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Chapitre 1

Introduction

Les protéines sont parmi les molécules les plus importantes du monde vivant. Ce sont en quelque

sorte les abeilles ouvrières de tout organisme. Elles remplissent, entre autres, des fonction enzyma-

tiques, nerveuses, motrices ; elles transportent les petites molécules qui permettent aux cellules de

fonctionner et de s'alimenter.

L'étude des mouvements des protéines a débuté à la �n des années 1970[1]. Jusqu'alors la plupart

des scienti�ques considéraient les protéines comme des macromolécules à la structure tridimension-

nelle �xe et il fallut de nombreuses preuves expérimentales pour convaincre de l'existence de ces

mouvements[2]. De nombreuses simulations numériques ont été e�ectuées pour comprendre les chan-

gements de conformation des protéines lors de leur activité dans la cellule ainsi que leur repliement

après leur synthèse. Cependant, si de nombreux modèles expliquent comment les protéines se re-

plient et se déforment, le pourquoi du bon repliement d'une protéine n'est pas élucidé. Ce repliement

est un processus fondamental au cours duquel l'information génétique est traduite en information

tridimensionnelle, condition nécessaire à l'apparition des propriétés fonctionnelles.

L'utilisation du dichroïsme circulaire pour sonder les structures intermédiaires au cours du replie-

ment des protéines a commencé dans les années 1970[3]. De nos jours, cette technique, couplée aux

expériences pompe-sonde, permet d'élucider la dynamique des toutes premières étapes du repliement.

Dans cette introduction nous allons d'abord décrire la structure des protéines, et aborder le

problème de leur repliement. Dans un second temps j'introduirai la notion de dichroïsme circulaire

et son lien avec la structure des protéines.

1.1 La structure des protéines

Les protéines sont des macromolécules constituées de blocs de base : les acides aminés[4]. Toutes

les protéines sont synthétisées à l'aide de 20 acides aminés di�érents. Ces acides aminés ont tous une

structure semblable et di�èrent par leur chaîne latérale qui peut être hydrophile, hydrophobe, acide

ou basique (�gure 1.1). Les acides aminés, aussi appelés résidus, se lient entre eux pour former une

protéine grâce à la liaison peptidique.

13
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Figure 1.1 � Le groupement R représente la chaîne latérale. C'est ce groupement qui di�ère d'un acide aminé à
un autre

L'ordre d'enchaînement des acides aminés dans une protéine est codé par un gène. C'est la struc-

ture primaire de la protéine.

Ensuite la protéine adopte une con�guration en 3 dimensions dont on peut distinguer di�érents

niveaux de structure :

� La structure secondaire est constituée des éléments de la protéine présentant un arrangement

spatial régulier ou périodique stabilisé par les liaisons hydrogène (voir �gure 1.2). Il existe deux

principaux types de motifs :

� Les hélices alpha : la protéine se replie en hélice droite, avec une liaison hydrogène entre le

résidu n et le résidu n+4

� Les feuillets bêta : il s'agit d'interactions entre des résidus beaucoup plus éloignés. La chaîne

peptidique forme un "feuillet" en se repliant parallèle à elle-même

Le reste de la protéine est replié de façon aléatoire ou en "coudes" β et autres structures plus

simples.

� La structure tertiaire est l'ordonnancement entre elles des structures secondaires. C'est donc la

structure globale de la protéine toute entière

� La structure quaternaire est l'agencement de plusieurs chaînes polypeptidiques entre elles

La structure en trois dimensions de la protéine active est quali�ée de structure native. Cette

structure n'est pas codée par les gènes. Seule la structure primaire l'est. Nous allons tenter de com-

prendre en quoi le repliement de la protéine dans sa structure active est peu évident et aborder les

di�érents modèles qui ont été imaginés pour l'expliquer.

Figure 1.2 � Structure en 3 dimensions d'une protéine. En bleu les hélices alpha, en vert un feuillet bêta
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1.2 Le repliement des protéines

1.2.1 Le Postulat d'An�nsen

En 1961 An�nsen a réalisé une expérience déterminante pour la représentation du repliement des

protéines[5]. Son équipe et lui ont provoqué la dénaturation complète d'une ribonucléase en rompant

tous les ponts disulphure de la protéine. Ils ont ensuite observé que la protéine était capable de se

replier et de retrouver sans aide extérieure la structure native dans des conditions adéquates.

An�nsen en a déduit un postulat qui porte son nom : Toute l'information nécessaire à l'acquisition

de la structure native d'une protéine dans un environnement donné est contenue dans sa séquence.

Cela signi�e que les protéines acquièrent leur structure native spontanément. Partant de ce pos-

tulat, on peut se demander alors comment il est possible que certaines protéines ne se replient pas

correctement.

Se pose donc la question de savoir comment la protéine arrive à se replier dans sa structure native

sans aide extérieure, et quels mécanismes sont mis en jeu au cours du repliement.

1.2.2 Les modèles de repliement

Le paradoxe de Levinthal

En 1968, Levinthal énonce le paradoxe suivant : si on considère une chaîne de 100 acides aminés,

chacun d'entre eux pouvant adopter deux conformations spatiales, on dénombre alors 1030 con�gu-

rations accessibles pour la chaîne. Admettons que la chaîne recherche la con�guration la plus stable

au hasard, que chaque changement entre deux con�gurations prenne 10−11 s. Alors la chaîne d'acides

aminés mettrait 1011 ans à atteindre sa con�guration stable, ce qui est plus que l'âge de l'univers.

Pour Levinthal, ce paradoxe montre que la con�guration native d'une protéine n'est pas forcément

la plus stable thermodynamiquement. De son point de vue, l'acquisition de la structure native est

contrôlée principalement par les paramètres cinétiques du repliement.

Les modèles de repliement

Pour résoudre le paradoxe de Levinthal, les scienti�ques se sont mis à la recherche d'intermédiaires

de repliement, à travers des études de cinétique, qui permettraient d'expliquer la rapidité du proces-

sus. Ces études ont mis en évidence l'existence d'intermédiaires plus ou moins repliés, contenant des

structures secondaires natives ou non natives.

Plusieurs modèles, plus ou moins valides, découlent de ces études.

Le modèle de la charpente ou framework model : dans ce modèle, les structures secondaires na-

tives se forment en premier. La structure tertiaire vient ensuite. Ce modèle privilégie les interactions

à courte distance.

Le modèle di�usion-collision : la nucléation de la protéine s'e�ectue simultanément en plusieurs

endroits. Les structures ainsi créées di�usent, coalescent ou s'associent pour former des morceaux de
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structure native. Le repliement global s'e�ectue en plusieurs étapes de di�usion-collision.

Le modèle de l'e�ondrement hydrophobe : le repliement commence au c÷ur hydrophobe de la

protéine pour se propager ensuite au reste de la molécule. On privilégie dans ce modèle les interactions

à grande distance.

D'autres modèles existent mais n'ont pas ou peu été confortés par l'expérience.

L'entonnoir de repliement

Il fallut attendre les années 1990 pour aboutir à une vision uni�ée du phénomène de repliement.

On considère aujourd'hui que la protéine évolue, au cours du repliement, dans un paysage éner-

gétique en forme d'entonnoir.

Cette vision résout le paradoxe de Levinthal : la protéine évolue au hasard d'une con�guration à

une autre, mais à mesure qu'elle se rapproche de la structure native, le paysage des con�gurations

possibles se restreint.

La structure native, la plus stable, se trouve au fond de l'entonnoir, les intermédiaires de replie-

ment sont des irrégularités dans les parois de l'entonnoir.

Ainsi, une même protéine peut se replier en passant par di�érents intermédiaires selon le chemin

parcouru à la surface de l'entonnoir, comme illustré �gure 1.3b.

Cette représentation permet d'expliquer les cinétiques de repliement monophasiques et multipha-

siques ainsi que l'existence de phénomènes d'agrégation (qui correspondraient à des minima locaux

dans la paroi de l'entonnoir).

(a) (b) (c)

Figure 1.3 � Illustrations du concept d'entonnoir de repliement[6]. Au cours du repliement la protéine descend
dans l'entonnoir jusqu'à atteindre la structure native. (a) Entonnoir idéalisé : le repliement se fait de la même façon
quel que soit la trajectoire de la protéine à sa surface. (b) Cas d'un repliement pouvant se faire soit par un processus
rapide (chemin A) soit par un processus lent (chemin B). (c) Entonnoir de repliement réel avec des barrières d'énergie,
des pièges cinétiques ; le repliement peut alors avoir plusieurs états intermédiaires et suivre di�érents mécanismes
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1.2.3 Pathologies

Plusieurs maladies ont pour origine un mauvais repliement d'une protéine[1]. Il s'agit entre autres

de la maladie d'Alzheimer, du diabète de type II, de la maladie de Parkinson, des encéphalopathies

spongiformes... Dans toutes ces maladies, une protéine subit un changement de con�guration spatiale

et s'agrège en �brilles amyloïdes. Les protéines qui forment ces agrégats n'ont aucune analogie de

séquence, leur seul point commun est de présenter parfois une conversion des hélices α en feuillets β

via un intermédiaire présentant des régions déstabilisées ce qui conduit à l'agrégation. Lorsque ces

protéines sont normalement repliées, il leur est impossible de former des �brilles.

Pour certaines maladies, le changement de conformation résulte d'une mutation génétique.

Dans le cas des encéphalopathies spongiformes, le concept de "protein only" a été introduit pour

expliquer que seule la protéine est à l'origine de la maladie et de sa transmission.

Dans la maladie d'Alzheinmer, la protéine précurseur subit plusieurs ruptures protéolytiques

libérant un peptide de 40 à 42 acides aminés. C'est ce peptide qui se replie en feuillets β et entraine

l'agrégation.

Ces maladies nous montrent que la structure native d'une protéine n'est pas stable et qu'elle

peut subir de grands changements allant jusqu'à basculer des hélices aux feuillets. Ces changements

peuvent être induits par une petite variation de la composition du milieu, ou par l'association à une

protéine qui a déjà subi la conversion (cas du prion des encéphalopathies spongiformes). Il est donc

important de connaître et de comprendre les mouvements ayant lieu dans les protéines, en particulier

la conversion entre hélices α et feuillets β.

Nous allons maintenant aborder les propriétés optiques des protéines qui vont nous permettre de

mesurer leur dynamique de repliement.

1.3 Activité optique des molécules chirales

Dans ce paragraphe nous allons expliquer l'origine du dichroïsme circulaire dans les protéines et

expliciter l'intérêt de cette mesure dans la détermination de la structure.

1.3.1 La chiralité

Dé�nition : Un objet est chiral s'il n'est pas superposable à son image dans un miroir[7].

On trouve des exemples simples d'objets chiraux dans la vie de tous les jours. Nos mains, images

l'une de l'autre dans un miroir, ne sont pas superposables ; elles sont donc chirales. Il en est de même

pour nos pieds, on ne peut en e�et pas en�ler la chaussure droite sur le pied gauche, et inversement,

cependant nos pieds sont image l'un de l'autre.

La chiralité prend sa source au niveau microscopique et tout particulièrement dans les molécules

organiques. Si on considère le carbone tétrahédrique, on peut voir tout de suite que s'il porte quatre
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substituants di�érents il est chiral : un tel carbone est appelé carbone asymétrique (�gure 1.4).

Figure 1.4 � Exemple de carbone asymetrique

Deux molécules chirales images l'une de l'autre dans un miroir sont appelées des énantiomères.

Dans les protéines, la chiralité intervient d'abord au niveau de l'acide aminé qui comporte un

carbone asymétrique (sauf dans le cas de la Glycine, seul acide aminé non chiral où la chaîne latérale

est réduite à un atome d'hydrogène).

Figure 1.5 � Formule chimique d'un acide aminé. Le carbone central est asymétrique car il porte quatre substituants
di�érents.

De plus, la chaîne polypeptidique peut se replier en des structures qui sont elles aussi chirales

comme les hélices α. Ainsi, des molécules qui au départ ne sont pas forcément chirales, peuvent

s'assembler pour former une structure qui sera chirale. C'est ce type de chiralité que l'on retrouve le

plus en biologie.

1.3.2 L'activité optique

Les solutions de molécules chirales ou les cristaux chiraux présentent la particularité d'agir sur la

polarisation d'une onde lumineuse les traversant : ces milieux présentent une activité optique.

L'activité optique a été découverte en 1811 par F. Arago sur un cristal de quartz. Elle a été

ensuite observée par J.B. Biot dans des échantillons liquides comme l'essence de thérébenthine.

Le terme d'activité optique regroupe plusieurs e�ets d'un milieu sur une onde polarisée que nous

allons maintenant détailler.



1.3 Activité optique des molécules chirales 19

Rappels de polarisation

La polarisation de la lumière correspond aux directions prises par le champ électrique (ou ma-

gnétique) lors de la propagation quand on regarde l'onde venir vers soi.

La lumière non polarisée a un champ électrique qui décrit des directions aléatoires au cours du

temps.

La lumière polarisée linéairement (ou rectiligne) voit son champ électrique osciller suivant une

direction �xe. Si on place deux axes orthogonaux x et y dans le plan perpendiculaire à la direction de

propagation, une onde polarisée linéairement peut s'écrire vectoriellement (en notation de Jones[8])

comme :

−→
E = A

(
1

0

)
(1.1)

où l'axe x est choisi parallèle à la direction de polarisation.

La lumière polarisée circulairement correspond au cas où l'extrémité du champ électrique décrit

un cercle quand on regarde l'onde se propageant vers soi. Si le champ tourne dans le sens horaire,

l'onde est circulaire droite et s'écrit :

−→
E =

A√
2

(
1

−i

)
(1.2)

Si le champ tourne dans le sens anti-horaire, l'onde est circulaire gauche et s'écrit :

−→
E =

A√
2

(
1

i

)
(1.3)

Une onde polarisée elliptiquement peut être gauche ou droite, comme l'onde circulaire, et s'écrit :

−→
E =

(
A

iB

)
(1.4)

Le pouvoir rotatoire

Le pouvoir rotatoire est la propriété d'un milieu à faire tourner le plan de polarisation d'une

onde rectiligne le traversant. On distingue les milieux lévogyres et dextrogyres comme faisant tour-

ner respectivement dans le sens anti-horaire et le sens horaire la polarisation d'une onde lorsque

l'observateur regarde en direction de la source.

Deux énantiomères d'une même molécule chirale présentent un pouvoir rotatoire de même in-

tensité mais de sens opposé. Si l'on mélange deux énantiomères en égales proportions (mélange

racémique), la solution obtenue n'a pas de pouvoir rotatoire.

Le pouvoir rotatoire s'explique facilement lorsqu'on décompose une onde polarisée linéairement
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en deux ondes polarisées circulairement et de sens opposé ce qui s'écrit vectoriellement :

−→
E incident = A

(
1

0

)
=
A

2

(
1

i

)
+
A

2

(
1

−i

)
(1.5)

Le pouvoir rotatoire est issu du fait que chacune de ces ondes circulaires voit un indice de réfraction

di�érent dans le milieu : indices ng et nd respectivement pour l'onde circulaire gauche et l'onde

circulaire droite. Si l'on considère que le champ électrique de longueur d'onde λ traverse une épaisseur

l de milieu, le champ à la sortie s'écrit :

−→
E sortant =

A

2
ei

2π
λ
ngl

(
1

i

)
+
A

2
ei

2π
λ
ndl

(
1

−i

)
(1.6)

=

[
A

2
ei

2π
λ

(ng−nd)
2

l

(
1

i

)
+
A

2
ei

2π
λ

(nd−ng)
2

l

(
1

−i

)]
ei

2π
λ

(nd+ng)

2
l

On dé�nit l'angle de rotation θ par :

θ =
2π

λ

(nd − ng)
2

l (1.7)

L'expression du champ sortant se simpli�e :

−→
E sortant =

A

2
ei

2π
λ

(nd+ng)

2
l

(
e−iθ + eiθ

i(e−iθ − eiθ)

)
(1.8)

= Aei
2π
λ

(nd+ng)

2
l

(
cos(θ)

−i sin(θ)

)

On voit que le champ a tourné d'un angle θ par rapport à sa direction initiale. Le signe de θ

dépend des indices vus par les polarisations circulaires gauche et droite.

Le dichroïsme circulaire

Le dichroïsme circulaire est la di�érence d'absorption entre une onde polarisée circulairement

gauche et une onde polarisée circulairement droite[7].

Notons αg et αd les coe�cients d'absorption respectivement pour une onde polarisée circulaire-

ment gauche et droite.

Alors :

CD = (αg − αd)l (1.9)
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où l est la longueur de milieu traversé.

Si l'on décompose une onde polarisée linéairement en deux ondes polarisées circulairement comme

précédemment, et que cette onde traverse un milieu présentant un dichroïsme circulaire on obtient :

−→
E sortant =

A

2
e−αgl

(
1

i

)
+
A

2
e−αdl

(
1

−i

)
(1.10)

=
1

2

(
Ag + Ad

i(Ag − Ad)

)
(1.11)

Où Ag = Ae−αgl et Ad = Ae−αdl. A la sortie du milieu, l'onde est polarisée elliptiquement.

Résumé

L'e�et de la traversée d'un milieu présentant une activité optique sur une onde polarisée li-

néairement suivant l'axe x est résumé sur la �gure 1.6. L'onde résultante est une onde polarisée

elliptiquement dont le grand axe a tourné d'un angle θ par rapport à la direction de polarisation

initiale.

Figure 1.6 � Schémas représentant les modi�cations du champ électrique à la traversée d'un milieu optiquement
actif. (a) Champ électrique incident polarisé linéairement décomposé en ondes circulaires gauche et droite. (b) Les
ondes gauche et droite sont absorbées et déphasées de façon di�érente à la traversée du milieu ; elles se recomposent à la
sortie en une onde elliptique inclinée. (c) La direction du grand axe de la polarisation elliptique est inclinée d'un angle
θ par rapport à la direction de polarisation incidente : c'est l'angle de rotation optique. L'ellipticité de la polarisation
sortante est donnée par l'angle Ψ

Nous pouvons exprimer l'ellipticité de la polarisation sortante en fonction des amplitudes du

champ électrique suivant les petit et grand axe :
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Ψ ' tanψ =
Asortant,petit axe
Asortant,grand axe

=
Ag − Ad
Ag + Ad

=
Ae−αgl − Ae−αdl

Ae−αgl + Ae−αdl
(1.12)

En général αg,d � 1, alors :

|Ψ| ' |αg − αd|.l
4

(1.13)

La mesure de l'ellipticité Ψ donne donc accès à la valeur du dichroïsme circulaire de l'échantillon.

1.4 Expressions et unités du dichroïsme circulaire

Il existe deux façons de mesurer le dichroïsme circulaire :

� en mesurant directement l'absorption pour une onde circulaire gauche et une onde circulaire

droite

� en mesurant l'ellipticité introduite par le milieu sur une onde incidente rectiligne

Associées à ces deux types de mesures, deux unités sont couramment utilisées pour déterminer le

dichroïsme circulaire.

Pour les mesures liées à l'absorption, on peut exprimer le dichroïsme circulaire en terme de coef-

�cient d'extinction molaire ε enM−1.cm−1. L'extinction molaire est reliée au coe�cient d'absorption

via la loi de Beer-Lambert et l'absorbance :

ε =
A

c.l
=

α

ln(10)c
(1.14)

Avec 10−A = e−α.l, c la concentration en mol.L−1 et l l'épaisseur de l'échantillon traversé en cm.

Ainsi en mol−1.L.cm−1 :

CD = ∆ε = εg − εg (1.15)

=
1

c.l
(Ag − Ad) (1.16)

=
1

ln(10)c
(αg − αd) (1.17)

Si la mesure se fait via l'ellipticité on exprimera le dichroïsme circulaire en terme d'ellipticité

molaire, en mol−1.L.cm−1 :

CD = [Ψ] =
Ψ

c.l
(1.18)

Ces deux expressions présentent l'avantage d'être indépendantes de la concentration et de la lon-

gueur de l'échantillon traversé et permettent ainsi une comparaison rigoureuse des résultats obtenus.

De plus il est facile de passer d'une valeur à l'autre. Pour le comprendre nous allons partir de l'équa-

tion 1.13 reliant le dichroïsme circulaire, exprimé en coe�cient d'absorption à la valeur absolue de

l'ellipticité ψ en radians :

|Ψ| = 180

π

1

4
.∆α.l =

180

π

ln(10)c.l

4
∆ε en degrés (1.19)

A l'aide de l'équation 1.18 on obtient la relation :
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[Ψ] = 32, 98∆ε en deg.mol−1.cm−1 (1.20)

Il est à noter que dans la plupart des publications l'ellipticité est notée θ. L'unité dans laquelle

on l'exprime est très variable.

Dans nos expériences, nous mesurons le CD sous la forme :

CD = (αg − αd)l (1.21)

avec l la longueur de la cuve. Alors nos mesures de CD sont sans unités. Cependant il est possible

de retrouver la valeur du CD en g−1.L.cm−1 si la concentration en g.L−1 de l'échantillon est connue.

1.5 Le dichroïsme circulaire dans les protéines

Dans ce paragraphe nous allons détailler les di�érentes sources de dichroïsme circulaire dans les

protéines[9].

Notons d'abord qu'on ne peut observer de signal de dichroïsme circulaire qu'à des longueurs

d'onde qui correspondent à des bandes d'absorption de la molécule. Les bandes spectrales sont souvent

attribuées à di�érents types de transitions et donc à di�érentes structures. On peut donc de la même

façon attribuer les signaux de dichroïsme circulaire aux structures qui nous intéressent.

Un signal de dichroïsme circulaire peut apparaître quand un chromophore est chiral pour une des

raisons suivantes :

� Le chromophore est intrinsèquement chiral, il comporte par exemple un carbone asymétrique

� Le chromophore est lié par une liaison covalente à un centre chiral de la molécule

� Le chromophore est placé dans un environnement asymétrique à cause de la structure 3D

adoptée par la molécule

Ces di�érentes sources de chiralité permettent d'entrevoir en quoi le dichroïsme circulaire donne

beaucoup d'informations sur les protéines.

Selon la longueur d'onde, le spectre de dichroïsme circulaire d'une protéine peut apporter di�é-

rentes informations :

En dessous de 240 nm, l'absorption est due à la liaison peptidique. Le spectre de dichroïsme

circulaire à ces longueurs d'onde va donc donner des informations sur la structure secondaire de

la protéine. En e�et le spectre d'une hélice α, d'un feuillet β ou d'une pelote statistique sont très

di�érents (voir �gure 1.7). L'analyse du spectre de dichroïsme circulaire d'une protéine dans cette

gamme de longueur d'onde peut permettre de calculer précisément la proportion d'hélices et de

feuillets dans la molécule.

Le spectre d'absorption entre 260 et 320 nm provient des chaînes latérales des acides aminés.

