.I). Small
reductions in turnover rates (k..), accompanied by a 4- to 12-fold loss of productive binding
(Kwm), resulted in catalytic efficiencies (k.. /Km) one order of magnitude lower than TEM-1,

PSE-4 and cTEM-17m. Despite a modest reduction in activity, these results confirm that
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cTEM-19m and TEM-1(M68L-M69T) are well-folded, functional B-lactamase variants.
Further investigations are underway to better understand the effects of these sequence

substitutions on protein structure, function and dynamics.

Tableau 3.I. Kinetic constants for the hydrolysis of the chromogenic substrate
CENTA by chimera cTEM-19m and the deconvoluted variant TEM-1(M68L-M69T)*

kear (5 Kwu (uM) kea/Kv (M's™)
TEM-1° 33+ 1 36+5 9.2 x10°
PSE-4° 19+1 46 +9 4.1 x10°
¢TEM-17m ° 48 +3 160 + 35 3.1 x10°
¢TEM-19m 11+1 290 + 43 3.8 x10*
TEM-1 1441 480 + 51 3.0 x10*

(M6SL-M69T)
* All values are reported as the average of triplicates + standard deviation on the mean as analyzed using
the Michaelis-Menten fitting in GraphPad Prism.
® Values taken from (Clouthier, Morin et al. 2012).

CONCLUSION.

PN, PC and "H backbone resonance assignments for cTEM-19m and the deconvoluted

variant TEM-1(M68L-M69T) were achieved using double- and triple-resonance experiments.
These assignments will provide the means to investigate their dynamics on a slow time scale
relevant to protein function, providing insight into the effect of sequence substitutions on

structure and function in -lactamases.
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Préface au chapitre 4.

Les protéines subissent des mouvements allant des fluctuations rapides des chaines
latérales aux déplacements lents du squelette peptidique. Un nombre grandissant d’évidences
démontrant la contribution des mouvements présents dans des protéines envers leurs fonctions,
nous pousse a vérifier la contribution évolutive de ces mouvements. Par [’'utilisation de
méthodologies expérimentales en RMN et in silico, la dynamique couvrant les échelles de
temps allant des picosecondes aux millisecondes a été investiguée dans un modele
d’hypothétique chemin évolutif recombinant deux B-lactamases naturellement évoluées. Il a
été observé que les intermédiaires évolutifs maintiennent une efficacité catalytique et une
structure native. La dynamique sur les échelles de temps rapides était maintenue chez ces
chimeres, alors qu’étonnamment, la dynamique lente, ayant lieu sur 1’échelle de temps
coincidant avec la vitesse de roulement des enzymes, était grandement augmentée. La
fréquence de ces nouveaux mouvements distribués sur D’entiéreté des protéines a ¢été
quantifiée. Alors que certains de ces mouvements maintenaient la fréquence des enzymes
natives, d’autres régions subissent un ralentissement de la fréquence. Nos résultats supportent
un modele ou la maintenance des mouvements rapides est associée a la conservation de la
réactivité hydrolytique alors que la modification de dynamique lente est tolérée par ces
enzymes de résistance bactérienne possédant une grande adaptabilité évolutionnaire.

Les résultats de ce chapitre sont présentés sous la forme d’un article scientifique qui a
¢été soumis a la revue « Cell Chemical Biology » en septembre 2016. Ma contribution a cet
article a été au niveau de la préparation des échantillons, de la conception et réalisation des
différentes expériences de biologie moléculaire, de cinétique enzymatique, de RMN et de
cristallisation, le tout sous la direction de Dre J. Pelletier. De plus, j’ai coordonné les efforts
des coauteurs et travaillé en étroite collaboration avec Dre. J. Pelletier et M. Ebert pour la
rédaction et la confection des figures. M. Ebert a aussi contribué a cet article par I’exécution et
I’analyse de simulations de dynamique moléculaire sous la supervision de Dr J. Pleiss
(Université de Stuttgart). Dr J. Park, sous la direction de Dr A. Berghuis (Universit¢ McGill),
a conceptualisé et réalisé avec ma collaboration des essais de cristallisation des protéines a
I’étude. Finalement, Dr D. Gagné, étudiant sous la supervision de Dr N. Doucet (INRS-

Armand Frappier), a contribué a cet article par son aide pour I’analyse des données de RMN.
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SUMMARY

Protein motions range from rapid side-chain fluctuations to slower backbone displacements.
Increasing evidence that protein motions contribute to function compels us to examine the
evolutionary significance of protein dynamics. Using experimental and in silico
methodologies, dynamics on the entire picosecond-to-millisecond regime were determined
over a model evolutionary path recombining naturally-evolved p-lactamases. The evolutionary
intermediates displayed native-like structure. Catalytic efficiency was unaltered for hydrolysis
of penicillins, while k. varied up to 75-fold for bulkier cephalosporins. Fast dynamics were
conserved yet we observed strikingly increased slow dynamics, coinciding with the timescale
of turnover. The proliferation of dynamic residues extending outward from the active site was
characterized by frequencies ranging from native-like to slower-than-observable. Our results
support a model where maintenance of fast motions is associated with conservation of the
hydrolytic reactivity, while modified slow dynamics are functionally tolerated to varying

extents according to substrate identity, in this highly evolvable antibiotic resistance system.

HIGHLIGHTS

e We examine pico- to millisecond dynamics by NMR and MD simulations
e Several recombination schemes conserve fast motions yet alter slow motions
e Distinct patterns of widespread slow dynamics are compatible with function

e Tolerance to new motions may contribute to evolvability of these resistance enzymes

¢TOC BLURB

Protein motions range from fast side-chain rotations to slow loop rearrangements. Gobeil et al.
use NMR and simulations to determine that fast motions are conserved in native and
recombined [-lactamases, consistent with a functional role. However, slow motions vary

dramatically.
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INTRODUCTION

Protein motions occur on various timescales. Rapid bond vibrations and rotations
(femto- to nanosecond motions) associated with low energy barrier crossing events allow
proteins to explore sub-conformations of a state via local conformational changes. Slower
motions (nano- to millisecond or second) including loop and domain rearrangements favor the
exploration of conformational states separated by high energy barriers (Agarwal, 2006;
Henzler-Wildman and Kern, 2007; Ramanathan et al., 2014). Interconversion of protein
conformers over different timescales is thought to underlie functional diversity (Frauenfelder
and McMahon, 1998; Gibbs, 2014). While the exact role of enzyme motions in transition state
chemistry is debated, correlation between the dynamics (i.e. conformational exchange over
time) on fast to slow timescales and function have been put forward for various proteins
(Bhabha et al., 2011; Boehr et al., 2010; Eisenmesser et al., 2005; Gagné et al., 2015;
Klinman, 2015).

Where specific motions are linked to enzyme function, one can reasonably expect an
evolutionary conservation of those motions in homologs with similar function. Indeed, studies
on widely differing systems indicate evolutionary conservation of dynamics (Francis et al.,
2013; Gagné et al., 2012; Gagné and Doucet, 2013; Gobeil et al., 2014; Keskin et al., 2000;
Liu and Bahar, 2012; Maguid et al., 2008; Ramanathan and Agarwal, 2011), although there is
also evidence of dynamic variation throughout evolution (Bhabha et al., 2013; Keskin et al.,
2000). While being highly informative, none of those studies included the assessment of
dynamics on a breadth of continuous timescales.

Here, we investigate protein dynamics over the entire span of fast (ps) to slow (ms)
timescales along an engineered evolutionary path linking the evolutionary sub-branches of
TEM-1 B-lactamase, a penicillinase and early-generation cephalosporinase, to PSE-4 [3-
lactamase, a carbenicillinase (Bush and Jacoby, 2009; Choury et al., 2000). We have
assembled a system of inter-related [-lactamase chimeras originating exclusively from
segments of TEM-1 and PSE-4 (which share 40% sequence identity). Those chimeras were
previously produced using the SCHEMA algorithm for laboratory recombination and were

chosen among the 20% of recombinants that allowed bacterial survival against ampicillin
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(Meyer et al., 2006; Packer and Liu, 2015; Voigt et al., 2002). SCHEMA computationally
predicts favorable cross-over points in proteins to minimize the disruption of favorable
interactions and mimics the natural process of homologous recombination (Packer and Liu,
2015). As a virtue of being catalytically active, these chimeras constitute a relevant system to
probe the role of dynamics over a potential evolutionary path from TEM-1 to PSE-4 (Figure
4.1 A).

One such chimeric [B-lactamase, harboring a recombined active-site wall, was
previously examined in regards to its fast (ps-ns) and slow (ps-ms) dynamics, leaving a
knowledge gap relative to the intermediary ns-pus motions (Gobeil et al., 2014). A core
challenge in understanding the dynamics/structure/function relationship throughout evolution
is acquiring broad dynamic datasets describing continuous timescales for all proteins within an
evolutionary system (van den Bedem and Fraser, 2015). X-ray diffraction data can reveal
alternative residue conformations (Fraser et al., 2009), yet generally provide little insight into
timescales at which motions occur. NMR is powerful for probing motions on timescales
ranging from the picosecond to seconds. However, the NMR residual dipolar coupling method
reporting on the nano- to microsecond timescale suffers from inherent technical challenges,
precluding its application to large protein systems (Kleckner and Foster, 2011; Marion, 2013).
Knowledge of ns-us motions will provide further insight into the dynamics/function
relationship, as suggested for an inhibitor-resistant clinical variant of TEM-1 B-lactamase
(Meroueh et al., 2002). For this reason, we include computational methodologies to compare
the ns-ps motions of TEM-1 and PSE-4 B-lactamases and the evolutionary intermediates, and
to consider these in relation to steady-state kinetic parameters that broadly characterize
catalytic function. Penicillins and cephalosporins are investigated since the rate-limiting step
differs for these two subclasses of B-lactam antibiotics (Table 4.I).

Our investigation of related B-lactamases over the entire span of fast (ps) to slow (ms)
motion regime unveils striking differences in dynamic conservation throughout the timescales

investigated for this evolutionary model system.
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Figure 4.1. Relation of chimeras and the deconvoluted mutants to the parental
class A B-lactamases TEM-1 and PSE-4.
A. Numbering of the sequence blocks originating from TEM-1 (blue) and PSE-4 (green)

in cTEM-2m, cTEM-17m, cTEM-19m and the deconvoluted mutants cTEM-18m(M68L),
cTEM-18m(M69T), TEM-1(M68L) and TEM-1(M69T). Numbering according to Ambler
(Ambler et al., 1991). The chimeras are named as follows: ‘c’ indicates chimera, ‘m’ the
number of substitutions (or mutations) in a chimera relative to TEM-1. The catalytic
nucleophile, Ser70, and the catalytic Q-loop are indicated in the TEM-1 sequence. B.
Structural representation of the parental origin in chimeras cTEM-2m (PDB 4MEZ) and
cTEM-19m (PDB 4R4S), colored as in panel A. The catalytic nucleophile, Ser70 (in
sticks) and the Q-loop are indicated on cTEM-2m to highlight the hybrid composition of
the active-site region at the interface of the all-a (left) and the o/ (right) domains. C.
The active-site walls, set in TEM-1 (PDB IXPB). Green: S70 wall (Met69-Lys73), lilac,
Y105 wall (Val 103-Ser106),; dark blue, SDN wall (Metl129-Asnl32); red, Q-loop wall
(Glul66-Asnl70); orange, 214-218 wall (Val214-Gly218); and cyan, 234-244 wall
(Lys234-Arg244 + Met272 and Asn276). (Right) The structure is reoriented as indicated
by the arrow and the active-site walls are represented by their solvent-accessible surface.
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RESULTS

The system of interrelated, functional [-lactamases is based on the ‘parental’
homologs, TEM-1 and PSE-4 (Figure 4.1). These were previously recombined block-wise
with the SCHEMA algorithm to yield chimeric B-lactamases (Meyer et al., 2006; Voigt et al.,
2002). Chimera ¢TEM-2m is based on TEM-1 and includes residues 66-73 from PSE-4
(Figures 4.1 B and A3.1). This introduces Met68Leu and Met69Thr relative to TEM-1, at the
core of the active site: they are immediate neighbors to the catalytic nucleophile Ser70.
Chimera ¢TEM-17m (Clouthier et al., 2012; Gobeil et al., 2014) adopts residues 150-190
from PSE-4, resulting in 17 substitutions in the catalytically relevant Q-loop (161-179) and its
adjacent helices. This active-site wall contains Glul66, proposed to serve as a general base in
the catalytic acylation and deacylation steps (Minasov et al., 2002). Chimera ¢cTEM-19m
combines the two sets of recombinations, resulting in 19 substitutions on two active-site walls,
relative to TEM-1.

Crystal structure of the chimeras ¢cTEM-2m and cTEM-19m. To add to the X-ray
structures of TEM-1 (Fonze et al., 1995), PSE-4 (Lim et al., 2001) and cTEM17m (Gobeil et
al., 2014), those of cTEM-2m (PDB 4MEZ, resolution 2.05 A) and cTEM-19m (PDB 4R4S,
1.1 A and 4R4R, 1.2 A) were determined (Figure 4.2; Table A3.I). Because B-lactamases turn

over their natural substrates in the absence of any co-factor at turnover rates approaching the
diffusion limit, structural and NMR dynamics studies with intact substrate or inhibitors are not
readily feasible. Here, although the classical B-lactamase inhibitor tazobactam (turnover rate of
1.4 s) (Swaren et al, 1999) was included during crystallization for cTEM-19m, no
corresponding electron density was observed in 4R4S. A crystal of cTEM-19m grown in the
absence of tazobactam (4R4R, Table A3.I) provided a nearly identical structure (Ca-RMSD
0.04 A).
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Figure 4.2. Crystal structures of cTEM-2m and ¢cTEM-19m.

A. Backbone overlay of the crystal structures of chimeras cTEM-2m (red; PDB 4MEZ)
and cTEM-19m (orange; PDB 4R4S) over TEM-1 (blue; PDB IXPB). B. Active-site view
of the overlay of cTEM-2m and cTEM-19m with TEM-1. Wat represents the new water
molecule in cTEM-2m (red; Wat519) and cTEM-19m (orange;, Wat478) relative to PSE-4
(green; Wat483). Tyrl05 of cTEM-19m was modeled to the m-30° conformation
according to the “penultimate rotamer library” contrasting with the t80° conformation
observed in TEM-1 and cTEM-2m. C. Overlay of the active-site volume of TEM-1 (blue;
PDB 1XPB) and cTEM-2m (red; PDB 4MEZ). Orientation as in Figure 1C. D. Overlay
of the active-site volume of TEM-1 (blue; PDB IXPB), cTEM-17m (vellow; PDB 4ID4)
and cTEM-19m (orange; PDB 4R4S). For residues with alternate conformations in the
crystal structure, the conformer with the highest occupancy was illustrated. The active-
site volume was calculated using 3V and probes of 1.5 A and 8 A radius. See Table A3.1
for data collection and refinement statistics.
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Comparison of cTEM-2m and TEM-1 structures confirmed maintenance of the native
fold in the chimera (Figure 4.2 A). Its active-site cavity held no major modifications relative
to TEM-1. In contrast, cTEM-19m showed significant differences. The SDN wall (containing
Ser130, which stabilizes the active site and transition state), the Q-loop (containing the
catalytic Glul66) and the 234-244 wall (which coordinates the catalytic deacylating water
jointly with Asnl70 (Jelsch et al., 1993) and where Arg244 coordinates the substrate
carboxylate (Swaren et al., 1999)) are all native-like (Figures 4.1 C and 4.2 B). However, the
Y105 gate-keeper wall revealed Tyr105 adopting the m-30° conformation (Lovell et al., 2000).
This was previously observed in cTEM-17m, contrasting with the #80° conformation found in
all other native and mutant apoenzyme structures of TEM-1 and PSE-4. Our previous
simulations and NMR relaxation experiments are consistent with interconversion of Tyr105
between the two conformations (Doucet and Pelletier, 2007; Gobeil et al., 2014). This side-
chain rearrangement resulted in a small increase in the active-site volume (Figure 4.2 C, D).
Furthermore, the active-site wall 214-218, which belongs to the 214-225 connector linking the
all-o domain to the o/f domain, has adopted an open conformation in cTEM-19m. This
contributed to a greater extent to increase the active-site volume to 741 A’ comparable to that
for cTEM-17m (746 A*) and contrasting with those for TEM-1 (384 A’), PSE-4 (427 A®) and
cTEM-2m (393 A?). This difference is attributed to the recombined segment 150-190 and its
17 substitutions. A new water molecule in cTEM-2m and ¢cTEM-19m, also present in PSE-4
(Wat483), fills the space occupied by Met69 in TEM-1 and ¢cTEM-17m (Figure 4.2 B) and
becomes part of the active-site architecture.

We did not attempt to interpret crystallographic B-factors with respect to the protein
dynamics, because the relevant crystal structures were diffracted at significantly different
resolutions (1.05 — 2.05 A) and in different space groups (P 4,2,2; P 2,2,2; P 1); furthermore,
analysis of B-factors does not directly inform on the time-scale of motions. To obtain insight
into the dynamics of this interrelated model of B-lactamase evolution and the timescales at
which motions occur, we performed MD simulations and NMR relaxation experiments.

Validation of MD simulation methodology. The crystal structures were energy

minimized and subjected to unconstrained MD simulations. We validated our capacity to
simulate the S° order parameter previously determined by NMR for TEM-1 (Savard and
Gagné, 2006), PSE-4 (Morin and Gagné, 2009) and cTEM-17m (Clouthier et al., 2012) (Table
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A3.II to IV). The S* verifies if the peptide N-H bonds remain rigid (S° near 1) or exhibit fast
motions (S* tending toward 0.5). The mean S° calculated by NMR and MD simulations
compared favorably for all three proteins (S” values within 0.03) (Table A3.IT). The per
residue S” value in all proteins was between the average + 1 S.D. (i.e. 0.81 to 0.94) for 87% of
residues, and 73% of all residues were in excellent MD-NMR agreement (difference between
the NMR and MD S” values < 0.05). For the most dynamic residues (S* < 0.81) the average
MD-NMR difference (or A) was 0.10. The S* values of these residues agree well in most
cases, as exemplified by region 192-200 (A = 0.02-0.05). We note greater S” divergence for
some more dynamic, surface-exposed residues: Aspll15, Gly143, Aspl57, Vall59, Aspl76
and Trp229 (Figure A3.1). Despite these isolated variations, our results allow us to
confidently extract S> order parameters from the MD simulations of cTEM-2m and ¢cTEM-
19m.

MD S° datasets are more complete than NMR S* datasets as a result of incomplete NMR
assignment as well as overlapping N-H resonances that render model-free S calculations
imprecise. While the active-site walls are of particular interest, NMR S” data are the weakest
for this area. NMR $° values are missing for the S70, SDN, Q-loop, 214-218 and 234-244
walls in one or more proteins (Table A3.IV), most likely resulting from significant resonance
broadening. For this reason, the MD S datasets were used for comparisons.

Dynamics of the B-lactamase system on the fast (ps-ns) timescale. Computationally-

determined S* were compared for the five interrelated p-lactamases. As previously observed
with NMR-derived S* for TEM-1 and PSE-4, and for the chimera cTEM-17m, the core of each
B-lactamase was rigid while most residues experiencing fast dynamics were on surface loops,
including active-site loops (Figure 4.3). The hinge leading into the Q-loop (residues 155-160)
showed average S” ranging from 0.79 to 0.81 in all proteins, indicating fast dynamics (Table
A3.VII). The tip of the Q-loop (residues 171-178), outside the active site, also showed below-
average S (0.78 — 0.80). Elevated standard deviations were observed in certain regions,
particularly for the three chimeras (Figure A3.1). As the S* calculation was performed on
multiple 10 ns segments over the total 6 ps simulated trajectories, the standard deviation
reflects conformational changes that may occur on slower timescales. While the simulated and

NMR-derived S* values were comparable, we note that the standard deviation derived from
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simulations and from NMR S* data do not have the same significance. In the case of the
simulations, high standard deviation for residues reveals that the residue explored states with
high and low S” over the course of the simulated trajectories, while in NMR it reflects standard
deviation on the model free fitting for the S°. Indeed, increased motions were confirmed on
slower timescales for the regions discussed below. S” in these regions generally could not be
characterized by NMR as a result of overlapped peaks. The active site wall 214-218 was more
dynamic in TEM-1 (S* = 0.80 + 0.04) and in the three chimeras (S* = 0.76 to 0.78) than in the
more distantly related PSE-4 (S*= 0.85 = 0.01). Finally, the active-site wall 234-244 was rigid
in all proteins (S* = 0.86-0.88), though somewhat higher per residue standard deviation in

cTEM-19m suggests motions occurring on a slower timescale.

Dynamics on the intermediate (ns-us) timescale. Three 2 us MD simulations, probing a
total of 6 pus per protein, were run using independent starting conformations to minimize the
impact of local energy minima and to broadly explore the energy landscape. We extracted the
Ca root mean square fluctuation (RMSF), as Ca is the atom that best captures residue motion
(Figure A3.2 and Table A3.V).

As observed for fast motions, the core of each B-lactamase was rigid while the ns-us
motions were generally located on surface loops (Figure 4.3). TEM-1 and the chimeras were
significantly more dynamic than PSE-4, indicating that the greater homology of the chimeras
to TEM-1 determines their intermediate timescale motions. The pattern of active-site wall
dynamics was essentially the same for both timescales, where loop motions involved similar
active-site walls (Table A3.VII). All proteins exhibited above-average dynamics in the
leading hinge and tip of the Q-loop (RMSF = 0.12 — 0.23 nm, relative to protein averages of
0.07 — 0.10 nm). All but PSE-4 were dynamic in the 214-218 wall (RMSF = 0.15 — 0.25 nm;
0.07 nm for PSE-4). Further instances of active-site dynamics were noted. Chimeras cTEM-
17m and ¢cTEM-19m showed above-average RMSF for the entire Q-loop (RMSF = 0.14 and
0.17 nm, respectively; 0.07 — 0.10 nm for the others). Finally, the Y105 active-site wall of
cTEM-2m had an RMSF of 0.14 + 0.05 nm (0.8-0.11 nm for the others), indicating ns-pus
motions unique to this chimera.

As observed for the ps-ns timescale, increased per-residue standard deviation of several

active-site walls was observed, often linked to above-average RMSF (Figure A3.2). This was
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the case for the cTEM-17m and ¢cTEM-19m Q-loop wall and the 214-218 wall of the three
chimeras. The Y105 wall of ¢cTEM-2m showed elevated RMSF and standard deviation,
whereas only the standard deviation was elevated in cTEM-19m. Residues 238-242 of the
234-244 wall showed increased RMSF in ¢cTEM-19m and moderately increased standard
deviation in cTEM-17m. The regions exhibiting increased standard deviations may undergo
conformational changes at the same timescale or slower than probed.