Chaque acide aminé possède sa propre structure de bandes d'absorption. Cette zone du spectre peut

être considérée comme une empreinte digitale de la protéine. Dans cette gamme spectrale, le signal

de dichroïsme circulaire va dépendre des positions relatives des acides aminés, de leur environnement
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tridimensionnel, leur mobilité ainsi que de la quantité de chaque acide aminé. On a donc accès ici à

une information sur la structure tertiaire de la protéine. Bien que cette zone spectrale soit di�cile à

interpréter quantitativement, elle peut permettre de di�érencier une protéine mutante d'une protéine

naturelle et ainsi déterminer si une perte d'activité est due à un changement de structure tertiaire.

L'analyse du spectre de dichroïsme circulaire peut aussi donner des informations sur les sites de

liaison de cofacteurs tels que les hèmes ou les chromophores dans une protéine. Certains cofacteurs

sont achiraux lorsqu'ils sont seuls en solution, mais présentent un signal de dichroïsme circulaire

lorsqu'ils sont liés à la protéine : cela vient du fait que l'environnement tridimensionnel du cofacteur

est chiral. Ainsi on peut savoir si le site de �xation du cofacteur est modi�é en observant le signal de

dichroïsme circulaire du cofacteur lui même.

Figure 1.7 � Spectres de di�érentes structures secondaires dans l'UV lointain[9]. Trait plein : hélice α. Tirets longs :
feuillets β. Pointillés : coudes β. Petits tirets : structure irrégulière

Le dichroïsme circulaire est donc un outil puissant pour étudier la structure des protéines. Couplé
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aux expériences pompe-sonde, il permet d'accéder en temps réel aux changements de conformation

des protéines.
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Chapitre 2

Mesures dynamiques dans les protéines

2.1 Choix de la méthode

Le repliement des protéines est un processus qui met en jeu di�érentes échelles temporelles. La

formation des structures secondaires se fait sur des durées entre 10 ns et 1 ms[10] tandis que la

formation des structures tertiaires et quaternaire natives peut prendre jusqu'à plusieurs heures[11].

Il est important, si l'on veut comprendre le repliement des protéines, de pouvoir étudier ces

di�érentes étapes. Le facteur limitant est donc la résolution temporelle de la méthode utilisée.

Dans cette partie, je décrirai rapidement les di�érentes méthodes de mesure et d'initiation du

repliement les plus couramment utilisées.

2.1.1 Les principales techniques d'observation

L'observation des dynamiques de repliement des protéines ou de leurs mouvements au cours de leur

activité a fait l'objet de nombreuses expériences qui ont permis de développer plusieurs techniques.

Le choix d'une technique d'observation dépend des objectifs de l'expérience, de la protéine à étudier,

des informations que l'on souhaite obtenir. Les techniques les plus utilisées[10, 12] sont résumées

dans le tableau 2.1.

Nous avons choisi d'utiliser le dichroïsme circulaire car, selon le choix de la longueur d'onde

utilisée, il nous permet d'obtenir des informations quantitatives sur le pourcentage d'hélices alpha de

la structure secondaire (dépliement du PGA), sur le mouvement des hélices alpha dans la protéine

(bactériorhodopsine) ou d'un chromophore par rapport au reste de la protéine (PYP). De plus, la

mesure du dichroïsme circulaire peut s'e�ectuer en solution aqueuse dans des conditions proches

des conditions natives de la protéine (ce n'est pas le cas par exemple pour les mesures infra-rouges,

qui doivent s'e�ectuer dans une solution de D2O) ce qui simpli�e la préparation des échantillons et

apporte de la pertinence aux résultats expérimentaux.

27
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Technique Type d'information Détails

Absorption
Information sur le change-
ment d'environnement d'un
chromophore

Lorsque le chromophore se déplace au
cours du repliement, il change d'envi-
ronnement ce qui déplace ses bandes
d'absorption.

Fluorescence

Selon la nature du �uoro-
phore, on peut obtenir des
informations locales ou glo-
bales sur le repliement de la
protéine

1. L'observation de la �uorescence de
certains acides aminés aromatiques ren-
seigne sur les variations de leur environ-
nement
2. L'ajout d'un couple de �uorophores
donneur/accepteur à deux extrêmités
de la protéine renseigne sur le mouve-
ment relatif des deux zones de la pro-
téine

Absorption Infrarouge
Donne une information glo-
bale sur la structure secon-
daire

La bande d'absorption à 1650 cm−1,
impliquant les vibrations de la liaison
C=0 de la chaine peptidique, subit un
décalage lors d'une variation de struc-
ture secondaire.

Dichroïsme circulaire
Donne une information glo-
bale sur le contenu en struc-
ture secondaire

Le dichroïsme circulaire est utilisé
pour sonder de manière quantitative la
structure secondaire.

Spectroscopie Raman
Informations locales et glo-
bales

Permet d'observer la structure secon-
daire ou des changements de structures
plus localisés selon le chromophore étu-
dié

Table 2.1 � Principales techniques d'observation de dynamique moléculaire
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2.1.2 Initiation de la dynamique moléculaire

A�n de pouvoir observer le repliement, le dépliement ou les mouvements d'une protéine, il faut

disposer d'une méthode pour initier le processus. De cette phase d'initiation du processus dépend la

résolution temporelle de la mesure. En e�et on ne peut pas mesurer sur une échelle de temps plus

courte que celle de l'initiation.

Dans le tableau 2.2 sont présentées les principales méthodes d'initiation utilisées pour déclencher

le repliement, le dépliement ou un changement de conformation des protéines[10, 12].

Technique Résolution temporelle Détails

Saut de température

Durée de l'impulsion laser et
de l'homogénéisation de la
température : quelques di-
zaines de ps

Avantage : Peut s'appliquer à n'importe
quelle protéine dans des conditions na-
tives
Inconvénient : Cette méthode est la
plupart du temps limitée à l'étude du
dépliement 1 : l'augmentation de tem-
pérature déplace l'équilibre de la pro-
téine et cette dernière se déplie pour
être en accord avec les nouvelles condi-
tions thermodynamiques

Mélange rapide Dizaines de microsecondes

Avantage : S'applique à toutes les pro-
téines
Inconvénient : demande de grands vo-
lumes de solution

Déclenchement pho-
toinduit

Dépend de la vitesse du pro-
cessus photochimique : jus-
qu'à quelques picosecondes

Il faut que la protéine possède une ou
des liaisons, ou un chromophore, qui
puissent être rompues ou excitées par
l'absorption d'un photon

Table 2.2 � Principales techniques d'initiation de dynamique dans les protéines

Les méthodes utilisant les impulsions laser sont les plus performantes en ce qui concerne la

résolution temporelle. Elles permettent d'observer des phénomènes à l'échelle de la picoseconde.

2.2 Mesure directe du dichroïsme circulaire avec la cellule de

Pockels

Le dichroïsme circulaire correspondant à la di�érence d'absorption entre une onde polarisée cir-

culairement gauche et une onde polarisée circulairement droite, on peut le mesurer directement par

absorption, à condition de pouvoir générer ces deux types de polarisation sur un même faisceau laser

sonde. Nous allons voir comment utiliser les milieux anisotropes et la cellule de Pockels pour générer

alternativement des ondes polarisées droite et gauche.

1. Certaines protéines subissent une dénaturation à froid. Si l'on place la protéine à une basse température corres-
pondant à un état dénaturé, le saut de tepérature peut mener au repliement de la protéine
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2.2.1 Génération d'onde polarisée circulairement

Les milieux anisotropes

Les milieux anisotropes sont des milieux transparents qui ne présentent pas le même indice optique

selon la direction de polarisation de l'onde lumineuse qui les traverse.

Les indices vus par les di�érentes polarisations de l'onde lumineuse peuvent être obtenus simple-

ment en utilisant la construction géométrique de l'ellipsoïde des indices[13]. Pour un milieu uniaxe

(présentant deux indices optiques di�érents) l'ellipsoïde est de révolution autour d'un axe qu'on ap-

pelle l'axe optique : ses demi axes ont pour longueur ne et no. L'indice vu par une onde polarisée

suivant l'axe optique est l'indice extraordinaire ne. L'indice vu par une onde se propageant suivant

l'axe optique est l'indice ordinaire no.

Pour une direction de propagation et de polarisation quelconque il est nécessaire de déterminer

les directions propres de vibration. Il faut considérer l'intersection entre l'ellipsoïde des indices et le

plan d'onde passant par le centre de l'ellipsoïde : on obtient une ellipse de demi axes no et n (�gure

2.1). Les axes de cette ellipse sont les directions propres de polarisation. Pour connaître l'e�et du

milieu anisotrope sur le champ qui s'y propage, il faut projeter le champ
−→
E sur ces deux directions

puis calculer le déphasage de chaque composante dû à la propagation dans un milieu d'indice no ou

n.

Figure 2.1 � Propagation d'une onde dans un milieu anisotrope. On retrouve les indices vus par l'onde sur l'inter-
section entre le plan d'onde et l'ellipsoïde des indices. Les vecteurs oranges représentent alors les deux polarisations
propres. ces deux polarisations se propagent en voyant respectivement l'indice no et l'indice n. On doit projeter le
champ incident sur ces deux directions pour calculer l'e�et du milieu anisotrope

Je n'irai pas plus loin dans ce paragraphe. Cette approche est très simpli�ée car nous n'avons pas

abordé le problème de la double réfraction au moment de l'entrée de l'onde dans le milieu.

En pratique, nous utilisons en optique des lames anisotropes à faces parallèles dont la direction de

l'axe optique est connue et parallèle à la face d'entrée du cristal. Nous allons voir dans le paragraphe
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suivant comment de telles lames peuvent permettre d'obtenir des ondes polarisées circulairement.

Lame à retard

Une lame à retard est un milieu anisotrope taillé en lame à faces parallèles de façon à ce que l'axe

optique soit parallèle aux faces de la lame.

Considérons une onde lumineuse polarisée linéairement de pulsation ω en incidence normale sur

la lame à retard (�gure 2.2).

Figure 2.2 � Onde incidente sur une lame à retard. L'axe optique de la lame est représenté par une double �èche.
Les axes neutres de la lame sont placés suivant les axes x et y. Les polarisations selon ces axes voient respectivement
les indices no et ne

Le champ électrique forme un angle α avec l'axe x. Nous pouvons écrire sa décomposition sur les

axes de la lame en z = 0 :

−→
E (z, t) = E0

(
cos(ωt)cos(α)

cos(ωt)sin(α)

)
(2.1)

La polarisation suivant x va se propager dans la lame en voyant un indice optique no tandis que

la polarisation suivant y verra un indice ne. Après une épaisseur L de lame anisotrope, le champ

électrique s'écrit :

−→
E (z, t) = E0

(
cos(ωt− 2π

λ
neL)cos(α)

cos(ωt− 2π
λ
noL)sin(α)

)
(2.2)

Les deux composantes sont déphasées de :

φ =
2π

λ
(ne − no)L (2.3)

En choisissant l'épaisseur de la lame on peut donc choisir le déphasage entre les deux polarisations

de l'onde.

Lame quart d'onde

Une lame quart d'onde introduit un déphasage de π
2
entre les deux polarisations du champ élec-

trique :
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−→
E (z, t) = E0

(
cos(ωt)cos(α)

cos(ωt+ π
2
)sin(α)

)
= E0

(
cos(ωt)cos(α)

sin(ωt)sin(α)

)
=

(
E0xcos(ωt)

E0ysin(ωt)

)
(2.4)

Si l'angle α est quelconque, la lame quart d'onde transforme une onde polarisée rectilignement

en une onde elliptique de demi axes E0x et E0y alignés sur les axes de la lame.

Si l'angle α est égal à 45°, alors E0x = E0y = E0√
2
et l'onde obtenue est une onde polarisée

circulairement.

Le sens de rotation du champ électrique dépend de son orientation par rapport aux axes neutres

de la lame à l'entrée de celle-ci 2 (�gure 2.3).

Figure 2.3 � Sens de rotation de l'onde circulaire créée avec une lame quart d'onde. a) Génération d'une onde
circulaire droite. b) Génération d'une onde circulaire gauche

Ainsi une lame quart d'onde nous permet de créer des ondes polarisées circulairement droite

ou gauche. Cependant si nous voulons pouvoir alterner entre ces deux polarisations, il faudrait être

capable de changer rapidement et précisément la direction de polarisation linéaire de l'onde incidente.

Une autre solution est de pouvoir contrôler le déphasage de la lame pour le faire alterner entre π
2
et

−π
2
: c'est possible grâce à l'e�et Pockels.

2.2.2 La cellule de Pockels

L'e�et Pockels

L'e�et Pockels est un e�et électrooptique linéaire. Il s'agit d'une modi�cation de l'ellipsoïde des

indices lorsque le milieu est soumis à une forte tension électrique. Cet e�et n'apparaît que dans les

milieux non centrosymétriques.

On considère un milieu transparent soumis à la fois à un champ électrique lumineux Eopt et à un

champ électrique lentement variable Emod tels que
∥∥Emod

∥∥ >> ‖Eopt‖. Alors l'ellipsoïde des indices
est déformé et son équation dans le système d'axes propres devient :

2. Si on considère une lame "moins" quart d'onde, le déphasage introduit est -π2 et la situation est inversée.
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(2.5)

A l'ordre le plus bas, la variation d'indice ∆
(

1
n2

)
ij
peut s'écrire en un développement en fonction

des champs électriques sous la forme :

∆

(
1

n2

)
ij

=
3∑

k=1

rijkE
mod
k cos(ωmodt) +

3∑
k=1

3∑
l=1

ρijklE
mod
k Emod

l cos2(ωmodt) (2.6)

Le premier terme correspond à un e�et de biréfringence linéaire induite par le champ électrique :

c'est l'e�et Pockels. L'e�et Pockels ne peut être observé que dans les milieux non centrosymétriques.

Dans un milieu centrosymétrique, le tenseur electro-optique [r] est nul à cause de l'invariance des

propriétés optiques du milieu par inversion : le milieu ne présente pas alors d'e�et Pockels.

Le deuxième terme correspond à un e�et de biréfringence quadratique appelé e�et Kerr. L'exis-

tence de cet e�et va dépendre des coe�cients du tenseur [ρ] : en général un même milieu ne présente

pas les deux e�ets.

En considérant seulement le terme :

∆

(
1

n2

)
ij

=
3∑

k=1

rijkE
mod
k cos(ωmodt) (2.7)

On voit que les variations d'indice sont proportionnelles au champ électrique appliqué au milieu. Le

déphasage entre les directions de polarisations propres du cristal induit par la traversée de la lame

va être proportionnel à la tension appliquée à la lame.

Nous allons voir dans le paragraphe suivant quelle est, pour notre cellule de Pockels, l'expression

de la tension à appliquer pour obtenir une lame quart d'onde.

Utilisation de la cellule de Pockels

La cellule de Pockels est un dispositif électro-optique mettant à pro�t l'e�et Pockels. Il s'agit d'un

cristal non centrosymétrique auquel on applique une forte tension électrique.

Il existe deux types de cellules de Pockels :

� La cellule de Pockels transverse : le champ électrique appliqué est perpendiculaire à la direction

de propagation du faisceau lumineux

� La cellule de Pockels longitudinale : le champ électrique appliqué est colinéaire à la direction

de propagation du faisceau lumineux

Dans notre expérience nous utilisons une cellule de Pockels longitudinale constituée de KD*P 3.

Pour ce cristal, la tension à appliquer pour obtenir une lame quart d'onde est donnée par la

formule suivante :

Vλ/4 =
λ

4n3
or63

(2.8)

3. hydrogenophosphate de potassium enrichi en deuterium
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no est l'indice de réfraction ordinaire du cristal et r63 4 est le coe�cient du tenseur electro-optique

correspondant à la direction d'application de la tension.

La notice de la cellule de Pockels que nous utilisons nous donne Vλ/4 = 3.4kV à une longueur

d'onde de 1064nm d'où la relation de proportionnalité entre la tension et la longueur d'onde :

Vλ/4(V ) = 3.195λ(nm).

Nous pouvons ainsi aisément générer une lame quart d'onde quelle que soit la longueur d'onde

du laser utilisé.

De plus, si l'on applique la tension −Vλ/4 les axes ordinaire et extraordinaire induits dans le cristal
sont échangés par rapport au cas de la tension positive.

Nous pourrons donc, pour une polarisation incidente à 45° des axes de la lame, générer des ondes

circulaires droite et gauche en changeant le signe de la tension, l'amplitude de la tension étant adaptée

à la longueur d'onde étudiée.

2.2.3 Mesure du dichroïsme circulaire

En pratique nous mesurons le dichroïsme circulaire induit sur le faisceau sonde par la solution de

protéines de la manière suivante.

La cellule de Pockels est alternativement alimentée par une tension positive ou négative corres-

pondant à une lame quart d'onde pour la longueur d'onde sonde. Cette alternance est dirigée par le

programme d'acquisition de l'ordinateur.

Un tube photomultiplicateur est chargé de recueillir le signal lumineux, et celui-ci est envoyé à

un oscilloscope qui permet d'enregistrer l'intensité reçue au cours du temps.

Le programme demande à l'oscilloscope de stocker dans deux voies di�érentes l'intensité pour

l'onde polarisée gauche et l'intensité pour l'onde polarisée droite et moyenne sur plusieurs acquisitions.

Ecrivons les intensités transmises pour ces deux ondes :

IL = I0 exp−αLl (2.9)

IR = I0 exp−αRl

IL (resp IR) est l'intensité transmise pour l'onde circulaire gauche (resp droite) et αL (resp αR)

est le coe�cient d'absorption pour cette onde.

Comme (αL − αR)l est très petit devant 1 on peut écrire au premier ordre :

IR − IL = I0e
−αL+αR

2 (αL − αR)l (2.10)

IR + IL = 2I0e
−αL+αR

2

4. en notation de Voigt les notations des indices du tenseur électro-optique sont réduites à 2 indices
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On peut alors écrire le CD en fonction des intensités :

CD = (αL − αR)l =
IR − IL
IR+IL

2

(2.11)

Après avoir enregistré les valeurs au cours du temps des deux intensités droite et gauche, il su�t

donc pour connaître le dichroïsme circulaire de calculer la di�érence des deux courbes et de diviser

par la moyenne.

2.2.4 Limitations de la méthode

L'alignement précis de la cellule de Pockels est très di�cile et nécessite un protocole complexe[14].

Cette procédure est peu souvent utilisée, généralement nous véri�ons l'alignement correct de la cellule

grâce à un compensateur de Babinet-Soleil.

Lorsque la structure sondée par dichroïsme circulaire est la même que celle excitée par la pompe,

un mauvais alignement de la cellule de Pockels peut faire apparaitre de gros artefacts[15][16].

Tout d'abord, la pompe, si elle est polarisée linéairement, peut induire un dichroïsme linéaire

dans le milieu (même si le milieu n'est pas chiral). Alors, si les ondes envoyées pour mesurer le CD ne

sont pas parfaitement circulaires mais elliptiques elles peuvent présenter une di�érence d'absorption

due au dichroïsme linéaire (voir �gure 2.4 et [16]).

Figure 2.4 � On voit ici comment, si la pompe introduit un dichroïsme linéaire dans le milieu, des polarisations
elliptiques ne seront pas absorbées de la même façon ce qui provoque la mesure d'un artefact de CD

C'est pourquoi cette méthode n'a pas été utilisée dans l'étude de la PYP car on y sonde et excite

le même chromophore.

Cependant, la méthode de mesure du CD grâce à la cellule de Pockels s'applique bien sans

nécessité d'un alignement parfait, dans les cas suivants :

� On excite un chromophore et on sonde la structure secondaire de la protéine (Bacteriorhodop-

sine)

� On chau�e la solution (T-jump) et on sonde la proportion d'hélices (PGA)
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Nous retiendrons le fait que les polarisations ne sont pas parfaitement circulaires droite ou gauche

mais sans doute légèrement elliptiques ce qui peut entacher la détermination d'une valeur absolue du

dichroïsme circulaire 5 . En revanche cela n'est pas gênant si l'on cherche à mesurer une dynamique

de CD : le fait qu'on ait des ondes elliptiques n'a�ectera pas la constante de temps du phénomène

observé.

2.3 Mesure indirecte du dichroïsme circulaire avec le compen-

sateur de Babinet-Soleil

2.3.1 Le compensateur de Babinet Soleil

Le compensateur de Babinet Soleil est un instrument d'optique permettant d'introduire un dépha-

sage variable entre les deux directions de polarisation perpendiculaires d'une lumière le traversant.

Il est constitué d'une lame de quartz biréfringente à face parallèles et de deux prismes du même

matériau d'axe orthogonal à celui de la lame (voir �gure 2.5).

Figure 2.5 � Le compensateur de Babinet Soleil

Un des prismes est �xe et le second peut glisser verticalement sur le premier.

Notons n1 et n2 les deux indices du quartz. Nous ignorons dans quel sens sont orientés les axes

extraordinaires des lames du Babinet-Soleil (ce point sera abordé plus loin).

On peut écrire le déphasage introduit par le compensateur de Babinet Soleil entre les composantes

verticales et horizontales de l'onde lumineuse :

φBS = φYBS − φXBS =
2π

λ
(n1 − n2)(e1,fixe − e2,var) (2.12)

où e1,fixe est l'épaisseur de la lame à faces parallèles et e2,var l'épaisseur des deux prismes. L'axe

XBS du Babinet Soleil correspond à l'axe le long duquel le prisme mobile se déplace.

Cette di�érence de phase peut être modi�ée en faisant translater verticalement le second prisme

et on remarque qu'elle est constante sur toute l'ouverture de l'appareil. Un faisceau lumineux large

sera donc uniformément retardé. On remarque aussi que le compensateur de Babinet Soleil peut

5. Il est cependant possible de mesurer la non circularité des ondes grâce au compensateur de Babinet Soleil. Dans
nos expériences les ondes sont polarisées circulairement à plus de 90%
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être réglé pour avoir une di�érence de phase nulle. Il est donc intéressant d'utiliser cet outil pour

introduire de petits déphasages.

2.3.2 Méthode de mesure du dichroïsme circulaire

Nous allons dans cette partie détailler la méthode de mesure du CD à l'aide du compensateur de

Babinet-Soleil issue de [17].

Montage

Pour mesurer le dichroïsme circulaire induit par la pompe sur l'échantillon nous disposons du

montage suivant présenté �gure 2.6.

Figure 2.6 � (a) Le chemin parcouru par la pompe et la sonde. Les deux faisceaux pompe et sonde passent dans
le même polariseur d'entrée a�n d'être parfaitement parallèles. La pompe passe par un obturateur qui est commandé
par le programme d'acquisition. (b) Orientation du Babinet Soleil par rapport à la polarisation incidente.

Le signal du PM est envoyé, via une carte d'acquisition, à l'ordinateur. Le programme d'acquisition

permet d'enregistrer alternativement le signal reçu par le PM quand l'obturateur est passant ou fermé.

Ces deux signaux avec et sans pompe sont tracés en fonction de la position des lames du Babinet

Soleil. Nous verrons dans les paragraphes suivants quelle forme prend ce signal et comment on en

déduit le dichroïsme circulaire induit par la pompe.

Intensité lumineuse reçue par le détecteur

Pour établir l'expression de l'intensité lumineuse en sortie du système nous allons utiliser la nota-

tion des matrices de Jones. Le champ électrique est représenté par un vecteur, tandis que les di�érents

éléments optiques sont des opérateurs matriciels qui agissent sur le vecteur champ électrique. L'axe

x du repère correspond à la direction de polarisation de l'onde incidente (polarisation horizontale).

L'axe z est l'axe de propagation de la lumière. L'axe y se déduit des deux précédents pour former un

repère (O, x,y,z) direct.

L'onde lumineuse traverse, dans l'ordre : l'échantillon, le Babinet Soleil puis l'analyseur croisé

avec la direction de polarisation initiale. Chacun de ces éléments est représenté par une matrice :

ME, MBS et MA.
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On peut alors écrire :
−→
E sortant =MA.MBS.ME

−→
E incident (2.13)

Le champ incident est polarisé selon l'axe x du repère et a une amplitude A :

−→
E incident = A

(
1

0

)
(2.14)

Expression de la matrice MA L'analyseur est un opérateur qui ne laisse passer que la direction

y donc sa matrice est :

MA =

(
0 0

0 1

)
(2.15)

Expression de la matrice MBS Pour décrire l'action du Babinet Soleil il nous faut d'abord

projeter le champ électrique sur ses axes propres, à 45° des axes du polariseur et de l'analyseur. Dans

le repère du Babinet soleil le champ s'écrit :

−→
E incident =

1√
2

(
1

−1

)
(2.16)

A la sortie du Babinet Soleil, chaque composante a subi un déphasage en fonction de l'indice

correspondant à sa direction de polarisation :

−→
E sortantBS =

1√
2

(
ei

2π
λ
nXBS (e1+e2)

−ei 2πλ nYBS (e1+e2)

)
=

1√
2
ei

2π
λ

(nXBS
+nYBS

)

2
(e1+e2)

 ei
2π
λ

(nXBS
−nYBS )

2
(e1+e2)

−ei 2πλ
(nYBS

−nXBS )

2
(e1+e2)

 (2.17)

Avec :
nXBS = n1e1+n2e2

e1+e2

nYBS = n2e1+n1e2
e1+e2

(2.18)

En notant ψ = 2π
λ

(nXBS+nYBS )

2
(e1+ e2) l'expression du champ en sortie du Babinet Soleil devient :

−→
E sortantBS =

1√
2
eiψ

(
ei
φBS
2

−e−i
φBS
2

)
(2.19)

Si l'on projette maintenant le champ à nouveau dans le repère (O,x,y,z) on obtient :

−→
E sortantBS =

1

2
eiψ

(
cosφBS

2

isinφBS
2

)
(2.20)

L'action du compensateur de Babinet Soleil sur le champ électrique quand les axes du compen-

sateur sont à 45° de l'axe de polarisation du champ (voir �gure 2.6) peut se résumer par la matrice
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suivante, où l'on a remplacé φBS
2

par XBS :

MBS =

(
cosXBS isinXBS

isinXBS cosXBS

)
(2.21)

Expression de la matrice ME A la traversée de l'échantillon chiral, les deux composantes cir-

culaires de l'onde polarisée linéairement voient des indices optiques et des coe�cients d'absorption

di�érents, ce qui correspond au dichroïsme circulaire η et à la rotation optique θ. Je rappelle ici leurs

dé�nitions ainsi que celles du coe�cient d'absorption moyen et de l'indice :

n = (ng + nd)/2

θ = π(nd − ng)l/λ
α = (αg + αd)/2

η = (αg − αd)l

(2.22)

l est l'épaisseur d'échantillon traversée. Les indices g et d signi�ent gauche et droite.

On peut décomposer le champ électrique en une onde circulaire droite et une onde circulaire

gauche en écrivant :
−→
E incident = A

(
1

0

)
=
A

2

(
1

i

)
+
A

2

(
1

−i

)
(2.23)

L'e�et de l'échantillon sur chaque composante de l'onde peut ainsi être appliqué :

−→
E echantillon =

A

2

(
1

i

)
ei

2π
λ
ngle−

αgl

2 +
A

2

(
1

−i

)
ei

2π
λ
ndle−

αdl

2

=
A

2
ei

2π
λ
nle−

αl
2

(
e−iθe−

η
4 + eiθe

η
4

i(e−iθe−
η
4 − eiθe η4 )

)
(2.24)

=
A

2
ei

2π
λ
nle−

αl
2

(
cosh(η

4
+ iθ)

−i sinh(η
4
+ iθ)

)

On peut alors dé�nir la matrice de l'échantillon chiral telle que :

−→
E echantillon =MEA

(
1

0

)
(2.25)

ME = ei
2π
λ
nle−

αl
2

(
cosh(η

4
+ iθ) i sinh(η

4
+ iθ)

−i sinh(η
4
+ iθ) cosh(η

4
+ iθ)

)
(2.26)

Description des Intensités lumineuses Nous avons déterminé toutes les matrices, nous pouvons

donc maintenant écrire l'expression de l'intensité en sortie du système. Le dichroïsme circulaire et

la rotation optique sont des grandeurs très inférieures à 1. De plus, nous prenons des mesures pour

X=π+x avec x très petit devant 1. Nous pouvons donc simpli�er l'expression de Esortant :
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Esortant = −Aei
2π
λ
nle−

αl
2

(
0 0

0 1

)(
1 ix

ix 1

)(
1 −θ + iη

4

θ − iη 1

)(
1

0

)
= −Aei

2π
λ
nle−
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2

(
0

θ + i(x− η
4
)

)
(2.27)

Pour calculer l'intensité lumineuse qui arrive sur le détecteur on prend le module au carré de

cette expression :

Isortant = |A|2e−αl
[
θ2 + (x− η

4
)2
]

(2.28)

On remarque qu'en absence d'échantillon, l'intensité sortante trace une parabole centrée en x=0.

En e�et, quand le déphasage est nul, le Babinet-Soleil n'a aucun e�et sur l'onde qui le traverse. En

présence d'échantillon, l'intensité forme une parabole centrée en x = η
4
.

Dans le cas où l'échantillon a été excité par la pompe, il présente une variation de dichroïsme

circulaire et d'absorption :

αl = α0l + δαl (2.29)

η = η0 + δη (2.30)

où α0 et η0 sont les valeurs de l'absorption et du dichroïsme circulaire statique et δαl et δη sont les

variations de ces grandeurs induites par l'excitation de la pompe. En l'absence de pompe, l'expression

de l'intensité détectée est donnée par l'équation 2.28. Elle devient, après excitation (en considérant

la rotation optique et ses variations indépendantes de x) :

Iavec pompe = |A|2e−αle−δαl
[
K + (x− η + δη

4
)2
]

(2.31)

La nouvelle parabole est centrée en η+δη
4

.

Nous allons voir dans le paragraphe suivant comment calculer le dichroïsme circulaire et ses

variations à partir de ces di�érentes paraboles ainsi que la façon dont nous avons déterminé le signe

du dichroïsme circulaire. En e�et, les directions des axes extraordinaires des lames du Babinet-Soleil

étant inconnues, nous ne pouvons pas connaitre a priori le sens de variation de x quand l'épaisseur

de la lame variable augmente.

Mesure du dichroïsme circulaire

Le programme d'acquisition mesure, pour chaque retard pompe-sonde, les paraboles Isans pompe
et Iavec pompe dont les expressions sont données par les équations 2.28 et 2.31. On rappelle l'intensité

sans échantillon :

Isans echantillon = |A|2x2 (2.32)



2.3 Mesure indirecte du dichroïsme circulaire avec le compensateur de Babinet-Soleil 41

Signe du dichroïsme circulaire Nous connaissons l'expression de l'intensité en fonction du dé-

phasage x introduit par le Babinet Soleil, cependant nous ignorons si ce déphasage croît ou décroît

lorsque le programme d'acquisition déplace le prisme mobile. Le sens de variation de x en fonction du

mouvement du prisme dépend des orientations des axes ordinaire et extraordinaire des deux lames de

quartz. Or nous avons pu constater que cette orientation varie d'un Babinet Soleil à un autre (même

s'ils sont fabriqués par le même fournisseur) et il n'y a pas de méthode simple pour déterminer cette

orientation. Nous avons donc décidé de procéder à la mesure des paraboles Isans echantillon et Isans pompe
avec un échantillon connu, à une longueur d'onde où celui-ci présente un fort dichroïsme circulaire

sans ambiguïté de signe.

Ainsi le décalage entre la parabole Isans echantillon et la parabole Isans pompe nous permettra de savoir

dans quel sens varie x sachant que Isans echantillon doit avoir son minimum en x=0 et Isans pompe doit

avoir son minimum en x = η
4

Nous avons choisi de mesurer le dichroïsme circulaire dans la myoglobine avec une sonde de

longueur d'onde λ=220 nm. A cette longueur d'onde la myoglobine, riche en hélices α, présente un

fort dichroïsme circulaire négatif.

Les paraboles sont tracées par le programme en fonction du paramètre "Position BS" qui corres-

pond à la position du moteur qui déplace le prisme mobile du Babinet-Soleil.

Figure 2.7 � Intensité en fonction de la position du prisme mobile du Babinet Soleil. En bleu la courbe obtenue
avec une cuve de 1mm d'eau. En rouge la courbe obtenue avec une cuve d'1mm d'une solution de myoglobine. Les
points autour du minimum de la parabole ne sont pas mesurés car ils sont trop bruités et n'apportent pas de précision
pour l'ajustement.

On voit �gre 2.7 que la parabole tracée pour la myoglobine est décalée vers la droite par rapport

à la parabole tracée pour l'eau. Elle est donc centrée en une position du moteur proportionnelle à

−η
4
. Nous pouvons par conséquent en déduire que lorsque Position BS augmente le prisme se déplace

dans le sens de x décroissant : PositionBS = −ax
Une variation positive du dicrhoïsme circulaire aura donc pour conséquence un décalage vers la

gauche du minimum de la parabole tracée en fonction de Position BS.
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Calcul de δη et δα Le programme d'acquisition enregistre et calcule un ajustement des paraboles

Isans pompe et Iavec pompe sous la forme :

Isans pompe = AsPositionBS
2 +BsPositionBS + Cs (2.33)

Iavec pompe = AaPositionBS
2 +BaPositionBS + Ca

Nous pouvons réécrire ces intensités en développant les équations 2.28 et 2.31 avec PositionBS =

−ax :

Isans pompe = |A|2e−α0l(x2 − xη
2
+
η2

16
+K) (2.34)

= |A|2e−α0l(
PositionBS2

a2
+
PositionBS

a

η

2
+
η2

16
)

Iavec pompe = |A|2e−(α0+δα)l(x2 − xη + δη

2
+

(η + δη)2

16
+K)

= |A|2e−(α0+δα)l(
PositionBS2

a2
+
PositionBS

a

η + δη

2
+

(η + δη)2

16
+K)

On peut ensuite identi�er les coe�cients de l'équation 2.33 à ceux de l'équation 2.34 :

As =
|A|2

a2
e−α0l Bs =

As
a
η
2

(2.35)

Aa =
|A|2

a2
e−(α0+δα)l Ba =

Aa
a
η+δη
2

Le programme calcule ensuite la variation de dichroïsme circulaire et la variation d'absorption à

partir des coe�cients des deux paraboles :

δαl = ln(
As
Aa

) (2.36)

δη = 2(
Ba

Aa
− Bs

As
)

Les deux grandeurs δαl et δη sont calculées pour chaque retard pompe sonde et on obtient ainsi

une courbe donnant la dynamique de dichroïsme circulaire et d'absorption après l'excitation. Pour

obtenir la valeur du CD correspondant à (αg − αd)l il faut multiplier le résultat donné par le calcul
ci-dessus par 2.5.10−4.

2.3.3 Limitations de la méthode

La principale limitation de cette méthode de mesure est d'ordre temporel. L'acquisition d'une

parabole complète prend plusieurs minutes, et il faut en mesurer deux (avec et sans pompe) pour

pouvoir accéder à la variation de dichroïsme circulaire.

Ce temps d'acquisition élevé a pour conséquence que, lors d'une expérience pompe-sonde, on ne

prend pas beaucoup de points de mesure, et qu'on ne peut pas beaucoup moyenner.

Ainsi les courbes obtenues sont souvent très bruitées et il faut mesurer de très forts changements

de CD pour voir quelque chose.
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2.4 Conclusion

Ainsi, le choix de l'une ou l'autre méthode de mesure du dichroïsme circulaire est intimement lié

à la nature de l'excitation et de la sonde pour chaque expérience.

Dans toutes les expériences impliquant un T-jump il n'y a aucune interaction entre l'impulsion

pompe et la molécule ce qui implique l'absence d'artefacts dûs à la polarisation imparfaite de la

sonde : on peut donc utiliser la cellule de Pockels.

De la même façon, dans l'étude de la Bacteriorhodopsine, la pompe initie le photocycle en excitant

le rétinal, tandis que la sonde interagit avec la structure secondaire de la protéine dans sa globalité :

la cellule de Pockels convient dans cette expérience.

Au contraire, dans l'expérience concernant la PYP la sonde et la pompe interagissent toutes deux

avec le chromophore de la protéine. Pour ne pas avoir d'artefacts de polarisation il faut soit que

pompe et sonde soient polarisées linéairement selon le même axe ; soit que la sonde soit parfaitement

circulaire. C'est pourquoi l'utilisation du compensateur de Babinet-Soleil, précédé d'un polariseur

commun à la pompe et la sonde, est indispensable ici.

Nous verrons en détail dans chaque partie comment est mise en ÷uvre la mesure résolue en temps.
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Chapitre 3

Principe et étalonnage de l'expérience

3.1 L'expérience pompe-sonde

3.1.1 Description de l'expérience

Pour e�ectuer la mesure de dichroïsme circulaire résolu en temps après un saut de température,

nous avons e�ectué une expérience pompe sonde.

Pour cette expérience nous disposons de deux lasers :

� Un laser Titane Saphir femtoseconde à 80 MHz

� Un laser Neodyme Yag à 20 Hz

Nous détaillerons dans les paragraphes suivants comment nous pouvons obtenir à partir de ces

deux lasers une impulsion pompe à 1500 nm et une impulsion sonde accordable entre 200 et 220 nm.

La �gure 3.1 représente le montage expérimental.

Figure 3.1 � Schéma du montage expérimental pour la mesure de la dynamique de dépliement de protéines après
un saut de température

La pompe et la sonde sont superposées au niveau de l'échantillon. Pour e�ectuer l'alignement

47
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nous utilisons un trou calibré de 50µm de diamètre placé au même endroit que la cuve contenant la

solution de protéines.

Grâce à un photomultiplicateur, on envoie le signal UV sortant de la cuve vers un oscilloscope.

La fréquence des impulsions sonde étant de 80 MHz (donc une période de 12 ns), et les constantes

de temps des phénomènes observés étant de l'ordre de la centaine de nanosecondes au minimum,

nous n'agissons pas sur le délai entre la pompe et la sonde pour e�ectuer la mesure : l'évolution de

l'intensité de la sonde après le saut de température est directement lue et enregistrée par l'oscilloscope.

Le choix de la sensibilité temporelle de l'appareil permet de déterminer l'échelle de temps que l'on

souhaite observer.

Un programme informatique dirige à la fois la tension d'alimentation de la cellule de Pockels

et l'enregistrement sur l'oscilloscope. Comme vous l'avez vu plus tôt, selon le signe de la tension

d'alimentation, la cellule de Pockels permet de générer des ondes circulaires droite ou gauche.

Le programme informatique donne des instructions à l'oscilloscope a�n de moyenner dans deux

mémoires di�érentes les signaux correspondant à chacune de ces polarisations. Après avoir moyenné,

les traces des signaux en mémoire dans l'oscilloscope sont enregistrées dans deux �chiers di�érents

correspondant aux deux polarisations.

On peut ensuite calculer le dichroïsme circulaire ainsi que son évolution temporelle à partir de

ces deux �chiers de données.

3.1.2 Obtention du saut de température

Méthodes

Il existe deux méthodes pour e�ectuer le chau�age d'une solution par une impulsion laser : le

chau�age direct et le chau�age indirect. Le chau�age direct consiste à éclairer la solution à l'aide

d'une impulsion laser infrarouge excitant un mode de vibration de l'eau autour de 1500 cm−1.

Le chau�age indirect consiste à placer dans la solution un colorant qui va absorber l'impulsion

laser et dont la désexcitation provoque l'échau�ement des molécules d'eau qui l'entourent[18][19].

Cela permet de pouvoir utiliser un laser visible (NdYAG par exemple avec le Basic Red comme

colorant)

Cette dernière méthode présente plusieurs inconvénients :

� On ne sait pas si la présence du colorant va a�ecter la protéine

� Le colorant peut s'agréger, créant des sites de nucléation pour l'apparition de bulles au moment

du T-jump

� La taille du saut de température dépend du rendement de l'absorption par le colorant, or

celui-ci peut �nir par photoblanchir

Une pompe dans l'infra-rouge

A�n de transformer les impulsions à 532 nm en impulsions infra rouge nous utilisons un Oscillateur

Paramétrique Optique (OPO). Nous allons en expliquer rapidement le principe[20].

Lorsqu'une onde lumineuse de pulsation ω, appelée pompe, est envoyée sur un cristal non linéaire,
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celui-ci génère deux ondes de pulsation ω1 et ω2 telles que ω = ω1 + ω2 avec une condition d'accord

de phase entre ces trois ondes.

Si dans ces conditions, l'onde de pulsation ω1 par exemple est envoyée à travers le cristal alors

cette onde est ampli�ée au cours de la traversée : c'est le phénomène d'ampli�cation paramétrique

optique. Le cristal illuminé par l'onde de pulsation ω devient un milieu ampli�cateur pour les ondes

ω1 et ω2.

Alors si l'on place ce cristal ampli�cateur dans une cavité optique, les ondes de pulsation ω1 et ω2

peuvent atteindre de grandes intensités selon la con�guration de la cavité. Cette méthode de l'OPO

est utilisée couramment pour obtenir des impulsions accordables dans l'infra rouge.

En e�et, les valeurs des pulsations générées dépendent de l'orientation du cristal par rapport à la

pompe et à la cavité (condition d'accord de phase).

A�n de se placer au maximum d'absorption de l'eau nous avons mesuré le coe�cient d'absorption

en fonction de la longueur d'onde de l'idler (voir 3.2).

Figure 3.2 � Coe�cient d'absorption de l'eau en fonction de la longueur d'onde de l'idler

Ne disposant pas d'un spectrophotomètre fonctionnant dans l'infra-rouge, nous avons mesuré la

longueur d'onde du signal complémentaire pour accorder l'OPO a�n que le faisceau infra-rouge ait

la longueur d'onde désirée de 1454 nm.

Dans notre OPO, le faisceau du laser Neodyme Yag à 532 nm est donc �nalement séparé en

un faisceau signal à 839nm et un faisceau complémentaire à 1454 nm correspondant au maximum

d'absorption de l'eau que nous avons mesuré.

3.1.3 Génération de la sonde UV

Pour générer le faisceau sonde dans l'UV, nous disposons d'un laser titane saphir accordable entre

800 et 880 nm. Les impulsions de ce laser sont envoyées à travers deux cristaux de BBO de type I 1

1. Le doublage de fréquence est dit de type I dans deux cas de �gure, selon que le cristal a une biréfringence positive
ou négative : le faisceau incident est orienté suivant l'axe ordinaire et le second harmonique est généré parallèlement
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doubleurs de fréquence successifs[20].

Le laser titane saphir émet un faisceau dont la polarisation est verticale. Ce faisceau est focalisé

avec une lentille sur un premier cristal de BBO.

Le premier cristal de BBO a une épaisseur de 1mm. Sa face d'entrée est taillée à 29° de l'axe

extraordinaire. Ce cristal est monté avec son axe ordinaire vertical sur un support qui peut être

tourné autour de cet axe a�n d'ajuster l'angle entre le faisceau incident et l'axe extraordinaire. Ce

premier étage permet de passer d'environ 800 nm à 400 nm. Le faisceau doublé bleu a une polarisation

horizontale à la sortie du cristal.

Un �ltre supprime le faisceau rouge résiduel, et une lentille focalise le faisceau sur le deuxième

cristal.

Le second cristal a une épaisseur de 3 mm. Sa face d'entrée est taillée à 75° de l'axe extraordinaire.

Le cristal est monté avec son axe ordinaire horizontal sur un support qui peut être tourné autour de

cet axe pour ajuster l'angle d'incidence du faisceau. Ce second étage permet d'atteindre les longueurs

d'ondes UV entre 205 et 230 nm. Le faisceau UV obtenu a à nouveau une polarisation verticale.

Les deux cristaux peuvent aussi être déplacés parallèlement à la direction de propagation pour

ajuster la focalisation du faisceau.

L'accordabilité de ce montage est limitée à 205 nm car en dessous ce cette longueur d'onde il

n'existe pas d'angle d'incidence possible pour doubler le faisceau bleu (angle supérieur à 90°). Nous

présentons dans le tableau 3.1 les angles des deux étages permettant d'obtenir di�érentes longueurs

d'onde UV.

Longueur d'onde incidente (nm) Angle 1er BBO Angle 2nd BBO
920 25.6 60.6
900 26.1 63.3
880 26.7 66.6
860 27.3 70.6
840 27.9 76.0
820 28.5 87.3
800 29.2 impossible

Table 3.1 � Angles d'incidence permettant le quadruplement de fréquence à di�érentes longueurs d'ondes en degrés.

3.1.4 Taille des faisceaux

Pour que la sonde voie, lors de sa traversée de la cuve, une température uniforme, il est nécessaire

que celle-ci ait un diamètre plus petit que le faisceau pompe (�gure 3.3).

Nous avons mesuré la taille des faisceaux pompe et sonde à l'aide d'un trou calibré à 50 µm

monté sur un support à déplacement micrométrique. Pour connaitre la taille exacte des faisceaux

à l'axe extraordinaire ou inversement, le faisceau incident est parallèle à l'axe extraordinaire et l'hamonique généré
suivant l'axe ordinaire.
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Figure 3.3 �Mesure de la taille des faisceaux pompe et sonde suivant les directions perpendiculaires à la propagation
au niveau du point focal

nous devons déconvoluer les courbes obtenues d'avec la forme du trou.

Pour ce faire, écrivons l'intensité transmise par le trou en fonction de la coordonnée x selon

laquelle on déplace le trou en supposant que l'intensité du faisceau est de forme gaussienne :

Ifaisceau(x) = I0 + A exp(−(x− x0)2

2w2
x

) (3.1)

L'intensité transmise par un trou de diamètre D à la position x s'écrit :

Itransmis(x) = I0D + A

∫ x+D
2

x−D
2

exp−(u− x0)2

2w2
x

du (3.2)

C'est cette fonction que l'on mesure sur les courbes de la �gure 3.3. A�n de pouvoir extraire

la valeur de wx il faut exprimer cette fonction de façon à ce qu'on puisse l'utiliser pour ajuster les

courbes expérimentales.