Dynamics on the slow (us-ms) timescale probed by °’N CPMG NMR. Comparison of
NMR assignments (Gobeil et al., 2015; Morin et al., 2010; Morin et al., 2006; Savard et al.,

2004) revealed minimal backbone chemical shift () differences between all pairs except
where there are sequence differences (Figure A3.3). Above-average o differences were
observed for residues 236-246 of cTEM-2m relative to TEM-1 (Ac = 0.12 ppm; overall Ac =
0.05 ppm). They belong to active-site wall 234-244 and were unassigned in chimeras cTEM-
17m and cTEM-19m. This likely results from NMR resonance broadening, preventing
assignment of residues that exhibit motions on a timescale slower than that probed, thus
consistent with motions slower than ms (Kleckner and Foster, 2011; Marion, 2013;
Mittermaier and Kay, 2009). Indeed, backbone resonance assignments were significantly less
complete for cTEM-17m (91%) and ¢cTEM-19m (92%) than TEM-1, PSE-4 and ¢cTEM-2m
(98-99%)), likely resulting from NMR resonance broadening, thus providing further evidence
of increased slow timescale dynamics in cTEM-17m and cTEM-19m.

Previously, the pus-ms backbone amide dynamics of TEM-1, PSE-4 and the chimera
¢cTEM-17m were probed by "N-CPMG relaxation dispersion NMR (Gobeil et al., 2014).
TEM-1 and PSE-4 exhibited a conserved pattern of restricted slow dynamics in 11 and 5
residues, respectively, including core and active-site residues. In contrast, cTEM-17m
exhibited slow motions in 60 residues spanning the protein. Here, "N-CPMG relaxation
dispersion revealed 26 residues in ¢cTEM-2m and 60 residues in ¢cTEM-19m undergoing
conformational exchange (AR, values > 7s™) on the timescale monitored by this experiment (=
50 —3,000 s) (Figures 4.3 and A3.4, Table A3.VI). These results illustrate that various well-
folded, functional B-lactamases can tolerate altered dynamics on this timescale.

Among the 26 dynamic residues in cTEM-2m, we find 7 of the 11 dynamic residues of
TEM-1. This indicates that the slow dynamic properties of TEM-1 were generally maintained
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while additional residues acquired ms conformational exchange. In cTEM-2m, most residues
exhibiting slow dynamics were located in the o/ domain; the substitutions in ¢cTEM-2m
(residues 68-69) are located at the interface between the o/f and the all-o domains, so it is
surprising that the new dynamics should extend into only one of the domains (Figure 4.3).
Interestingly, this chimera includes a stretch of dynamic residues bordering the active-
site wall 234-244 (1le231, Lys234, Gly238 and residues 241-246), where TEM-1 showed a
single dynamic residue (Arg241). The exchange rate constant (key) is a metric for flexibility. It
informs on the sampling rate of interconverting conformations. The per residue kex was
calculated when ""N-CPMG relaxation curves were observed at both NMR fields (Table
A3.VI). The per residue k.x were also globally fitted for stretches of residues defining each
active site wall, where the per residue kcx values overlapped (Table A3.VII). Even though an
increased number of dynamic residues in the cTEM-2m 214-225 connector and 234-244 wall
was observed, the k. of these regions were maintained as for TEM-1 (Figure 4.4, Table

A3.VID).
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PARENTS

Figure 4.3. -Lactamase dynamics on the ps to ms timescales.
Dynamics of the parents TEM-1 (blue, PDB 1XPB), PSE-4 (green, PDB 1G68) and the

laboratory-evolved chimeras cTEM-2m (PDB 4MEZ), ¢cTEM-17m (PDB 4ID4) and
cTEM-19m (PDB 4R4S) (colored on a blue/green scheme according to the parental
origin of the sequence block as in Figure 1). Left: Dynamic residues on the ps-ns are
represented by the MD-derived order parameter S’ on the amide NH bonds. Residues
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with §° lower than protein average S° are colored on a yellow (<0.85) to bright red scale
(<0.7) with thickness also varying according to the value. Middle: Dynamics on the ns-us
timescale are represented by the Co-RMSF derived from triplicate 2 us MD simulations.
Residues with Ca-RMSF higher than the protein average Ca-RMSF are colored on a
vellow (>0.10 nm) to bright red scale (= 0.25 nm) with thickness also varying according
to the value. Right: Dynamics on the us-ms timescale were monitored by CPMG-NMR on
the 'H-"N vector. Residues showing dispersion curves with AR, > 7.0 s at 800 MHz are
colored orange. NMR unassigned residues are colored gray. See Tables A3.1I to A3.VII
and Figures A3.1 to A3.4 for the raw data.

cTEM-17m cTEM-19m

=]
Active-site wall Ko (57)
TEM-1 PSE-4 cTEM-2m cTEM-17m cTEM-19m
S70 - - 937 + 254 480 + 110 667 + 141
Y105 - - ND 300 + 90 1,219 £ 225
SDN ND - 480 + 205 775 + 270 979 + 203
Q-loop - 2,019 + 813 - 586 + 134 521+ 113
214-225 1,387 + 368 - 1,339 +£784 1,098 +443* 1,131 +£423*
234-244 646 + 29 - 611 + 221 910+ 205 * 796 + 250 *

Figure 4.4. Global exchange rates (k.x) of cTEM-2m, cTEM-17m and cTEM-
19m.
The kex of the fitted regions are colored on a yellow (300 s™') to red (1500 s™) gradient on
the crystal structure coordinates of cTEM-2m (PDB 4MEZ), cTEM-17m (PDB 41D4) and
cTEM-19m (PDB 4R4S). NMR unassigned residues are colored dark gray. The fitted
regions were the N-terminal helix (HI, residues 28-41), S70 wall (residue 69-72), Y105
wall (residue 105-106), SDN wall (residue 128-132), Q-loop wall (residue 166-170),
domains connector (214-225), 234-244 wall (234-244) and the C-terminal helix (HI1,
272-288). B. Active-site wall calculated global exchange rates (k..). The * indicates that
the region includes multiple unassigned residues. ND: k.. was not determined as a result
of large error on the calculated fit. See Table A3.VIL.
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Among the 60 assigned dynamic residues in cTEM-19m, 35 were identical to cTEM-
17m while 12 in cTEM-17m and 18 in ¢cTEM-19m were also dynamic in ¢cTEM-2m. The
remaining dynamic residues mostly clustered nearby. In addition to those assigned, dynamic
residues, the majority of residues constituting both active-site walls belonging to the o/
domain (i.e. 214-218 and 234-244) of cTEM-17m and cTEM-19m were unassigned. This is
consistent with residues experiencing motions on a slower rate of exchange that broaden the
NMR resonances. Interestingly, the dynamic residues also extend beyond those two active-site
walls. The extension of the dynamic stretches in cTEM-17m and cTEM-19m is such that only
four residues (including a Pro) interrupt the now near-continuous 214-244 dynamic region.
These results demonstrate that the increased number of dynamic residues in these walls results
from either recombination of region 66-73 or 150-190. Interestingly, the exchange rate k.x for
the assigned, dynamic residues in the 214-244 region of cTEM-17m and ¢cTEM-19m are
comparable to their homologs TEM-1 and cTEM-2m (Figure 4.4). However, the frequency of
motions is not fully conserved since unassigned residues are indicative of an exchange rate
slower than the millisecond. These contiguous walls of the o/ domain are therefore highly
tolerant to modifications in the number and rate of the dynamic residues.

In the all-o. domain active-site walls (S70, Y105, SDN and Q-loop), cTEM-17m and
cTEM-19m showed extensive ms dynamics, where limited or no dynamics were found in the
parents. A new stretch of dynamic residues with a similar k.x was observed in the Q-loop wall
of cTEM-17m and cTEM-19m. Similarly, an increased number of dynamic residues in the S70
and S130 active-site walls of the chimeras differed by less than 2-fold in k. Thus,
recombination of region 150-190 in cTEM-17m and ¢cTEM-19m and to a lesser extent region
66-73 in cTEM-2m increased the number of dynamic residues on the all-o. domain side of the
active site, yet maintained a similar ke regardless of the recombination. In contrast, while a
comparable number of dynamic residues was observed in the chimeras’ Y105 wall, the ke of
¢cTEM-17m (300 + 90 s) and ¢cTEM-19m (1,219 + 225 s™') differ by 4-fold. This difference
may have a functional implication as Tyrl05 is a gatekeeping residue involved in substrate
stabilization (Diaz et al., 2003; Doucet et al., 2004).

Kinetic characterization of cTEM-2m and cTEM-19m. In order to establish any

correlation between the dynamics mapped for each member of this -lactamase system and
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function, i.e. hydrolysis of B-lactams, we characterized variations of the macroscopic constants
Kwm and k.. for hydrolysis of two penicillins (benzylpenicillin and carbenicillin), two first-
generation cephalosporins (cephalothin and cefazolin) and a third-generation cephalosporin
(cefotaxime). The catalytic mechanism of class A B-lactamases is initiated by formation of a
Michaelis complex that proceeds to the acyl-enzyme intermediate and thereafter deacylation
(Table 4.I). Deacylation is rate-limiting for penicillin hydrolysis (Christensen et al., 1990)
while for cephalosporins, the hydrolysis mechanism appears to be non-linear and acylation is

thought to be rate-limiting (Page, 2008; Saves et al., 1995).

Tableau 4.1. Reaction scheme and turnover rate constants for the hydrolysis of
cephalosporins by TEM-1, the chimeric f-lactamases and PSE-4°.

g
o ™ Acylation oﬁ\lm Deacylation Hoﬁ«w
ﬁ ﬁ

H. o 0
o Ser: -
éerm & Sel'70
1 k.a fold variation
keat () relative to TEM-1

TEM-1° 84+ 12 1.0
¢TEM-17m" 120+ 8.0 1.4(1)
TEM-1(M69T) 7.0+ 4.0 12 (])
Cephalothin cTEM-18m(M69T) 1.4+0.3 60 (])
c¢cTEM-2m 2.8+0.8 30 ())
cTEM-19m* 6.0+£0.5 14 (])
PSE-4* 0.80 +0.01 105 (})

TEM-1° 55+8.0 1.0
¢TEM-17m" 75 +21 1.4 (1)
TEM-1(M69T) 9.0+2.0 6.1(])
Cefazolin cTEM-18m(M69T) 4.0=x0.6 14 (])
c¢cTEM-2m 33+0.1 17 (})
cTEM-19m* 6.0+0.3 9.2(])
PSE-4* 1.9+0.3 29 ()

TEM-1° 0.74+0.10 1.0
¢TEM-17m" 0.14 £ 0.04 53()
TEM-1(M69T) 0.03 £0.02 25 ()
Cefotaxime cTEM-18m(M69T) 0.06 = 0.02 12 (])
c¢cTEM-2m 0.02 £0.01 37(1)
cTEM-19m* 0.01 £0.002 74 (1)
PSE-4* 0.03 +0.01 25 ()

*The Met68Leu variants k., are presented in Table A3.VIIL.

® Data from Clouthier et al. (Clouthier et al., 2012)

©k..: (apparent) due to saturation at a substrate concentration > 5 pM.
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While TEM-1 is considered as a penicillinase and early-generation cephalosporinase,
and PSE-4 as a carbenicillinase (Bush and Jacoby, 2009), they differ minimally for kinetics of
penicillin hydrolysis. Their distinction comes mostly from a 5-fold greater k., for carbenicillin
hydrolysis by PSE-4 accompanied by a 25- to 105-fold lower £, for cephalosporin hydrolysis
(Table 4.1: k., values). Overall, substitutions Met68Leu, Met69Thr and Met68Leu/Met69Thr
(cTEM-2m) had little impact on hydrolysis of penicillins. This confirms that all members of
this B-lactamase system are catalytically competent and that these mutations do not influence
the carbenicillinase activity of PSE-4. However, Met68Leu/Met69Thr progressively decreased
the k.. of cephalosporin hydrolysis (9- to 75-fold) from a TEM-1-like to a PSE-4-like k.,
with a small decrease in Ky (2- to 7-fold), regardless of the identity of residues 150-190
(Table A3.VIII : Complete kinetic dataset). Thus, the substitutions Met68Leu/Met69Thr
influence cephalosporin hydrolysis and procure PSE-4-like kinetic properties to TEM-1.

Met69Thr was the main contributor to those kinetic changes. By deconvolution
(Figure 4.1), we observed that this substitution reduced k., up to 80-fold whether in TEM-1
or in cTEM-17m while also reducing Ky up to 40-fold (Table A3.VIII). Because k.., and Ky
were generally both reduced, catalytic efficiency (k../Kwm) changed little. The Met68Leu
substitution had little effect on the kinetics of TEM-1 or cTEM-17m (< 6-fold variation, with

the exception of a 12-fold decrease in k., ~).

DISCUSSION

The evolution of clinical variants of B-lactamases as well as their laboratory evolution,
have demonstrated a high tolerance to isolated (Deng et al., 2012; Stiffler et al., 2015) and
simultaneous substitutions (Clouthier et al., 2012; De Wals et al., 2009; Meyer et al., 2003)
particularly during acquisition of new function, i.e. hydrolysis of non-native substrates such as
third-generation cephalosporins (Dellus-Gur et al., 2015; Miton and Tokuriki, 2016;
Weinreich et al., 2006). Those studies have revealed epistatic effects between substitutions
that may rely on long-range interactions within the protein, or where alterations in protein

dynamics may influence function.
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The continuum of fast-to-slow dynamics in the [-lactamase system. We investigated the

function/structure/dynamics relation on the entire ps to ms timescale in a model of -lactamase
evolution. The interrelated system of chimeric B-lactamases stems from the recombination of
the PSE-4 carbenicillinase and its more recently evolved homolog, TEM-1 penicillinase
(Choury et al., 2000). At the fastest timescale of motions (ps-ns), the native TEM-1 and PSE-4
and the three chimeras exhibited a conservation of core rigidity with modest surface loop
dynamics (Figure 4.3) (Clouthier et al., 2012; Doucet et al., 2004; Gobeil et al., 2014). The
intermediate timescale of motions (ns-pus) held less dynamic residues yet included a “dynamic
personality”: the mildly dynamic surface loops in TEM-1 were less so in the three chimeras
and were virtually rigid in PSE-4. Thus, the chimeras adopted dynamics that are intermediate
between those of TEM-1 and PSE-4, and mostly resemble the closer homolog, TEM-1. On the
slowest timescale (us to ms), the two native homologs once again exhibited very few dynamic
residues (Gobeil et al., 2014), while dramatic changes were observed in the chimeras. First,
extensive dynamics appeared within the protein core. Second, the substitution of residues 68-
69 and/or substitution of 17 residues in the 150-190 region resulted in blatant and widespread
increases in slow dynamics. Finally, the high standard deviations observed on the faster
timescales, suggestive of slower motions, were validated by observation of motions on the
slower timescales such that a continuum of motions was observed.

In the first recombined region 66-73, the catalytic Ser70 was not assigned by NMR in
any of the proteins due to resonance broadening. This is consistent with conserved dynamics
slower than the ms at this key residue in all proteins under study (Kleckner and Foster, 2011;
Marion, 2013; Mittermaier and Kay, 2009). In cTEM-2m and PSE-4, slow dynamics observed
on the neighboring substituted Met69Thr and Thr71 corroborate this slow motion. In cTEM-
17m and ¢cTEM-19m, the slow dynamics extended from residue 69 through 73, demonstrating
that substitutions between residues 150-190 modulated dynamics near Ser70. Similarly, the
second recombined region 150-190 was mostly rigid on the ps to ps timescales. Nonetheless
the leading hinge and tip of the Q-loop were dynamic, as previously predicted (Bos and Pleiss,
2009; Fisette et al., 2010; Morin and Gagné, 2009), while procuring rigidity to the catalytic

Glul66. Only on the slow timescale were motions of catalytic residues observed in cTEM-
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17m and ¢cTEM-19m, including that of Glul66. Overall, variations in slow motions in both
recombined regions were functionally tolerated.

The most striking instance of variations in dynamics was in active-site wall 234-244.
Although rigid on the fast and intermediate timescales in all proteins under study, its
moderately elevated RMSF or above-average standard deviation in cTEM-19m and ¢cTEM-
17m, respectively, hinted at new slow dynamics. Consequently, this entire wall was
unassigned and slow dynamics were observed in flanking residues. Thus, the 17 substitutions
in the Q-loop region modified motions on this wall. Interestingly, substitutions 68-69 also
modified slow dynamics of that wall. Residues 234-244 were assigned in ¢cTEM-2m, yet
dynamic on the ps-ms timescale. Since the spatial relation between wall 234-244 and both sets
of substitutions is different (Figure 4.1 C), we demonstrate that different events near this
active-site wall trigger different, new slow motions consistent with native-like function. We
note that the main cluster of dynamic residues in cTEM-2m is near a crystallographic water
molecule (wat519) located at the tip of Thr69, filling the space created by the Met69Thr
substitution. This water bridge between Thr69 and Arg244 may contribute to transmitting
information from the site of mutation to the site of new dynamics in cTEM-2m.

Within the domain connector region (residues 214-225), ps to pus dynamics
characterized wall 214-218 of TEM-1, contrary to PSE-4. In the chimeras, that wall has
conserved TEM-1-like dynamics. As above, both the substitution of 68-69 and of 17 residues
in the 150-190 region increased the intermediate timescale motions. However, the combination
of the 19 substitutions attenuated those motions, suggesting a compensatory impact of the
recombined regions on this active-site wall. Modest slow dynamics in TEM-1 were extended
to neighboring residues in cTEM-2m, and were greatly amplified in cTEM-17m and ¢cTEM-
19m with many residues unassignable. Similarly, Tyr105 of the gatekeeper wall exhibited
slow dynamics only in the three chimeras, again indicating that new dynamics resulted from
either of the substitutions. The SDN wall showed slightly increased slow dynamics in cTEM-
2m, higher dynamics in cTEM-17m and more yet in cTEM-19m. Overall, a variety of slow
dynamic patterns were observed throughout all faces of the active site as a result of the
recombinations.

Two further observations came to light upon aligning the motions over the 3 observed

timescales (Figure 4.5). First, the greatest dynamic changes occurred outside of the substituted
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regions. Second, the dynamics on each timescale varied significantly for any given residue.
We thus directly observe that one cannot extrapolate residue dynamics to timescales that have

not been probed.

26 70 115 150 190 240 290

ps-ns \

ns-ps 1
pus-ms |HTHETIN | 1TIR Wl [ D] [ |} | (I I N 1 Wi i
ps-ns
ns-ys

pus-ms B0 U0 W | [I0 | | in 1 | 11 I §Ei

Figure 4.5. Distribution of motions in the B-lactamases over the 3 observed
timescales in relation to the linear sequence.
The sequence blocks originating from TEM-1 (blue) and PSE-4 (green) are colored in
cTEM-2m, cTEM-17m and cTEM-19m on a blue/green scheme according to their
parental origin (as in Figure 1). The ps to ms motions are colored as in Figure 3.

Intriguingly, in all but one case where residue assignment and NMR observables
allowed, the global exchange rate (k.x) was conserved in each of the active-site walls,
regardless of the recombinations. We were surprised that the frequency of slow motions did
not vary more in the different sequence contexts, in particular in cTEM-17m and ¢cTEM-19m
where neighboring unassigned residues were indicative of new motions slower than the
millisecond. The exception was a 4-fold difference in the global k.x observed between Y105
walls of cTEM-17m and cTEM-19m, which may be functionally significant (vide infra). We
emphasize that, while the slow motions observed by CPMG NMR (all between 300 s and
2,000 s) occurred at a rate comparable to turnover of the natural substrate benzylpenicillin
(TEM-1 ke.** = 450 s), catalytic efficiency was largely conserved and slow dynamic
variations were tolerated; fast dynamics, however, were essentially conserved throughout this
evolutionary path. The rate-limiting step for penicillin hydrolysis is the deacylation step

(Christensen et al., 1990). Because hydrolytic efficiency was similar for all enzymes while
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slow dynamic differs, the late steps of catalysis are independent of slow dynamics. In contrast,
the rate-limiting step for hydrolysis of the bulkier cephalosporins is the acylating step (Page,
2008; Saves et al., 1995), therefore we conclude that the slow dynamics may have a functional
impact on the rate-limiting acylating step in the catalytic mechanism (Table 4.I). Rather than
negating the relevance of dynamics to enzyme function (Warshel and Bora, 2016), this
underscores the importance of probing motions over multiple timescales to fully comprehend
their effects on enzyme function and eventually permit engineering of motions. Ideally, all
timescales should be treated as a continuum of motions: as previously observed for adenylate
kinase, ps to ns motions may facilitate larger-scale, slower motions occurring on the timescale
of function (Henzler-Wildman et al., 2007).

Protein motions in a model of evolution. Mapping the dynamics of these interrelated [3-

lactamases provides a unique insight into patterns of dynamic conservation and tolerance to
changes in dynamics, in a model of evolution. We demonstrate that variations in dynamics can
be functionally tolerated in class A B-lactamases: all observed slow dynamic variations are
compatible with native-like catalytic function toward penicillins yet may be linked to the
altered catalytic turnover of the bulkier cephalosporins. Specifically, the new slow motions
observed near Y105 of the chimeras may modulate cephalosporin hydrolysis. In contrast to the
native TEM-1, where the minor m conformer of Tyr105 is thought to stabilize binding of the
penicillin substrate BZ but not of the cephalosporin substrate CF (Diaz et al., 2003; Diaz et al.,
2005), the atypical m-30° conformation was observed in the structures of cTEM-17m and
cTEM-19m. They differ significantly in their frequency of motions (kex) in that region. These
structural and dynamic changes in the gate-keeping Tyrl05 region may underlie altered
cephalosporin hydrolysis.

As previously asked, does tolerance to changes in dynamics at a rate comparable to
turnover provide evolvability? (Tokuriki and Tawfik, 2009) Our system of artificially evolved
chimeric enzymes mimics natural recombination, representing potential intermediates over an
evolutionary path from TEM-1 to PSE-4. The chimeras displayed native-like rigidity
accompanied by a pattern of specific motions on the fast and intermediate timescales,
consistent with their importance toward reactivity. In parallel, we speculate that the observed

tolerance to a variety of slow active-site dynamics may facilitate evolution and promote
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functional diversity, particularly substrate promiscuity in the case of this class of highly
evolvable antibiotic resistance enzymes. It is striking that all three chimeras inspected
exhibited important, different patterns of slow dynamics, which may constitute a mechanism
of natural evolution in B-lactamases. Our results are strikingly similar to a recent report of
point mutations in Bacillus cereus metallo-f-lactamase II: in that model of evolution, fast
dynamics were conserved and important variations in slow active-site dynamics were observed
(Gonzalez et al., 2016). As in natural evolution, features that favor evolvability may be
transient. In another model, evolution of a bacterial phosphotriesterase into an arylesterase
revealed links between changing protein dynamics and specialization toward one function to
the detriment of the other. Crystallographic B-factors and short MD-simulations of variants
over the evolutionary path demonstrated that some regions adopted new dynamics to test out
conformations, later stabilizing the most productive conformations with further evolution,
while other regions became more rigid (Campbell et al., 2016). Similarly, the new, slow
dynamics observed in the chimeras could potentially become attenuated upon further evolution
with the introduction of stabilizing mutations, locking in beneficial mutations while regaining
a native-like rigidity. Indeed, the modern-day TEM-1 is thought to have a more rigid catalytic
pocket than ancestral -lactamases as a consequence of TEM-1 evolving to become more of a
‘specialist’ than the more ‘generalist’ ancient B-lactamases (Zou et al., 2015). We do not yet
understand the underlying mechanism relating those motions to function. While this system is
advantageous by being functionally promiscuous and diverse in homologs, current
methodologies preclude ready inclusion of substrates in crystal structures and in NMR,
limiting the depth of our mechanistic comprehension. Our robust MD simulations pave the
way to inclusion of substrates in simulations that will eventually reach the timescale of
turnover. Because evolution depends on function, the observation of conserved fast dynamics
supports the importance of dynamics in function. The slow dynamic variation we have
observed may serve to promote functional diversity: B-lactamases are specialized (and
secondary) metabolic enzymes that respond to environmental stress to ensure bacterial
survival. In contrast to enzymes of primary metabolism that have a lower requirement for
constant evolution (Mukherjee et al., 2016), bacterial resistance enzymes require greater

adaptability to the consequences of sequence variation.
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SIGNIFICANCE

Proteins are life-sustaining, flexible molecules, yet the impact of their motions on their
function is still poorly understood. A barrier to our understanding is characterizing motions
that occur over a wide variety of timescales, generally ranging from the picosecond to the
second.

Here, we have quantified the function and the motions of a close family of B-lactamase
enzymes that was built to resemble an evolutionary path. By comparing those properties
among the similar B-lactamases, we revealed linkages between motions and function.
Importantly, distinct methodologies allowed us to examine a continuum of timescales ranging
from the fast picosecond to the slower millisecond. The slow timescale coincides with the rate
of the overall B-lactamase reaction while the faster timescales encompass each of the catalytic
steps. Two naturally-occurring B-lactamases show similar rigidity at all timescales examined.
Their recombination yielded three ‘chimeric’ B-lactamases where fast motions (ps to ps
timescale) were conserved in each of these functional enzymes, consistent with a functional
importance. On the contrary, they exhibited diverse motions at the slowest timescale (us to ms
timescale). Interestingly, the slow motions in the three chimeras were different yet all
chimeras exhibited native-like turnover of the natural substrate benzylpenicillin. Hydrolysis of
the bulkier cephalosporins was altered, suggesting that slow dynamics may have a functional
impact on the rate-limiting acylation. Our work highlights the importance of specifically
addressing different timescales when observing protein motions and describes methodology
that is applicable to observing the function/dynamics relationship in numerous protein

systems.

METHODS

Protein expression and purification was performed as previously reported (Clouthier et
al., 2012; Gobeil et al., 2014; Gobeil et al., 2015; Morin et al., 2010; Morin et al., 2006).
Crystals were grown at 22°C in hanging drops with a 1:1 ratio of the protein and reservoir
solutions. Diffraction data were collected at the Canadian Macromolecular Crystallography

Facility Beamline 08ID-1 or with a Rigaku MicroMax 007 HF X-ray generator and a Rigaku
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Saturn 944 HG CCD detector. Initial phases were calculated by molecular replacement, with
PDB 1ZG4 (Stec et al., 2005). Iterative rounds of manual model building were performed.
Table A3.I summarizes the data collection and refinement statistics. The active-site volume
was estimated using 3V: Voss Volume Voxelator (Voss and Gerstein, 2010). For energy
minimization, MD simulations and analysis, GROMACS 5.0.1 was used with the
AMBER99SB-ILDN force field (Abraham et al., 2015; Lindorff-Larsen et al., 2010). Three 2
us simulations with 1 ps compressed and 100 ps full precision trajectories for each of the five
proteins was acquired. S> order parameters were calculated applying the model-free approach
(Lipari and Szabo, 1982a; Lipari and Szabo, 1982b). The Ca-RMSF was calculated for each
residue and converted into B-factors. NMR experiments were performed as previously
reported (Gobeil et al., 2014; Gobeil et al., 2015). [°N] and [*H,"°N]-labeled samples were
characterized using "N TROSY relaxation-compensated ~Carr-Purcell-Meiboom-Gill
(rcCPMG) experiments (Loria et al., 1999) on Agilent 800 MHz, 600 MHz and 500 MHz
NMR spectrometers calibrated to 31.5°C. Residue fits and model analyses were performed
using the full single-quantum ""N-CPMG equation (Manley and Loria, 2012). Substrate
hydrolysis was monitored according to initial steady-state velocities. More experimental

details can be found in Annexe 3.
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Préface au chapitre 5.

Le prochain chapitre présente un manuscrit qui est actuellement en préparation pour
soumission prochaine a la revue « Cell Biophysical Journal ». Cet article présente deux
nouvelles structures cristallines de la protéine cTEM-19m qui ont été obtenues en présence du
ligand benzylpénicilline. Néanmoins, aucune densité électronique correspondant a ce substrat
n’a été observée au niveau du site actif de la protéine. Toutefois, les deux structures
cristallines obtenues dans des conditions cristallographiques similaires montrent des variations
structurales importantes au niveau des conformeres adoptés par les chaines latérales de
plusieurs résidus impliqués dans la catalyse et la stabilisation du substrat.

Afin de vérifier si ces conformeres sont « réels » ou plutdt liés a des artefacts induits
par la cristallisation, nous avons analysé¢ les données de dynamique moléculaire, présentée au
Chapitre 4, afin de vérifier si ces conforméres sont observables au cours des 6 us de
simulation. Nous avons généré une analyse des ensembles structuraux adoptés par la chimere
cTEM-19m et comparé ceux-ci aux enzymes natives TEM-1 et PSE-4 ainsi qu’aux chimeres
cTEM-2m et cTEM-17m. Nos résultats montrent que cTEM-19m, contrairement aux autres
chimeres, a adopté plusieurs conformations uniquement observées chez PSE-4. Les résultats
présentés ici démontrent 1’importance de considérer 1’utilisation de courte simulation de
dynamique moléculaire permettant de générer des ensembles structurels, plutot que
d’interpréter directement une structure cristallographique lorsqu’il s’agit de déterminer
I’importance de conformeéres envers la fonction d’une protéine.

Ce manuscrit en préparation sera a contribution égale entre moi et M. Ebert. Les
travaux constituant ce manuscrit ont été effectués sous la direction de professeur J. Pelletier.
Ma contribution a cet article a, dans un premier temps, été au niveau de 1’obtention des
structures cristallines. J’ai de plus contribué a 1’analyse des données, la rédaction du manuscrit
et a la préparation des figures constituant le manuscrit préliminaire actuel. Mon rdle pour cet
article est aussi au de cibler les différents aspects expérimentaux a traiter afin de lier entre elles
les expériences de biologie structurale (cristallographie) aux expériences de dynamique
moléculaire. Mon collégue M. Ebert a quant a lui contribué par la réalisation des simulations
de dynamique moléculaire, sous la direction de J. Pleiss et J. Pelletier, puis en la réalisation

d’analyses permettant de répondre aux questions soulevées par I’analyse des structures

141



cristallographiques de la protéine cTEM-19m. M. Ebert a aussi contribu¢ a 1’analyse des
données, a la rédaction de D’article et a la préparation des figures constituant le manuscrit
actuel. Finalement, Dr. J. Park, sous la direction de professeur A.M. Berghuis, a contribué¢ a
cet article par la création des mode¢les structuraux de la protéine cTEM-19m. Il a aussi été de
conseil afin de me permettre de réaliser les essais de cristallisation.

Le manuscrit actuel présente les données de structure cristalline, des analyses des
simulations de dynamique moléculaire révélant les angles ¢ et y par résidu (graphique de
Ramachandran), les orientations adoptées par la boucle 214-220 ainsi que les ensembles de
conformeres adopté au cours des 6 ps de simulation et ce, pour chacune des protéines du
systeme composé des -lactamases TEM-1 et PSE-4 natives et chimériques. Des analyses des
corrélations entre les mouvements des différentes régions de ces protéines, des 5 premicres
composantes principales (PCA) des mouvements et de molécules d’eau impliquées au niveau

de la catalyse, seront prochainement incluses par la contribution de M. Ebert a ce manuscrit.
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Chapitre 5

Evidences crystallographiques du dynamisme

conformationnel des B-lactamases.

5.1. Manuscrit en préparation — Article 4. Crystallographic

evidence for dynamic conformational exchange in f-
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INTRODUCTION.

B-Lactamase production is the predominant mechanism among many used by Gram-
negative bacteria to confer resistance toward the most clinically prescribed class of
antimicrobial agents, the B-lactams [1, 2]. More than 1800 unique and naturally occurring -
lactamases, possessing different selectivity toward the recognized B-lactams, have been to this
day reported [3]. The Extended-Spectrum B-Lactamases (ESBL) and Inhibitor Resistant TEM-
like (IRT) B-lactamases incorporate single or few amino acid variations relative to the native
enzyme, resulting in hundreds of variants with broader recognition of B-lactams and inhibitors,
thereby providing increased resistance against these compounds [4]. This highlights the
importance to better understand the subtle effects produced by mutations in these bacterial
resistance enzymes.

The class A is the most prevalent of the four subgroups of B-lactamases, which
includes over 550 members [5]. The TEM-1 penicillinase was the first identified plasmid-
mediated B-lactamase (1963). It is one of the best known members of this family [6, 7] and
shares 40% sequence identity with the class A B-lactamase PSE-4, the first carbenicillinase
enzyme, isolated from Pseudomonas aeruginosa (1969) [8]. Class A P-lactamases share a
similar fold constituted of two domains (one all-o and one a/f) with the active site cavity
located at their interface (Figure 5.1). The active site cavity is defined by several highly
conserved structural and functional motifs. They form the active site walls which orient the
substrate and promote catalytic activity. These walls are: the S70 wall (residues S"°xxK"?), the
SDN wall (residues S"*’D"*'N"*?), the Q-loop wall (residues E'°xxL'®N'"%), the 214-218 wall
(residues 214-218) and the 234-244 wall (residues K**T*°G*®) (Figure 5.1) [9]. Residues
that constitute those walls but are not directly implicated in the catalytic mechanism tolerate

variability towards mutations (Figure 5.1 C).
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Figure 5.1. Relation of chimeras to the parental class A p-lactamases TEM-1
and PSE-4.
A. Numbering of the sequence blocks originating from TEM-1 (blue) and PSE-4 (green) in
cTEM-2m, cTEM-17m and cTEM-19m. Numbering according to Ambler [58]. The
nomenclature of the chimeras is as follows: ‘c’ indicates chimera, followed by the number of
substitutions (or mutations: ‘m’) in each chimera relative to the TEM-1 parental sequence,
which shares 40% sequence identity with PSE-4. The catalytic nucleophile, Ser70, and the
catalytically relevant Q-loop, are indicated in the TEM-1 sequence. B. Structural
representation of the parental origin in chimeras cTEM-2m (PDB 4MEZ) and cTEM-19m
(PDB 4QY5), colored as in panel A. The catalytic nucleophile, Ser70 (in sticks) and the
catalytically relevant Q-loop are indicated on the cTEM-2m structure to highlight the hybrid
composition of the active-site region located at the interface of the all-a domain (left) and the
o/f domain (right). C. The active-site walls, set in TEM-1 (PDB 1XPB). Green: S70 wall
(Met69-Lys73), lilac, Y105 wall (Val 103-Ser106); dark blue, SDN wall (Metl29-Asnl32);
red, Q-loop wall (Glul66-Asnl70); orange, 214-218 wall (Val214-Gly218),; and cyan, 234-
244 wall (Lys234-Arg244 + Met272 and Asn276). (Right) The structure is reoriented as
indicated by the arrow and the active-site walls are represented by their solvent-accessible
surface.

The two-step acylation-deacylation catalytic mechanism is performed by five residues
located on different active site walls, and a water molecule (Figure A4.1). These are Ser70,
the catalytic nucleophile [10], Lys73, proposed to act as a general base to activate Ser70 [11],
Ser130, the proton donor in the B-lactam ring opening [12, 13], Glul66, proposed to act as the
general base during the acylation and deacylation steps [13, 14], Arg234 (Lys in TEM-1)

important for the carbenicillinase specificity of PSE-4 [15] and the deacylating water molecule
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coordinated by Glul66 and Asnl70 [13, 16, 17]. In addition, the Y105 wall appears to be
implicated in a gate-keeping mechanism using Tyr105 side chain [9, 18].

Rearrangements affecting these active site walls as well as shifting water molecules
have been reported [19-25]. Among these, Stojanoski et al. have shown that a triple mutant of
the TEM-1 in the Q-loop, procuring altered substrate specificity and increased activity toward
the bulkier cephalosporin substrate, displayed important structural rearrangements of the
active site side-chains and water molecules in the X-ray crystal structure [19]. Furthermore,
Stec et al. observed residual activity in a TEM-1 variant where the catalytic nucleophile,
Ser70, was mutated to Gly, which cannot serve as a nucleophile [20]. Residual activity was
explained by the introduction of a new water molecule in the crystallographic structure of the
protein, substituting for the missing nucleophilic hydroxyl group.

X-ray crystallography [14, 25-30], NMR [9, 31-33] and theoretical studies [11, 34-42]
have characterized the catalytic mechanism of TEM-1, PSE-4 and variants. However, all these
reports have considered the proteins in a conformation similar to the crystal structures.
Proteins experience a wide range of motions occurring over multiple timescales, both on the
backbone and the side-chains. It is thought that the consensus, or lowest energy conformation,
is generally frozen in the crystal state of the protein [43]. Previous work using NMR and in
silico methodologies performed by us and others has shown that the naturally evolved (-
lactamases TEM-1 and PSE-4 generally maintain a rigid backbone over the entire ps to ms
timescale regime [9, 31, 32, 44-46]. These were previously recombined using the SCHEMA
algorithm mimicking the natural process of homologous recombination [47, 48]. To
investigate if protein dynamics are modified during evolution, we studied a model system
simulating a possible evolutionary path between the B-lactamases TEM-1 and PSE-4. The
chimeras under study were selected on the basis of their recombined active-site cavity (Figure
5.1) [49]. We have previously characterized the structure, function and backbone dynamics
over the entire picosecond to millisecond timescales of three chimeras. A chimera
incorporating 17 mutations (cTEM-17m) remained functionally TEM-1-like while two other
chimeras, incorporating 2 mutations (cTEM-2m) or 19 mutations (the same 17+2 mutations:
cTEM-19m), exhibited an important decrease in the turnover rate of cephalosporins, making
them functionally more PSE-4-like (Figure 5.1 A) [49, 50]. Using NMR and long in silico

dynamics simulations on those chimeras, backbone motions over the ps to us timescale were
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found to be maintained as in the native proteins. However, striking modifications on the ps-ms
timescale of backbone motions, coinciding with the turnover rate of benzylpenicillin, were
observed.

In the process of elucidating the structural implication in the shift of dynamics and
function of the chimera cTEM-19m, we attempted to crystalize this protein in different
catalytic states. We obtained two new crystal structures with strikingly different side-chain
conformations in the aforementioned catalytic walls. The crystallization conditions were
almost identical, which raises the question as to whether the analysis of a single crystal
structure of a variant in this particular system is sufficient to fully comprehend and interpret
the functional results.

We hypothesized that crystal structures do not always represent the consensus
conformation, but rather contain an undefinable crystallographic bias. Using ps-long MD
trajectories, we generated a large conformational ensemble allowing the determination of a
conformational consensus. This ensemble better reconciles the geometric and dynamic
implications observed by kinetic data than does the set of crystal structures we have obtained.
By these means, we demonstrate that computational methodologies constitute a powerful tool

to extract the most information from crystallographic data.

RESULTS AND DISCUSSION.

The ‘parental’ homologous [-lactamases TEM-1 and PSE-4 were previously
recombined block-wise to yield chimeric B-lactamases [51, 52]. In chimera cTEM-2m,
residues 66 to 73 from TEM-1 was exchanged for those of PSE-4. This region constitutes the
active-site wall S70 and is one of the two connectors between the all-a and the o/f-domains
(Figure 5.1). As a result of their high sequence identity, this resulted in two substitutions to
the TEM-1 sequence, Met68Leu and Met69Thr, which are the immediate neighbours of the
catalytic nucleophile Ser70. Chimera cTEM-17m incorporates residues 150 to 190 from PSE-
4. This introduced 17 substitutions relative to the TEM-1 sequence. Region 150-190 forms the
Q-loop active-site wall and its adjacent helices. This active-site wall contains the catalytically

relevant Glul66, proposed to serve as a general base in the catalytic acylation and deacylation
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steps [53] (Figure A4.1). Finally, chimera cTEM-19m combines both of these exchanged

regions, resulting in 19 substitutions and a more highly blended active-site cavity.

Analysis of the Backbone Conformations in a Crystallographic Environment.

Based on previous crystallographic attempts revealing that ¢cTEM-19m crystal
formation is rapid (within hours), we attempted to crystallize this protein at different stages of
the catalytic mechanism. Among many conditions tested, the presence of the native substrate
benzylpenicillin gave rise to two new high-resolution structures (PDB 4QYS, resolution of
1.50 A and PDB 4QY6, resolution of 1.15 A) (Table A4.I). Although no electron density
revealing the presence of this ligand was detected, striking structural variations were observed
in one of these models (PDB 4QY5) relative to the three other structures of this chimera
(4QY6 and the previously reported PDB 4R4R and 4R4S [49]).

%

Figure 5.2. Crystal structures of cTEM-19m.

A. Backbone overlay of the crystal structures of TEM-1 (blue, PDB 1XPB) and the chimera
cTEM-19m (green; PDB 4QY6 and orange PDB 4QY5) B. Active-site view of the overlay of
cTEM-19m with TEM-1. Watl30 represents the new water molecule in cTEM-19m at the
position of Serl30 hydroxyl moiety and WatD show the deacylating water molecule in TEM-1
(Wat292 in PDB 1XPB) and cTEM-19m (Wat439 in PDB 4QY6). This is also present in the
other crystal structures of the protein constituting this system: Watl046 in TEM-1 PDB 172G4,
Wat411 in PSE-4 PDB 1G68, Wat454 in cTEM-2m PDB 4MEZ, Wat427 in cTEM-17m PDB
4ID4; Wat430 in cTEM-19m PDB 4R4R and Wat411 in cTEM-19m PDB 4R4S.
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T =4.0

26 76 128 176 226 278

Figure 5.3. Ca-RMSD to TEM-1 (PDB 1XPB) of all TEM-1 and PSE-4 variants
available in the PDB based on Uniprot entries P62593 and P16897.
The RMSD values of each residue are shown from 0 A, in blue, to 4 A or above, in red.
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The four crystallographic structures of cTEM-19m showed maintenance of the native
protein fold (Figure 5.2 A). Comparison of the Ca-RMSD of TEM-1 (PDB 1XPB) to all
TEM-1 and PSE-4 variants reported in the PDB, including the chimeras studied here, revealed
that the more highly blended chimeras i.e. cTEM-17m and cTEM-19m contrast with the other
structures as a result of their elevated Ca-RMSD (greater than 1.2 A) in three main regions:
174-176, 196-197 and 214-227 (Figure 5.3). Residues 174-176 form the tip of the
catalytically important Q-loop, Gly196 and Glul197 are surface-exposed residues and residues
214-227 constitute the 214-218 active-site wall and part of the second domain connector
(Figure 5.1). This latter loop was not mutated by recombination, yet adopted a different
conformation in the crystal structures of the chimeras cTEM-17m and cTEM-19m relative to
the native TEM-1 and PSE-4. This is consistent with its reorientation resulting from the
recombination of the Q loop (residues 150 to 190) present in both these chimeras. Based on
the Ca-RMSD profile of this loop, the structures of the chimeras can be divided into two
groups. The first comprises cTEM-19m PDB 4R4R, 4R4S and 4QY6, which diverge from
TEM-1 in the 214-220 segment, and the second comprises cTEM-17m PDB 41D4 and cTEM-
19m PDB 4QYS5, exhibiting a higher Ca-RMSD in the 214-227 segment. We note that the
PDB structures diverging the most from TEM-1 i.e. 1IPZO, 1PZP, 1JWZ, 4RVA and 4RX3,
are either bound to a core-disrupting allosteric inhibitor (1PZO, 1PZP — affected in the 218-
224 region), to a boronate analog (1JWZ — affected in the 174-176 region) or have mutations
in the Q-loop region (4RVA and 4RX3) that introduce large conformational changes altering
the substrate profile. It is interesting to note that the same regions show elevated Ca-RMSD to
TEM-1 in the chimeras cTEM-17m and cTEM-19m (Figure 5.3).

In a first attempt to understand the differences between the four cTEM-19m structures,
we analyzed the B-factors of the Ca-atoms to rule out experimental uncertainties regarding
backbone atoms being at the root of the elevated Ca-RMSD profile of 4QYS in the 214-227
segment. The crystal structure displays elevated B-factors across all residues compared to the
other structures of cTEM-19m, but remaining within the TEM-1 (PDB 1Z2G4) and PSE-4
(PDB 1G68) native protein boundaries (Figure 5.4 A). After normalization of the per residue
B-factor to the level of the other structures of cTEM-19m, surface-exposed residues Asnl100,

Gly156 and Glul97, and active site residue Glul04 and Ser130 exhibited higher B-factors
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(Figure 5.4 B). When compared to TEM-1, only Glul97 had an elevated Ca B-factor. This
demonstrates that there is no gross alteration in structure 4QYS5 of ¢cTEM-19m. We also
analyzed the number alternate states for each residue in all structures reported in the PDB for
TEM-1, PSE-4 and variants (Figure A4.2). As expected, we find a strong correlation between
the resolution and the number of alternate states i.e. better resolution results in a higher
number of alternate states. No correlation was found between the degree of conformational
dynamics previously reported for TEM-1, PSE-4 and the chimeras [49, 50] and the number of

crystallographic alternate conformations of side chains (Figure A4.2).
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250
8 40
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B-factor
I;.3
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Residue

Figure 5.4. Ca B-factors for PSE-4, TEM-1 and chimeras extracted from their
respective PDB structures.
A. PSE4 (PDB 1G68) black, TEM-1 (PDB IXPB) cyan, cTEM-2m (PDB 4MEZ.A) green,
cTEM-17m (PDB 4ID4) yellow, ¢cTEM-19m (PDB 4R4R) purple, (PDB 4QY5) red. B.
Normalized B-factors for cTEM-19m (PDB 4QY5). The four cTEM-19m crystal structures are
colored: 4R4R — purple, 4R4S — green, 40Y5 — red and 4QY6 blue.