Ceci est possible grâce à la fonction erreur, qui est tabulée et enregistrée dans les logiciels de

traitement de données :

erf(x) =
1√
π

∫ x

0

exp−t2dt (3.3)

Ainsi on peut écrire et ajuster l'intensité transmise par le trou :

Itransmis(x) = I0D + Awx

√
π

2

[
erf(

x+ D
2
− x0√

2wx
)− erf(

x− D
2
− x0√

2wx
)

]
(3.4)

On trouve alors les largeurs à mi-hauteur des faisceaux pompe et sonde :

Pompe Sonde
FWHMx en µm 490 30
FWHMy en µm 290 103

Table 3.2 � Tailles des faisceaux pompe et sonde extraites de l'ajustement prenant en compte la taille du trou

Nous constatons que le faisceau sonde est comme désiré bien plus petit que le faisceau pompe.
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3.2 Saut de température

Dans cette partie, nous allons exposer les deux méthodes que nous avons utilisées a�n d'évaluer

la dynamique de température dans la cuve lors de l'expérience pompe sonde. Nous avons dans un

premier temps e�ectué des simulations mathématiques avec le logiciel de calcul Matlab pour connaître

l'évolution de la température au cours d'un grand nombre d'expériences pompe-sonde. Mais ce qui

nous intéresse le plus est le saut de température réel atteint lorsque l'on soumet la cuve à une

impulsion pompe. Nous avons mesuré ce saut de température ainsi que sa dynamique sur di�érentes

échelles de temps.

Pour commencer, il est possible d'évaluer le saut de température que nous allons obtenir par un

calcul simple de thermodynamique[21].

On trouve les grandeurs physiques utiles au calcul dans le tableau 3.3.

Absorption à 1454nm α = 32 cm−1

Masse volumique à 25°C ρ=0,99621 kg/L
Capacité thermique de l'eau à volume constant Cv = 4180 J.kg−1.K−1

Table 3.3 � Constantes physiques de l'eau

L'élévation de température peut s'écrire à partir de la variation d'énergie interne comme :

∆T =
∆U

ρV CV
(3.5)

Quelle est la variation d'énergie interne du volume d'eau soumis au laser pompe ?

On approxime le volume d'eau chau�é à un cylindre de 0.5 mm de diamètre sur 1 mm de longueur

soit V=0,196 mm3 = 0, 196µL

Lors du passage de l'impulsion dans la cuve, celle ci est absorbée par l'eau. La variation d'énergie

de l'impulsion s'écrit :

∆Uimpulsion = E0e
−αl − E0 (3.6)

où E0 est l'énergie d'une impulsion du faisceau incident soit 6 mJ environ. Nous pouvons donc

écrire la variation d'énergie de la solution :

∆U = E0(1− e−αl) (3.7)

D'où

∆T =
E0(1− e−αl)

ρV CV
=

5.75.10−3

8, 2.10−4
= 7◦C (3.8)

Paradoxalement, pour une cuve de 100 µm, même si l'énergie absorbée est réduite, le volume

d'eau à chau�er étant divisé par 10 on obtient un saut de température plus important :
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∆T =
E0(1− e−αl)

ρV CV
=

1.64.10−3

8, 2.10−5
= 20◦C (3.9)

Nous voyons donc que l'épaisseur de la cuve a une importance capitale dans l'obtention d'un

grand saut de température. Ce sera con�rmé par les mesures que nous avons e�ectuées.

Les mesures montreront qu'on n'atteint pas expérimentalement de si grands sauts de température.

3.2.1 Simulations mathématiques de la température

A�n de connaître a priori la dynamique de la température dans notre cuve, nous avons écrit

une simulation Matlab inspirée de celle écrite par Martin Volk (elle même issue de [22]). Cette

simulation est basée sur le premier principe de la thermodynamique et la loi de Fourier pour le

transfert thermique. Elle nous permet de voir l'échau�ement global de la solution après de nombreuses

impulsions pompe ainsi que la dynamique de la température juste après le saut de température

Principe du calcul

Pour le calcul, nous découpons la cuve en cellules élémentaires indicées i et j selon une symétrie

cylindrique (�gure 3.4).

Figure 3.4 � Cuve en coordonnées cylindriques. Cellule élémentaire de calcul

Le programme e�ectue un calcul sur 3 matrices : températures, �ux thermiques suivant r et �ux

thermiques suivant z. Pour calculer l'évolution de la température, la structure du programme est la

suivante :

Tant que le temps n'est pas égal à la durée de la simulation

On initialise les températures :

T= T à la �n de la boucle + T due au T-Jump

Tant qu'il ne s'est pas écoulé le temps entre deux impulsions pompe

Le programme calcule les �ux

Le programme calcule les températures

Le programme incrémente le temps

Nous allons maintenant écrire les équations qui régissent les �ux et les températures. Elles sont

issues de la loi de Fourier sur le transfert thermique et du premier principe de la thermodynamique[21].



54 Principe et étalonnage de l'expérience

Loi de Fourier :
−→
j = −λ

−−→
gradT = −λ

(
∂T

∂r
−→er +

∂T

∂z
−→ez
)

(3.10)

Le �ux d'énergie thermique suivant r de la cellule i à la cellule i+1 pendant dt est :

Qradiali,j =
−→
j .dS−→erdt = −λ2πidrdzdt

(Ti+1,j − Ti,j)
dr

(3.11)

Le �ux d'énergie thermique suivant z de la cellule j à la cellule j+1 pendant dt est :

Qaxiali,j =
−→
j .dS−→ezdt = −λπ(2i− 1)dr2dt

Ti,j+1 − Ti,j
dz

(3.12)

Premier principe de la thermodynamique :

dU=CvdT=δQ d'où dT= δQ
Cv

avec Cv la capacité calori�que à volume constant de la cellule.

Celle-ci est égale à la capacité calori�que volumique multipliée par le volume de la cellule soit :

Cv=Cvvolπ(2i− 1)dr2dz

Dans la boucle, on remplace la température par sa nouvelle valeur :

Ti,j = Ti,j +
Qradiali−1,j +Qaxiali,j−1 −Qradiali,j −Qaxiali,j

Cvvolπ(2i− 1)dr2dz
(3.13)

A chaque fois que le temps est un multiple de la période de la pompe, la température est aug-

mentée :

Ti,j = Ti,j +∆Te
−ln(2) (i−1)dr2

(FWHM
2 )2 e−αjdz (3.14)

Pour que le calcul soit correct il faut prêter une attention particulière à la taille des cellules

élémentaires et à la durée du pas de calcul. Lors de mes premières simulations je n'avais pas prêté

attention à ce problème et j'observais des résultats complètement divergents. En e�et il faut utiliser

des cellules assez petites, surtout aux interfaces entre la cuve et la solution.

Résultats de la simulation

Nous étudions le saut de température dans de l'eau. La cuve thermostatée que nous utilisons est

constituée de silice ordinaire. Les grandeurs thermodynamiques utiles sont regroupées dans le tableau

3.4

Conductivité thermique λ (W.K−1.m−1) Capacité thermique volumique (J.m−3.K−1)
Eau 589.4.10−3 4,14.106

Silice 1.4 1.4.106

Table 3.4 � Constantes thermodynamiques de l'eau et de la silice à 20°C

Les simulations sont faites avec un saut de 5°C car cela correspond à l'ordre de grandeur obtenu
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expérimentalement.

Température après le saut Pour connaître la dynamique de la température après une seule

impulsion pompe, les paramètres suivants sont utilisés pour la simulation :

� largeur à mi-hauteur : 500 µm

� épaisseur de la paroi de silice : 0,5 mm

� épaisseur de la solution 100 µm

� température de départ : 20°C

� saut de température : 5°C

� dr = 5 µm

� dz = 1 µm

� dt = 0.2 µs

Figure 3.5 � Température au centre du faisceau pompe moyennée sur la longueur de la cuve. A cause de l'absorption
la température moyenne est inférieure à 25°C.

Cette simulation nous permet de connaître jusqu'à quelle échelle de temps il nous sera possible

de faire des mesures de variation de dichroïsme circulaire. Il faut que la température varie peu sur

l'échelle de temps de la dynamique moléculaire observée pour que les changements de dichroïsme

circulaire puissent être imputés sans équivoque à un changement de structure.

La �gure 3.5 représente l'évolution de la température de l'eau après l'absorption d'une impulsion

pompe en fonction du temps. On peut constater qu'en une milliseconde, la température moyennée

sur la longueur de la cuve subit une diminution de 0.5°C soit 10% de l'amplitude du saut. Il faut

donc que nous étudions des dynamiques moléculaires dont la constante de temps est inférieure à la

milliseconde. S'il nous fallait étudier des phénomènes dont la durée approche la milliseconde nous

devrons corriger les résultats en tenant compte du refroidissement.
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Accumulation de température Nous calculons dans ce paragraphe la température au cours

d'une série d'impulsions pompe. Dans un premier temps nous utilisions un laser de pompe à 30 Hz,

puis celui-ci étant endommagé nous l'avons remplacé par un laser à 20 Hz. La �gure 3.6 montre

l'évolution de la température de la cuve pour ces deux fréquences de pompe.

Figure 3.6 � Température au centre du faisceau pompe moyennée sur la longueur de la cuve soumise à une série
d'impulsions pompe. En rouge la pompe à 30 Hz, en bleu la pompe à 20 Hz

Ce qui saute d'abord aux yeux est la forte augmentation de la température plancher au cours du

temps (�gure 3.6). Cet e�et d'accumulation de température est dommageable pour notre expérience

car nous désirons pouvoir connaître la température initiale de la cuve en nous référant à notre

thermostat. Cette accumulation de température implique une grande incertitude sur les conditions

de l'expérience. Nous verrons dans le paragraphe suivant comment résoudre ce problème grâce au

mouvement de la cuve.

Nous observons aussi que la température plancher est plus faible avec la pompe à 20 Hz. Ce fait

est tout à fait logique : plus la fréquence est faible, plus la solution a de temps pour refroidir entre

deux impulsions pompe.

3.2.2 Mesure expérimentale de la température

A�n de pouvoir évaluer la température dans notre solution nous avons dû trouver un échantillon

dont l'absorption variait de façon importante avec la température. Nous avons choisi d'utiliser un

indicateur coloré de pH placé dans un tampon dépendant de la température.

Le tampon trishydroxyméthylaminométhane

Le trishydroxyméthylaminométhane ou Tris (3.7) est un tampon acide-base dont le pKa vaut

8.06 à 25°C. Cela signi�e qu'il peut être utilisé pour fabriquer des solutions tampon entre pH=7.1

et pH=9. Nous avons choisi ce tampon car son pKa dépend fortement de la température (ce qui

est habituellement un inconvénient pour les expérimentateurs). Le pH du tampon Tris que nous

préparons varie de -0.03 par degré celsius.



3.2 Saut de température 57

Figure 3.7 � Tampon Tris

Pour préparer 10 mL d'une solution de pH ∈ [6, 7.6] à température ambiante nous procédons de

la manière suivante :

� dissoudre 0.12 g de Tris dans 7 mL d'eau

� ajouter goutte à goutte de l'acide chlorhydrique à 1 mol.L−1 en mesurant le pH pour s'approcher

de la zone de virage de l'indicateur coloré (voir plus loin)

� ajouter de l'eau pour ajuster le volume à 10 mL

Le bleu de bromothymol

Le bleu de bromothymol (BBT) est un indicateur coloré de pH très courament utilisé (�gure 3.8)

en travaux pratiques dans l'enseignement secondaire et supérieur. Nous l'avons choisi car sa zone de

virage coïncide avec la zone de pH dans laquelle le tampon Tris est e�cace.

Figure 3.8 � Bleu de bromothymol

Sa forme acide jaune et sa forme basique bleue ont deux spectres d'absorption très di�érents. La

transition entre les deux formes se fait entre pH=6 et pH=7.6 (zone appelée zone de virage). Dans

cette zone, une petite variation de pH entraine une forte variation du spectre d'absorption.

Etalonnage de l'échantillon

En ajoutant deux pointes de spatule de Bleu de Bromothymol à la solution de tampon Tris, nous

obtenons une solution dont le spectre d'absorption dépend fortement de la température. Nous avons

obtenu des spectres d'absorption du BBT en fonction de la température en plaçant le BBT dans

une cuve thermostatée de longueur 100 µm (�gure 3.9). Les mesures sont faites entre 20°C et 40°C

environ tous les 2°.
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Figure 3.9 � Spectres d'absorption du BBT dans le tampon Tris en fonction de la température

Pour mesurer le saut de température dans notre expérience pompe sonde, nous disposons d'un la-

ser Helium Néon à 632 nm. Ainsi nous pouvons visualiser directement sur l'oscilloscope la dynamique

du saut de température.

A�n de déduire la variation de température du changement d'intensité reçue par le photomulti-

plicateur, on trace l'Absorbance en fonction de la température à 632 nm (�gure 3.10). Le saut de

température s'écrit alors, en fonction de la pente de la droite obtenue :

∆T =
−log( Iapres le saut

Iavant le saut
)

dA
dT

(3.15)

La valeur de la pente de la droite représentant l'absorbance en fonction de la température est :

−3, 7.10−3 degrés−1.

Nous pouvons maintenant mesurer la dynamique du saut de température.
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Figure 3.10 � Absorbance de la solution de BBT à 632 nm en fonction de la température. En rouge l'ajustement
linéaire de la droite.

Dynamique du saut de température

Dans cette partie nous devons nous intéresser à deux aspects de la dynamique de température dans

la cuve. Tout d'abord, nous devons nous assurer qu'après un saut de température, la température

dans la cuve reste constante sur une échelle de temps nous permettant de faire nos mesures. Ensuite,

nous devons nous assurer qu'entre deux impulsions pompe, la température est revenue à sa valeur

initiale.

Température juste après le saut Nous avons véri�é que la température restait constante après

le saut sur une échelle de temps permettant d'e�ectuer nos mesures.

Pour cette mesure, le balayage de l'oscilloscope est de 100 µs par division. On mesure le signal

sonde transmis à travers la cuve de BBT. Comme on peut le voir �gure 3.11, après un saut de 10°C, la

température varie peu sur 1ms après l'impulsion pompe. Nous pouvons donc mesurer confortablement

des dynamiques de repliement dont les constantes de temps sont de plusieurs microsecondes sans

devoir corriger les résultats vis-à-vis du refroidissement de la solution.

Accumulation de température Nous avons vu avec les simulations mathématiques que la tem-

pérature de fond de la solution augmente après un grand nombre d'impulsions pompe (voir �gure

3.12). Ceci peut poser problème si nous voulons mesurer des dynamiques en fonction de la tempéra-

ture du thermostat. Si la solution s'échau�e de manière incontrôlée nous ne sommes plus en mesure

de savoir quelle est la température de départ de l'expérience.

Nous avons donc mesuré le saut de température en régime d'accumulation (voir �gure 3.12) :

dans cette expérience le saut de température est d'environ 3,5°C. Nous observons clairement sur la

courbe de gauche que le signal plancher de la courbe rouge (pompe allumée) est plus élevé que le

signal sans pompe de la courbe noire. La température plancher augmente avec l'accumulation des

impulsions pompe.
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Figure 3.11 � Dynamique de la température après l'impulsion pompe. La mesure est faite dans une cuve de 100
µm thermostatée à 21°C en rotation à 8 V (voir plus loin)

Figure 3.12 � A gauche : Visualisation de l'o�set de température au cours de la mesure. On voit que le fond de
la courbe correspondant à la cuve soumise à la pompe n'est pas égal au signal sans pompe. La cuve tourne avec une
alimentation de 2V. A droite : O�set de température en fonction de la tension d'alimentation du rotateur (2 séries de
mesures). Mesure e�ectuée sur une cuve de 100 µm

Cependant, pour éviter la surexposition des protéines aux impulsions laser nous avions déjà prévu

de faire bouger la cuve contenant la solution grâce à un rotateur. Ce mouvement s'avère aussi utile

pour éviter l'échau�ement de la solution. On voit sur la partie droite de la �gure 3.12, représentant

l'accumulation de température en fonction de la vitesse de rotation de la cuve, que, comme on peut

s'y attendre, plus la rotation est rapide, moins la solution s'échau�e. Nous avons mesuré une vitesse

de rotation de la cuve égale à 26 tours par minute par Volts.

Pour une cuve de 100 µm et une tension d'alimentation supérieure à 6 V, soit 156 tr.min−1 l'o�set

de température est noyé dans le bruit de la mesure. Cela signi�e que la rotation est assez rapide pour

que deux impulsions pompes successives ne se chevauchent pas spatialement et qu'un même point de

la cuve a le temps de se refroidir avant d'être soumis à nouveau à une impulsion pompe. Nous nous
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placerons donc dans cette con�guration pour nos mesures.

Pour aller plus loin et corroborer les conclusions précédentes nous pouvons véri�er que deux

impulsions pompe successives ne se chevauchent pas spatialement en regardant la dynamique de

température entre deux impulsions pompe. Nous constatons �gure 3.13 que la di�érence de tempé-

rature revient à zéro au bout de 50 ms.

Cette mesure permet aussi d'évaluer l'amplitude du saut de température que nous pouvons at-

teindre grâce à notre montage. Pour une puissance de pompe de 150mW soit 7,5 mJ par impulsion

nous obtenons un saut d'environ 10°C, ce qui nous permet d'observer des dynamiques de grande

amplitude.

Figure 3.13 � Saut de température dans une cuve de 100µm. La tension d'alimentation du rotateur est de 6 V

Nous pouvons aussi véri�er que la rotation de la cuve n'in�ue pas outre mesure sur l'amplitude

du saut de température.

In�uence du thermostat La cuve utilisée pour la mesure du T-jump est thermostatée grâce

à une circulation d'eau. Nous devions véri�er que la température du thermostat n'in�ue ni sur la

dynamique ni sur l'amplitude du saut en température.

On peut voir sur la �gure 3.14 que la taille du saut de température varie peu avec la température

du thermostat. On peut attribuer la légère di�érence aux �uctuations de la pompe dont la puissance

oscille entre 140 mW et 160 mW au cours du temps.



62 Principe et étalonnage de l'expérience

Figure 3.14 � Saut de température dans une cuve de 100µm. La tension d'alimentation du rotateur est de 6 V

3.2.3 Le saut de température dans l'eau lourde

Pour l'étude du dépliement de l'acide polyglutamique nous avons e�ectué deux campagnes de

mesures : une première avec le PGA dissout dans l'eau, une seconde dans l'eau lourde.

L'eau lourde est une molécule d'eau dans laquelle les atomes d'hydrogène sont remplacés par

l'isotope Deuterium (qui contient un neutron et un proton).

Nous devons donc nous poser la question de savoir quelle est la taille du saut de température

dans l'eau lourde, et si sa dynamique est la même que dans l'eau.

Propriétés thermodynamiques

Tout d'abord, si nous voulons e�ectuer un saut de température dans l'eau lourde, il nous faut

savoir à quelle longueur d'onde doit se situer la pompe infrarouge pour être fortement absorbée. La

mesure de l'absorbance d'une cuve remplie de D2O en fonction de la longueur d'onde nous apprend

que le maximum d'absorption se situe à 1950 nm.

Les capacités calori�ques de l'eau et de l'eau lourde di�èrent peu [23] :

H2O D2O

4180 J.kg−1.K−1 4620 J.kg−1.K−1

Un même apport d'énergie générera donc un même saut de température dans les deux milieux.

De la même façon les conductivités thermiques des deux milieux sont très proches :

H2O D2O

0.589 W.K−1.m−1 0.595 W.K−1.m−1

Ainsi la dynamique de la température dans la cuve sera la même dans D2O.

Nous pouvons donc avec con�ance mesurer des temps de relaxation du dépliement dans D2O et

les comparer à ceux obtenus dans l'eau par la même méthode.
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Evaluation du saut de température

Nous pouvons estimer le saut de température que nous pouvons obtenir dans D2O grâce à notre

montage.

Le réglage de l'OPA pour obtenir la longueur d'onde de 1950 nm nous mène à une impulsion de

l'ordre de 4 mJ. le coe�cient d'absorption de l'eau lourde est de 14 cm−1. En e�ectuant le même

calcul qu'au début de la partie 3.2 on obtient un saut de température de 6°C. Cependant nous savons

que le saut de température estimé par ce calcul est fortement surestimé : pour l'eau le calcul donnait

un saut de 20°C tandis qu'expérimentalement nous obtenons entre 2 et 8°C. Ainsi si l'on considère la

même surrévaluation pour le saut de température dans D2O nous pouvons nous attendre à des sauts

entre 0.5 et 2.5 degrés.

Ces estimations seront con�rmées expérimentalement dans la partie suivante grâce à l'évaluation

du saut de température à partir du changement de CD du PGA mesuré dans H2O et D2O.

3.2.4 Conclusion

Nous avons montré dans cette partie que notre montage expérimental nous permet d'obtenir un

saut de température qui convient aux mesures que nous voulons e�ectuer.

Tout d'abord le saut est d'amplitude raisonnable : entre 2 et 8°C.

Ensuite la dynamique de refroidissement de la cuve, même en cas de rotation, est très lente

par rapport aux phénomènes que nous souhaitons observer : ainsi nous ne seront pas gênés par le

refroidissement.
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Chapitre 4

Dynamique de dépliement de l'acide

polyglutamique PGA

L'acide Polyglutamique ou PGA est un polypeptide constitué uniquement d'acide glutamique

(�gure 4.1). Cette molécule est utilisée comme système modèle pour l'étude de la transition entre

hélice α et pelote statistique.

Figure 4.1 � Formule du PGA

L'hélicité du PGA dépend très fortement du pH de la solution dans laquelle il est dissout : en e�et

le repliement est facilité par la protonation du groupement acide carboxylique tandis que la forme

ionique provoque une forte répulsion entre les résidus. A pH neutre la molécule est complètement

dépliée. A pH = 4.5, le PGA est presque entièrement replié en hélice. Dès pH = 5.1, le polypeptide

n'est plus replié qu'à 50%.

Pour étudier le dépliement du PGA il faut donc le placer dans une solution tampon au pH choisi

pour que la molécule soit su�samment repliée. Nous étudions la dynamique du dépliement pour un

pH égal à 4.7 ajusté grâce à l'ajout d'acide chrlorhydrique et de soude en petite quantité.

Nous avons choisi d'utiliser le PGA a�n de valider notre méthode de mesure de la dynamique

de repliement par dichroïsme circulaire. De plus, notre expérience peut permettre d'apporter des

précisions sur l'hélicité du polypeptide au cours du temps, grandeur qui n'est pas accessible via les

expériences faites avec une sonde infra rouge.

La fraction d'hélice fh peut être déterminée à partir de la valeur du dichroïsme circulaire à 222

nm selon l'expression suivante [24] :

65
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fh =
θ222 − θc
θh − θc

(4.1)

où θc et θh sont respectivement l'ellipticité de la pelote statistique et de l'état complètement replié

en hélice.

Ces deux grandeurs dépendent de la température :

θh = −44000 + 250T (pour une hélice de longueur in�nie) (4.2)

θc = 2220− 53T (4.3)

Pour convertir notre mesure de CD en ellipticité exprimée comme ici en deg.cm2.dmol−1 par résidu

nous pouvons utiliser les expressions de la partie 1.4 et en déduire, en considérant une concentration

de 18 mg.mL−1 soit 0.12 mol.L−1 en concentration de résidus : θ = 1, 2.106CD.

Nous verrons aussi que nous pouvons extraire des expériences de T-jump des grandeurs thermo-

dynamiques concernant l'équilibre entre le polypeptide replié et la pelote statistique.

L'expérience de saut de température sera aussi menée dans une solution de PGA dans l'eau

lourde, a�n de valider ou invalider les suppositions faites par les spectroscopistes infrarouge.

4.1 Spectres de CD du PGA

Avant de tenter d'élucider la dynamique de dépliement du PGA nous avons fait les mesures des

spectres de CD en fonction de la température pour obtenir les courbes dites "de fusion" aux longueurs

d'ondes qui nous intéressent.

La courbe de fusion issue de la mesure du CD à 220 nm nous permet d'accéder à la constante

d'équilibre de la réaction de repliement. Cette courbe nous permet aussi d'évaluer le saut de tempé-

rature, pour chaque mesure, grâce à la valeur du saut de CD observé.

4.1.1 Préparation de l'échantillon

Dans l'eau comme dans l'eau lourde, les pH et pD sont ajustés par ajout de très petites quantités

de HCl (ou DCl) et de NaOH (ou NaOD). Nous avons véri�é (voir conclusion de l'annexe B) que ces

in�mes concentrations d'ions Na+ et Cl− ont une absorption négligeable à 220 nm.

Dans l'eau

Des échantillons sont préparés régulièrement de la façon suivante : on dissout 20 mg de PGA dans

1 mL d'eau. Le pH est ensuite ajusté à 4.7 par ajouts de petites quantités de HCl et ne NaOH.

Au �nal nous avons obtenu des échantillons de concentration entre 17 et 18 mg.mL−1 avec des

pH entre 4.66 et 4.7.
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Dans l'eau lourde

Nous avons préparé régulièrement des échantillons en dissolvant 10 mg de PGA dans 0.5 mL de

D2O. Le pD est ajusté à la valeur voulue par ajouts de petites quantités de DCl et NaOD.

Rappelons qu'avec un pH mètre classique, on lit un pH∗ qui correspond au pD par la relation

[25] :

pD = pH∗ + 0.4 (4.4)

Ainsi nous ajustons le pH lu à 4.3, pour que le pD soit égal à 4.7. Nous avons obtenu des

échantillons de concentration entre 15 et 18 mg.mL−1 avec des pD entre 4.65 et 4.8.

Remarque : il semble qu'avec de la poudre de PGA neuve, les échantillons de PGA dans D2O

sont très instables et deviennent troubles après une journée même sans être soumis au T-jump.

Nous interprétons ce phénomène comme une agrégation des hélices entre elles. Cela a nécessité la

préparation d'une solution chaque jour de mesure.

4.1.2 Spectres de CD

Grâce à notre spectrophotomètre à dichroïsme circulaire (voir Annexe A), nous avons mesuré les

spectres de CD en fonction de la température pour le PGA dans l'eau et le PGA dans l'eau lourde.

CD du PGA dans l'eau

Nous avons mesuré à quatre reprises les variations du spectre de CD du PGA dans l'eau avec

la température. Les deux dernières courbes sont les mieux dé�nies, elles serviront à la suite de

l'exploitation.

Figure 4.2 � Spectres de dichroïsme circulaire du PGA dans l'eau en fonction de la température obtenus avec notre
CD-spectrophotomètre. La température indiquée est celle du bain thermostatique.

On peut voir �gure 4.2 un exemple de spectres obtenus. Grâce à cette mesure nous avons accès

à la courbe de fusion du PGA dans l'eau et aux paramètres thermodynamiques de la réaction de
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repliement.

CD du PGA dans l'eau lourde

Nous avons mesuré à deux reprises les variations du spectre de CD du PGA dans l'eau lourde

avec la température.

Figure 4.3 � Spectres de dichroïsme circulaire du PGA dans l'eau lourde en fonction de la température obtenus
avec notre CD-spectrophotomètre. La température indiquée est celle du bain thermostatique.

On trouve �gure 4.3 les spectres obtenus. Grâce à cette mesure nous pourrons par la suite calculer

la constante d'équilibre du repliement.

4.2 Exploitation thermodynamique des courbes de fusion

A�n de connaître la constante d'équilibre de la "réaction" de repliement : PGAdéplié � PGAreplié
nous avons e�ectué un ajustement global des courbes de CD et de leurs dérivées en fonction de la

température.

4.2.1 Méthode

Ajustement des courbes de fusion

La méthode d'exploitation des courbes de fusion est issue de l'article de C. Krejtschi et K.

Hauser[26][27, 28].

L'absorbance, le dichroïsme circulaire ou la position d'une bande d'absorption peuvent être dé-

crits, en fonction de la température, par une fonction de la forme :

y(T ) = (Y1 +m1.T ) + (Y2 +m2.T ).
Keq(T )

1 +Keq(T )
(4.5)

Où Keq(T ) est la constante d'équilibre de la réaction de dépliement et s'écrit :
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Keq(T ) = exp(−∆G
0(T )

R.T
) (4.6)

et

∆G0(T ) = ∆Hm +∆Cm.(T − Tm)− T.(
∆Hm

Tm
+∆Cm.ln(

T

Tm
)) (4.7)

où ∆G0(T ) est l'énergie libre de réaction en conditions standard, R=8.314 J.K−1 est la constante

des gaz parfaits, T la température absolue.

Tm est la température de transition, ∆Hm est la variation d'enthalpie, et ∆Cm est la variation

de capacité calori�que à T=Tm.

L'ajustement de cette seule courbe de fusion peut amener à de grandes variations dans l'évaluation

des paramètres thermodynamiques, c'est pourquoi il est préférable d'ajuster aussi la dérivée :

dy

dT
(T ) = m1 +

m2.(Keq(T ) +Keq(T )
2) + (Y2 +m2.T ).

dKeq
dT

(T )

(1 +Keq)2
(4.8)

avec
dKeq

dT
(T ) = (

∆Cm
R.T

+
∆Hm −∆Cm.Tm

R.T 2
).Keq(T ) (4.9)

Pour chaque échantillon nous avons ajusté les 2 courbes CD(T) et les 2 courbes dCD
dT

(T ) avec

le logiciel IGOR pro 6.31(Wavemetrics). Les paramètres ∆Hm,∆Cm et Tm sont en commun pour

les 4 courbes. Les paramètres Y1, Y2, m1 et m2 sont communs respectivement pour chaque mesure

distincte du CD.

Allure des courbes de fusion

Dans ce paragraphe nous allons tenter d'élucider l'in�uence des di�érents paramètres thermody-

namiques ∆Hm,∆Cm et Tm sur la forme de la courbe de fusion.

Dans ces simulations nous �xerons les paramètres Y1, m1, Y2 et m2.

In�uence de ∆Hm :

∆Cm et Tm sont �xés à -150 J.mol−1.K−1 et 320 K.

On peut constater �gure 4.4 que la valeur de ∆Hm tout autre paramètre �xé par ailleurs a une

grande in�uence sur la visibilité de la forme sigmoïdale de la courbe. A grande enthalpie de réaction,

la sigmoïde est très marquée, tandis qu'à faible enthalpie on la voit à peine. Il faut retenir cette

observation pour la suite.
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A B

Figure 4.4 � A) Courbe de fusion avec ∆Hm = −15 kJ.mol−1. B) Courbe de fusion avec ∆Hm = −100 kJ.mol−1

In�uence de ∆Cm :

Pour une valeur élevée de l'enthalpie de réaction ∆Hm = −100 kJ.mol−1 la valeur de ∆Cm semble

avoir peu d'in�uence sur l'allure de la courbe de fusion.

A B

Figure 4.5 � A) La courbe de fusion 1 correspond à ∆Cm = −150 J.mol−1.K−1. La courbe de fusion 2 correspond

à ∆Cm = −1500 J.mol−1.K−1 B) La Courbe de fusion 1 correspond à ∆Cm = −1500 J.mol−1.K−1. La courbe de

fusion 2 à ∆Cm = +1500 J.mol−1.K−1

Que l'on multiplie ∆Cm par 10 (voir �gure 4.5 A) ou que l'on en change le signe (voir �gure 4.5

B), dans la limite de valeurs raisonnable permettant de conserver la forme sigmoïdale, on voit que

l'allure de la courbe change très peu. Le changement de valeur se traduit par un décalage vers le

haut ou vers le bas, qui lors d'un ajustement par la fonction décrivant la fusion, sera corrigé par le

changement des paramètres Y1, m1, Y2 et m2. Ainsi il est di�cile d'obtenir une valeur de ∆Cm qui

ait un sens.

Cependant, si cette grandeur n'in�ue par beaucoup sur la courbe de fusion, elle n'in�ue pas non

plus sur la constante d'équilibre de la réaction de repliement dont la courbe de fusion est l'expression

directe, ce qui n'entachera pas trop les résultats concernant les temps de dépliement et de repliement.

Quand on fait varier trop violemment ∆Cm, la courbe n'est plus du tout sigmoïdale, cela n'a plus
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de sens. Cet e�et est plus important à faible enthalpie de réaction. Ainsi nous savons que pour une

courbe de fusion dont la sigmoïde est peu marquée, ∆Cm est forcément petite (de l'ordre de 100

J.mol−1.K−1).

In�uence de Tm :

Si l'on �xe ∆Hm = −100 kJ.mol−1 et ∆Cm = −150 J.mol−1.K−1 on peut voir �gure 4.6 que

l'in�uence de la température de transition est très visible sur la courbe de fusion, et encore mieux

sur sa dérivée. En e�et cette température Tm correspond au changement de concavité de la courbe

de fusion.

A B

Figure 4.6 � A) Courbes de fusion avec Tm=310 K pour la courbe noire et 320 K pour la courbe rouge B) Dérivées

des courbes de fusion. On �xe ∆Hm = −100 kJ.mol−1 et ∆Cm = −150 J.mol−1.K−1 pour les deux courbes.

Par contre, si l'on �xe ∆Hm = −15 kJ.mol−1 avec la même valeur de ∆Cm il est beaucoup plus

di�cile de voir dans la �gure 4.7 un décalage de la dérivée vu que le changement de concavité n'est

pas marqué.

A B

Figure 4.7 � A) Courbes de fusion avec Tm=310 K pour la courbe noire et 320 K pour la courbe rouge B) Dérivées

des courbes de fusion. On �xe ∆Hm = −15 kJ.mol−1 et ∆Cm = −150 J.mol−1.K−1 pour les deux courbes.
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Conclusion Dans tous les tests précédents, les paramètres Y1, m1, Y2 et m2 étaient �xés, mais lors

de l'ajustement d'une courbe ces paramètres vont varier de même que les paramètres thermodyna-

miques. Ainsi même si nous avons vu des di�érences dans les courbes de fusion selon les valeurs des

grandeurs thermodynamiques, il ne sera pas toujours aisé d'ajuster les courbes expérimentales.

Nous pouvons retenir que l'ajustement sera d'autant plus di�cile que la sigmoïde sera peu mar-

quée. Cependant nous savons maintenant qu'une sigmoïde peu marquée est le témoin d'une enthalpie

de réaction très faible.

Adaptation de la méthode d'exploitation

Les courbes de fusion que nous obtenons expérimentalement sont di�ciles à ajuster par les fonc-

tions données partie 4.2.1 car elles sont bruitées et parfois on ne voit pas du tout la forme sigmoïdale.

Comme nous avons montré que la valeur de ∆Cm était très di�cile à extraire de l'ajustement, et

n'avait pas beaucoup d'in�uence sur la forme de la courbe, nous allons simpli�er l'expression de la

constante de réaction a�n de diminuer le nombre de paramètres d'ajustement :

Keq = exp(−A(T − Tm)
RT

) (4.10)

Nous conservons le fait que l'enthalpie libre de réaction doit être nulle à T = Tm et négligeons la

partie logarithmique de son expression (voir équation 4.7).

Cette expression de Keq impose que le coe�cient A doit être supérieur à 0 car Keq étant la

constante de la réaction de repliement elle doit décroitre avec la température.

Les equations 4.5 et 4.8 sont conservées.

Les paramètres d'ajustement seront donc réduits à A, Tm, Y1, m1, Y2 et m2.

4.2.2 Résultats dans l'eau lourde

Grâce au logiciel Igor Pro nous avons e�ectué l'ajustement de nos deux courbes de CD en fonction

de la température ainsi que leurs dérivées comme expliqué dans le paragraphe précédent. On trouve

les résultats dans la �gure 4.8.

L'ajustement converge vers les paramètres donnés dans le tableau 4.1. Il est à noter que l'ajus-

tement peut aussi converger vers une valeur négative de A, mais cette valeur est à éliminer, comme

expliqué précédemment.

A 333 ±5J.mol−1.K−1
Tm 324 ± 5 K

Table 4.1 � Paramètres de l'ajustement des courbes de fusion du PGA dans D2O

Nous pouvons donc pour chaque température calculer la constante d'équilibre en utilisant les

équations 4.10 et 4.7.
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Figure 4.8 � De haut en bas : CD en fonction de la température et l'ajustement avec y(T) à 220 nm et fraction
d'hélice calculée avec l'équation 4.1. Dérivée du CD en fonction de la température et son ajustement avec dy

dT . Les
courbes issues d'une première mesure sont en noir, leurs ajustements en rouge et résidus en rouge et noir. Les courbes
issues de la seconde mesure sont en bleu, leurs ajustements en rose.

4.2.3 Résultats dans l'eau

Nous présentons �gure 4.9 deux des courbes de fusion obtenues pour le PGA dans l'eau ainsi que

leurs dérivées. Nous constatons tout de suite que la sigmoïde est très peu marquée, ce qui implique

une enthalpie de réaction très faible comme évalué dans la partie 4.2.1. De plus l'allure très plate de

ces courbes entraîne une impossibilité à faire converger l'ajustement sous Igor.

Les courbes de dérivées du CD sont terriblement larges et la détermination d'une température de

transition est très aléatoire.

En testant di�érentes façons d'ajuster sous Igor Pro, en utilisant une, deux ou quatre courbes

de fusion ensemble, nous trouvons une certaine dispersion des valeurs des paramètres A et Tm pour

lesquels l'ajustement est correct.

Nous pouvons alors déduire une valeur moyenne et une incertitude sur les paramètres obtenus.

Ces résultats sont regroupés dans le tableau 4.2
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Figure 4.9 � En haut : CD du PGA dans l'eau en fonction de la température à 220 nm et fraction d'hélice calculée
avec 4.1. En bas : dérivée du CD.

A 53± 20J.mol−1.K−1

Tm 331 ± 10 K

Table 4.2 � Valeurs retenues pour les paramètres d'ajustement des courbes de fusion du PGA dans l'eau.

4.3 Dépliement du PGA dans l'eau

4.3.1 Détails expérimentaux

Nous avons e�ectué les expériences de mesure de la variation de dichroïsme circulaire et d'absor-

bance après un saut de température pour di�érentes températures de départ. Le saut de température

varie d'une expérience à l'autre selon la puissance de la pompe et l'alignement pompe/sonde. On

peut le calculer à partir de la variation de CD et des spectres de CD en fonction de la température.

Chaque courbe correspond à une moyenne de 512 mesures par l'oscilloscope, accumulées 10 fois.

On moyenne ensuite sur 7 �chiers de données obtenus de cette façon. Chaque mesure correspond

donc à la moyenne de 35840 sauts de température. Cette accumulation de mesures prend environ

1h30.

L'oscilloscope est réglé de façon à ce qu'une courbe représente une durée de 10 microsecondes. Le

signal de trigger envoyé par le laser pompe est positionné à 15 % de l'échelle temporelle totale soit à
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1.5 µs. Nous avons véri�é à quel moment la pompe arrive e�ectivement sur l'échantillon : elle arrive

450 ns avant le signal de trigger, soit au temps t=1.05 µs. Cet instant est dé�ni comme le zéro de

l'échelle de temps sur nos courbes.

La variation d'absorbance est calculée comme :

dA = −log( I

moyenne de I avant le saut
) (4.11)

On rappelle l'expression du dichroïsme circulaire dans cette mesure :

CD = (αL − αR)l =
IR − IL
IR+IL

2

(4.12)

On calcule ensuite la variation de CD comme :

dCD = CD −moyenne du CD avant le saut (4.13)

Dans notre exploitation des signaux enregistrés dans l'ordinateur, nous ne savons pas quel �cher

correspond à l'onde circulaire droite ou à l'onde circulaire gauche. Nous savons que le CD du PGA à

220 nm est négatif et que sa valeur absolue diminue avec la température. Les courbes que nous avons

tracées nous donnent alors la valeur absolue du CD du PGA puisqu'on y observe une baisse du CD

au cours du temps et nous savons que le PGA se déplie quand la température augmente.

Le laser �uctuant sur des temps de l'ordre de la minute, nous ne sommes pas en mesure de

déterminer la valeur de départ du dichroïsme circulaire. Cependant, la dynamique de repliement

ayant lieu sur quelques microsecondes, sa mesure n'est pas a�ectée par ces �uctuations. Nous pouvons

avec con�ance mesurer la variation du dichroïsme circulaire sur cette échelle de temps. Pour connaître

la valeur de départ nous nous réfèrerons aux spectres de CD mesurés à di�érentes températures.

4.3.2 Allure et méthode d'exploitation des courbes

Nous avons réalisé le saut de température dans le PGA avec des températures de départ s'éche-

lonnant de 15 à 46°C tous les 5 degrés environ.

Allure des courbes

Les courbes d'absorbance en fonction du temps sont a�ectées par des distorsions électroniques

dues à un problème de masse entre le photomultiplicateur et le laser de pompe. De plus, selon les

conditions de l'expérience telles que l'alignement sur le détecteur, la longueur d'onde sonde ou la

température de départ, on observe un fort saut d'absorption positif ou négatif. (voir �gure 4.10).

Les distorsions électroniques disparaissent sur les courbes de dichroïsme circulaire (voir �gure

4.11) car le CD est obtenu par soustraction des signaux correspondant aux polarisations droite et

gauche. De même, quel que soit le signe du changement d'absorption, on observe toujours un saut

de CD négatif.
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A) B)

Figure 4.10 � Variation d'absorbance au cours d'un saut de température à partir de 36°C dans le PGA observé à
A)220 nm et B) 219 nm. Dans le cercle bleu on distingue les distorsions électroniques. La courbe noire est le signal
brut, la courbe rouge l'ajustement par la fonction 4.17

Figure 4.11 � Variation du dichroïsme circulaire et de la fraction d'hélice au cours d'un saut de température de
31°C à 35°C dans le PGA observé à 220 nm. En rouge l'ajustement.

Les constantes de temps calculées à partir des courbes de dichroïsme circulaire sont plus �ables

que celles calculées à partir des courbes d'absorption. Cependant les courbes de dichroïsme circulaire

sont parfois trop bruitées pour être exploitables.

Nous devrons donc véri�er que les constantes de temps extraites des deux mesures sont compa-

rables. Dans le cas où le dichroïsme circulaire ne permet pas d'extraire une constante de temps, nous

nous �erons à celle donnée par l'absorption.

Nous remarquons �gure 4.11 que le saut de température d'environ 4 degrés induit une diminution

de la fraction d'hélice de seulement 2.5 %, ce qui est un très petit dépliement que nous mesurons ici

aisément.
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Extraction de la constante de temps

Le dichroïsme circulaire, même pour une hélice α comme le PGA, est un signal très petit et

di�cile à mesurer. Ses variations le sont d'autant plus.

A�n de minimiser le bruit et d'être en mesure de voir la variation de CD avec une durée d'ac-

quisition raisonnable, nous avons été contraints de mettre une résistance de charge à l'entrée de

l'oscilloscope. La présence de cette résistance a�ecte la réponse temporelle de l'oscilloscope et il faut

en tenir compte.

Le PM est un générateur de courant, son branchement à l'entrée de l'oscilloscope est équivalent

à un circuit RC (voir �gure 4.12).

Figure 4.12 � Schéma du circuit RC à l'entrée de l'oscilloscope

L'équation qui relie Iin et Uout est la suivante :

Iin =
Uout
R

+ C
dUout
dt

(4.14)

Grâce à nos observations des formes des courbes d'absorption nous avons déduit que la variation

d'absorption ainsi que la variation de dichroïsme circulaire sont la combinaison d'un changement

instantané (fonction de Heaviside d'amplitude 1) et d'une exponentielle décroissante.

Iin(t) = I0 +H(t)
[
a+ b(1− e

−t
τ )
]

(4.15)

La solution pour Uout est alors de la forme :

Uout(t) = R

[
(a+ b)(1− e−

t
RC )− b τ

RC − τ
(e−

t
RC − e−

t
τ )

]
(4.16)

Si l'on connaît RC on peut donc ajuster les courbes avec cette fonction pour en déduire le temps

de relaxation τ du dépliement.

On voit que le signal sera d'autant plus grand que la résistance d'entrée sera forte et ses variations

sortiront d'autant mieux du bruit. Cependant, comme dA et dCD sont calculés via des quotients des

valeurs de tension vues par l'oscilloscope, l'amplitude de ces grandeurs est indépendant de R et on

ajuste nos courbes avec la fonction :

Uout(t) = (a+ b)(1− e−
t
RC )− b τ

RC − τ
(e−

t
RC − e−

t
τ ) (4.17)

Nous avons testé di�érentes valeurs de résistance d'entrée R et avons choisi de travailler avec

R=10kΩ. Alors nous avons mesuré un RC=1 µs.
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4.3.3 Résultats expérimentaux

Résultats bruts

Nous allons maintenant présenter les résultats bruts de nos expériences de saut de température

dans le PGA.

Pour chaque température de départ, la variation d'absorbance, et la variation de CD quand c'était

possible, ont été ajustées avec la méthode expliquée dans le paragraphe précédent.

La température �nale est estimée à l'aide des spectres de CD en fonction de la température et de

l'amplitude du saut de CD. Quand le saut de CD n'était pas visible, nous avons supposé que le saut

de température était constant sur une journée de mesure. Nous estimons commettre une erreur de

1°C sur la température �nale. L'amplitude du saut de température vu par le laser sonde s'échelonne

entre 2 et 8 degrés selon les conditions d'alignement et la puissance du laser pompe.

Les courbes de CD étant souvent très bruitées il est di�cile d'en extraire une constante de temps,

même après �ltrage du signal par FFT. Cependant pour les courbes les moins bruitées les constantes

de temps extraites de l'absorption et du CD coïncident. Pour les autres, nous avons véri�é que la

courbe de CD était bien ajustée par la fonction quand nous imposions le temps de relaxation égal à

celui obtenu par l'ajustement de la courbe d'absorption.

Figure 4.13 � Temps de relaxation issus des ajustements des courbes de CD pour le PGA dans l'eau. La courbe
bleue montre la tendance décroissante.