Backbone Structural Ensembles Derived from Long Molecular Dynamic Simulations.

We could not find any rationale for the observed differences in B-factors and Ca-

RMSD profile of 4QY5 in the 214-227 segment based solely on the crystal structure. To verify
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whether the observations of the crystallographic analysis are an essential part of the structural
ensemble of the respective proteins or if we are observing crystallographic artefacts, we
revisited our previously published unconstrained MD simulations [49].

The ¢ and y angles, characterizing the Ramachandran plot, were extracted over the
course of the entire trajectories for every residue of TEM-1, PSE-4 and the three chimeras
cTEM-2m, cTEM-17m and cTEM-19m, thus revealing the ensemble of possible backbone
conformations within 6 us (Figure 5.5). Upon comparing the crystal structure of the two
native proteins to the three chimeras, only loop 214-227 showed significant variation of the ¢
and y angles, coherent with the B-factor analysis described above. Using a clustering
algorithm, we analyzed the conformation of this loop over the course of the 6 us trajectories to
verify whether the structural ensemble of cTEM-19m contains evidence of elevated Ca-
RMSD profile of 4QY5 in region 214-227. In PSE-4, this loop remained in its starting
conformation, while showing small fluctuations around the crystallographic orientation in
TEM-1 and the chimera cTEM-2m. This is coherent with the previously reported S* values and
the RMSF calculated from the MD trajectories where this wall was rigid in PSE-4 and
moderately mobile in the other proteins. Strikingly, in the chimeras cTEM-17m and ¢cTEM-
19m the loop also explored a conformation similar to that crystallized, yet with a larger degree
of freedom to explore greater structural diversity than for the other proteins (Figure 5.6).
Within the structural clusters for this loop from the cTEM-19m ensemble, both orientations
observed in the two aforementioned groups of Co-RMSD profile are represented. The
different backbone conformations found in cTEM-19m crystals are hence a real indicator for
the extensive dynamics observed experimentally on a slow time scale [49]. The high mobility
observed in cTEM-17m and ¢cTEM-19m also correlates with the previous failure to assign this
loop using NMR methodologies, consistent slow dynamism of this region in these chimeras
[49, 50].

Residues of the active-site walls S70, SDN, Q-loop and 234-244 showed maintenance
of the ¢ and y angles between the crystallized conformation and the ensemble, with the
significant exception of residue 69. All crystal structures of class A B-lactamases show the
residue at position 69 as adopting a high-energy conformation outside of the boundaries of the

favourable Ramachandran areas [26, 54, 55]. This was accordingly observed in the crystal
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structures of the chimeras. However, after rapidly, cTEM-19m Thr69 adopted and remained in

a favoured, low-energy conformation (Figure 5.5). This resulted in an extensive water influx

behind the active site wall.
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Figure 5.5. Ramachandran plot of the ¢ and y angles of TEM-1, PSE-4 and the
chimeras ¢cTEM-19m or cTEM-2m for residues A. Met/Thr69 and B.
Glu/Thr104 and Tyr10S5 over the 6ps of simulation.
The orientation observed in the crystal structures of TEM-1 (PDB 1XPB), PSE-4 (PDB 1G68),
cTEM-19m (PDB 4R4R) and cTEM-2m (PDB 4MEZ.A) are indicated by a blue square. The
optimal conformation per residue type are indicated according to [59].
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) N 4 fa N R e \)
Figure 5.6. Cluster analysis of the loop 214-218 for TEM-1, PSE-4, and the
chimeras cTEM-2m, cTEM-17m and cTEM-19m.

The conformation adopted by the 214-218 loop in the crystal structure is shown for reference
in grey. The constrasting orientation either to TEM-1 (shown in cTEM-2m, cTEM-17m and
cTEM-19m frames) or to cTEM-17m (shown in TEM-1 and PSE-4 frames) is indicated in

green.

On the active-site wall Y105, gate-keeper to the active-site cavity, Glu104 and Tyr105
were observed in cTEM-2m to explore additional high energy conformations not explored by
the other proteins [18, 56]. This suggests motions specific to this chimera, therefore resulting
from the Met68Leu and Met69Thr substitution and compensated for in chimera cTEM-19m by
its 17 further substitutions. Despite the potential for this difference to affect gate-keeping,
there was no change in productive binding as reflected by Ky maintenance [49]. This is also
consistent with the previously determined elevated RMSF of this wall in ¢cTEM-2m (0.14

relative to 0.08-0.10 in the native proteins).
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A Crystal Structure Showing Rearrangement of Catalytically Important Side-Chains

Within the active-site region, the crystal structure main-chain conformations were in
general agreement with the findings from the conformational ensemble. This is consistent with
previous NMR studies, which showed no large domain motions or structural changes [31, 32,
44, 46]. However, the active-site side-chains and water molecules of cTEM-19m PDB 4QY5
revealed striking differences relative to the three other crystal structures of cTEM-19m. The
electron density map of 4QYS5 showed no indications for the presence of side-chain
conformations observed in all other structures.

On the SDN active-site wall, the Ser130 hydroxyl moiety, which is the proton donor
during the B-lactam ring opening, was rotated by 95° around its CP displacing the hydroxyl
moiety 3 A farther from the active-site center (Figure 5.2 B). This corresponds to the adoption
of the ['g-'] conformer (nomenclature based on the Dynameomics rotamer library [57]) rather
than the ['t'] orientation found in TEM-1, in the chimeras cTEM-2m, cTEM-17m and the three
other structures of cTEM-19m; in PSE-4, both ['t'] and ['g-'] orientations were observed with
equal occupancy. Interestingly, this rearrangement of Ser130 has been suggested, in concert
with Arg234, to be essential for the carbenicillinase activity of PSE-4 as they prevent steric
clashes [28]. However, it was previously shown that cTEM-19m has no increased activity
towards this substrate [49]. This further supports the synergetic effect of the PSE-4
Ser130/Arg234 residue pair for its carbenicillinase activity. The adoption of the ['g-']
conformer in cTEM-19m introduced a new water molecule (PDB 4QY5: wat418) where the
hydroxyl moiety of the ['t"] conformer would otherwise be located (Figure 5.2 B).
Interestingly, only the structures of the TEM-1 Ser70Gly (PDB 1ZG6), TEM-32 (TEM-1
Met691le/Met182Thr; PDB 1LI0) and TEM-76 (TEM-1 Ser130Gly; PDB 1YT4) showed a
water molecule at this position (Figure 5.7). The TEM-1 Ser70Gly variant, depleted of a
catalytic nucleophile, displayed residual activity toward ampicillin (10°-fold reduction of
efficiency) [20]. This water molecule was proposed to act as a replacement for the missing
hydroxyl moiety of Ser70, procuring the residual activity of this variant. Interestingly, TEM-
32 and TEM76 are known to be inhibitor-resistant enzymes. Crystallographic structures of
these variants have shown distortion of Ser70 or Lys234 resulting in the displacement of
Ser130 and introduction of this new water molecule [23, 24]. Because cTEM-19m is fully

catalytic and the orientation of Ser70 and Lys234 are maintained as in the native proteins, we
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propose that the placement of this new water molecule results from the dynamism of both
Ser70 and Lys234 on a timescale slower than the ms (resulting in their non-assignment by

NMR methodologies).

ok

N
o i N £

Figure 5.7. Superposition of all structures of TEM-1, PSE-4 and variants found
in the PDB.
Residue S130 is shown in sticks for 4QY5 — green, 1LI0 — blue and 1ZG6 — yellow. The newly
introduced water molecules are shown as spheres in their respective color with the addition of
the water molecule found in the Ser130Gly mutant (PDB 1YT4) represented in red. All other
structures are shown in a line representation. The cartoon representation is based on 1BTL.

The advantage of studying the ensemble of side-chain orientations instead of being
limited to the static image obtained from crystallography is that one can observe the
distribution of rotameric states over time. Consequently, we can rank all possible rotameric
states for further analysis. The rotameric conformations of each side-chain were extracted over
the course of the MD trajectories and compared to the respective crystal structure and expected
rotameric states (Tables S2 and S3) [57]. This analysis shows that all proteins converged
towards an approximate ratio of 80% ['g'] and 20% ['t'] for Ser130. This shows that the ['t']
conformation observed in 4QYS5 can be explored by all proteins and not only by the chimeras.
This also highlights how any single crystal structure should be interpreted with precaution.

On the S70 active-site wall, the catalytic nucleophile Ser70 hydroxyl moiety in 4QYS5,
compared to the other structures of cTEM-19m, was rotated by 35° around its CPB and

displaced outward from the active-site center by approximatively 1 A while maintaining the
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same rotameric conformer. The structural ensemble showed for TEM-1 and the chimeras
cTEM-2m and cTEM-17m, that the catalytic nucleophile Ser70 remained in the crystalized
conformation (['g-']). However, in PSE-4 and cTEM-19m, this residue adopted the ['g-'] and
['g+'] conformations with an approximate ratio of 60:40 for PSE-4 and 50:50 for cTEM-19m.
This suggests that the catalytic nucleophile is more mobile in these latter two proteins. It is
interesting to note that in all proteins under study, Ser70 was not assigned by NMR
methodologies, consistent with slow dynamism. The neighboring Thr69 side-chain was also
rotated by 95° around its CB displacing the side-chain hydroxyl moiety by 1.9 A (Figure 5.2
B). This led to the adoption of the ['t"] conformer while the ['g+'] was observed in the all other
structures containing Thr69: c¢cTEM-19m (apart from 4QYS5), PSE-4 and cTEM-2m.
Interestingly, the structural ensemble did not reveal the ['t"] conformer for cTEM-19m that was
crystallised in 4QYS5. Thr69 remained in the crystallized conformation of 4R4R (i.e. ['g+']). It
appears that the ['t'] rotameric conformation is a rare event on a time-scale not covered in our
simulation. The slow dynamics observed for Ser70 might influence the dynamic exchange
between the two rotamers of Thr69. Interestingly, the Lys73 side-chain of the same active-site
wall remained in the crystallized conformation (['g-', 't', 't', 't']). NMR analysis previously
showed strong dynamics for this residue in cTEM-19m [49]. The structural ensemble appears
to support this finding. For all proteins except cTEM-19m the conformation ['g-', 't', 't', 't'] was
adopted at least 70% of the time. However, for cTEM-19m, this conformer was observed only
33% of the time, while a second conformation, ['g-', 't', 't', 'g+'], was observed 57% of the time.
On the Q-loop active-site wall, Asnl70, coordinating the deacylating water molecule, was
rotated by 30° around its CB in ¢cTEM-19m PDB 4QYS5. This displaced the side-chain
nitrogen and carbonyl by respectively 2.1 and 1.5 A toward the exterior of the active site but
remained in the rotameric conformer (['g-', 'Og-']). Surprisingly, the deacylating water
molecule was not observed in the PDB 4QY5 of cTEM-19m (Figure 5.2). The absence of this
catalytically important water molecule from the crystal structure may reflect a less efficient
coordination resulting from the increased dynamism of cTEM-19m relative to the native
enzymes. This might also be reflected by the important decrease of k. for cephalosporin
hydrolysis (9 to 75-fold) observed for this chimera [49]. Accordingly, motions were

previously observed in this chimera on the ns-ms timescales on an extended stretch of residues
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including the catalytically relevant Glul66 and Asnl170. When analyzing the ensemble, we
observed the rotamer ['g-', 'Og-'] at least 60% of the time for all proteins except cTEM-19m.
Here the rotamer ['g-', 'Ng-'] was found 50% of the time and the rotamer ['g-', 'Og-'] only 6%
of the time. The rotamer ['g-', 'Ng-'] represents a conformation that cannot stabilize the water
network with Glul66 and Asnl170. This might explain the absence of the water molecule in
one of the four crystal structures of cTEM-19m. The crystallization of water in a protein
structure requires a strong coordination of the dynamic water molecules. The shift away from
the favorable rotamer ['g-', 'Og-"] may destabilize this important water molecule and hence
rationalize its absence in the electron density of 4QY5.

The general base during the deacylation step and possibly the acylation step, Glul66,
within the Q-loop active-site wall, adopted two conformers equally over the course of the 6 us
trajectories in TEM-1 and cTEM-2m i.e. the crystallized conformer (['g-', 'g-', 't']) and a second
one (['g-', 'g-', 'g+']). PSE-4 and cTEM-17m adopted two further conformations (['g-', 't', 'g+']
and (['g-', 't', 'g+"]), each at an approximate ratio of 25%, suggesting more flexibility of this
side-chain in these proteins. Interestingly in cTEM-19m, the crystallized conformation (['g-',
'g-', 't']) represented only 3.5% over the MDs. Instead, the ['g-', 't', 'g-'] conformer dominated
60 % o the time though it was almost absent in the other proteins’ trajectories, while the ['g-',
't", 'g+'] conformer was observed over 30% of the MD simulation. This further supports the
hypothesis that the coordination of the deacylating water molecule is destabilized in cTEM-
19m

Finally, Tyr105, on the Y105 gate-keeping active site wall was crystallized in the
“closed” ['t', 'g'"] conformation in TEM-1, PSE-4 and ¢cTEM-2m. In ¢cTEM-17m and cTEM-
19m, the contrasting “open” ['g-', 'g'] conformation was crystallized. This conformation was
only observed within the PDB for TEM-1 and PSE-4 crystal structures bound to either -
lactamase inhibitory proteins or inhibitors. The flexibility of this important side-chain has been
previously proposed (Figure 5.2 B) [9, 18, 56]. The ensemble of all proteins revealed that, for
all proteins under study here, the “open” ['g-', 'g'] conformation was predominantly populated
during the simulations. This confirms the dynamic exchange of this residue between the two

conformations, showing that the “open” state is also present in the absence of ligands.
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CONCLUSION

Altogether, these results demonstrate the importance of cautiously analyzing the
functional importance of structural variations gleaned from crystal structures. As demonstrated
here, protein motions should also be considered when developing this causal relation. Having
obtained four structures of cTEM-19m, where three exhibit similar conformations and one
shows striking structural rearrangements, we demonstrate how dynamics can influence the
resulting structure not necessarily captured by the B-factors. These results are of prime interest
as they exemplify the importance of interpreting crystallographic data with precaution. In the
case of B-lactamases where side-chain orientation is important for function, misinterpretation
or over-interpretation of crystallographic artefacts can be detrimental. Where sufficiently long,
MD simulations have the particular advantage of covering most of the conformational space
explored by side-chains without the necessity of resolving numerous crystal structures of the
same protein. Since structural interpretations are usually mainly based on a single structural
model, MD simulations revealing conformers ensemble should be considered as a requisite to

correlate the importance of structural rearrangement to function.
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Chapitre 6 — Discussion et conclusion

Au cours des chapitres précédents, il a été démontré que les B-lactamases homologues,
TEM-1 et PSE-4, structurellement et fonctionnellement similaires, maintiennent entre elles des
patrons de dynamiques similaires. De petites variations fonctionnelles, structurales et
dynamiques ont été observées, mais celles-ci semblent plutdt étre liées a la spécialisation des
enzymes homologues qu’a des changements globaux des propriétés de ces enzymes. Ces
résultats suggérent donc que le maintien évolutif de la dynamique et de la structure sont
importants pour la fonction enzymatique et que des variations légeres de celles-ci peuvent
permettre la spécialisation d’homologues.

La caractérisation des chiméres de TEM-1 et PSE-4, étant des intermédiaires d’un
chemin évolutif hypothétique entre ces deux enzymes, a montré un maintien global de la
fonction hydrolytique, de la structure et de la dynamique rapide (ps-us) avec des variations
légeres. Toutefois, des variations majeures de la dynamique, ayant lieu sur I’échelle de temps
(us-ms), coincidant avec la vitesse catalytique (k..), ont été observées. Cette dernicre
observation, prise en considération avec des travaux de la littérature scientifique, nous permet
ici de soulever différents questionnements quant au réle de la dynamique des protéines envers

la fonction, I’évolution et les facteurs influencant celle-ci.

6.1. Ligands et caractérisation de la dynamique

Il a précédemment ét¢ montré que la présence d’un ligand pouvait influencer les
patrons de dynamique observés entre une apoenzyme et I’état li¢ de celle-ci. Des travaux
caractérisant la dynamique lente des intermédiaires liés au cours du cycle catalytique de la
dihydrofolate réductase d’E. coli (ecDHFR), ont montré que chacun de ceux-ci possédait des
motions différentes (151). Toutefois, il a aussi été observé qu’un nombre restreint de résidus
maintenaient leur dynamisme observé dans 1’état intermédiaire précédent. Les constantes de
relaxation obtenues pour les différentes régions dynamiques corrélaient aussi avec les vitesses
réactionnelles des étapes intermédiaires. Ceci démontre donc que la dynamique est
directement impliquée dans la fonction enzymatique et que le ligand peut influencer celle-ci.

D’autres travaux sur cette méme enzyme ont aussi montré que les patrons de dynamique lente
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différents en fonction de la liaison de différent ligands non naturels. Un nombre restreint de
résidus maintiennent par contre leur dynamisme, peu importe le ligand lié (152).

La cyclophilline A catalyse la réaction d’isomérisation cis-trans des prolines. Le role
du dynamisme envers la fonction a été vérifié chez cette enzyme puisqu’au cours de la
catalyse, aucun lien chimique n’est créé ou détruit. Ceci permet I’étude des changements
conformationnels subis par I’enzyme et le substrat au cours de la réaction suivie par RMN. En
présence de substrat, des mouvements ayant lieu sur 1’échelle de temps lente sont observés.
Certains de ces mouvements sont aussi présents dans I’apoenzyme, démontrant donc la
préexistence de certains mouvements impliqués dans la fonction avant méme la liaison du
substrat. Ces motions ont été suggérées comme étant strictement maintenues afin de faciliter la
réactivité de ’enzyme (41).

Les travaux présentés ici, caractérisant la dynamique des P-lactamases, ont été
effectués sur 1’état apoenzyme. L’efficacité catalytique (k../Km) de ces enzymes approche la
limite de diffusion du substrat (pénicillines : 10° — 10’ M''s™), justifiant la non-inclusion de
celui-ci au cours des études de dynamique qui durent de plusieurs jours (153). Des essais de
titration par RMN effectués plus rapidement auraient permis de vérifier I’effet d’un ligand sur
la protéine. Un effet de stabilisation des grandes régions du site actif non assignées, et donc
dynamiques, dans les chiméres cTEM-17m et cTEM-19m (résidus 214 a 218 et 234 a 244),
aurait possiblement pu étre observé. Toutefois, la caractérisation des variations de
déplacement chimique aux concentrations faibles de substrat aurait été problématique a
réaliser puisque le substrat est trop rapidement hydrolysé. Cette expérience permettrait
d’observer la liaison du substrat a I’enzyme, mais ne fournirait pas d’informations sur la
dynamique de I’enzyme au cours de fonction enzymatique. L hydrolyse des B-lactames par les
B-lactamases ne dépend pas de ’ajout d’un cofacteur qui aurait permis de bloquer I’enzyme
dans un état li¢ intermédiaire. Ces caractéristiques du systéme constituent donc un défi pour la
caractérisation par RMN de ’effet d’un substrat sur la dynamique de la protéine. Différentes
possibilités telles 1’ajout d’inhibiteurs, d’analogues et de protéines inhibitrices ont toutefois été
explorées. Toutefois, aucune de ces approches ne permettait de caractériser de fagon
appropriée la relation entre la fonction et la dynamique comme il sera présenté au cours des
prochains paragraphes.

Trois inhibiteurs des B-lactamases, soit le tazobactame, le sulbactame et le clavulanate
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(Figure 6.1), sont utilisés cliniquement pour traiter les infections aux -lactamases résistantes.
Ces composés constituent une alternative intéressante pour caractériser la dynamique en
présence d’un ligand et de corréler celle-ci a la fonction qui ici est représentée par I’inhibition
de T’activit¢ d’hydrolyse d’un B-lactame. Toutefois, ces inhibiteurs sont, tout comme les
substrats, hydrolysés par les B-lactamases dans un ratio d’'une molécule liée au site actif de
TEM-1 pour 160 molécules hydrolysées dans le cas du clavulanate ou d’une molécule li¢e
pour 13 000 hydrolysées dans le cas du sulbactam (86, 154, 155). Les concentrations
d’inhibiteur nécessaires pour observer les mouvements au cours de la réaction seraient encore
ici élevées. De plus, différents mécanismes suivant la formation de 1’acyle-enzyme peuvent
étre utilisés, entrainant ou non la formation de différents complexes enzyme-inhibiteur ce qui

complique 1’analyse des données (Figure 6.2).

A O O
E5 o 100 100
TOOH TOOH TOOH
Clavulanate Sulbactam Tazobactam
l-_l H
B 0 L OH = 0O . OH Différents
O/I;Nr\)J - W mécanismes
B B possibles
TOOH [ COOH
Ser

Ser-O ©
acyle-enzyme

Figure 6.1. Inhibiteurs des B-lactamases utilisés en clinique (A) et formation du

complexe enzyme-inhibiteur (B).
Figure adaptée de Drawz & Bonomo (2010) (86).
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Figure 6.2. Mécanisme de I’inhibition par le clavulanate montrant les différents sous-
produits possibles au cours de la réaction.
Figure adaptée de Drawz & Bonomo (2010) (86).

L’utilisation d’analogue boronate des [B-lactames est intéressante pour des études
structurelles puisque ceux-ci comportent un atome de bore (mimant le f-lactame), permettant
la liaison de I’enzyme sans I’hydrolyse du composé¢ (Figure 6.3) (156, 157). Lorsque ces
composés sont liés a I’enzyme, ils reproduisent une conformation similaire a 1’état de
transition entre le [-lactame et 1’enzyme, permettant donc de développer un lien
structure/fonction dans un état figé (Figure 6.4) (86). L’interprétation de leur effet envers la
dynamique peut toutefois poser certaines difficultés conceptuelles puisque ces molécules se
lient et miment le complexe de Michaelis, mais ne sont pas par la suite hydrolysées. Le lien a
la fonction enzymatique n’est donc pas idéal puisqu’une seule étape du mécanisme peut étre
capturée par ces analogues artificiels. De plus, leur affinité est généralement plus faible que les
substrats B-lactames étant donné leur structure significativement différente des P-lactames

qu’ils imitent. Leur liaison a I’enzyme est aussi réversible, contrairement aux 3-lactames.
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Figure 6.3. Analogues boronate des substrats des p-lactamases.
Figure adaptée de Drawz et al. (2013) (158).
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Figure 6.4. Comparaison de I’état de transition lors de la liaison au céfotaxime ou a

un analogue boronate du céfotaxime.
Figure adaptée de Drawz & Bonomo (2010) (86).