On voit �gure 4.13 que le temps de relaxation décroit comme attendu avec la température. Il varie

entre 1.5 µs et 0.6 µs. Nous constatons une assez forte dispersion des temps de relaxation pour une

même température �nale, de l'ordre de 200 ns. Ces temps de relaxation sont légèrement di�érents

de ceux obtenus par l'équipe de Martin Volk[29] : pour une température �nale de 23 degrés nous

obtenons un temps de l'ordre de 1.2 µs alors que l'on s'attend à un temps plus court à un pH de

4,7. Comme nous le verrons plus tard, cette di�érence est due au fait que ces mesures sont e�ectuées

dans H2O au lieu de D2O.
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Énergie d'activation globale

Si l'on considère que les réactions de dépliement et de repliement n'ont pas d'intermédiaire de

réaction (modèle à deux états) elles doivent respecter la loi d'Arrhénius :

k = A.exp(
−Ea
RT

) (4.18)

où Ea est l'énergie d'activation, R la constante des gaz parfaits.

On peut alors tracer la courbe ln( 1
τ
) = ln(A) − Ea

RT
pour véri�er si l'on obtient une droite et, le

cas échéant, en déduire l'énergie d'activation globale du dépliement du PGA.

Figure 4.14 � Courbe d'Arrhenius de la réaction de dépliement du PGA dans l'eau. On estime l'erreur sur τ à 200
ns et l'erreur sur T à 1°.

On voit �gure 4.14 que le temps de relaxation après un saut de température suit bien la loi

d'Arrhénius avec une énergie d'activation de Ea = 17 ± 6 kJ.mol−1. Cela con�rme donc que le

modèle d'équilibre entre deux états déplié et replié fonctionne bien dans la limite de la précision de

nos mesures.

Nous allons maintenant étudier les résultats obtenus dans l'eau lourde.

4.4 Dépliement du PGA dans l'eau lourde

Les mesures dans l'Infra-rouge sont très utilisées pour étudier les dynamiques de repliement ou

dépliement des protéines. En particulier, la bande amide I entre 1630 et 1650 cm−1 qui correspond

aux déformations de la chaîne polypeptidique, est très sensible aux structures secondaires. La position

et l'amplitude de cette bande varie beaucoup avec l'hélicité. C'est cette bande d'absorption qui est

généralement utilisée pour étudier le dépliement des polypeptides tels que le PGA[30].



80 Dynamique de dépliement de l'acide polyglutamique PGA

Cependant, l'utilisation d'une sonde dans le domaine infra-rouge nécessite que la protéine soit

placée dans une solution d'eau lourde, car l'eau a de nombreuses bandes d'absorption dans cette région

ce qui empêche toute mesure. L'eau lourde, D2O présente juste une bande autour de 1580 cm−1 : le

déplacement de cette bande avec la température est utilisé pour calibrer le saut de température dans

les expériences de T-jump.

Avec notre expérience, nous pouvons mesurer le T-jump dans l'eau comme dans l'eau lourde.

Nous nous sommes donc posés la question de savoir si la dynamique de dépliement du PGA est la

même dans les deux milieux.

4.4.1 Les di�érences et similitudes entre l'eau et l'eau lourde

Dans ce paragraphe nous allons nous intéresser aux propriétés de l'eau et de l'eau lourde qui

pourraient in�uer sur le repliement du PGA.

Propriétés acide-base Nous savons que le repliement du PGA est très dépendant du pH car la

chaîne protonée se replie plus facilement que la chaîne non protonée. Ainsi on peut en déduire que

le repliement peut être in�uencé par la réaction acide-base entre le PGA et les ions H+ ou D+ de la

solution.

Il est donc important de savoir que les constantes d'acidité 1 de l'eau et de l'eau lourde sont

di�érentes :

pKe(H2O) pKe(D2O)

15.738 16.610

La force d'un acide faible va donc être di�érente selon qu'on le dissout dans l'eau ou dans D2O.

Ce phénomène a été mis en évidence par Robinson[31] qui montre la di�érence de pKa de plusieurs

acides faibles dans l'eau et dans l'eau lourde. Les acides faibles se dissocient moins dans D2O que

dans l'eau.

Lors de nos préparations de solutions nous nous sommes e�orcés de �xer le pH 2 et le pD des

solutions à une valeur de 4.7 ce qui signi�e que nous avons �xé la concentration en ions H+ et

D+. Sachant que la constante d'acidité du PGA va être di�érente dans les deux solutions, on peut

déterminer dans quelle solution le PGA est plus dissocié (moins protoné).

La réaction de dissolution du PGA dans l'eau a la constante Ka= [PGA−]h
[PGA]

. la réaction de disso-

lution du PGA dans D2O a la constante Ka'= [PGA′−]d
[PGA′]

. A l'aide d'un ajout de HCl ou de DCl j'ai

ajusté la concentration d'ions H+ et D+ telle que h=d. D'après [31] Ka'<Ka d'où :

[PGA−]

[PGA]
>

[PGA′−]

[PGA′]
(4.19)

Donc le PGA est plus protoné dans D2O que dans H2O pour une même mesure de pH/pD. Dans

D2O le PGA est protoné comme si le pH était plus faible.

1. La constante d'acidité est la constante standard de la réaction d'un acide avec l'eau : A+H2O → B+H3O
+ et

s'écrit à l'équilibre Ka = [B]h
[A] . Le pKa est égal à -log(Ka). Pour l'eau cette constante est aussi appelée produit ionique

de l'eau et est égale à Ke = [H3O
+][HO−]

2. pH = −log([H+])
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Cette déduction est con�rmée quand on compare les spectres de CD du PGA dans l'eau et dans

l'eau lourde : on constate qu'à une température de 290K, l'hélicité du PGA dans l'eau lourde est

supérieure à 50 % (voir �gure 4.8) alors qu'à la même température elle est inférieure à 50 % dans

l'eau (voir �gure 4.9). Le PGA est donc plus replié dans l'eau lourde que dans l'eau pour une même

concentration en ions H+ ou D+.

Liaisons Hydrogène La liaison hydrogène est une liaison entre deux atomes très électronégatifs

via un atome d'hydrogène [32]. L'atome d'hydrogène est lié de façon covalente à un des deux atomes.

La force de la liaison augmente avec l'electronégativité des atomes impliqués : les liaisons hydrogène

sont plus fortes entre atomes de �uor qu'entre atomes d'oxygène par exemple. La liaison hydrogène

peut être renforcée si l'atome électronégatif est impliqué dans une molécule conjuguée qui augmente

son caractère électronégatif.

Dans l'eau, la liaison hydrogène relie entre eux deux atomes d'oxygène de deux molécules di�é-

rentes comme sur la �gure 4.15.

Figure 4.15 � Liaison hydrogène entre deux molécules d'eau.

Les liaisons hydrogène sont d'une importance capitale dans la structure des protéines car ce sont

elles qui stabilisent les structures secondaires et tertiaires. En e�et des liaisons hydrogène se forment

entre le groupement N-H de la liaison peptidique et les atomes d'oxygène présents dans la protéine.

En particulier, dans l'hélice alpha, un résidu n est lié par une liaison hydrogène au résidu n+4 ([4][32]

et �gure 4.16).

De récentes recherches ont montré que les liaisons hydrogène dans l'eau et dans l'eau lourde ont

des longueurs et des symétries di�érentes[33][34]. Tout d'abord la liaison covalente entre l'atome

d'hydrogène et l'oxygène dans H2O est plus longue que la liaison covalente entre le deutérium et

l'oxygène dans D2O.

La liaison hydrogène est plus courte et plus asymétrique dans l'eau que dans l'eau lourde.

L'étude de [33] montre aussi que le nombre de liaisons hydrogène par molécule est plus faible

dans l'eau que dans l'eau lourde. Ces di�érentes propriétés sont des indices amenant à penser que la

liaison hydrogène, comme en phase gazeuse[35], est plus forte dans l'eau lourde que dans l'eau. En

particulier, d'après [35], chaque substitution d'un H par un D augmente la force de liaison. Notons

ici que plus une liaison est forte, plus il faut fournir d'énergie pour la rompre.



82 Dynamique de dépliement de l'acide polyglutamique PGA

Figure 4.16 � Liaisons hydrogène dans une hélice alpha : en pointillés.

4.4.2 Resultats de l'expérience de T-jump

Pour l'expérience de T-jump dans D2O les sauts de température estimés à partir du saut de CD

s'échelonnent entre 0.3 et 2 degrés.

Malgré la grosse di�érence de saut de température entre les expériences dans l'eau et celles dans

l'eau lourde, les deux séries de mesures peuvent être comparées : en e�et lorsqu'on étudie la cinétique

d'une réaction c'est la température �nale qui détermine la vitesse de la réaction, et pas le saut de

température.

Nous avons véri�é expérimentalement cette hypothèse en e�ectuant deux mesures successives de

saut de température sur le PGA dans l'eau en diminuant la pompe de moitié et en changeant la

température initiale pour que la température �nale soit la même dans les deux cas.

Nous pouvons constater �gure 4.17 que la relaxation de l'absorbance se fait à la même vitesse pour

les deux sauts de température. L'ajustement de ces courbes nous donne des constantes de temps de

700 et 840 ns ce qui entre dans la dispersion habituelle des temps mesurés à une même température.

Les résultats des expériences dans l'eau lourde sont exploités de la même façon que pour le PGA

dans l'eau (voir parties 4.3.1 et 4.3.2). Cependant comme le saut de température est plus petit, les

courbes de CD sont la plupart du temps inexploitables et nous nous �ons donc entièrement aux

constantes de temps extraites du saut d'absorbance.
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Figure 4.17 � Variation d'absorbance normalisée à -1 après un saut de température dans le PGA dans l'eau.
Courbe noire : saut de 27 à 32 degrés. Courbe rouge : saut de 30 à 32 degrés.

Résultats bruts

Les temps de relaxation obtenus après un saut de température dans les solutions de PGA dans

D2O sont regroupés sur la �gure 4.18.

Figure 4.18 � Temps de relaxation dans le PGA dans D2O en fonction de la température. La courbe bleue montre
la tendance décroissante.

Comme prévu le temps de relaxation décroit avec la température. Il varie entre 1.7 µs et 0.2 µs.

La dispersion des valeurs pour une même température est un peu plus grande que dans l'eau à cause

de la plus faible valeur du saut de température et des mesures plus bruitées. Les temps de relaxation

obtenus sont cohérents avec ceux obtenus par l'équipe de Martin Volk[29] : pour une température

�nale de 23°C nous avons un temps de relaxation de l'ordre de 1 µs ce qui est attendu pour un pH

de 4.7.
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Énergie d'activation globale du PGA dans l'eau lourde

Comme pour le PGA dans l'eau, nous pouvons tracer la courbe d'Arrhénius et en déduire une

valeur d'énergie d'activation.

Figure 4.19 � Courbe d'Arrhenius des temps de relaxation obtenus dans le PGA dans D2O. Les incertitudes sont
estimées à 200ns sur les temps et 1° sur les températures.

Nous constatons �gure 4.19 que le dépliement du PGA dans l'eau lourde suit aussi une loi d'Ar-

rhénius avec une énergie d'activation di�érente de celle obtenue dans l'eau : Ea = 30± 12 kJ.mol−1.

Les barres d'incertitude des énergies d'activation dans l'eau et dans l'eau lourde se recoupent :

on ne peut pas dire qu'elles sont di�érentes. Cependant l'énergie d'activation globale est di�cile à

interpréter seule.

Nous allons pousser plus loin l'interprétation des temps de relaxation grâce à l'exploitation des

courbes de fusion.

4.5 Interprétation

4.5.1 Temps de dépliement et de repliement

On peut déduire de la valeur de la constante d'équilibre de la réaction et de sa constante globale

de vitesse les valeurs des constantes de temps du dépliement et du repliement.

Keq =
kr
kd

=
τd
τr

(4.20)

kobs =
1

τobs
= kd + kr (4.21)

où k = 1
τ
désigne la constante de vitesse de repliement (indice r) ou de dépliement (indice d) et

Keq est la constante d'équilibre thermodynamique de la réaction de repliement.
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On en déduit :

τr = τobs(1 +
1

Keq

) (4.22)

τd = τobs(1 +Keq) (4.23)

On peut calculer cette constante grâce aux valeurs de A et Tm issues des spectres de CD (voir

tableaux 4.1, 4.2 et équation 4.10).

Propagation des incertitudes

Nous avons vu dans la partie 4.2 que la détermination des paramètres d'ajustement des courbes

de fusion est entachée de grosses incertitudes. Nous devons donc prendre en compte ces incertitudes

pour le calcul de Keq ainsi que pour les temps de relaxation.

On rappelle l'expression de Keq :

Keq(T ) = exp(−A(T − Tm)
R.T

) (4.24)

Pour connaître les incertitudes sur Keq issues des incertitudes sur A et Tm il faut dériver Keq par

rapport à chacune de ces grandeurs :

∂Keq

∂A
=

Keq

R
(
Tm − T
T

) (4.25)

∂Keq

∂Tm
=

Keq

R

A

T
(4.26)

Ainsi l'incertitude sur Keq notée σKeq s'exprime en fonction des incertitudes σA, et σTm :

σKeq =
Keq

R

√
(
Tm − T
T

)2σ2
A + (

A

T
)2σ2

Tm
(4.27)

Ensuite on peut établir l'expression des incertitudes sur les temps de dépliement et de repliement

en fonction de σKeq et de στobs :

στr =

√
(1 +

1

Keq

)2σ2
τobs

+ (
τobs
K2
eq

σKeq)
2 (4.28)

στd =
√

(1 +Keq)2σ2
τobs

+ τ 2obsσ
2
Keq

(4.29)

Comme dé�ni précédemment l'incertitude sur τobs est évaluée à 200ns.

Dans l'eau

La variation de la constante d'équilibre de repliement avec la température, dont les valeurs sont

présentées dans le tableau 4.3, est cohérente avec le fait que le PGA se déplie quand on augmente

T. En e�et, d'après la loi d'action des masses, à l'équilibre de la réaction on a Keq =
aPGAreplie
aPGAdeplie

où

l'activité a est proportionnelle à la concentration, donc Keq diminue avec la température.
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Température �nale (K) Constante d'équilibre Keq

291 2.4
297 2.1
301 1.9
306 1.7
311 1.5
316 1.35
321 1.2

Table 4.3 � Constante d'équilibre de la réaction de dépliement aux di�érentes températures dans l'eau

Grâce à ces valeurs nous sommes en mesure de calculer τd et τr pour chaque expérience (voir

tableau 4.4).

Température �nale (K) τobs(µs) τr(µs) τd(µs)
291 1.3 1.8 4.4
297 1.05 1.55 3.3
301 1.0 1.5 2.9
306 0.7 1.1 1.9
311 0.7 1.16 1.75
321 0.6 1.0 1.4

Table 4.4 � Temps de relaxation en fonction de la température �nale

A cette étape du dépouillement il est à noter que les incertitudes sur les temps de relaxation sont

énormes (au moins 50 %). Cependant l'erreur relative sur la courbe d'Arrhénius sera plus faible grâce

au logarithme.

On constate que les temps de dépliement sont légèrement plus grands que ceux de repliement. Les

deux temps doivent être égaux à la température de transition puis leur rapport doit ensuite s'inverser.

Nous constatons bien que l'écart entre les deux constantes de temps diminue avec la température,

mais la température de transition est au-delà de nos mesures de T-jump.

Dans l'eau lourde

Nous pouvons e�ectuer la même exploitation pour les mesures réalisées dans l'eau lourde grâce

aux paramètres du tableau 4.1.

Les valeurs des constantes d'équilibre en fonction de la température sont données dans le tableau

4.5.

La constante d'équilibre est bien décroissante avec la température.

On en déduit les temps de dépliement et de repliement dans l'eau lourde présentés dans le tableau

4.6.

Nous constatons que le temps de relaxation de dépliement est toujours plus grand par rapport

au temps de relaxation de repliement. Les deux constantes de temps diminuent avec la température,

ce qui est témoin de l'accélération des réactions avec la température. Les deux constantes de temps
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Température �nale (K) Constante d'équilibre Keq

288 147
290 102
295 53
300 23.5
305 11
310 6
315 3

Table 4.5 � Constantes d'équilibre de la réaction de dépliement dans D2O aux di�érentes températures

Température �nale (K) τobs(µs) τr(µs) τd(µs)
288 1.54 1.55 228
290 1.25 1.3 129
295 1.06 1.1 57
300 0.6 0.6 14.7
305 0.4 0.4 4.8
310 0.6 0.7 4.2
315 0.3 0.4 1.2

Table 4.6 � Temps de relaxation de la réaction globale, du dépliement et du repliement aux di�érentes températures
�nales. Ne sont présentés ici qu'un échantillon des valeurs obtenues expérimentalement.

doivent être égales à la température de transition cependant nous n'atteignons pas cette température

dans les expériences de T-jump.

A basse température, les temps de dépliement dans l'eau lourde sont très grands par rapport à

ceux obtenus dans l'eau.

4.5.2 Énergies d'activation

Nous pouvons maintenant tracer les courbes ln( 1
τ
) = ln(A)− Ea

RT
pour chaque constante de temps

et en déduire l'énergie d'activation des deux processus.

Dans l'eau

Le tracé des courbes d'Arrhénius pour le dépliement et le repliement du PGA dans H2O donne

deux énergies d'activation faibles et du même ordre de grandeur :

Ear = 11± 6 kJ.mol−1 (4.30)

Ead = 28± 6 kJ.mol−1 (4.31)

On peut voir �gure 4.20 que les incertitudes sont très grandes et que ces dernières se recouvrent

pour les deux courbes.

On peut comparer les valeurs obtenues avec l'énergie d'activation globale qui était de 17 kJ.mol−1 :

cette énergie est encadrée par les deux énergies de dépliement et de repliement.

Pour le PGA dans l'eau on peut imaginer un diagramme énergétique de réaction où l'état déplié

et l'état replié ont une énergie un peu di�érente avec une barrière d'activation du même ordre de
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grandeur que cette di�érence (voir plus loin �gure 4.22)

Figure 4.20 � Courbes d'Arrhenius relatives aux temps de dépliement (en rouge) et de repliement (en noir) dans
H2O.

Dans l'eau lourde

Le tracé des courbes d'Arrhénius pour le dépliement et le repliement dans D2O (voir �gure 4.21)

donne les énergies d'activation :

Ear = 25± 11 kJ.mol−1 (4.32)

Ead = 136± 10 kJ.mol−1 (4.33)

Figure 4.21 � Courbes d'Arrhenius relatives aux temps de dépliement (en rouge) et de repliement (en noir) dans
D2O.

L'énergie d'activation de repliement est comparable à celle obtenue par C. Krejtschi et K. Hauser[26]

tandis que l'énergie d'activation de dépliement est bien plus grande, ce qui peut être dû à la di�érence

de pH utilisé dans les expériences.
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Encore une fois, l'énergie d'activation globale se situe entre les énergies d'activation de repliement

et de dépliement.

4.5.3 Interprétation

Nous pouvons représenter �gure 4.22 les pro�ls énergétiques des réaction de dépliement dans l'eau

et dans l'eau lourde en considérant les valeurs d'énergies d'activation que nous avons déterminées et

en appliquant l'hypothèse selon laquelle la réaction se fait sans intermédiaire[26][36].

Figure 4.22 � Pro�ls énergétiques dans l'eau et l'eau lourde de la réaction de dépliement. C.R. désigne la coordonnée
de réaction.

Une première explication peut venir de la di�érence de pKa de l'acide glutamique dans l'eau et

dans l'eau lourde. Comme expliqué plus haut, à un même pH/pD le PGA n'a pas la même hélicité

dans l'eau et dans l'eau lourde. Si l'on se réfère aux �gure 4.8 et 4.9 on voit qu'à température

ambiante, le PGA a une hélicité de 0.44 dans l'eau et de 0.54 dans l'eau lourde. Cependant d'après

les mesures de [30], les temps de relaxation ne varient que très peu entre une hélicité de 0.44 et une

hélicité de 0.54 dans l'eau lourde : ces valeurs d'hélicité correspondent en e�et au maximum du temps

de relaxation. Ainsi cette petite di�érence d'état initial ne permet pas d'expliquer nos résultats.

Si l'on considère maintenant le fait que le PGA est un acide faible, sa constante d'acidité doit

dépendre de la température. Et cette dernière dépendant aussi du solvant, on peut imaginer que la

variation du pKa du PGA avec la température ne sera pas la même dans l'eau et dans l'eau lourde.

Alors un même saut de température va entraîner une déprotonation d'amplitude di�érente dans les

deux solvants.

Des expériences de repliement du PGA après un saut de pH[37][38] montrent que la dynamique
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peut être très lente, jusqu'à des constantes de temps de l'ordre de la ms. De telles constantes de

temps ne sont pas observées par d'autres méthodes d'initiation du repliement telles que le saut de

température[29][30] ou le saut de champ électrique[39].

Or les expériences de T-jump, par le possible changement de la constante d'acidité, peuvent im-

pliquer un petit saut de pH. Ce qui peut expliquer d'une part que les constantes de temps observées

sont lentes par rapport au dépliement d'autres molécules formant des hélices alpha (comme la poly-

alanine qui se déplie à l'échelle de 100 ns [40]), d'autre part que la dynamique est a�ectée par le fait

que le solvant soit de l'eau ou de l'eau lourde.

Comme nous ne connaissons pas la variation du pKa du PGA avec la température dans l'eau et

l'eau lourde, nous ne pouvons pas aller plus loin dans cette explication.

Nous pouvons aussi envisager une explication venant des liaisons hydrogène. Comme nous l'avons

précédemment dit, les hélices alpha voient leur structure stabilisée par les liaisons hydrogène intra-

moléculaires. Ainsi, une di�érence de ces forces de liaison entre l'hydrogène et le deutérium peut

in�uer sur la stabilité de l'hélice de PGA. Cependant les atomes d'hydrogène mis en jeu dans ces

liaisons intramoléculaires ne sont a priori pas remplacés par des atomes de deutérium quand le PGA

est dissous dans l'eau lourde. En e�et, seuls les hydrogènes impliqués dans la fonction acide car-

boxylique sont remplacés par des atomes de deutérium : le PGA est utilisé sous forme de sel, donc

complètement déprotoné, et lorsqu'on le met en solution dans l'eau lourde, ce sont des atomes de

deutérium qui protonent les fonctions acide.

Mais les liaisons hydrogène avec le solvant ont aussi une in�uence sur le dépliement de l'hélice

du PGA. Une expérience menée par Stanley et al.[36] montre qu'on peut initier le repliement du

PGA en modi�ant la pression osmotique, c'est à dire en modi�ant le coût énergétique d'interaction

avec les molécules d'eau. Ainsi, s'il est plus favorable au PGA de former des liaisons hydrogène

intramoléculaires, le repliement est favorisé. Au contraire, si les liaisons hydrogène avec le solvant

sont plus faciles à créer, le dépliement est favorisé.

Lors du dépliement, les liaisons hydrogène intramoléculaires qui stabilisent l'hélice α et les liaisons

entre deux molécules d'eau sont remplacées par des liaisons N-H· · ·OH2 ou N-H· · ·OD2 selon le

solvant. Ainsi le dépliement implique de rompre une liaison hydrogène entre deux molécules de

solvant. Nous avons vu partie 4.4.1 que les liaisons hydrogène sont d'autant plus fortes qu'il y a

d'atomes d'hydrogène substitués par des deuteriums[35]. Dans l'eau lourde, il sera donc plus di�cile

pour le solvant de rompre ses liaisons hydrogène intermoléculaires en faveur de liaisons avec la

protéine.