Les BLIPs (jB-lactamases inhibitory protein) sont une famille de petites protéines
inhibant certaines B-lactamases de classe A. La premiére protéine de cette famille, BLIP, fut
identifiée chez Streptomyces clavuligerus (159). Les autres membres, BLIP-I et BLIP-II, ont
subséquemment été identifiés chez Streptomyces exfoliatus SMF19 (160, 161). BLIP et BLIP-I
possédent 38% d’identité de séquence alors que BLIP-II difféere complétement de ces deux
protéines (162). Puisque les P-lactamases sont des enzymes périplasmiques et donc
inaccessibles a des protéines extracellulaires telles les BLIPs, des études se sont intéressées au

role naturel de celles-ci. Ces protéines jouent un réle dans les mécanismes de sporulation. Il a
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été proposé que la cible naturelle des BLIPs, bien que toujours inconnue, doit Etre
structurellement similaire 8 TEM-1, d’ou leur forte affinité pour cette B-lactamase (K; TEM-
1/BLIP = 0,11 nM; K; TEM-1/BLIP-II = 0,0272 nM) (159, 162).

Ces protéines inhibitrices auraient procuré un bon moyen de vérifier I’effet de la
dynamique sur les interactions protéine-protéine. Serait-il possible que la dynamique
augmentée des chiméres influence la liaison des BLIPs (Figure 6.5) ? Toutefois, ces protéines
ne permettent pas de faire un lien a la fonction enzymatique d’hydrolyse des -lactamases. De
plus, BLIP liant trés fortement 1’enzyme ne permettrait pas de mesurer le role du dynamisme
envers I’inhibition au cours d’étude de CPMG. Ainsi, le développement de la corrélation
structure/fonction/dynamique utilisant cette approche ne serait toujours pas idéal par cette
approche. Des travaux ont toutefois été réalisés afin de vérifier I’effet des recombinaisons
homologues (les chiméres) sur la liaison avec BLIP (Annexe 5). Ces études n’ont pas été
poursuivies a cause de difficultés techniques et conceptuelles entourant 1’obtention des

paramétres caractérisant 1’inhibition par ces protéines.

Figure 6.5. Modele de I’interaction entre BLIP et cTEM-19m.
La structure cristalline de cTEM-19m (PDB 4R4R) est colorée en fonction de la provenance
des résidus de cette chimere (TEM-1 résidus colorés en bleu ; résidus 66 a 73 et 150 a 190
provenant de PSE-4 colorés vert). Les résidus dynamiques observés par RMN-CPMG sont
colorés orange alors que les résidus non assignés par RMN sont gris. La structure de BLIP
(jaune) a été extraite de la structure co-cristallisée de TEM-1 et BLIP (PDB 1JTG (162)) ou
TEM-1 a été aligné avec cTEM-19m.
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La cinétique enzymatique est la seule méthodologie présentée qui nous permet de
révéler des variations de la fonction d’hydrolyse des p-lactames de ces enzymes. Le lien direct
entre les variations de dynamique observées sur 1’échelle de temps coincidant avec la vitesse
catalytique et la fonction enzymatique reste toutefois complexe a développer, puisqu’ici, il
n’est qu’uniquement possible de relever des corrélations et non, une causalité entre ces deux
parametres.

Les simulations de dynamique moléculaire in silico permettent I’inclusion de substrat.
Par contre, cette approche ne permet pas de vérifier la contribution de ces mouvements a la
catalyse. La caractérisation de la dynamique en présence des différents états intermédiaires du
mécanisme catalytique (le substrat libre dans le site actif, le complexe de Michaelis, 1’acyle-
enzyme, le produit hydrolysé) pourrait étre une approche permettant de vérifier la contribution
du substrat face aux mouvements de I’enzyme. Est-ce que la liaison de substrat, par la
formation de contact avec I’enzyme, stabilise les mouvements présents dans celle-ci ? 1l faut
aussi préciser que le mécanisme catalytique précis et le role des résidus impliqués dans I’étape
d’acylation de ces enzymes n’est pas complétement compris ce qui rendrait I’interprétation
complexe. La difficulté de simuler jusqu'a I’atteinte de I’échelle de temps de la catalyse (selon
keat de TEM-1 pour BZ = 2 ms) est une contrainte importante. Grace a 1’augmentation
constante de la puissance informatique cette problématique pourra toutefois fort probablement
étre résolue dans les années a venir permettant ainsi 1’exploration de ces échelles de temps in

silico.

6.2. Importance évolutive de la dynamique

Suite a la démonstration de la grande tolérance des B-lactamases TEM-1 et PSE-4 a des
changements de dynamique coincidant avec 1’échelle de temps de la catalyse, il est ici
intéressant de s’attarder a la signification évolutive de cette observation.

Des travaux portant sur la caractérisation de la dynamique lente de différents
homologues de la famille des RNases ont montré que ces enzymes conservaient entre elles des
patrons de dynamiques similaires (54, 163). Toutefois, 1’élimination d’un seul groupement

méthyle d’une chaine latérale distale au site actif de la RNaseA, malgré le maintien de la
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structure et de la stabilit¢ de I’enzyme, modifie drastiquement la dynamique résultant en des
variations importantes du positionnement du ligand réduisant I’efficacité catalytique (43).
Mutée au niveau d’un seul résidu, la boucle catalytique Met20 de la ecDHFR a été montrée
comme modifiant la dynamique sur I’échelle de la ms, affectant du méme coup I’efficacité de
transition entre les états catalytiques et donc, réduisant I’activité de 1’enzyme (55). Chez la
cyclophilline A, la mutation Ser99Thr entraine elle aussi une réduction drastique de la
dynamique sur 1’échelle de temps ps-ms, réduisant ainsi la vitesse de la catalyse (164). Ces
travaux nous menent donc a nous questionner sur le role de la tolérance des pB-lactamases a des
changements de dynamique.

Dans un premier temps, rappelons que les B-lactamases sont des enzymes de résistance
bactérienne qui sont connues pour leur grande adaptabilité évolutive. A ce jour, plus de 170
variants cliniques de TEM-1, comportant généralement de 1 a 5 variations, possedent
différentes sélectivités envers les B-lactames (82). Ces antibiotiques sont actuellement parmi
les plus prescrits en clinique et sont utilisés a grande échelle pour des applications vétérinaires.
Ceci entraine donc une haute pression sélective dans I’environnement des bactéries (68).
Revenons au principe de sélection naturelle proposé¢ par Charles Darwin: au sein d’une
population, une modification offrant un avantage sera maintenue. Tel que proposé par
Tokuriki et Tawfik (165), serait-il possible que des modifications de dynamique permettant la
reconnaissance de nouveaux substrats puissent favoriser [’adaptabilit¢ évolutive ? En
contrepartie, des grandes variations de dynamiques pourraient-elles étre globalement
désavantageuses a long terme pour le « fitness » de I’enzyme ou le « fitness » se défini comme
¢tant la performance de I’enzyme envers une fonction définie ? Tel que proposé par Degrado
et collaborateurs (166), est-ce que I’exces de dynamique doit étre réduit par un processus de
stabilisation évolutive, tout en maintenant 1’avantage fonctionnel que la nouvelle mutation
(augmentant la dynamique) a permis d’atteindre, afin de maximiser le « fitness »? La figure
6.6 présente un modele explorant cette idée de la contribution de la dynamique envers

I’évolution de la fonction chez les B-lactamases.
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Figure 6.6. Modéle hypothétique du role évolutif de la dynamique envers la fonction
enzymatique.

Initialement, [’enzyme native posséde une dynamique restreinte. Cette enzyme hydrolyse
efficacement certains substrats (pénicilline) permettant la survie cellulaire (©). L introduction
de substrats plus complexes et moins bien reconnus par l’enzyme résulte en une pression
sélective. Des mutations dans [’enzyme (étoiles jaune, rouge et bleue) affecteront la
dynamique de celle-ci, facilitant [’atteinte d’une solution au probleme et permettant ainsi la
survie cellulaire (étoile rouge). L’exces de dynamique pourrait par contre modifier le
« fitness » (ou la performance) général de [’enzyme, d’ou [’introduction de mutations
compensatoires (étoiles vertes) stabilisant cette nouvelle dynamique tout en maintenant
["avantage offert par la mutation (étoile rouge).

Afin d’explorer ce modéle, différentes approches peuvent étre proposées. Dans un
premier temps, il pourrait étre intéressant d’évaluer la présence d’un tel mécanisme au cours
d’un chemin évolutif cliniquement connu, conférant & TEM-1 une meilleure efficacité
d’hydrolyse des céphalosporines plus volumineuses. Un tel chemin est connu pour les

mutations A42G, E104K, MI182T et G238S permettant 1’hydrolyse plus efficace du
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céfotaxime (Tableau 6.I) (167, 168). L’étude de ce modéle permettrait de vérifier si la

dynamique des variants est modifiée simultanément avec la fonction.

Tableau 6.1. Concentration minimale inhibitrice (CMI) en présence du céfotaxime
pour TEM-1 et les variants du chemin évolutif impliquant les mutations A42G,
E104K, M182T et G238S.

Données provenant de Hall (2002) (168).

CMI céfotaxime Amélioration relative

(ng/mL) a TEM-1
TEM-1 0,012 -
A42G 0,0625 5x
E104K 0,25 21 x
M182T 0,0625 5x
G238S 0,5 42 x
E104K + G238S 8 667 x
A42G + E104K + G238S 64 5333 x
A42G + E104K + M182T + G238S 1024 85333 x

Il pourrait aussi étre intéressant de tenter 1’évolution en laboratoire des chimeéres
cTEM-2m, cTEM-17m et cTEM-19m afin de vérifier si la dynamique retournerait a un patron
similaire & ’enzyme TEM-1 native par I’incorporation de mutations compensatrices. Une
alternative pourrait aussi étre de vérifier si une enzyme possédant une plus grande dynamique
initiale (telles les chiméres) explore les mémes chemins évolutifs que des enzymes moins
dynamiques tels TEM-1 et PSE-4 au cours de I’évolution vers une nouvelle fonction (c.-a-d.
hydrolyse de P-lactames plus volumineux). Est-ce que la dynamique pourrait permettre
d’ouvrir des accés a des chemins évolutifs qui autrement ne seraient pas atteints ? Si la
dynamique ne procure pas d’avantage évolutif, et qu’elle n’est pas essentielle a la fonction,

serait-elle simplement stabilisée et éliminée au cours de 1’évolution ?
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6.3. Conclusion

Les sections précédentes exposent les limitations du systéme enzymatique étudié ici.
Toutefois, rappelons que celui-ci a été sélectionné en fonction de différents avantages qu’il
posséde, soient la connaissance des structures, du mécanisme catalytique, la grande variété
d’homologues et de variants et la possibilit¢ d’étudier la dynamique de ces protéines par
RMN. Le développement d’une corrélation plus compléte entre la structure, la fonction et la
dynamique des protéines reste un défi de taille qui devra continuer d’étre développé par
’utilisation de différentes approches et de différents systémes protéiques. Afin de pouvoir
éventuellement généraliser sur le role de la dynamique envers la fonction enzymatique, la
caractérisation d’une multitude de systémes sera nécessaire et 1’inclusion de substrats mettra
en évidence le lien dynamique-fonction. Tel que décrit par D. Hilvert et D. Baker (169), la
caractérisation des mouvements et des paysages énergétiques d’enzymes issues de I’ingénierie
est d’un intérét particulier puisque ces informations pourraient étre utilisées dans la conception
en laboratoire de protéines et éventuellement permettre le réve de créer des catalyseurs de

novo pour toutes les réactions désirées.
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Annexe 1 — Matériel supplémentaire du chapitre 2

Table AL.L related to Figure 2.2: AR, values > 7 s, derived from TROSY-based
CPMG experiments, and unassigned residues (NA) in TEM-1, PSE-4 and ¢cTEM-

17m.

Residue R, (800MHz) kex pop a exchange
TEM-1

Asp38 89 <+ 23

Ser70 NA

Ser130 97 + 39

His153 142 + 27

His158 96 =+ 3.6 1029 + 350 0.5

Ala217 104 =+ 52

Gly218 249 + 12.0

Leu225 162 + 23 1387 + 368 0.97 1.3 fast

Ala237 NA

Arg241 82 =+ 1.5 646 £ 229 097 1.4 fast

Arg259 189 + 42

Met272 16.1 <+ 6.1

I1e287 11.8 = 24 1186 + 335 0098 1.2 fast
PSE-4

Ser70 NA

Thr71 73 £+ 3.0

Aspl21 73 £ 20

Lys173 93 <+ 13 2019 + 813 0.5

Ser200 109 + 29

Ala237 NA

Asp277 74 £ 13
¢TEM-17m

Thr29 450 + 28 332+ 85 0.5

Val31 74 £ 05

Lys32 383 + 2.1 393 £ 90 0.86 0.9 slow

Lys34 382 £ 1.9

Glu37 125 + 0.6 433 £+ 171 0.5

Asp38 228 + 1.7 199 =+ 96 0.5 2.1 fast

GIn39 257 £+ 1.8 249 = 102 0.5

Gly41l 31.8 + 32 572+ 121 0.88 1 inter

Ala42 146 + 0.6

Argd3 134 = 2.7




Gly45
Glu48
Asp50
Phe60
Phe66
Met69
Ser70
Thr71
Phe72
Lys73
Val80
Leu81
Val84
Ala86
Tyrl05
Ser106
Leull3
Aspll5
Cysl23?
Alal26
Thr128
Met129
Aspl31
Asnl32
Leul52
Glul66
Leul69
Asnl70
Glul71
Glyl172
Lys173
Leul94
Ala202
Ser203
Ala213
Asp214
216-218
220-221
Leu225

44.7
36.9
233
16.9
17.9
18.2
NA
8.7
18.6
NA
65.4
30.7
17.4
32.7
53.8
11.8
20.5
15.5
60.5
11.8
23.1
68.6
NA
254
334
38.7
27.5
21.3
18.1
22.7
NA
8.7
30.7
16.1
7.7
NA
NA
NA
15.4

HoH K H KW

H_

WO W K K K KR OH K KW

WO W H K KW

HOH o HH

34
1.8
1.6
0.6
1.8
5.5

2.5
32

3.8
2.5
0.6
0.5
1.4
0.7
33
1.8
4.5
2.2
34
13.2

2.9
2.7
1.9
2.8
2.1
1.6
3,0

2.5
2.5
0.6
2,0

1.8

612
483

464
446

507

344
239
318
1481

470
673

331

1390

580

1098

HOH o HH

119
182

99
132

130

157
84
145
314

133
130

89

390

117

443

0.86
0.55

0.89
0.91

0.87

0.5

0.5

0.5
0.96

0.88
0.5

0.5

0.5

0.5

0.5

0.6

0.3
1.5

0.3

0.4

1.2

slow

slow

fast

slow

slow

fast
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Ile231
Ala232
Asp233
234-244

Ile247
Ala248
Ser258
Arg259

11e260
Val261

Tyr264
266-267
Met272
Asp273

Arg275*°
Arg277

GIn278

11e279

Glu281
Ala284

11e287

31.7
32.1
50.0
NA
35.8
35.9
27.5
18.7
20.5
46.5
29.5
NA
NA
12.8
60.5
39.2
24.1
33.8
20.7
19.2
345

H_

HoH O KK KW

WO W OH K KW

+

1.8
2.8
2.9

3.7
1.5
3.6
1.9
1.5
1.9
3.5

0.9
4.5
2.1
2.6
34
0.3
3,0
3.8

1049
1147
681

959

589

546

455

358
390
473
396
560
613

W

oW OH KW

+

478
447
148

211

182

191

138

160
94
63
158
132
190

0.5
0.96
0.5

0.5

0.87

0.5

0.5

0.5
0.86
0.5
0.5
0.9
0.91

0.7

0.7

0.9

0.9
0.2

slow

slow

slow
fast

slow

slow

* Residue pair Cysl123/Arg275 has overlapping backbone NH assignments. Their
resulting CPMG NMR spectra cannot be deconvoluted, yet demonstrate that at least one

of the two residues undergoes conformational exchange.
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Table A1.1l, related to Figure 2.3: Data collection and refinement statistics for
the crystal structure of the cTEM-17m chimera (PDB 41D4).

Data collection
Space group P212121
Unit-cell parameters (A)
a 36.73
b 58.72
c 109.3
Resolution (A) 1.05
Completeness (%) 95.8 (92.6)
Redundancy 7.3(7.4)
I/o(I) 27.3 (3.9)
R-merge 0.046 (0.461)
Refinement
No. reflections 101069
R-work/R-free 11.5/13.8
No. of water 412
r.m.s. deviations
Bond lengths (A) 0.023
Bond angles (°) 2.1

Table A1.I11, related to Figure 2.3: Dihedral angles x; and y, of residue 105 in
apoTEM-1, TEM-1 acyl-enzyme intermediate, PSE-4 and ¢cTEM-17m.

(chehcy  (crchoney  Rotamer?
apoTEM-1 (12G4) 191° 69° 180°
apoTEM-1 (1BTL) 1940 70° 80°

acyl-TEM-1 o o o
2 sy 192 71 80
apoPSE-4 (1G68) 191° 76° 80°
apo cTEM-17m o o 200
i) 305 124 m-30

* Nomenclature according to the ‘Penultimate rotamer library” (Lovell, et al., 2000). The
180° conformation has been assigned in all native and mutant apoenzymes of TEM-1 and
PSE-4 and in their ligand-bound structures, with the exception of structures with bound
boronate inhibitor or B-lactamase inhibitor protein (BLIP) where the m-30° conformer
has been assigned.
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Figure Al.1: CPMG-NMR relaxation curves for TEM-1 (A) and PSE-4 (B)
at 800MHz (full line) and S00MHz (dashed line). The residue number
appears above each plot.
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Figure A1.2: Residue-specific transverse relaxation rates (R; for t., = 0.625
ms) for TEM-1 (A), PSE-4 (B), and ¢cTEM-17m (C).

R values were determined using a 20 ms constant relaxation time version of the TROSY
"N-CPMG experiment where the delay between CPMG 180° refocusing pulses was set
to 0.625 ms. Experiments were performed at 18.8 T and 298 K, pH 6.8. Residues with R,
values > 1 standard deviation above the mean R, value (dashed lines) are labeled.
Relaxation rates above the overall mean value have been proposed to indicate ps-ms
motions that are not suppressed even at the fast CPMG pulsing rates used in the
relaxation dispersion experiment (Doucet, et al., 2011). While the specific residues with
elevated relaxation rates generally differed, 10 possessed elevated relaxation rates in both
TEM-1 and PSE-4 but not cTEM-17m, including Thr71, Val216 and Gly238. Residue 71
is next to the catalytic Ser70, Val216 influences substrate binding and Gly238 modulates
the size of the active-site cavity (Huletsky, et al., 1993). In ¢cTEM-17m, Met69, which
precedes Ser70, shows an elevated relaxation rate. As Val216 and Gly238 were
unassigned in cTEM-17m, those R2 values cannot be compared.
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Figure A1.3, related to figure 2.2: Surface charges of the 150-190 region in

TEM-1 (top), or cTEM-17 and PSE-4.
The interior surface forms one of the active-site walls. Surface charge was generated
using the APBS tool in PyMOL and colored according to a red (negatively charged) to
blue (positively charged) scale. The charge difference was most significant on the
exterior face, which is more positively charged for PSE-4 and ¢cTEM-17m than TEM-1,
while the interior face — forming one of the active-site walls — remained generally
negatively charged as in TEM-1.
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(Savard and Gagné, 2006), cTEM-17m (Morin, et al., 2010) and an overlay

of TEM-1/cTEM-17m.
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Figure A1.5, related to figure 2.2: Crystallographic B-factors for cTEM-
17m.
The deviation from the overall B-factor is colored in a blue to red scheme, where blue is
smaller than the mean - 2SD and red is greater than the mean + 2SD of the overall B-
factor
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Annexe 2 — Matériel supplémentaire du chapitre 3
Missing Backbone Assignments

cTEM-19m.

Hy-H™, N-H*, C,-H, Cp-H*, Cp-R*¥, Cp-V*, C,-F®, Cp- F®, Cp-P”, Cp-L¥, C,-M®, Cp-T%, Hy-S™, N-
S70, C[}-Sm, Cﬁ-Tﬂ, Cﬁ_SSZ, CB-P107, Cﬁ'1127, CB-TIZS, CB_M129’ CB-SBO, CB-T133, CB-TMg, Cu-El66, CB_L169’ CB'
E171, HN-K173, N-K173, CQ-KIB, CB_TISZ, C[}-Tlgg, CB-EZIZ, CB-A213, HN—DZM, N-D214, Cu-D214, CB-D214, Ca'
K215’ Cﬁ-KZIS, HN—V216, N—V216, CB-V2]6, Cﬁ_A217, HN-G218, N-G218, Cu_G218, Ca-leg, Cﬁ_PZI‘)’ HN-L220, N-
L220’ Ca' L220, CB-L220, HN-LZZI, N_L221, Co.' L221, CB-LZZI, HN—R222, N-R222, Cﬁ_R222’ C[}-FBO, CB-IBI, CB-A232,
CB-D233, Cu' K234, CB-K234, HN-SBS, N-SBS, Ca' 8235, CB-SBS, HN-G236, N-G236, Ca' G236, HN—A237, N-A237,
Ca' A237, CB-A237, HN-G238, N-G238, Cu' G238, HN-E24O, N-E240, Co.' E240, CB_E24O’ HN-R241, N—R241, Cu' R241,
CB-R241, HN-G242, N-G242, Co.' G242, HN—8243, N-SZ43, Cu' 8243, CB-SZ43, Ca' R244, CB-R244, HN-G245, N-G245,
Ca' G245, HN-IZ%, N-1246, Cu-1246, CB-1246, CB_SZSR, CB-Y264, CB-TZGS, Ca' T266, C[}-T266, Cu‘ G267, Ca‘ S268, CB'
8268, Cu' Q269, CB'Q2697 HN-M272, N-M272, Ca' M272, CB-R275, CB-N276, CB-INQ.