Nous pouvons ainsi interpréter le fait que le repliement est favorisé dans l'eau lourde. Au contraire,

dans l'eau normale, les liaisons hydrogène entre molécules d'eau et les liaisons entre l'eau et la protéine

ont une plus petite di�érence d'énergie : alors le dépliement est moins défavorisé.

La viscosité du solvant peut aussi in�uencer la vitesse de dépliement du PGA[41]. Or la viscosité

de l'eau lourde est 20 % plus élevée que celle de l'eau légère[42, 43], et cette di�érence peut dépendre

de la température. On peut alors imaginer que le dépliement peut être ralenti dans l'eau lourde.
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4.6 Conclusion de l'étude

Malgré les incertitudes inhérentes à nos mesures, nous avons montré grâce à notre expérience de

T-jump suivi par dichroïsme circulaire résolu en temps qu'il existe des di�érences de dynamique de

dépliement pour le PGA selon que celui-ci est dissout dans l'eau ou dans l'eau lourde.

Ainsi nous mettons en évidence ici une di�érence entre eau et eau lourde qui avait été ignorée

dans les expériences utilisant des sondes dans l'infra-rouge.

Il reste cependant à déterminer si de telles di�érences existent pour toutes les protéines, ou sont

seulement spéci�ques au repliement des hélices alpha, voire spéci�ques au PGA qui, en tant que

molécule acide, est très sensible à la nature des protons (légers ou lourds) avec lesquels elle interagit.

Il serait intéressant par exemple d'e�ectuer la même campagne de mesures sur une hélice α non

sensible au pH comme la polyalanine. Les temps de repliement beaucoup plus courts[40] de cette

hélice imposeront une amélioration du système d'acquisition.
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Dynamique dans les protéines photosenseurs
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Chapitre 5

Étapes précoces du photocycle de la PYP

5.1 La photoactive yellow protein

5.1.1 Description

La photoactive yellow protein, PYP, est une petite protéine (125 acides aminés) senseur de lumière

bleue issue de la bactérie Halorhodospira halophila. On pense qu'elle est la base du mécanisme de

recherche de l'obscurité de la bactérie[44]. La PYP est un système modèle pour de nombreuses études

en photochimie et repliement des protéines[45][46].

La PYP est une protéine soluble dans l'eau contenant un chromophore : l'acide 4-hydroxycinnamique

(p-coumaric) (voir �gure 5.1).

Figure 5.1 � Structure ruban de la PYP issue de [46]

Ce chromophore est lié à la protéine par une unique lisaison covalente avec la cystéine 69 (voir

�gure 5.2). Il est aussi impliqué dans un réseau de liaisons hydrogène avec l'acide glutamique 46, la

tyrosine 42, la threonine 50 et la cystéine 69[47][48].

La PYP est très étudiée pour son photocycle, durant lequel le chromophore et la protéine subissent

95



96 Étapes précoces du photocycle de la PYP

d'importants changements conformationnels. C'est ce photocycle qui serait à l'origine de la réponse

de la bactérie à la lumière.

Figure 5.2 � Structure de l'environnement du chromophore de la PYP et ses liaisons avec la protéine [48]

De nombreuses protéines mutantes de la PYP ont été créées a�n d'étudier l'in�uence de di�érents

acides aminés sur le rendement du photocycle, la force des liaisons hydrogènes et autres caractéris-

tiques de la protéine[49].

Nous avons e�ectué nos mesures sur la protéine mutante PYP R52Q. Dans cette protéine, l'argi-

nine52 est remplacée par une glutamine 1 ce qui diminue le rendement d'entrée dans le photocycle (voir

plus loin) et change quelque peu les temps de relaxation des di�érents intermédiaires. Les spectres de

CD et d'absorbance du mutant R52Q et de la protéine sauvage sont cependant identiques, indiquant

peu de changements au niveau du chromophore (voir �gure 5.3).

Figure 5.3 � Comparaison des spectres de CD de la PYP sauvage et du mutant R52Q

1. L'arginine est un acide aminé chargé positivement, pressenti comme stabilisateur et promoteur de la photoiso-
mérisation du chromophore. Il a été montré que cette substitution n'empêche pas le photocycle[50]
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5.1.2 Le photocycle de la PYP

A l'origine du photocycle de la PYP on trouve l'absorption d'un photon bleu par le chromophore.

Ce dernier subit une isomérisation trans-cis qui provoque ensuite les changements conformationnels

de la protéine.

Les di�érents intermédiaires du photocycle ont été abondemment étudiés par les multiples mé-

thodes de spectroscopie à la disposition des chercheurs et sont presque tous bien déterminés, de même

que les transformations qui mènent d'un intermédiaire à un autre et leurs échelles de temps (voir

�gure 5.4).

Figure 5.4 � Toutes les étapes du cycle de la PYP identi�ées par spectroscopie UV/visible résolue en temps.
L'état fondamental est noté pG, l'état excité pG∗. La structure de la protéine représentée au centre est colorée selon
l'amplitude des changements conformationnels dans l'état signalant pB. En vert : grand changement dans la partie
N-terminale. En rouge : grands changements dans le voisinage du chromophore. Bleu : pas de changements.[46]

Cependant, seules 30 % des molécules excitées entrent dans le photocycle pour la PYP sauvage,

et 20 % pour la PYP R52Q ; les autres se désexcitent vers l'état fondamental via un intermédiaire X

(ou GSI) dont on ignore la structure (voir �gure 5.5).
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Figure 5.5 � Modèle simpli�é des premiers pas du photocycle de la PYP.

Après l'absorption d'un photon, la première étape du photocycle met en jeu une isomérisation

trans-cis de la double liaison du chromophore. Cette isomérisation a lieu lors de la transition entre

l'état excité et le premier intermédiaire I0. Dans l'état excité, le groupement carbonyle se tord dans

une con�guration supposée quasi cis de la double liaison et met à mal la liaison hydrogène entre

l'oxygène et la cystéine 69.

Certaines études montrent que l'entrée dans le photocycle semble conditionnée par la rupture

des liaisons hydrogène entre le chromophore et la protéine[47] au cours de cette rotation partielle du

groupement carbonyle.

Si la liaison hydrogène se rompt, l'isomérisation trans-cis peut avoir lieu et la protéine entre dans

le photocycle.

Si la liaison ne se rompt pas, le chromophore relaxe vers l'état fondamental via l'intermédiaire GSI.

Nous nous posons alors la question de savoir si, dans l'intermédiaire GSI, le groupement carbonyle

C=O est encore tordu, ou s'il a retrouvé sa position initiale.

5.1.3 L'intermédiaire GSI

L'intermédiaire GSI (ground state intermediate) a été identi�é pour la première fois via la

construction de modèles cinétiques pour comprendre le faible rendement d'entrée dans le photocycle.

Comme nous l'avons dit plus haut, dans la protéine sauvage, seules 30% des molécules entrent

dans le photocycle après photoexcitation. C'est en cherchant à décrire entièrement le processus d'ab-

sorption et de désexctitation de la PYP (par le photocycle ou non) que le GSI a été introduit dans

les modèles[51].

Au cours de ce travail de recherche nous avons e�ectué des mesures qui nous permettent de donner

des indications sur la structure du chromophore dans l'état excité et dans l'intermédiaire GSI.

En e�et, nous savons que l'état excité, dans lequel le chromophore est tordu et le groupement

carbonyle loin de sa position initiale, se relaxe vers l'état fondamental via l'intermédiaire GSI. Au

cours de cette relaxation, le groupement carbonyle doit retrouver sa position correspondant à un

chromophore non tordu. La question se pose de savoir si le groupement carbonyle a déjà repris sa

place dans l'intermédiaire GSI, ou si ce mouvement a lieu lors de la relaxation de GSI vers l'état

fondamental.
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L'équipe de Van Grondelle précise dans son article [51] que l'intermédiaire GSI ne peut pas être

seulement un analogue vibrationnellement chaud de l'état fondamental.

La di�culté de l'interprétation de nos mesures va résider dans le fait que la relaxation de l'état

excité vers GSI ainsi que celle de GSI vers l'état fondamental ont toutes deux un temps caractéristique

d'environ 3 ps. Comment alors distinguer les deux espèces ?

5.2 Mesure du dichroïsme circulaire résolue en temps

Nous avons e�ectué sur la PYP une mesure de dichroïsme circulaire résolue en temps grâce à la

méthode pompe sonde et la technique de mesure du CD avec le compensateur de Babinet-Soleil. Le

montage expérimental est résumé dans la �gure 5.9. L'expérience a été menée à di�érentes longueurs

d'onde sonde : 301, 310, 318, 332, 351 et 355 nm.

Nous avons choisi ce domaine spectral car il correspond aux transitions du carbonyle du chromo-

phore de la PYP[52] (voir �gure 5.6). En particulier, le dichroïsme circulaire dans l'UV du carbonyle

donne des renseignements précis sur l'environnement de celui-ci.

Figure 5.6 � Spectre de CD et d'absorption de la PYP. En bleu la zone de longueurs d'onde correspondant au
groupement carbonyle du chromophore.

De précédentes expériences montrent qu'il existe une absorption de l'état excité dans ce domaine

spectral et on peut supposer que celle-ci implique les orbitales du carbonyle.

De plus, dans le domaine spectral choisi, les photoproduits impliqués dans le photocycle n'ab-

sorbent pas ou très peu, ce qui nous permet de ne mesurer que des signaux issus des protéines qui

n'entrent pas dans le photocycle (�gure 5.7).
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Figure 5.7 � Spectres associés aux espèces S1, X, I0 et I1 obtenus par analyse ciblée des spectres d'absorption
di�érentielle [53]

5.2.1 L'expérience pompe sonde

Obtention des faisceaux pompe et sonde

Les faisceaux pompe et sonde sont tous deux générés à partir des impulsions à 1 kHz ampli�ées

d'un laser Titane Saphir réglé à 840 nm[20].

A la sortie de l'ampli�cateur, le faisceau laser est divisé en deux par une lame séparatrice, comme

indiqué sur le schéma 5.8. Les deux parties du faisceau subissent des opérations d'optique non linéaire

a�n de mener aux longueurs d'onde pompe et sonde.

Figure 5.8 � Schéma du montage d'optique non linéaire permettant l'obtension des faisceaux pompe et sonde
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La pompe à 420 nm est directement obtenue par un doublage de fréquence du faisceau du titane

saphir.

Nous obtenons une sonde accordable entre 200 et 355 nm via les opérations d'optique non linéaire

suivantes :

� génération d'un continuum par une moitié du faisceau grâce à une lame de saphir

� ampli�cation paramétrique optique d'une des longueurs d'onde du continuum pompée par

l'autre moitié du faisceau à 420 nm. L'accord de phase (c'est à dire l'orientation du cristal de

BBO) permet le choix de la longueur d'onde visible ampli�ée

� doublage de fréquence du faisceau visible ampli�é grâce à un cristal de BBO pour obtenir une

longueur d'onde UV.

Déroulement d'une mesure

On rappelle �gure 5.9 le montage expérimental permettant la mesure du CD résolue en temps à

l'aide du compensateur de Babinet-Soleil.

Figure 5.9 � Schéma du montage pompe sonde expérimental. Sur le schéma ne �gure pas la chaine non linéaire à
l'origine des faisceaux. Le signal du PM est envoyé sur l'ordinateur et divisé par le signal de référence pour s'a�ranchir
des �uctuations du laser sonde.

Le retard entre la pompe et la sonde est induit sur la pompe grâce à une ligne à retard munie

d'un coin de cube mobile sur un rail parallèle à la direction de propagation du faisceau.

L'acquisition est dirigée par ordinateur à l'aide d'un programme Delphi. L'ordinateur émet et

reçoit di�érents signaux :

� commande du coin de cube, qui détermine le retard pompe-sonde

� commande du moteur du compensateur de Babinet-Soleil, qui déplace le prisme mobile et �xe

ainsi le déphasage introduit

� commande de l'obturateur sur le faisceau pompe

� réception des signaux des photomultiplicateurs
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Pour chaque longueur d'onde nous avons e�ectué deux types de mesures. Tout d'abord une mesure

pompe-sonde simple pour obtenir la dynamique de l'absorption en fonction du délai. Cette mesure

ne nécessite pas de faire varier le déphasage du Babinet-Soleil. L'acquisition d'un point prend peu

de temps, ce qui permet une grande résolution temporelle. L'acquisition d'une courbe de 40 points

sur 20 ps prend environ 5 minutes. On moyenne ensuite une vingtaine de courbes pour diminuer le

bruit. L'acquisition totale prend 1h40.

Ensuite nous avons e�ectué une mesure de l'absorption et du dichroïsme circulaire induits par

la pompe en fonction du délai grâce à la méthode expliquée dans la partie 2.3.1. Pour chaque délai

pompe sonde, deux paraboles sont enregistrées : l'une sans pompe et l'une avec pompe. Le programme

d'acquisition e�ectue un ajustement de ces paraboles pour en calculer les coe�cients et en déduit

la valeur du CD et de la variation d'absorption induits par la pompe (équation 2.37). L'acquisition

d'une courbe de 12 points prend 35 minutes ce qui explique qu'on ne recherche pas une grande

résolution temporelle pour ces mesures. Pour améliorer la mesure, on e�ectue la moyenne sur 8

courbes individuelles. Au total, une acquisition à une longueur d'onde donnée prend donc environ 4

heures.

En raison de la haute sensibilité de l'ajustement des paraboles, les courbes obtenues sont très

bruitées. Parfois la variation de CD ou d'absorption ne sort pas du bruit.

5.2.2 Nombre de molécules excitées

A�n de pouvoir déduire de nos mesures la valeur de l'absorpion et du CD de l'état excité, nous

devons calculer le nombre de molécules excitées par la pompe.

Pour cela nous devons connaître le nombre de photons dans une impulsion pompe, en déduire le

nombre de molécules excitées vues par la sonde et comparer celui-ci au nombre de molécules présentes

dans le volume balayé par la sonde.

Pour ce calcul nous avons besoin de connaître les dimensions des faisceaux pompe et sonde

mesurées à l'aide d'un trou calibré de 50µm données dans le tableau 5.1.

pompe wx 208 µm
wy 137 µm

sonde σx 83 µm
σy 34 µm

Table 5.1 � Taille des faisceaux pompe et sonde mesurée avec un trou de 50µm

Nombre de molécules sondées

Nous pouvons calculer le nombre de molécules qui vont interagir avec la sonde en multipliant le

volume sondé, pondéré par le pro�l de la sonde, par la concentration. En e�et, le nombre de molécules

sondées en un point va être proportionnel à l'intensité de la sonde en ce point, donc le nombre total

de molécules sondées doit prendre en compte le pro�l d'intensité gaussien.

La sonde a une forme de gaussienne elliptique de largeurs σx et σy.
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Le nombre de molécules sondées s'écrit :

Nm = Cl

∫ ∫
e
(− x2

2σ2x
)
e
(− y2

2σ2y
)
dxdy (5.1)

avec C la concentration et l la longueur de la cuve. Nous déduisons Cl grâce à la loi de Beer-Lambert

à 420 nm : A = εlC connaissant A = 1.058 et ε = 4550mol−1m2.

Nous obtenons :

Nm = 2, 48.1012

Nombre de molécules excitées

Pour connaître le nombre de photons qui vont e�ectivement exciter des molécules dans le volume

balayé par la sonde nous calculons d'abord le nombre de photons absorbés par la solution dans une

impulsion pompe.

Ce nombre s'écrit :

Np =
E0(1− 10−A)

h c
λ

(5.2)

où E0 = 0.954µJ est l'énergie d'une impulsion pompe, A = 1, 058 l'absorbance de la solution de

PYP à la longueur d'onde pompe, h la constante de Planck, c la vitesse de la lumière dans le vide et

λ = 420nm la longueur d'onde de la pompe.

Etant donnés ces paramètres on trouve le nombre de photons : Np = 1, 84.1012.

Ces photons sont répartis sur le volume de la pompe qui peut être décrit comme une gaussienne

elliptique avec les largeurs horizontales et verticales wx et wy. La fonction de répartition des photons

dans un plan perpendiculaire à la direction de propagation s'écrit donc :

Rp(x, y) =
Np

2πwxwy
e
(− x2

2w2
x
)
e
(− y2

2w2
y
)

(5.3)

Nous pouvons maintenant calculer le nombre de molécules excitées par la pompe qui seront vues

par la sonde. Pour cela il faut intégrer la fonction de répartition des photons pompe multipliée par

le pro�l transverse de la sonde (on suppose que les deux faisceaux sont centrés sur le même point).

Le nombre de molécules excitées dans le volume sondé s'écrit donc :

Ne =

∫ ∫
Rp(x, y)e

(− x2

2σ2x
)
e
(− y2

2σ2y
)
dxdy (5.4)

=
Np

2πwxwy

∫ ∫
e
(−x

2

2
( 1

w2
x
+ 1

σ2x
))
e
(− y

2

2
( 1

w2
y
+ 1

σ2y
))
dxdy

= Npσxσy
1√

w2
x + σ2

x

1√
w2
y + σ2

y

(5.5)

Finalement nous obtenons :
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Ne = 1, 64.1011

Donc la pompe excite seulement Ne
Nm

= 6.6% des molécules de PYP présentes dans le volume

sondé.

5.3 Résultats de la mesure

Des mesures de test 2 ont été e�ectuées sur la molécule de PYP-wt puis la campagne de me-

sure complète sur PYP-R52Q. Aucune di�érence majeure n'a été observée entre les deux protéines

concernant l'amplitude et la dynamique des signaux mesurés.

Nous ne présentons ici que les résultats concernant PYP-R52Q.

5.3.1 Pompe sonde simple en absorption

A toutes les longueurs d'onde étudiées on observe un saut instantané d'absorption dû au passage

dans l'état excité puis une décroissance exponentielle de l'absorption (voir �gure 5.10).

Figure 5.10 � Absorption en fonction du retard pompe-sonde dans une solution de PYP R52Q. La longueur d'onde
de la sonde est 332 nm

Les amplitudes et constantes de temps sont regroupés dans le tableau 5.2.

Comme on le voit sur la �gure 5.10, le changement d'absorption ne revient pas à zéro après la

relaxation de l'état excité. Ceci peut être interprété par la création de radicaux à longue durée de

vie : des états qui ne relaxent pas vers l'état fondamental.

2. calibration du montage, méthode d'acquisition, suppression des artefacts
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Longueur d'onde sonde (nm) Temps de relaxation (ps) Saut d'absorption
301 2.7 ± 1 0.0056
310 3.3 ± 1 0.019
318 5.4 ± 1 0.0089
332 3.1 ± 0.5 0.037
351 3.7 ± 1 0.04
355 5.2 ± 1 0.034

Table 5.2 � Temps de relaxation et amplitude du saut d'absorption dans le PYP après excitation par la pompe à
420 nm

5.3.2 Acquisition complète avec le Babinet-Soleil

Lors de cette expérience, nous mesurons à la fois la variation d'absorption et la variation de CD

induites par la pompe.

L'amplitude et le signe du CD induit par la pompe constitue le résultat le plus impressionnant de

cette expérience. Dans toutes les expériences où une variation de CD a pu être observée, on obtient

un très fort pic négatif de CD juste après le passage de la pompe. Le CD relaxe ensuite vers sa valeur

initiale en quelques picosecondes.

Dans tous les cas où une variation de CD a été observée, celle-ci suit la même dynamique que la

variation d'absorption (voir �gure 5.11).

Figure 5.11 � Variations de l'Absorption et de la valeur absolue du CD (unités arbitraires) en fonction du retard
pompe-sonde mesurées avec le Babinet-Soleil pour une sonde à 332 nm

De plus l'amplitude des sauts d'absorption et de dichroïsme circulaire dépend de la longueur

d'onde sonde. Pour les deux grandeurs, cette dépendance est similaire (voir �gure 5.12).

Ces résultats indiquent que le dichroïsme circulaire observé est issu des mêmes états électro-

niques que ceux sondés par absorption et donc bien de l'état excité du groupement carbonyle du
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chromophore.

Figure 5.12 � Amplitudes des sauts d'absorption et de CD après la pompe en fonction de la longueur d'onde sonde

5.3.3 Absorption et CD de l'état excité

Connaissant le pourcentage de molécules excitées nous pouvons déduire de nos mesures les valeurs,

aux di�érentes longueurs d'onde sondées, de l'absorption et du dichroïsme circulaire de l'état excité.

Avec ε la portion de molécules excitées, on peut écrire le dichroïsme circulaire avec et sans pompe

comme suit :

CDsans pompe = CDS0 (5.6)

CDavec pompe = εCDS1 + (1− ε)CDS0 (5.7)

Ainsi le changement de CD après excitation par la pompe s'écrit :

δCD = ε(CDS1 − CDS0) (5.8)

Par le même raisonnement appliqué à l'absorption on obtient :

δαl = ε(αS1 − αS0)l (5.9)

Pour chaque longueur d'onde, nous sommes donc en mesure de calculer l'absorption et le CD de

l'état excité à partir de nos mesures dynamiques et des spectres d'absorbance et de CD de notre

échantillon. Les résultats de ce calcul sont regroupés dans le tableau 5.3.

On constate que le dichroïsme circulaire de l'état excité est négatif et jusqu'à 50 fois plus grand

que le dichroïsme circulaire de l'état fondamental. Cela indique un grand changement dans l'envi-

ronnement du groupement carbonyle, dû à la torsion du chromophore.
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λ(nm) αS0l CDS0 δαl δCD αS1 CDS1

301 0.4 5.10−4 0.0056 0 0.48 5.10−4

310 0.3 5.7.10−4 0.019 -2.5.10−4 0.59 -3.2.10−3

318 0.3 5.8.10−4 0.009 -2.10−4 0.44 -2.45.10−3

332 0.25 2.7.10−4 0.037 -1.10−3 0.81 -0.015
351 0.3 1.4.10−4 0.04 -1.10−3 0.91 -0.016
355 0.4 1.6.10−4 0.034 -8.7.10−4 0.92 -0.013

Table 5.3 � CD et absorption de l'état excité en fonction de la longueur d'onde calculés à partir des
équations 5.8 et 5.9.

Nous allons essayer de déterminer, grâce à nos mesures et à la règle de l'octant, de quel angle le

groupement carbonyle est tourné dans l'état excité, et si oui ou non le carbonyle est encore tourné

dans l'état intermédiaire GSI.

5.4 Interprétation des résultats

5.4.1 Amplitude du saut de CD. Règle de l'octant

La cétone n'est pas un groupement intrinsèquement chiral car elle est plane. Or on peut observer

un dichroïsme circulaire dans sa bande d'absorption. En e�et, la géométrie des transitions électoniques

du groupement cétone est très sensible à l'environnement de celui-ci, si bien que si la cétone est placée

dans un environnement chiral, elle présentera un signal de dichroïsme circulaire.

La règle de l'octant

La règle de l'octant[54] a été formulée dans les années cinquante dans le but de pouvoir déduire

des mesures de dichroïsme circulaire ou de rotation optique la con�guration spatiale des cétones. Elle

s'applique tout particulièrement à la transition électronique n→ π∗ autour de 290 nm.