TEM-1(M68L-M69T).

Hy-H, N-H?, C,-P”, Cp-E*, Cp-V>, Cp-L*!, Cp-N*, C,-S”, Cp-S”, C(-F¥, Cp-F*, C,-R, Cp-R®, Cp-
R65, Ca-Féé, Cﬁ-P67, HN-S70, N-S70, CB-S7O, CB-Tﬂ, CB_K73’ CB'QQO’ CB-LQI, Ca-LIB, Cﬁ_LIIB’ Cu-TIM, CB_T114’
HN—D”S, N-D“S, Cu-D“S, Cg-D“S, CB-SIZ4, CB-A126, Cﬁ-TMO, Cu_Gl44, Cﬁ-KHG, Ca-H153, CB-N”O, CB-TIRI, Ca'
M182’ CB-M182, CB_KIL)Z’ CB_SZO3’ CQ-SBS, CB_S235’ Ca_G236’ HN-A237, N-A237, CQ-GBS, CB-R241, Ca-PZSZ, CB'
P252, Cﬁ-V261, Cu-R275, Ca_SZSS.
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Annexe 3 — Matériel supplémentaire du chapitre 4

Table A3.1. Refers to Figure 4.2; (a) Data collection and refinement statistics and
(b) Ca RMSD and secondary structure matching RMSD (in parentheses)
comparison for crystal structures of the chimeras cTEM-2m (PDB 4MEZ) and cTEM-

19m (PDB 4R4R and 4R4S).
(a)
¢TEM-19m ¢TEM-2m
PDB 4R4R PDB 4R4S PDB 4MEZ
Data collection
Space group P 212121 P 212121 P1
Unit-cell parameters
(A)
a 36.69 36.71 34.33
b 58.79 58.71 55.07
c 109.83 109.77 77.68
Resolution (A) 1.20 1.10 2.05
Completeness (%) 98.3 (91.6) 98.3 (84.5) 99.2 (97.2)
Average redundancy 3.0 (2.6) 5.6(3.2) 7.9 (5.9)
I/o(I) 16.3 (4.3) 21.3(3.4) 11.8 (3.5)
R-merge (%) 3.6 (23.6) 4.1 (28.6) 15.2 (39.2)
Refinement
R-work (%) 10.5 10.4 19.2
R-free (%) 13.8 12.8 24.8
No. of water 408 464 346
r.m.s. deviations
Bond lengths (A) 0.021 0.021 0.020
Bond angles (°) 2.0 2.0 2.0
(b)
TEM-1 ¢cTEM-2m ¢TEM-19m
(IXPB-19A) (41D4 - 1.05 A) (4R4S - 1.12 A)
(lxglfll .19 A . 0.71 (0.42) 0.93 (0.51)
PSE-4
(1G68 - 1.95 A) 1.35(1.01) 1.42 (1.12) 1.44 (1.11)
( oM 2132“ A 0.93 (0.55) 0.80 (0.59) 0.14 (0.28)

*Crystal structure resolution indicated next to PDB code.
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Table A3.I1. Refers to Figure 4.3; Dynamics of the naturally evolved class A f-
lactamases TEM-1 and PSE-4 and chimeric B-lactamases cTEM-2m, cTEM-17m
and cTEM-19m.
Protein-averaged, squared generalized order parameters (S°) obtained by MD simulations
and NMR relaxation for the amide NH bonds and Ca-RMSF extracted from the MD

simulations.
NMRs? MD S“;z“la“"“ RMSF (nm)
TEM-1 0.90 £ 0.05 0.87 £ 0.05 0.07 £ 0.03
PSE-4 0.87 £ 0.05 0.86 £ 0.05 0.08 £ 0.04
¢TEM-2m N.D. 0.87 £ 0.05 0.09 £ 0.04
¢cTEM-17m | 0.89 £ 0.05 0.87 £ 0.05 0.09 £ 0.05
¢TEM-19m N.D. 0.86 % 0.05 0.10 £ 0.04

N.D.: not determined.

Table A3.I11. Refers to Figure 4.3; Ca-RMSD between the average structure
from each 2 ps simulation and the crystal structure used for that simulation
TEM-1 (PDB 1XPB), PSE-4 (PDB 1G68), cTEM-2m (PDB 4MEZ), cTEM-17m (PDB
41D4) and cTEM-19m (PDB 4R4S).

Repetition 1  Repetition 2  Repetition 3 Average
PSE-4 1.21 1.11 1.40 1.24 £0.12
TEM-1 1.18 0.84 0.82 0.95+0.20
¢TEM-2m 1.14 1.03 1.18 1.12+0.06
¢TEM-17m 1.67 0.915 1.01 1.20+0.34
¢TEM-19m 1.69 1.624 1.52 1.61+0.07

Table A3.IV. Refers to Figure 4.3; Per residue S* extracted from MD simulations

for TEM-1, PSE-4, cTEM-2m, ¢cTEM-17m and ¢TEM-19m compared to the NMR-
determined S* for TEM-1, PSE-4 and cTEM-17m.
Excel spreadsheet submitted with the manuscript

Table A3.V. Refers to Figure 4.3; Per residue Co-RMSF extracted from triplicate
MD simulations
of 2 us each for TEM-1, PSE-4, cTEM-2m, cTEM-17m and cTEM-19m.

Excel spreadsheet submitted with the manuscript

Table A3.VI. Refers to Figure 4.3; Differences in measured R, (1/ tcp) at fast (tcp

= (0.625 ms) and slow (tcp = 10 ms) pulsing rates

(AR, values > 7s™), derived from TROSY-based "N-CPMG relaxation dispersion
experiments, and unassigned residues (NA) for the chimeras cTEM-2m and ¢cTEM-
19m.
Excel spreadsheet submitted with the manuscript
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Table A3.VIII. Refers to Table 4.I; Kinetic parameters for hydrolysis of the
cephalosporins cephalothin (CF), cefazolin (CZ) and cefotaxime (CTX) and
penicillins benzylpenicillin (BZ) and carbenicillin (CB) by the parental -
lactamases TEM-1 and PSE-4, the chimeras cTEM-2m, cTEM-17m and ¢cTEM-
19m and the deconvoluted mutants in the cTEM-17m context (cTEM-
18m(M68L) and cTEM-18m(M69T)) and the TEM-1 context (TEM-1(M68L) and
TEM-1(M69T)).

Variant kc‘ft Kn kcm/lKl}/[

(s) (uM) M’s™)
TEM-1* 84 + 12 180 + 28 43 x 10°
¢TEM-17m* 120 + 8 470 + 80 24 x10°
TEM-1(M68L) 31+7 100 + 30 3.0 x 10°
cTEM-18m(M68L) 34+5 80 + 38 5.0 x10°
CF TEM-1(M69T) 7+4 130 + 11 52 x10*
cTEM-18m(M69T) 1.4+023 12+3 1.2 x10°
¢TEM-2m 2.8+0.8 46 £ 19 6.1 x 10"
¢TEM-19m 6+0.5 68 + 14 8.8 x 10°
PSE-4* 0.80 + 0.01 64 + 34 1.3 x 10*
TEM-1° 55+8 130+ 9 42 % 10°
¢TEM-17m* 75+ 21 600 = 90 1.2 x10°
TEM-1(M68L) 59+ 21 500 + 178 1.2 x10°
cTEM-18m(M68L) 23+5 170 + 43 1.4 x10°
CczZ TEM-1(M69T) 9+2 300 + 121 3.0 x 10*
cTEM-18m(M69T) 4+0.6 83+ 18 5.0 x 10*
¢TEM-2m 3.3+0.1 75+ 1 4.4 %10
¢TEM-19m 6+0.3 120+5 5.0 x 10*
PSE-4* 1.9+0.3 140 + 39 1.3 x 10*
TEM-1* 0.74 £ 0.1 840 + 160 8.8 x 107
¢cTEM-17m* 0.14+0.04 260+ 100 5.6 x10°
TEM-1(M68L) 0.06 + 0.02 170 £ 72 3.6 x 10°
cTEM-18m(M68L) 0.07 + 0.03 260 + 73 2.5 x 10
CTX TEM-1(M69T) 0.03 £0.02 280+ 151 1.1 x 10
cTEM-18m(M69T) 0.06 + 0.02 430 + 78 1.4 x 10

¢TEM-2m 0.02 +0.01 240 + 40 8.2 x 10

¢TEM-19m 0.008 £0.002 110+ 37 7.0 x 10"
PSE-4* 0.03 +0.01 200 + 30 1.5 x 10?
TEM-1* 450 + 100 20+3 2.3 x 10’
¢cTEM-17m* 480 + 46 28+ 8 1.7 x 10’
B TEM-1(M68L) 310+ 19 11+3 2.8 x 10’
cTEM-18m(M68L) 400 + 50 31+17 1.3 x 107
TEM-1(M69T) 120 +3 7+1 1.7 x 107
cTEM-18m(M69T) 20+5 6+4 3.3 x 10°
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¢TEM-2m 83+2 7+1 1.2 x 10’
cTEM-19m* 230 + 19* < 1* -
PSE-4* 630 + 110 16+2 3.9 x 10’
TEM-1* 92 + 4 49 £ 12 1.9 x 10°
¢cTEM-17m* 37+2 2244 1.7 x 10°
TEM-1(M68L) 51+3 28+5 1.8 x 10°
cTEM-18m(M68L) 65+ 13 37+ 14 1.8 x 10°
CB TEM-1(M69T) 3143 12+5 2.6 x 10°
cTEM-18m(M69T) 10+5 26 +21 3.9 x 10°
¢TEM-2m 24+ 1 16+3 1.5 x 10°
¢TEM-19m 25+6 27+10 9.3 x 10°
PSE-4* 500 + 92 64+5 7.8 x 10°

* Data from Clouthier et al. (Clouthier et al., 2012)
*k..: (apparent) and estimated Ky due to saturation at a substrate concentration > 5 pM.
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Figure A3.1. Refers to Figure 4.3; Sequence relation in the exchanged
regions of the chimeras (residues 66-73 and 150-190) to the parental TEM-
1 and PSE-4 class A p-lactamases and generalized squared order
parameters (S°) along the protein sequence for the amide NH bonds.
MD-derived (red) and NMR relaxation (black) S* are compared for TEM-1 and PSE-4
and the chimera cTEM-17m. MD-derived S (red) are shown for cTEM-2m and ¢cTEM-
19m. The mean MD-NMR S difference (or A) was the highest for Asp176 (A = 0.22 in
TEM-1, 0.21 in PSE-4 and 0.16 in cTEM-17m), Asp115 (A =0.17 in TEM-1; no value in
cTEM-17m), Gly143 (A =0.16 in TEM-1 and 0.13 in cTEM-17m) and Trp229 (A = 0.21
in TEM-1 and 0.22 in ¢cTEM-17m). Examples of the autocorrelation functions for all
residues for one among the 100 analyzed 10 ns segments is shown on the right.
XX1X



RMSF Ca (nm)

S70 Y105 SDN Q-loop 214-218 234-244

°%) TEM-1

0.5
04

03

o : T A M )

)

. ”M

. if* { ' S !
Hiﬂﬂﬁt‘i““ﬂﬂ“""u e “HH 11111‘111‘1"‘-uq«mﬂ‘HHﬂ'H 1{“ 1‘“1 |1 ‘Hd Nkmhd“’ "y 1+ { 1 f 1111 1+ 1114- # 1H1111ﬁH{H

&
0 ,“1“'“.“..«1 4

PN

" f 4 "
Hﬁm,«»'m.,‘*..o "-'-"""‘"h..-..«n’””"'ﬂ"‘"* O{HM,‘W feo ﬁ_'w,dﬂ**“..-.".-.....* Ypusoa® .«-'wwv"’ «-n,.. d g’ Mty s
% 40 55 70 85 100 115 130 145 160 175 190 205 220 235 250 265 280
06
PSE-4
05
04
03
02
H { 1 N {
0 i M ' 1 i i i
0.1 oty "y e it {” ~ . oy .
1""'”“\&«"‘ {1 """‘-‘1"‘"“‘«0,"". ‘+" ’H{{'{' 'w-..m“""iwﬁ'""«"ﬁ'* H{MHH{W {Hh"“h’q"{“m{““‘«’m“ﬁM“{*' +"..,~’ "'1.-...-' .'......-". '-.""”"'M“H
25 40 55 70 85 100 115 130 145 160 175 190 205 220 235 250 265 280
06
cTEM-2m
05
04
03 {H
02 ‘
d " {
e, oo il Ly } ’ . W e
o H"“’ii"' et "“*-HHHH".«..M"" "H‘““ I """«’“dH{“M'..""“"'-“" I"HHHHHi 11{u+««.«.w' "“"“«'“d Yt P i "‘....,.-." 'm,‘«.{
25 40 55 70 85 100 115 130 145 160 175 190 205 220 235 250 265 280
06
CTEM-17m
05
04
03 “

02 ‘ ‘ ’i { {H
0ty dug o %) HH“ H M + o H{HHH HHM f
'1‘.“'1“”“"_,.0 ~,....¢{w1+,m,,«.~""«m«w UYL "‘m..‘ﬁ"«'k,wmwh’d“i {Hm Hhm PR AR it “’HH “q“‘. Y H

25 40 55 70 85 100 115 130 145 160 175 190 205 220 235 250 265
°% cTEM-19m
05
04

"M I
25 40 55 70 85 100 115 130 145 160 175 190 205 220 235 250 265 280

Residue number
Figure A3.2. Refers to Figure 4.3; Ca RMSF derived from triplicate 2 ps
MD simulations
for the parental class A B-lactamases TEM-1 and PSE-4 and the chimeras cTEM-2m,
cTEM-17m and cTEM-19m.

XXX




AS (ppm)

A8 (ppm)

AS (ppm)

AS (ppm)

AS (ppm)

S70 Y105 SDN Q-loop 214-218 234-244

2 TEM-1/TEM-2m

1.6
1.4
1.2
1.0
0.8
0.6
0.4
0.2

M68laygoT

%, °* & °

A WP VRV W, VSR N At Ve Vonh @ Sustttons’ ' ounpue®

40 55 70 85 100 115 130 145 160 175 190 205 220 235 250 265 280
Residue number

25

20 TEM-1/TEM-17m
1.8

A172G
)

16
14
1.2
1.0 M182L A187
L]

o missl,
0.6 £ oY 150E
0.4 E634RE5 L4 s, Raz2 %0

.. L] o L]
0.2 ° ° 2% ° o o L o~F . ° L)

P, SR VLY RSP N, 1 P el wwm % e Ped NN

25 40 55 70 85 100 115 130 145 160 175 190 205 220 235 250 265 280

Residue number
20

. TEM-1/TEM-19m 1726

W1651
. A185

16

1.4

1.2

1.0 Mgz
L]

0.8 M68Le
Moot M1SSly 1508
0.6 64 B

? L]
2.; ES%.RSS . . o o N . -
Dmetee WA e cprmenttoptmso 7 S I a’ WV DRSPS | RN £ Y PV Y
25 40 55 70 85

100 115 130 145 160 175 190 205 220 235 250 265 280
Residue number

w1651
> A185

0
18 TEM-17m/TEM-19m

1.6
1.4
1.2
1.0
0.8
0.6
0.4
0.2

MEELawgoT

A280
.

L]
m‘..’ e, P on 0 S oo o o oo
o SO IR AT OR S SIS PTPSIIN Sy 4 Y X X
25 40 55 70 85 100 115 130 145 160 175 190 205 220 235 250 265 280
Residue number

128 TEM-2m/TEM-19m -
L]

1.6
g w1651
4 L[] A185
1.2 L]
M182L
1.0 18

0.8 V159E
0.6 E64 Misy o
0 R o« .
R65
0.4 E63g “? o .
. V) o ®e o Sad 0
° - °
WP B0 % NP, SN st S 0 ) U ..o'"m | CRPQESSY ey £ SON IS
25 40 55 70 85 100 115 130 145 160 175 190 205 220 235 250 265 280
Residue number

.
.-.Qo

Figure A3.3. Refers to Figure 4.3 and 4.4; Effect of the recombination of
regions 66-73 and 150-190 on the backbone chemical shifts.
Comparison of the chimeras cTEM-2m, cTEM-17m and cTEM-19m to the parental

TEM-1 class A B-lactamases and comparisons of cTEM-2m and ¢cTEM-17m to cTEM-
19m. Exchanged residues relative to TEM-1 sequence are colored red while residues in
the exchanged regions (66 to 73 and 150 to 190) are colored grey.
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SUPPLEMENTAL EXPERIMENTAL PROCEDURES

Materials. All DNA-modifying enzymes were purchased from New England Biolabs
(Mississauga, ON) or Bio-Rad (Mississauga, ON). Nitrocefin was purchased from
Calbiochem  (Mississauga, ON). Kanamycin (Kan), isopropyl-1-thio-B-D-
galactopyranoside (IPTG), components for growth media and purification materials were
from Bioshop Canada (Burlington, ON). 99% Ammonium chloride (‘°NH4Cl) and 99%
deuterium oxide (D,O) were purchased from Cambridge Isotope Laboratories
(Tewksbury, MA). 99% D-glucose-"C, benzylpenicillin (BZ), carbenicillin (CB),
cephalotin (CF), cefazolin (CZ), cefotaxime (CTX), DEAE-Sepharose Fast Flow, Tris-
HCI, PEG 4000, HEPES, ammonium sulfate and MgCl, used for protein crystallization
were purchased from Sigma-Aldrich (Oakville, ON). Tazobactam was purchased from
Molekula (Dorset, UK).

Mutagenesis and subcloning. Subcloning of the chimera cTEM-19m into pET-24 with
the OmpA signal sequence was performed as previously described (Clouthier et al.,
2012). Oligonucleotide primers used for mutagenesis of TEM-1 and cTEM-19m were
synthesized by Alpha DNA (Montréal, QC). To generate the mutants, the QuickChange
site-directed mutagenesis method (Papworth C, 1996) was used with the I-Proof High
Fidelity DNA polymerase (Bio-Rad, Mississauga, ON). The PCR product was Dpnl-
digested for 1 hour at 37°C to eliminate the starting DNA template. The digested product
was butanol-precipitated and transformed into E. coli XL1 Blue. Cells were propagated
for 1h in Luria-Bertani broth (LB) then plated on LB-agar containing 50 pg/mL Kan.
Colonies were picked and propagated overnight. DNA extraction was performed for
confirmation of DNA sequence of the entire coding region and for retransformation into
E. coli BL21(DE3).

p-Lactamase expression and purification. Protein expression for enzymatic assays and
crystallisation was performed as previously reported (Clouthier et al., 2012; Gobeil et al.,
2014; Gobeil et al., 2015; Morin et al., 2010). Briefly, cells were propagated in auto-
inducing ZYP-5052 medium (Studier, 2005) (50 pg/mL Kan) with agitation at 37°C for
two hours, then overnight at 22°C. Induced cells were sedimented by centrifugation
(5,000 x g, 30 min, 4°C) and resuspended in 10 mM Tris-HCI buffer pH 7.0. Lysis was
performed using a Constant Systems cell disrupter (Northants, UK). Cellular debris were
sedimented by centrifugation (20,000 x g, 30 min, 4°C), the supernatant was filtered
through a 0.2 um filter and the protein was purified. The chromatography was undertaken
at 4°C using an AKTA FPLC (GE Healthcare). Following sample application, the
DEAE-Sepharose Fast Flow column (1.6 cm x 30 cm) was washed with 3 column
volumes (CV) of 10 mM Tris-Cl pH 7.0. A linear gradient to 200 mM Tris-CI pH 7.0 was
achieved over 4 CV, and the column was further washed over 3 CV. Fractions containing
B-lactamase were identified first using a qualitative nitrocefin hydrolysis essay and then
by SDS-polyacrylamide gel electrophoresis (15% (w/v) polyacrylamide gel) with
Coomassie Brilliant Blue staining. Analysis of the purity was performed with Image Lab
5.0 (Bio-Rad, Hercules, CA). Enzyme concentration was determined by Bradford assay
using the Bio-Rad protein assay solution (Bio-Rad, Hercules, CA), with bovine serum
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albumin as the standard. For protein crystallization assay, a second purification step was
added. Fractions containing > 75% B-lactamase following the first purification step were
concentrated to a volume of 1.5 mL using a 10,000 MWCO Amicon concentrator
(Millipore, Billerica, MA) and applied to a Superose 12 column (1.6 cm x 55 cm) that
had been pre-equilibrated with 50 mM Tris-HCI pH 7.0. Elution was performed at a flow
rate of 1 mL/min. Fractions containing p-lactamase were identified by SDS-
polyacrylamide gel electrophoresis (15% (w/v) polyacrylamide gel) with zinc-imidazole
staining (Simpson, 2007). Purity and concentration were determined as above. Fractions
containing B-lactamase with a purity of > 95% were concentrated to 25 mg/mL (0.8 mM).
For NMR assays, uniformly [°N]- and [*H, ""N]-labeled ¢cTEM-19m and ¢TEM-2m
samples were produced by overexpression in modified M9 minimal media containing
"NH,CI and deuterium oxide D20 (99%) (Clouthier et al., 2012; Gobeil et al., 2014;
Gobeil et al., 2015; Morin et al., 2010; Morin et al., 2006). For [ZH, 15N]-labeled samples,
cells were progressively acclimatised to deuterium oxide using M9 media with 30, 60, 75,
85 and 99% D,O. Purification was performed as described for protein crystallization
assay. Samples were dialyzed against distilled, deionized water overnight at 4°C. Purity
of the final samples was verified by SDS-PAGE stained by the zinc-imidazole method.
Typical yields were 25 mg/L of > 98% pure protein.
c¢TEM-19m crystallization and data collection. cTEM-19m was concentrated to 25
mg/mL in 50 mM Tris-Cl (pH 7.0) in the presence and absence of 4 mM tazobactam (5-
fold molar excess relative to the protein concentration). Crystals were grown at 22°C in
hanging drops prepared by mixing 1 pL of the protein solution and 1 pL of the reservoir
solution (100 mM Tris-Cl (pH 8.0), 26% PEG 4000, and 0.25 M MgCl,). Two single
crystals, one grown in the presence of tazobactam and the other in its absence, were
isolated and flash-frozen in liquid nitrogen. Diffraction data were collected from each
crystal at the Canadian Macromolecular Crystallography Facility Beamline 08ID-1
(Canadian Light Source, Saskatoon, SK).
c¢TEM-2m crystallization and data collection. cTEM-2m was concentrated to 25 mg/mL
in 50 mM Tris-ClI (pH 7.0). Crystals were grown at 22°C in hanging drops prepared by
mixing 1 pL of the protein solution and 1 pL of the reservoir solution, which contained
100 mM HEPES (pH 7.5) and 1.5 M ammonium sulfate. A rod-shaped crystal was
removed from a crystal cluster, transferred to a cryoprotectant solution containing 10%
(v/v) glycerol, 100 mM HEPES (pH 7.5) and 1.5 M ammonium sulfate, and flash-cooled
in a nitrogen gas cold-stream. Diffraction data were collected at 100K as 0.5° oscillation
images, with a Rigaku MicroMax 007 HF X-ray generator and a Rigaku Saturn 944 HG
CCD detector.
Crystallization data processing and refinement. The collected diffraction images were
indexed, integrated, and scaled either with HKL2000 (Otwinowski and Minor, 1997) or
the xia2 package (Winter et al., 2013). Initial phases were calculated by molecular
replacement with the program PHASER (McCoy et al., 2007), with a previously
determined TEM-1 structure (PDB code: 1ZG4 (Stec et al., 2005)) as a search model.
The structure models were further improved through iterative rounds of manual model
building with COOT (Emsley and Cowtan, 2004) and automated refinement with
PHENIX (Adams et al., 2010) and REFMACS5 (Vagin et al., 2004). Data collection and
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refinement statistics are summarized in Supplementary Table A3.Il. The refined
structures of cTEM-19m (PDB IDs 4R4R and 4R4S) and ¢cTEM-2m (PDB ID: 4MEZ)
have been deposited to the Protein Data Bank.

Active-site Volume Estimation. The active-site cavity volume of TEM-1 (PDB 1XPB),
PSE-4 (PDB 1G68), cTEM-2m (PDB 4MEZ), cTEM-17m (PDB 4ID4) and cTEM-19m
(PDB 4R4S) was estimated using 3V: Voss Volume Voxelator (Voss and Gerstein,
2010). The estimation was made with a small sphere of 1.5A radius and a large sphere of
8 A radius.

Molecular dynamics simulations. Crystal structures with the best ratio of resolution and
completeness of the sequence were chosen for the two parents (TEM-1: 1XPB, 1.9 A
resolution and PSE-4: 1G68, 1.95 A resolution) and the three variants (cTEM-2m:
4MEZ, 2.05 A resolution, cTEM-17m: 4ID4, 1.05 A resolution and cTEM-19m: 4R4S,
1.1 A resolution). These structures were used as a starting point for all molecular
dynamics (MD) simulations. Missing side-chains in 4MEZ (LYS32, LYS55, LYS111,
ASPI115, LYS146, LYS1192 and ARG277), 41D4 (LYS32, LYSS55, LYSI11, LYS146,
GLN154, LYS158, LYS173, ASP254 and LYS256) and 4R4S (LYS 111, GLN 154, LYS
158, LYS215 and LYS256) were reconstructed using the rotamer explorer in the
Structure Preparation plugin of MOE ((MOE)). All following steps were executed using
GROMACS 5.0.1. The protonation and orientation of histidines was verified using the
high-resolution crystal structure of TEM-1 variant M182T (1M40), MolProbity (Chen et
al., 2010) and PROPKA (Olsson et al., 2011; Sondergaard et al., 2011). For each system,
crystallographic water molecules were conserved in a truncated dodecahedron periodic
water box of SPC/E water molecules with a minimum distance of 10 A between the box
boundary and the protein. The total number of water molecules and net charge for the
different systems were: 1XPB: 12,812, -7; 1G68: 12,475, -5; 4AMEZ: 9,952, -7; 41D4:
10,177, -4; 4R4R: 10,703, -4. Each system was neutralized by adding the respective
number of sodium counterions. The total size of the systems, in atoms, was: 1XPB:
42,507; 1G68: 41,501; 4MEZ: 33,926, 41D4: 34,619; 4R4R: 36,196.

For energy minimization and MD simulations, GROMACS 5.0.1 was used with the
AMBER99SB-ILDN force field (Abraham et al., 2015; Lindorff-Larsen et al., 2010). The
LINear Constraint Solver (LINCS) algorithm was applied to all bonds containing
hydrogen atoms. Each 1 ps frame was saved in a compressed XTC trajectory and each
100 ps in a full precision TRR trajectory. The Nose-Hoover thermostat and the
Parrinello-Rahman barostat were used to couple the system to a constant temperature of
304.65 K and a pressure of 1 bar. The electrostatic interactions were evaluated by the
particle-mesh Ewald method, and Lennard-Jones interactions were evaluated using a 1.2
nm cutoff. Each system was energy minimized using the method of the Steepest Descent
to a target Frna, of no greater than 1,000 kJ mol™” nm™. The time step was chosen to be 2
fs. For equilibration, all systems were subjected to 2 ns NVT ensemble to gradually heat
up the system from 10 K to 304.65 K. Next, a 20 ns NPT ensemble was generated and
three conformations with the highest, average and lowest root mean-square deviation
(RMSD) were chosen as starting conformations for three individual replicates. A further
2 ns NVT ensemble was performed for each repetition to heat up the system and used as
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starting point for the 2 ps production run. This results in a total of three 2 us simulations
with 1 ps compressed and 100 ps full precision trajectories for each of the five proteins.
Analysis of protein structure and dynamics. Analysis was performed using GROMACS
5.0.1 on 2 ps for each MD simulation, unless otherwise stated. All protein figures were
created using PyMOL (Schrodinger) or MOE (Chemical Computing Group, Montréal,
QC). The stability of the system was evaluated after 100 ns and 1,000 ns by calculating
the RMSD of the backbone atoms between each frame and the initial conformation. In
addition, the radius of gyration was calculated for each replicate over 2 us to ensure
overall structural integrity. The root mean-square fluctuation (RMSF) was calculated
based on the Ca atom for each residue and converted into B-factors after removal of the
overall translational and rotational motion of the protein by superimposition onto a
common reference frame.

§* order parameters were calculated applying the model-free approach of Lipari and
Szabo (Lipari and Szabo, 1982a; Lipari and Szabo, 1982b). After removal of translational
and rotational motion for each 2 ps run, the trajectory was split into 10 ns segments. For
every second segment, the autocorrelation function was calculated for each N-H
internuclear vector. The final S value was obtained by averaging all 10 ns segments, thus
representing the S” value over 2 pis.

Solution NMR experiments. All NMR experiments were performed as previously
reported (Gobeil et al., 2014; Gobeil et al., 2015). Briefly, [°N] and [*H,'’N]-Labeled
samples were concentrated to 0.6 mM using a 10,000 MWCO Amicon concentrator and
buffer exchanged to 3 mM imidazole, 0.01% NaN,, and 10% D,O, pH 6.7. The final pH
was verified using a pH meter with a microprobe. The temperature was calibrated to
31.5°C with a standard methanol sample (John Cavanagh, 2007) on Agilent 800 MHz
(18.8T — cTEM-2m and cTEM-19m), Agilent 600 MHz (14.1T, cTEM-19m) and Agilent
500 MHz (11.7T, cTEM-2m) NMR spectrometers, each equipped with a triple-resonance
probe and a pulse-field gradient. Microsecond-millisecond protein dynamics for cTEM-
2m and cTEM-19m were characterized using '’N TROSY relaxation-compensated Carr-
Purcell-Meiboom-Gill (rcCPMG) experiments (Loria et al., 1999). Transverse spin-
relaxation data using the TROSY rcCPMG experiment were acquired in an interleaved
fashion with interpulse delays, t.,, of 0.0, 0.625, 0.714 (x 2), 1.0, 1.25, 1.67, 2.0, 2.50 (%
2), 3.33, 5.0, and 10.0 ms during the nitrogen relaxation period for a constant, total
relaxation time of 20 ms. All heteronuclear NMR data were processed using NMRPipe
(Delaglio et al., 1995), in-house scripts and further analyzed with Sparky (T. D. Goddard
and D. G. Kneller, SPARKY 3, University of California, San Francisco). Previously
acquired and analysed NMR backbone assignments of cTEM-2m (BMRB 26586) and
cTEM-19m (BMRB 26590) were used to identify the N-H resonances (Gobeil et al.,
2015). Conformational exchange was considered significant when the difference in
measured R, (AR (1/1¢p)) at fast (1o, = 0.625 ms) and slow (T, = 10 ms) pulsing rates on
the 18.8T data set was greater than 7 s™ in relaxation dispersion profiles. This threshold
was selected based on relaxation dispersion error estimation, to eliminate false positives
resulting from a poor fit and to be consistent with the previously reported dynamics of
TEM-1, PSE-4 and ¢cTEM-17m (Gobeil et al., 2014). Global residue fits and model
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analyses were performed using the 800 MHz (¢cTEM-2m and ¢cTEM-19m) in combination
with the 500 MHz (¢cTEM-2m) or 600 MHz (cTEM-19m) relaxation dispersion data and
fitting them using GraphPad Prism 5 to the full single-quantum "N-CPMG equation
(Manley and Loria, 2012). The residue were selected for global fitting, first according to
structural proximity. Then, residues with statistically overlapping kex where fitted as a
region.

Enzyme kinetics. Ky and k., parameters were determined at room temperature in 50 mM
sodium phosphate buffer, pH 7.0. The following extinction coefficients (and
concentration ranges) were used: A&, nm = 900 M 'em™ for BZ (Bouthors et al., 1998)
(5-240 M), A3z um = 1,190 M'em™ for CB (Lim et al., 2001) (5-240 uM), A&r62 nm =
7,960 M'em™ for CF (Bouthors et al., 1998) (5-250 uM) , A&260 nm = 7,900 M'em™ for
CZ (Tribuddharat et al., 2003) (5-250 uM), and Agz64 nm = 7,250 M 'em™ for CTX (Cantu
and Palzkill, 1998) (10-240 uM). Substrate hydrolysis was monitored according to initial
steady-state velocities by using a Caryl00 Bio UV-visible spectrophotometer (Agilent
Technologies Canada, Montréal, QC) and quartz cuvettes with a path length of either 1
cm (CF, CZ, and CTX) or 10 cm (BZ and CB). Six substrate concentrations were used,
generally flanking the Ky values for TEM-1. The enzyme concentrations were
maintained within 5 to 30 nM. The kinetic parameters were determined from the
hydrolysis rates calculated from the initial linear portion of the curve. Data fitting to the
Henri Michaelis-Menten equation for the substrates CB and BZ was carried out with
GraphPad Prism (GraphPad Software, San Diego, CA). For CF, CZ, and CTX a
Lineweaver-Burk model (1/V vs 1/[S]) was used with Microsoft Excel due to inability to
saturate the enzyme, a common issue with these substrates.
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Annexe 4 — Matériel supplémentaire du chapitre 5
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Figure A4.1. Class A B-lactamases catalytic mechanism [1-3].
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Figure A4.2. Correlation between amount of side chain alternate states and
the crystal structure resolution for all PDB entries found for uniprot entry
P62593 (TEM-1) and P16897 (PSE-4).
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Table A4.1. Data collection and refinement statistics for crystal structures of chimera

¢TEM-19m showing different conformations.

¢TEM-19m

Data collection Crystal 1 Crystal 2
Space group P 212121 P212121
Unit-cell
parameters (A)

a 36.52 36.84

b 58.21 58.76

c 109.50 109.94
Resolution (A) 1.50 1.15
Completeness 99.9 (99.3) 98.0 (81.4)
(%)
Average 7.2 (7.1) 6.1 (3.9)
redundancy
I/o(I) 20.9 (2.2) 23.6 (2.9)
R-merge (%) 6.2 (84.1) 4.1(37.2)
Refinement PDB: 4QY5 PDB: 4QY6
R-work (%) 11.0 10.5
R-free (%) 16.1 13.9
No. of water 317 470
r.m.s. deviations
Bond lengths (A) 0.018 0.021

Bond angles (°) 1.8 2.1

Values in the parentheses are for the highest resolution shell.

Table A4.I1. Rotamer adopted by TEM-1, PSE-4 and the chimeras cTEM-2,
¢TEM-17m and cTEM-19m in the crystal structures and over the 6us of MD
simulation.

The conformers of cTEM-19m crystal struture PDB 4QY'S are indicated for reference.
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EXPERIMENTAL PROCEDURES.

Reagents. Nitrocefin was purchased from Calbiochem (Mississauga, ON). Kanamycin,
isopropyl-1-thio-pB-D-galactopyranoside (IPTG), components for growth media and
purification materials were from Bioshop Canada (Burlington, ON). DEAE-Sepharose Fast
Flow, Tris-Cl, PEG 4000, HEPES, ammonium sulfate and MgCl, used for protein
crystallization were purchased from Sigma-Aldrich (Oakville, ON).

p-Lactamase expression and purification. Subcloning of the chimera cTEM-19m into pET-24
with the OmpA signal sequence was performed as previously described [4]. Protein expression
and purification for crystallography essay was performed in auto-inducing ZYP-5052 medium
as previously described [4, 5]. Briefly, chromatography was undertaken at 4°C using an Akta
FPLC (GE Healthcare). Following sample application, the DEAE-Sepharose Fast Flow
column (1.6 cm x 30 cm) was washed with 3 column volumes (CV) of 10 mM Tris-Cl pH 7.0.
A linear gradient to 200 mM Tris-Cl pH 7.0 was achieved over 4 CV, and the column was
further washed over 3 CV. Fractions containing B-lactamase were identified first using a
qualitative nitrocefin hydrolysis essay and then by SDS-polyacrylamide gel electrophoresis
(15% (w/v) polyacrylamide gel) with Coomassie Brilliant Blue staining. A second purification
step was added. Fractions containing > 75% B-lactamase following the first purification step
were concentrated to a volume of 1.5 mL using an Amicon concentrator (MWCO 10000,
Millipore, Billerica, MA) and applied to a Superose 12 column (1.6 cm x 55 cm) that had been
pre-equilibrated with 50 mM Tris-HCI pH 7.0. Elution was performed at a flow rate of 1
mL/min. Fractions containing p-lactamase were identified by SDS-polyacrylamide gel
electrophoresis (15% (w/v) polyacrylamide gel) with zinc-imidazole staining [6]. Purity and
concentration were determined as above. Fractions containing B-lactamase with a purity of >
95% were concentrated to 25 mg/mL (0.8 mM).

Crystallization of ¢cTEM-19m and data collection. Two crystal forms of cTEM-19m were
identified in this study. Crystals of the first form were obtained from a sitting drop prepared by
mixing 1 pL protein solution (25 mg/mL in 50 mM Tris-Cl (pH 7.0) and 4 mM
benzylpenicillin) and 1 pL reservoir solution (100 mM Tris-Cl (pH 8.5), 30% PEG 4000, and
0.2 M MgCl,) and incubated at 22°C. Crystals of the second form were obtained from a
hanging drop prepared by mixing 1 pL protein solution (20 mg/mL in 50 mM Tris-Cl (pH 7.0)
and 3.2 mM benzylpenicillin) and 1 pL reservoir solution (100 mM Tris-Cl (pH 8.5), 24%
PEG 4000, and 0.2 M MgCl,), streak-seeded with the crystals of the first form, and incubated
at 22°C. A single crystal from each group was isolated and flash-frozen in liquid nitrogen.
Diffraction data were collected from each crystal at the Canadian Macromolecular
Crystallography Facility Beamline 08ID-1 (Canadian Light Source, Saskatoon, SK).

Data processing and refinement. The collected diffraction images were indexed, integrated,
and scaled with the xia2 package [7]. Initial phases were calculated by molecular replacement
with the program PHASER [8], with a previously determined TEM-1 structure (PDB 1Z2G4)
as a search model. The resultant structure models were further improved through iterative
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rounds of manual and automated refinement with COOT [9, 10], PHENIX [11], and
REFMACS [12]. Data collection and refinement statistics are summarized in Table 1. The
refined structures of cTEM-19m (PDB IDs 4QY5 and 4QY6) have been deposited to the
Protein Data Bank.

Molecular dynamics simulations. Crystal structures with the best ratio of resolution and
completeness of the sequence were chosen for the two parents (TEM-1: 1XPB, 1.9 A
resolution and PSE-4: 1G68, 1.95 A resolution) and the three variants (cTEM-2m: 4MEZ,
2.05 A resolution, cTEM-17m: 4ID4, 1.05 A resolution and ¢cTEM-19m: 4R4S, 1.1 A
resolution). These structures were used as a starting point for all molecular dynamics (MD)
simulations. Missing side-chains in 4MEZ (LYS32, LYS55, LYS111, ASP115, LYS146,
LYS1192 and ARG277), 4ID4 (LYS32, LYS55, LYSI11, LYS146, GLN154, LYS158,
LYS173, ASP254 and LYS256) and 4R4S (LYS 111, GLN 154, LYS 158, LYS215 and
LYS256) were reconstructed using the rotamer explorer in the Structure Preparation plugin of
MOE [13]. All following steps were executed using GROMACS 5.0.1. The protonation and
orientation of histidines was verified using the high-resolution crystal structure of TEM-1
variant M182T (1M40), MolProbity [14] and PROPKA [15, 16]. For each system,
crystallographic water molecules were conserved in a truncated dodecahedron periodic water
box of SPC/E water molecules with a minimum distance of 10 A between the box boundary
and the protein. The total number of water molecules and net charge for the different systems
were: 1XPB: 12,812, -7; 1G68: 12,475, -5; 4AMEZ: 9,952, -7; 41D4: 10,177, -4; 4R4R: 10,703,
-4. Each system was neutralized by adding the respective number of sodium counterions. The
total size of the systems, in atoms, was: 1XPB: 42,507; 1G68: 41,501; 4MEZ: 33,926, 41D4:
34,619; 4R4R: 36,196.

For energy minimization and MD simulations, GROMACS 5.0.1 was used with the
AMBER99SB-ILDN force field [17, 18]. The LINear Constraint Solver (LINCS) algorithm
was applied to all bonds containing hydrogen atoms. Each 1 ps frame was saved in a
compressed XTC trajectory and each 100 ps in a full precision TRR trajectory. The Nose-
Hoover thermostat and the Parrinello-Rahman barostat were used to couple the system to a
constant temperature of 304.65 K and a pressure of 1 bar. The electrostatic interactions were
evaluated by the particle-mesh Ewald method, and Lennard-Jones interactions were evaluated
using a 1.2 nm cutoff. Each system was energy minimized using the method of the Steepest
Descent to a target Fina, of no greater than 1,000 kJ mol™ nm™. The time step was chosen to be
2 fs. For equilibration, all systems were subjected to 2 ns NVT ensemble to gradually heat up
the system from 10 K to 304.65 K. Next, a 20 ns NPT ensemble was generated and three
conformations with the highest, average and lowest root mean-square deviation (RMSD) were
chosen as starting conformations for three individual replicates. A further 2 ns NVT ensemble
was performed for each repetition to heat up the system and used as starting point for the 2 ps
production run. This results in a total of three 2 ps simulations with 1 ps compressed and 100
ps full precision trajectories for each of the five proteins.

Analysis of protein structure and dynamics. Analysis was performed using GROMACS 5.0.1
on 2 ps for each MD simulation, unless otherwise stated. All protein figures were created
using PyMOL [19] or MOE (Chemical Computing Group, Montréal, QC). The stability of the
system was evaluated after 100 ns and 1,000 ns by calculating the RMSD of the backbone
atoms between each frame and the initial conformation. In addition, the radius of gyration was
calculated for each replicate over 2 pus to ensure overall structural integrity. The root mean-
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square fluctuation (RMSF) was calculated based on the Ca atom for each residue and
converted into B-factors after removal of the overall translational and rotational motion of the
protein by superimposition onto a common reference frame.

$* order parameters were calculated applying the model-free approach of Lipari and Szabo
[20, 21]. After removal of translational and rotational motion for each 2 ps run, the trajectory
was split into 10 ns segments. For every second segment, the autocorrelation function was
calculated for each N-H internuclear vector. The final S* value was obtained by averaging all
10 ns segments, thus representing the S* value over 2 ps.
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Annexe 5 — Etudes d’inhibition des p-lactamases TEM-1 et

PSE-4 et de chimeres de celles-ci.

Afin de remédier a la résistance bactérienne résultant de la production par les bactéries
de B-lactamases, différentes approches ont été explorées par les industries pharmaceutiques.
Une premicre approche a été la création d’analogues des antibiotiques de type B-lactame. Ces
composés analogues aux substrats lient le site actif de la B-lactamase de fagon similaire aux
substrats dans 1’état intermédiaire acyle-enzyme. Toutefois, certaines interactions stériques
sont suffisamment défavorablement modifiées lors de la liaison de ces composés, entrainant
un blocage covalent de celui-ci au niveau du site actif de I’enzyme. Ces composés, en phase de
développement clinique, sont des membres des classes des monobactames, des ATMO (2-
amino-4-thiazolyle méthoxyimino), des penems et des dérivés de sulfones et de boronates. Au
cours des travaux entrepris dans le cadre du présent projet, ces composés n’ont pas été étudiés

et ne seront donc pas discutés.

Inhibiteurs classiques — sulbactactame, tazobactame et acide
clavulanique

Une seconde approche utilisée par I’industrie pharmaceutique afin d’inhiber les B-
lactamases a consisté au développement d’inhibiteurs basés sur le mécanisme catalytique de
celles-ci. Ces inhibiteurs se lient de fagon irréversible au site actif de ’enzyme. Ils sont
catégorisés en tant qu’inhibiteurs dits : « suicide ». Trois de ces composés sont actuellement
utilisés en clinique. Le premier compos¢ introduit pour usage commercial fut ’acide
clavulanique (ou clavulanate), isolé de 1’organisme Streptomyces clavuligerus au cours des
années 70 (1). Ce composé est faiblement actif lorsque utilisé seul (puisqu’il n’inhibe que la -
lactamase et non la croissance bactérienne), mais grandement efficace contre plusieurs
souches bactériennes résistantes, lorsque qu’utilisé en combinaison avec divers -lactames (2).

En 1978 et 1980, le sulbactame et le tazobactame, des inhibiteurs synthétiques
similaires a 1’acide clavulanique, soit des sulfones de pénicillines, ont été introduits et depuis

grandement utilisés en clinique (Figure AS5.1) (3, 4). Ces trois inhibiteurs (aussi dénommés
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inhibiteurs classiques) sont généralement utilisés en combinaison avec divers B-lactames afin
de contrevenir aux f-lactamases procurant un large spectre de résistance

L

\\/ |:|

/ \>\/ N
/—OH
O/\
Benzyle pénicilline

4

“\\\\\

/7 —0OH
(0]
Clavulanate Sulbactame

Tazobactame
Figure AS.1. Inhibiteurs « classiques » des B-lactamases et comparaison a la
structure de la benzylpénicilline.

Figure adaptée de (5).

A5.3).

Le mécanisme catalytique d’inhibition par ces composés a été démontré comme comportant
plusieurs états intermédiaires menant ou non a I’inactivation de I’enzyme (Figure AS5.2 et

E-T
k4||k4
ke k k
E+1 " E:l —>—E—| ———— 4+ p
k.1
k3

E-1I*

les inhibiteurs classiques.

Figure AS.2. Mécanisme simplifié d’inhibition des B-lactamases de classe A par
E représente I’enzyme, I I’inhibiteur, E : I le complexe de Michaelis, E — I I’intermédiaire

acyle-enzyme, E — T un état de I’enzyme transitoirement inactivée par un tautomere de
I’inhibiteur, E — I* une enzyme inactivée de fagon covalente dans un état acyle-enzyme et E +
P I’enzyme régénérée suite a I’hydrolyse de I’inhibiteur. Figure adaptée de (5)
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Figure A5.3. Mécanisme de I’inhibition par le clavulanate montrant les
différents sous-produits possibles au cours de la réaction.
Figure adaptée de (5).

L’activité inhibitrice de ces composés est définie selon deux principaux parameétres
cinétiques. En premier lieu, le K; soit la constante d’affinité de I’enzyme pour I’inhibiteur,
correspond a la concentration d’inhibiteur nécessaire afin que 50% des molécules d’enzymes
soient efficacement inactivées. Cette constante est définie selon le ratio k.i/k; et fait le
parallele avec la constante Ky lors d’une cinétique en présence d’un substrat. Le second
parametre définissant la cinétique d’inhibition est le Kinat, Soit le taux d’inactivation en
présence d’une concentration saturante d’inhibiteur. Tel que montré dans la figure AS.2, ces
inhibiteurs peuvent inhiber I’enzyme, mais ils peuvent aussi étre hydrolysés, ou encore, former
différents intermédiaires inhibant temporairement I’enzyme (Figure AS.3). Cette constante
(kinact) considére toutes les microconstantes réactionnelles suite a la formation de 1’état acyle-
enzyme menant a l’inactivation de 1’enzyme. Le ratio entre le nombre de molécules
d’inhibiteur se liant au site actif de I’enzyme entrainant I’inactivation de celle-ci et le nombre
de molécules hydrolysées est défini par ¢,, « inhibitor turnover number » (ou ratio de partition
de I’inhibiteur), calculé selon Keat/kinaet (taux d’hydrolyse de I’inhibiteur/taux d’inactivation par

I’inhibiteur). Des travaux antérieurs ont montré que pour TEM-1, le ratio ¢, est de 160 pour le
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clavulanate (160 molécules hydrolysées pour une liée), 10 000 pour le sulbactam et 140 pour
le tazobactam (6-9).

Tel que discuté au chapitre 6, afin d’étudier la dynamique des B-lactamases natives
TEM-1 et PSE-4, et des chiméres de celles-ci en présence d’un ligand, nous avons envisagé
I’utilisation des inhibiteurs classiques des B-lactamases. Ces composés sont aussi d’un intérét
particulier puisque différents travaux de la littérature scientifique ont montré que lorsque la
Met69 de TEM-1 est mutée pour Ile, Leu ou Val, une résistance aux inhibiteurs est observée
(9, 10). Des travaux par Meroueh et al. ont montré que la meilleure résistance aux inhibiteurs
procurée par le mutant TEM-1(M69L) relativement a ’enzyme TEM-1 native, résulte d’une
augmentation de 24 a 130 fois de K; (la constante d’affinit¢ de I’enzyme pour I’inhibiteur)
signifiant une moins bonne liaison de I’inhibiteur a I’enzyme (Tableau AS.I). Ces travaux ont
aussi montré que TEM-1(M69L) hydrolyse plus efficacement les inhibiteurs (augmentation de
keat). Toutefois, la constante d’inactivation (kinaet) €st elle aussi augmentée, résultant en un

faible effet net sur le facteur de partition (kcat/kinact) (Variation d’environ 2x).

Tableau AS.I. Constantes cinétiques de I’inhibition de TEM-1 et du variant TEM-
1(M69L) par les inhibiteurs classiques, sulbactame, tazobactame et clavulanate.
Données provenant de (10) et (11).

Inhibiteur kcat (S-l) kinact (S-l) X 102 KI (HM) kcat/kinact
Sulbactame 2,0+£0,2 0,020 + 0.005 1,6 £0.4 10 000 £+ 3 000
TEM-1 Tazobactame 1,4+0,9 03+0.2 0,02 +0,01 475 + 42
Clavulanate 0,21 £0,03 0,17 £0.03 0,4+0,1 125 +£ 36
Sulbactame 56+9 1,3+0.2 50+13 4320 + 193
TEM-1
Tazobactame 6+2 1,9+0.1 2,6 0,8 330+ 101
(M69L)
Clavulanate 15+4 5+1 10+ 1 300 £ 51

Selon I’accessibilit¢ commerciale de ces composés, uniquement le tazobactame et le
enzymes natives ainsi que des chimeres les plus recombinées (cCTEM-17m et ¢cTEM-19m
comportant la substitution Met69Thr) en déterminant les K; (Tableau AS.II). Pour déterminer
ce parametre, la méthode graphique de Dixon a été utilisée. Elle permet 1’analyse de droites

ayant une intersection commune dans un graphique ou les axes sont I’inverse de la vitesse
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initiale et des concentrations d’inhibiteur, (Figure AS5.4) (10-12). Brievement, I’activité de
I’enzyme est mesurée en fonction de différentes concentrations d’inhibiteurs, et ce pour trois
différentes concentrations de substrat soit I'une sous le Ky du substrat, une seconde a la
concentration du Ky et la troisiéme a une concentration saturante de substrat. L’intersection
entre ces trois droites permet de déterminer K;. Dans la littérature, la benzylpénicilline est
généralement utilisée comme substrat afin de caractériser 1’inhibition par les inhibiteurs
classiques. Toutefois, ce composé possede un coefficient d’absorptivité molaire trés faible,
d’ou I'utilisation de cuvettes ayant un chemin optique de 10 cm dans les travaux de cinétique
présentés aux chapitres 2 et 4. Afin d’optimiser et de remédier a cette limitation technique,
nous avons opté pour I’utilisation du substrat chromogénique CENTA (parametres cinétiques
présentés au chapitre 3). La figure 4 montre des exemples de graphiques de Dixon obtenus
pour I’inhibition des chimeres cTEM-17m et cTEM-19m par le sulbactam et le tazobactam.

Les constantes d’inhibition K; obtenues sont présentées au Tableau AS.II.

Tableau AS.II. K| calculé selon la méthode graphique de Dixon pour ’inhibition de
TEM-1, PSE-4, cTEM-17m et cTEM-19m par le tazobactame et le sulbactame en
présence du substrat CENTA.

Tazobactame Sulbactame
(uM) (uM)
TEM-1 0,02 £ 0,01 1,0+0,2

¢TEM-17m 0,007 £ 0,001 0,14 £ 0,04
¢TEM-19m 0,013 £ 0,006 0,05+ 0,01
PSE-4 0,094 + 0,003 0,94 + 0,02

lv



(A) (B)
2000 - y(144uM) = 345,64x + 57,01 400y72 = 16398x + 75,931 y144 = 9585,4x + 34,942
R? = 0,9967 R? = 0,9682 R7=0,9198
y(36uM) = 764,94x + 129,88 -l—
1500 - R?=0,9531
N >
s 1000 768uM) = 101,59x + 33,188 = Y768 = 4902,9x + 1,3317
) R? = 0,9988 R2 = 0,9352
T
T
r T T T 1
‘ ‘ ‘ ‘ ‘ - 0,02 0,04 0,06 0,08
2 1 2 3 4 5 0,02
[Sulbactam] (uM) A00 [Tazobactam] (M)
1 144 UM CENTA 768 uM
K 144 uM
36 uM CENTA -200
-1000 - 72 uM
768 uM CENTA
© (D)
1000 -
3000 -
v(144uML2= 23”'?2* 158,44 ¥(530uM) = 6741,6x + 176,65
800 - =0 N
y(72uM) = 5395,4x + 354,13 TE 2500 - R?=0,9713
R?=0,9649
2000 ¥(2881M) = 11700x + 262.0
R?=0.999
1500 |
2
-
1000 | y(768M) = 2962.x + 183.4
v (768uM)=970,54x + 102,52 R? = 0.995
R2=0,9563
; o : : : : :
0,15 01/ 0,05 0,05 01 0,15 0,2 0,25 o i ‘ ‘ ‘ ‘ ‘ ‘
200 [Sulbactam] uM 0.1 0,1 0,2 0,3 0,4 0,5 0,6
144 uM CENTA -500 - [Tazobactam] (uM)
72 UM CENTA 768 uM CENTA
-400 768 uM CENTA 1000 - 288 UM CENTA

530 uM CENTA

Figure AS5.4. Exemple de graphiques de Dixon pour I’inhibition des chiméres
¢TEM-17m (A et B) et cTEM-19m (C et D) par le sulbactame (A et C) et le

tazobactame (B et D).

La concentration d’enzyme utilisée au cours de ces essais est de 5 nM et la concentration du

substrat CENTA varie de 36 a 768 pM.

Ces résultats montrent que les chiméres ¢cTEM-17m et ¢cTEM-19m, de par leurs K

similaires a celles de TEM-1 pour le tazobactame ou réduite pour le sulbactame (signifiant une

meilleure affinité de 1’inhibiteur pour 1I’enzyme) ne procure pas une meilleure résistance aux

inhibiteurs que les enzymes natives. La mutation Met69Thr présente dans cTEM-19m, ne
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permet donc pas une meilleure résistance dans le contexte des 18 autres mutations par rapport
a TEM-1.

Afin de mieux caractériser ’inhibition par les inhibiteurs classiques, des tentatives de
détermination du parameétre cinétique Kinact, SOit le taux d’inactivation de I’enzyme par
I’inhibiteur, ont aussi été effectuées. Pour déterminer ce parametre, I’enzyme est incubée en
présence de différentes concentrations d’inhibiteur, et ce, selon différentes durées
d’incubations. Par la suite, une concentration saturante de substrat, généralement la
benzylpénicilline, est ajoutée, puis ’activité résiduelle de I’enzyme en fonction du temps
d’incubation est mesurée. Il a été rapporté dans la littérature qu’une augmentation initiale de
Iactivité (un « burst effect ») résulte de 1’ajout d’une grande concentration de substrat,
chassant les especes intermédiaires entre 1’inhibiteur et 1’enzyme qui ne procurent pas une
inhibition définitive (10). Plusieurs tentatives ont été effectuées en variant les concentrations
de substrat, les temps d’incubation, les concentrations d’enzyme et méme le substrat lui-
méme, mais tous ces essais n’ont résulté en aucun essai concluant.

Des échanges avec Professeur D. Golemi-Kotra (Université York) ayant publié ces essais
pour le mutant TEM-1(M69L), ont permis de soulever un point technique qui aurait pu
influencer les résultats obtenus. Nos essais de détermination du kinae Ont été effectués en
utilisant un robot pipeteur. Celui-ci nécessite un temps minimum de 5 minutes d’incubation
entre les différents points de données afin d’effectuer la mesure de I’activité grace a la mesure
d’hydrolyse du substrat suivie par spectrophotométrie. Selon les travaux antérieurs de
Professeur Golemi-Kotra, 1’inactivation par le tazobactam et le sulbactam est rapide (moins de
10 minutes). L’utilisation du robot n’est donc peut-étre pas appropriée pour effectuer ces
essais. Une optimisation de la méthodologie serait nécessaire afin d’obtenir plusieurs points de
donnés entre 0 et 10 minutes d’incubation (Professeur Golemi-Kotra suggére que le premier
point de donnée devrait étre effectué aprés 10 secondes d’incubation) en utilisant le robot

pipetteur. Ces travaux n’ont pas été poussés plus loin.
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Inhibiteur protéique — BLIP

L’utilisation des BLIPs (B-lactamases inhibitory proteins) a été¢ considérée dans 1’optique
de caractériser I’effet de la liaison d’un ligand sur la dynamique d’une protéine. Tel que
présenté au chapitre 6, les BLIPs sont une famille de petites protéines inhibant certaines f-
lactamases de classe A. Puisque les chiméres de TEM-1 et PSE-4 montrent une augmentation
importante de la dynamique sur 1’échelle de temps corrélant a la fonction enzymatique, il
aurait été intéressant de vérifier si ces changements de dynamique influence (positivement ou
négativement) la liaison des BLIPs.

Afin de réaliser ces expériences, nous avons obtenu la construction de la protéine BLIP
dans le plasmide pGR32 (nomenclature : pGR32-BLIP) comportant une étiquette poly-His(6)
en N-terminal du groupe Palzkill (Baylor College of Medicine, Texas) (13-15). Le protocole
d’expression rapporté dans la littérature a été utilisé et optimisé. Brievement, les cellules sont
propagées dans le milieu d’auto-induction ZYP-5052 utilisant le lactose comme agent
d’induction, et ce, durant 3h a 37°C puis 16h a 22°C. La membrane extracellulaire des cellules
est ensuite lysée en utilisant 15 mL par g de culot cellulaire de B-PER (1% Triton, 10 mM
Tris-Hel pH 8,0 et 150 mM NaCl) et un temps de contact de 25 minutes. Les cellules sont
subséquemment centrifugées (15 000 RPM, 30 minutes, 4°C) afin de clarifier le lysat. Le
surnageant est mis en présence de la résine Ni-NTA agarose a raison d’un mL de résine par 50
mL de lysat durant 16h (4°C) afin que BLIP se lie au nickel grace a son étiquette poly-His. La
purification de BLIP est ensuite effectuée sur colonne manuelle ou des étapes de lavages au
tampon salin Tris (TBS : 50 mM Tris-Cl pH7,5, 150 mM NacCl) et TBS + SmM imidazole sont
effectuées. BLIP est finalement élu¢ de la colonne en utilisant graduellement des tampons
TBS contenant 50, 100 et 150 mM d’imidazole. Puisque cette protéine ne fait que 18 kDa,
I’analyse de la pureté se fait sur gel SDS-Page-Tricine (16) et la quantification s’effectue en
guanidiumeHcl 8 M permettant de dénaturer la protéine et ainsi de maximiser son absorbance.
Le coefficient d’absorption molaire spécifique a 280 nm est calculé selon :

Easonm = (5500X71,5) + (1490X 17y, ) + (125%7m,_5) =28 670 M'cm’
ou nTrp et nTyr sont respectivement les nombres de résidus tryptophane et tyrosine et oul ng
correspond au nombre de ponts disulfure. Le rendement habituellement obtenu selon ce

protocole de purification est de 0,5 mg de protéine pure par litre de culture (Figure AS.S).
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Figure AS.5. Gel SDS-PAGE tricine représentatif de la pureté obtenue suite a la
purification de BLIP selon le protocole exposé.

Afin de caractériser I’affinité entre BLIP et les B-lactamases a I’étude, trois différentes
approches ont été testées. La premicre approche consistait en la caractérisation de la cinétique
d’inhibition. Pour ce faire, BLIP est incubé avec la B-lactamase pendant deux heures a 25°C
dans un tampon de phosphate de sodium (pH 7,0) contenant 1 mg/ml d’albumine de sérum
bovin (BSA) augmentant a la stabilité¢ de la f-lactamase. Un test d’activité est ensuite effectué
en présence d’un substrat a une concentration correspondant a 2 x le Ky. Des essais réalisés
avec TEM-1 (5 nM), le substrat CENTA (150 uM) permettant d’automatiser la méthode par
I’utilisation d’une lectrice a plaque 96 puits couplée a un robot pipetteur, et des concentrations
de BLIP variant de 0 a 150 nM, n’ont toutefois pas été concluants. Le Kj extrait de ces
données (26 + 9 nM) differe significativement des valeurs disponibles dans la littérature (0,11
+ 0,01 nM) (17). Le CENTA a donc été considéré comme potentiellement problématique
puisque ce substrat n’a pas précédemment été utilisé dans ce type d’essai. Afin d’éliminer
cette composante, nous avons tenté une seconde stratégie ne comprenant aucun substrat afin
de vérifier I’affinité de BLIP pour les chimeres.

La technique de protéolyse par impulsion ou « pulse proteolysis » est basée sur la
résistance d’une protéine a la digestion par une protéase grace a son repliement (Figure AS.6)
(18). Cette technique peut aussi étre utilisée de fagon différentielle, ¢’est-a-dire que la stabilité

de la protéine en présence d’un ligand peut étre augmentée par rapport a la stabilité en absence
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d’un ligand. L’effet du ligand sur la stabilit¢ de la protéine peut donc étre déconvolué et

analysé en fonction de la constante de dissociation (Kg) (19).

[Urée] (M) o0 o8 12 60
| J  J v v
<$ <$ %\ <}\ Impulsion de
protéolyse
v v v v
Ajout ’EDTA
‘ SDS-PAGE

Y —

___________ — Thermolysine
———————— ~ Protéine test

l Quantification de l'intensité
des bandes

Fraction de
protéine repliée

—

[Urée] (M)

Figure AS5.6. Schéma expérimental d’une expérience type de protéolyse par
impulsion
(« pulse proteolysis »). Figure adaptée de (18).

Au cours de cette méthode, la protéine d’intérét est premiérement incubée en présence
de concentration croissante d’urée entrainant une légere déstabilisation de celle-ci jusqu’a une
dénaturation complete (6 M). Par la suite, la thermolysine, une protéase nécessitant du zinc et
du calcium pour étre fonctionnelle, est ajoutée. La protéolyse par cette protéase est effectuée
durant impulsion d’une minute, suite a quoi de ’EDTA est ajouté afin d’arréter la digestion.
L’ajout d’EDTA entraine toutefois une autolyse de la protéase générant des fragments de 8, 24
et 25 kDa visibles sur gel SDS-PAGE. La protéase aura digéré plus ou moins efficacement la
protéine a 1’étude en fonction du niveau de dénaturation procurée par 1’urée. La digestion est
ensuite visualisée sur gel SDS-PAGE ou les bandes sont quantifiées en fonction de leur

intensité relative. En fonction de D’intensité de la bande de la protéine d’intérét et de la

Ix



concentration d’urée présente lors de I’essai, il est ensuite possible de déterminer le paramétre
Cm qui correspond a la concentration d’urée ou 50% de la protéine est repliée ou dénaturée.
L’expérience est ensuite répétée, mais cette fois, en ajoutant un ligand. Il sera ensuite possible
de calculer un AC,,. Ce paramétre est proportionnel au Ky, la constante de dissociation a

I’équilibre pour le complexe protéine-substrat selon :

AC, o R T In(teend

Ky

ce qui permet de comparer I’affinité de différentes protéines pour un méme substrat ou
I’affinité d’une méme protéine pour différents substrats (19).

Utilisant cette méthodologie, nous avons déterminé le C,, de TEM-1, PSE-4, cTEM-
17m ainsi que de BLIP. Le AC,, a été déterminé pour la combinaison TEM-1/BLIP. La figure
AS.7 montre les gels utilisés pour quantifier la fraction de protéine repliée au cours des essais
de protéolyse par impulsion pour TEM-1, BLIP et leur combinaison. Les courbes de
quantification en fonction de la concentration d’urée sont aussi présentées. Le tableau AS.III

rapporte les valeurs de C, et AC,, obtenus au cours de ces études.
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Figure AS.7. Quantification sur gel de la stabilité de TEM-1, BLIP et la
combinaison de ces deux protéines selon la méthodologie de protéolyse pulsée.
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Tableau AS.III. Concentration d’urée ou une Ixiiienaturation de 50% de la protéine
d’intérét (Cp,) est observée lors de I’expérience de protéolyse pulsée.
Les valeurs de C,, et ACy, présentes dans la littérature selon la référence (19) sont indiquées

entre parentheses.

Co M) ACw (M)
TEM-1 1,9 (2,0) --
BLIP 3,4 (4,5 --
TEM-1 (+BLIP) 2,1 0,2 (1,3)
BLIP (+ TEM-1) 3,4 0,0
PSE-4 1.5 --
¢TEM-17m 2.8 --

Ces résultats montrent une différence importante du AC,, obtenu pour TEM-1 en
présence de BLIP (0,2 M) relativement aux valeurs retrouvées dans la littérature (1,3 M). Ceci
suggere une problématique liée & BLIP plutét que TEM-1, en considérant la C,, obtenue pour
chacune de ces protéines en fonction des valeurs de la littérature (19).

Parallelement a la méthodologie de protéolyse pulsée, la méthodologie de fluorimétrie
différentielle présentée dans les chapitres 2 et 3 a aussi été testée. Bricvement, TEM-1 fut
dénaturée thermiquement en présence du SYPRO orange. Ce composé, s’intercalant dans les
régions hydrophobes de la protéine, ne fluoresce pas lorsque celui-ci est libre. Toutefois, au
cours de la dénaturation de la protéine, les régions hydrophobes de la protéine deviennent
exposées, permettant au SYPRO orange de s’y lier et ainsi de fluorescer (Figure AS5.8). La
protéine d’intérét peut étre stabilisée par I’ajout d’un ligand, entrainant ainsi une augmentation

de la température de dénaturation (ATy,) corrélant au K4 (20, 21).
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Figure A5.8. Courbe de dénaturation thermique d’une protéine d’intérét au
cours d’une expérience de fluorimétrie différentielle en présence de SYPRO
orange.

Image inspirée de (21).

Des résultats préliminaires obtenus pour la dénaturation thermique de TEM-1, BLIP et

la combinaison de TEM-1 et BLIP en présence de SYPRO orange sont présentés dans la

figure AS5.9 et les valeurs de Tp, et ATy, dans le tableau AS.IV.
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Figure A5.9. Courbe de fluorescence (gauche) et premiére dérivée de celle-ci
(droite) résultant de I’expérience de dénaturation thermique en présence de
SYPRO orange de TEM-1 (A), BLIP (B) et de la combinaison des deux
protéines (C et D) permettant I’obtention de T,,.
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Tableau AS.IV. T\, de TEM-1, BLIP et de la combinaison de ces protéines résultant
fluorimétrie différentielle.

Tm (°C) ATm (°C)
TEM-1 49,7+0,3 -
BLIP 40,8 +0,5 -
TEM-1 (+BLIP) 53,0£0,3 3,31

Ces résultats démontrent effectivement une augmentation de la stabilité¢ thermique de
TEM-1 ainsi que de BLIP lorsque mis en commun, démontrant I’interaction entre celles-ci. La
prochaine étape de ces travaux serait d’effectuer la méme analyse, mais en présence des autres
protéines du systéme, soient PSE-4 et les chimeres, afin de vérifier si 1’effet de BLIP sur le
ATy, est différent en fonction de I’augmentation de dynamique lente observée chez les

chiméres. Ces travaux n’ont toutefois pas été poursuivis, faute de temps.
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