Cependant, même si la cétone n'est pas reliée directement à une molécule chirale, on peut aussi

utiliser la règle de l'octant pour déterminer la position d'autres molécules autour de la cétone.

Figure 5.13 � Dé�nition des octants et signe de la perturbation
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L'espace autour de la cétone est divisé en 8 secteurs appelés octants (voir �gure 5.13). L'occupation

par une molécule perturbatrice de l'un ou l'autre octant détermine le signe de la perturbation qu'elle

induit sur le CD.

Les trois plans qui dé�nissent les octants sont des plans nodaux : un perturbateur se trouvant

dans un de ces plans aura une contribution nulle au CD.

La contribution d'un perturbateur diminue avec la distance au chromophore, mais aussi avec la

proximité d'un plan nodal. Un perturbateur très proche de la cétone verra sa contribution fortement

a�aiblie s'il est aussi proche d'un plan nodal.

En notant
−→
RAC le vecteur reliant le perturbateur à la cétone et (x,y,z) ses coordonnées, la contri-

bution du perturbateur A au dichroïsme circulaire sera proportionnelle à [7] :

Θ =
−xyz
R4
AC

(5.10)

Basculement de C=O

Grâce à la protein databank (PDB) nous avons accès à la structure en trois dimensions de la

PYP (voir insert �gure 5.14) et en particulier aux positions des acides aminés dominant le CD du

carbonyle comme la cystéine 69. Nous pouvons donc calculer les positions des di�érents atomes par

rapport à la cétone et en déduire leurs contributions au dichroïsme circulaire.

Pour calculer les variations de dichroïsme circulaire en fonction de l'angle de rotation de la cétone

atour de l'axe de liaison C2-C3 grâce à l'équation 5.10 nous prenons en compte les contributions des

atomes N69 et S69. Les contributions des atomes de carbone proches sont négligées par rapport à

l'azote et au sou�re car ils sont beaucoup moins polarisables.

On voit �gure 5.14 que le dichroïsme circulaire à l'état fondamental, donc à angle nul, est positif

et très faible. Expérimentalement nous observons un saut de dichroïsme circulaire pour l'état excité

environ 50 fois plus grand en valeur absolue et négatif.

Nous ne pouvons pas directement appliquer la règle de l'Octant à l'état excité car celle-ci cor-

respond aux états électroniques fondamentaux du groupement carbonyle. Il est donc di�cile de

déduire précisément de la valeur du CD dans l'état excité une valeur de l'angle de rotation de C=O.

Cependant, d'après les trajectoires déterminées pour la photo-isomérisation de la protéine[55], cette

rotation doit s'e�ectuer vers l'avant, si l'on se réfère à l'insert de la �gure 5.14, ce qui correspond bien

à un mouvement vers le fort pic de CD négatif calculé par la règle de l'octant. Ainsi, nous pouvons

quand même estimer que l'état excité peut correspondre à une rotation d'environ 45° du groupement

carbonyle. Lors d'une telle rotation, la distance entre C=O et S69 ne change pas beaucoup, ce qui

préserve la liaison covalente avec la protéine.

D'après les données de la PDB on sait aussi que dans I0 la liaison C=O a basculé de 180°. On

voit �gure 5.14 qu'une telle rotation n'induit pas un grand changement de dichroïsme circulaire.

Le saut de CD juste après excitation que nous observons nous amène donc à concevoir que le
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Figure 5.14 � Dichroïsme circulaire induit sur la liaison C=O par les perturbateurs N69 et S69 en fonction de la
rotation de C=O atour de l'axe de liaison C2-C3

groupement C=O e�ectue une rotation partielle dans l'état excité. Cette hypothèse est con�rmée

par les observations de F. Schotte et al. [56] qui montrent que la liaison C=O e�ectue une rotation

de 90° dans le premier intermédiaire détecté du photocyle. Ce n'est que dans les étapes suivantes que

la rotation s'accentue jusqu'à la position correspondant à une liaison C=C cis.

Grâce à nos observations nous comprenons aussi les conclusions de Van Wilderen et al. concernant

l'étape clef d'entrée dans le photocycle[47] : en e�et, si dans l'état excité la liaison C=O n'est tournée

que d'environ 40°, on comprend que ce mouvement ne brise pas à coup sûr sa liaison hydrogène avec

la Cys69, ce qui empêche d'entrer dans le photocyle dans 70 % des cas pour la PYP sauvage.

L'amplitude du saut de CD nous donne ainsi des informations qualitatives sur la structure sup-

posée de l'état excité, même si l'application de la règle de l'Octant dans un état excité n'est pas

forcément justi�ée.

De plus, la décroissance du CD que nous observons après excitation n'est pas compatible avec une

plus forte rotation de C=O dans l'état excité. En e�et, l'état GSI est un état électronique fondamental

pour lequel la règle de l'octant s'applique bien. Alors si nous imaginons un état excité très tordu, il

faut envisager que GSI soit tordu lui aussi, ce qui ralentit la décroissance du CD par rapport à nos

observations expérimentales (voir plus loin).

Grâce à la règle de l'octant nous pouvons interpréter la vitesse de décroissance du CD en la

rattachant à la structure de GSI : nous allons dans la suite montrer que nos résultats ne sont pas

compatibles avec un GSI dont le CD est égal à celui de l'état excité, ce qui signi�erait un GSI dans

lequel le carbonyle est tordu d'environ 20 à 45°.
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5.4.2 Calcul des dynamiques d'absorption et de dichroïsme circulaire

A�n de pouvoir interpréter nos courbes de dynamique de dichroïsme circulaire nous avons e�ectué

un calcul théorique à partir des équations de population des états de la protéine impliqués.

Description des états de la protéine

Les expériences menées par Larsen et al [51] ont permis d'établir un modèle cinétique de la pho-

toexcitation du PYP montrant que l'état excité est en fait constitué de trois états excités di�érents.

Deux modèles permettent d'ajuster les résultats expérimentaux :

� dans le modèle homogène, l'absorption d'un photon provoque la transition de l'état fondamental

vers un premier état excité. Ce dernier relaxe vers GSI et vers un deuxième état excité. Qui

fait de même vers un troisième état excité. Les trois états excités peuvent aussi relaxer vers I0
et entrer dans le photocycle.

� dans le modèle hétérogène, la transition se fait simultanément vers les 3 états excités qui

relaxent tous vers l'état fondamental via GSI ou vers I0.

Changenet-Barret et al[53] ont utilisé le modèle dit hétérogène établi par Larsen pour e�ectuer

une analyse ciblée de spectres transitoires de la PYP. Cela leur a permis de déduire les taux de

relaxation et les populations relatives des di�érents états du modèle.

Les di�érents états et taux de relaxation du modèle utilisés dans [53] sont expliqués dans la �gure

5.15.

Figure 5.15 � Modèle cinétique utilisé pour l'analyse target de la PYP [53]. xi sont les populations relatives des trois
états excités S1. ki sont les taux de relaxation de chaque état S1. Les rapports d'embranchement φi correspondent
aux rendements de formation de l'intermédiaire I0 à partir des états S1. De la même façon (1-φi) correspond aux
rendements de formation de GSI à partir de S1. Le taux de formation de I1 à partie de I0 est noté kI0 . Le rendement
du processus I0 →I1 est supposé égal à 1. Le taux de relaxation de GSI est noté kGSI

Ce modèle nous a permis d'établir l'évolution temporelle des populations des di�érents états du

PYP après excitation.
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Equations des populations

A partir du modèle cinétique, nous pouvons écrire les équations régissant l'évolution des popula-

tions :

dNS1

dt
= −kiNS1 (5.11)

dNGSI

dt
= ki(1− Φi)NS1 − kGSINGSI (5.12)

dNI0

dt
= kiΦiNS1 − kI0NI0 (5.13)

dNS0

dt
= kGSINGSI (5.14)

dNI1

dt
= kI0NI0 (5.15)

En considérant qu'après excitation, seules 6.6 % des molécules ont été excitées, la résolution des

équations précédentes nous donne l'évolution des fractions des populations des di�érents états de la

PYP, dé�nies comme X= N
N0

:

XS1 = 0, 066
3∑
i=1

xie
−kit (5.16)

XGSI = 0, 066
3∑
i=1

kixi(1− Φi)
kGSI − ki

(e−kit − e−kGSI t) (5.17)

XS0 = 0, 934 + 0, 066
3∑
i=1

kGSIkixi(1− Φi)
kGSI − ki

[
1− e−kit

ki
+
e−kGSI t − 1

kGSI

]
(5.18)

XI0 = 0.066
3∑
i=1

kiΦixi
kI0 − ki

(e−kit − e−kI0 t) (5.19)

XI1 = 0.066
3∑
i=1

Φixi(1 +
kie
−kI0 t − kI0e−kit

kI0 − ki
) (5.20)

Nous allons maintenant utiliser ces équations pour calculer l'absorption et le dichroïsme circulaire

en fonction du délai pompe-sonde.

Expression de l'absorption et du CD

Pour calculer la variation d'absorption et de CD induits par la pompe en fonction du délai pompe

sonde, nous utilisons les paramètres cinétiques déduits des analyses target de [53](tableau 5.4).

Nous établissons l'expression de la variation d'absorption :

δαl = XS1αS1l + (XS0 − 1)αS0l +XGSIαGSI l +XI0αI0l +XI1αI1l (5.21)

Avec αS1 = αexc et αS0 = α0 donnés dans le tableau 5.3. D'après [53] l'absorption de GSI aux
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longueurs d'ondes qui nous intéressent est environ un tiers de celle de S1 et l'absorption de I0 est

égale à celle de S0. On peut ajouter que d'après [57] l'absorption de I1 est aussi égale à celle de S0
dans le domaine de longueurs d'ondes étudié.

Nous établissons de même l'expression du saut de CD :

δCD = XS1CDS1 +XS0CDS0 +XGSICDGSI +XI0CDI0 +XI1CDI1 (5.22)

Avec CDS1 et CDS0 donnés dans le tableau 5.3. Le CD de I0 et I1 est estimé à partir de la courbe

�gure 5.14 en considérant que dans ces états la rotation du groupement C=O est de 180°C : alors

CDI0 = CDI1 = −1.3CDS0 .

Pour le calcul du CD nous considérons deux cas distincts :

� si le carbonyle dans GSI a la même position que dans S1 alors CDGSI = CDexc

� si le carbonyle dans GSI a la même position que dans S0 alors CDGSI = CD0

Si les dynamiques de CD issues de ces deux cas di�èrent, et que l'une d'entre elle correspond aux

résultats expérimentaux, nous pourrons conclure quant à la position du carbonyle dans l'intermédiaire

GSI.

Populations relatives Rapports d'embranchement Taux de relaxation (ps−1)
x1 = 0.29 ± 0.02 Φ1 = 0.63 ± 0.08 k1 = 1.3 ± 0.1
x2 = 0.44 ± 0.01 Φ2 = 0.01 ± 0.03 k2 = 0.21 ± 0.01
x3 = 0.27 ± 0.03 Φ3 = 0.01 ± 0.03 k3 = 0.038 ± 0.001

kGSI = 0.27 ± 0.02
kI0 = 0.0019 ± 0.0002

Table 5.4 � Paramètres du modèle cinétique pour le mutant R52Q

5.4.3 Résultats de la simulation et comparaison à l'expérience

Pour chaque longueur d'onde, nous avons e�ectué le calcul du saut CD et d'absorption d'après

les équations 5.21 et 5.22 et avec les paramètres cinétiques du tableau 5.4 et les valeurs de CD et

d'absorption pour chaque état déterminées plus haut.

Nous obtenons des courbes de l'allure donnée �gure 5.16. Ces courbes peuvent être ajustées de

manière approchée avec une fonction exponentielle décroissante, comme nous l'avons fait avec les

courbes expérimentales, et nous en déduisons les constantes de temps de l'évolution du CD et de

l'absorption pour les di�érentes longueurs d'onde.

A 301 nm nous n'observions pas de changement de CD : nous ne faisons pas apparaitre cette

longueur d'onde dans les résultats.

Nous pouvons constater dans le tableau 5.5 que, quelle que soit la longueur d'onde, le temps de

relaxation du CD dans le cas où l'on considère que GSI a le même CD que l'état excité est très

long : de l'ordre de 9 ps. Ceci est en contradiction avec nos observations expérimentales (voir �gure

5.17) : à toutes les longueurs d'onde auxquelles on a pu observer le saut de CD, celui-ci relaxe très

rapidement (en 2 ou 3 ps) vers la valeur de départ.
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Figure 5.16 � Absorption et CD calculés à partir des équations des populations et du modèle cinétique. En noir
le cas où le carbonyle dans GSI a la même position que dans S1. En rouge le cas où le carbonyle dans GSI a la même
position que dans S0. En bleu l'absorption. Sur cette �gure, absorption et CD sont normalisés pour varier entre 1 et
0 a�n de faciliter la comparaison à l'÷il des constantes de temps

λ (nm) τabsorption (ps) τCDGSI=CDexc (ps) τCDGSI=CD0 (ps)
310 3.0 9.7 4.5
318 1.6 9.9 4.6
332 4.3 8.8 4.2
351 4.2 8.8 4.2
355 3.6 8.8 4.2

Table 5.5 � Résultats des ajustements exponentiels des calculs du CD et de l'absorption en fonction du retard
pompe sonde

Le modèle utilisé par la simulation peut être d'autant plus validé lorsque l'on trace ensemble la

simulation de l'absorption et le résultat expérimental (voir �gure 5.18) : les deux tracés coïncident

parfaitement sans besoin de normalisation car le calcul de δα est moins sujet au bruit que celui de

δCD.

De cette simulation nous pouvons donc déduire que, dans l'état intermédiaire GSI, le carbonyle

est revenu à sa position initiale.
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Figure 5.17 � Superposition des deux simulations de variation de CD et d'une courbe expérimentale pour une
sonde à 332 nm. En bleue la courbe expérimentale, en rouge le cas où GSI a la même con�guration que S0, en noir le
cas où GSI a la même con�guration que S1. Les courbes sont normalisées pour varier entre -1 et 0 a�n de faciliter la
comparaison des constantes de temps.

Figure 5.18 � Superposition d'une courbe expérimentale et de la simulation à 332 nm pour le saut d'absorption.
Sans besoin de renormaliser les courbes se recouvrent très bien. Le saut d'absorption est sans unités.

5.5 Conclusion de l'expérience

La mesure du CD résolu en temps par la méthode du compensateur de Babinet Soleil est fasti-

dieuse et donne des résultats très bruités. Cependant, son application à l'étude de la PYP nous a

permis d'extraire d'importantes informations.

L'observation d'un grand saut de CD négatif instantanément après excitation et l'application

de la règle de l'octant au groupement carbonyle du chromophore nous donne des indices inédits sur
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l'amplitude de la rotation de ce groupement dans l'état excité. Cette rotation de près de 45° en moins

d'une picoseconde n'a jamais pu être observée par les autres méthodes de spectroscopie.

Cette rotation, plutôt faible en comparaison de la position du groupement carbonyle après l'iso-

mérisation trans-cis, explique pourquoi seules 30 % des protéines rentrent dans le photocycle : seules

les molécules dont la rotation a été assez brutale pour rompre les liaisons hydrogène avec la Cys69

vont entrer dans le cycle.

De plus, le fait de mesurer le CD dans une gamme de longueurs d'onde dans laquelle les produits

du photocyle absorbent peu (bien que pris en compte dans les simulations) nous permet de conclure

quant à la position du groupement carbonyle dans l'intermédiaire GSI.

En ce qui concerne cette problématique, la dynamique du saut d'absorption ne donne aucune

information puisque l'absorption ne dépend pas de la position de C=O. Seule la dynamique de CD

nous a permis de conclure sur le fait que C=O a retrouvé sa position initiale dans l'intermédiaire

GSI. Cela nous amène à penser que GSI a la même structure, ou une structure très proche, que l'état

fondamental mais ses liaisons hydrogène ne sont pas revenues à leur état énergétique initial.
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Chapitre 6

Mouvements des hélices alpha dans la

bacteriorhodopsine

6.1 Les protéines à rétinal

La Bacteriorhodopsine fait partie de la famille des protéines à rétinal : ce sont des protéines trans-

membranaires qui permettent à des ions de traverser la membrane. Nous allons d'abord présenter les

di�érents types de protéines transmembranaires, puis nous intéresser aux particularités des protéines

à rétinal pour arriver à la description de la bacteriorhodopsine.

6.1.1 Les protéines membranaires

La membrane cellulaire est constituée d'une double couche de lipides à laquelle sont accrochées

de nombreuses protéines[4]. Cette double couche lipidique est imperméable aux molécules polaires et

aux ions. Or le fonctionnement de la cellule nécessite souvent l'échange de molécules entre l'intérieur

et l'extérieur du cytosol : par exemple un échange d'ions est nécessaire pour générer un potentiel

d'action le long de l'axone d'un neurone.

C'est pourquoi les protéines de transport transmembranaire sont d'une haute importance dans

le fonctionnement de la cellule. On peut voir �gure 6.1 la structure de la membrane cellulaire et les

protéines qui y sont attachées.

Figure 6.1 � Les di�érents types de protéines membranaires : certaines traversent la membrane et constituent des
pores ou des pompes, d'autres ne se trouvent que d'un seul côté

Il existe deux types de protéines de transport :

117
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� Les canaux ioniques (transport passif) : ces protéines ouvrent ou ferment un port à travers

la membrane et les ions les traversent spontanément en suivant la di�érence de potentiel élec-

trochimique entre l'intérieur et l'extérieur de la cellule. Elles ne sont pas toujours ouvertes.

L'ouverture du port peut être activée par �xation d'un ligand, par une contrainte mécanique

induite par une autre protéine ou par changement du potentiel électrique de la membrane.

� Les pompes et les transporteurs (transport actif) : Ces protéines sont capables de faire traver-

ser la membrane à un ion ou une molécule contre son gradient de potentiel électrochimique.

Elles nécessitent donc un apport d'énergie pour e�ectuer le transport : hydrolyse de l'ATP ou

absorption d'un photon ; ou e�ectuent un co-transport nécessitant l'existence préalable d'un

gradient de concentration d'un ion a�n d'en transporter un second.

Ces deux types de transports sont parfois couplés.

6.1.2 Famille des rhodopsines

Les protéines à rétinal ou rhodopsines sont des pompes à ions possédant un chromophore appelé

rétinal (�gure 6.5(A)). Le rétinal est une des nombreuses formes de la vitamine A. La famille des

rhodopsines se divise en deux familles distinctes : les rhodopsines visuelles (que l'on trouve dans la

rétine) et les rhodospines archaïques (présentes dans les bactéries halophiles)[58].

Les deux familles de protéines n'ont pas de séquences homologues, cependant elles ont des struc-

tures spatiales très comparables caractérisées par 7 hélices transmembranaires au milieu desquelles

est accroché le rétinal : il est lié à la 7ème hélice via une base de Schi� (groupement -CH=N-)

protonée.

Dans tous les cas, l'absorption d'un photon va provoquer l'entrée dans un photocycle aux échelles

de temps très longues (millisecondes, secondes).

Les rhodopsines de la vision

Les rhodopsines de la vision sont d'importants photosenseurs présents dans les yeux de tout le

règne animal.

Rappelons que la rétine est constituée de deux types de cellules :

� les cônes sont sensibles aux lumières intenses et aux couleurs, il sont de 3 types correspondant

aux trois couleurs primaires de la lumière (vert, rouge et bleu)

� les bâtonnets ne sont pas sensibles à la couleur et permettent de détecter de faibles intensités

lumineuses : c'est dans ces cellules que se trouvent les rhodopsines

Dans le processus de la vision (voir �gure 6.2) , le changement conformationnel de la rhodop-

sine induit par l'absorption d'un photon va provoquer la fermeture d'un canal ionique à Na+. Le

changement de concentration en ions sodium va alors hyperpolariser la membrane, ce qui inhibe

l'émission de neurotransmetteurs. Ces neurotransmetteurs étant eux-même inhibiteurs des neurones

post-synaptiques, cela revient à exciter le neurone post-synaptique et transmettre un signal au cer-

veau.
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Figure 6.2 � Action de la lumière sur un batonnet

La rhodospine est donc à la base de la détection de la lumière.

Elle peut être aussi impliquée dans la gestion des cycles circadiens[59].

Les rhodopsines archaïques

Les rhodopsines archaïques sont des protéines des bactéries halophiles[60] c'est à dire les bactéries

qui vivent dans les milieux extrêmement salins (jusqu'à 5 mol.L−1 de NaCl). Ces bactéries archaïques

sont capables d'e�ectuer une forme ancienne de photosynthèse n'impliquant pas de chlorophylle[61].

Deux types de protéines sont impliquées respectivement dans la photosynthèse et la respiration

des bactéries halophiles : les rhodopsines et les caroténoïdes. Elles constituent respectivement les

membranes pourpres et les membranes rouges de la bactérie.

Ces bactéries sont responsables de la coloration rose des eaux très salées.

En présence d'oxygène, la bactérie absorbe directement la molécule grâce aux caroténoïdes et

évite la lumière (voir �gure 6.3).

Si elle se trouve confrontée à un manque d'oxygène, une méthode alternative de production d'ATP

va se développer. La bactérie va être attirée par les zones lumineuses. La membrane pourpre, porteuse

des rhodopsines va se développer. Ces rhodopsines ont di�érents rôles [61] :

� La bacteriorhodopsine agit comme une pompe à proton photoactivable. L'établissement d'un

gradient de protons va entrainer la production d'ATP par l'ATP-synthase

� L'halorhodopsine agit comme une pompe à ions chlorure, pour maintenir la neutralité du milieu

intra cellulaire

� deux rhodopsines sensorielles sont responsables de la recherche ou de l'éloignement de la lumière

Ainsi les halobactéries utilisent la lumière comme déclencheur de la production d'ATP, ce qui est

bien une forme de photosynthèse.
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Figure 6.3 � Gestion de l'énergie dans une halobactérie

6.2 La bacteriorhodopsine

La bacteriorhodopsine est une protéine très étudiée depuis 30 ans[62], des milliers d'articles ont

été publiés à son sujet et des conférences lui sont dédiées. Cette protéine est importante car elle

constitue un modèle simple pour les récepteurs membranaires appelés protéines G (dont font partie

la plupart des protéines cibles des drogues). De plus c'est un prototype de transport membranaire,

mécanisme fondamental pour la vie des cellules.

6.2.1 Structure

La structure de la bacteriorhodopsine a été résolue par cristallographie électronique en 1975[63].

Comme toutes les rhodopsines, la bacteriorhodopsine est constituée de 7 hélices alpha transmem-

branaires (voir �gure 6.4). Le rétinal est relié à l'hélice 7 par sa base de Schi�. A l'état fondamental,

le rétinal est tout-trans (voir �gure 6.5) et la base de Schi� est protonée.

Comme dit plus haut, la fonction de la bacteriorhodopsine est de transférer un proton de l'intérieur

à l'extérieur de la cellule. Nous allons maintenant détailler le photocycle qui permet ce transfert.
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Figure 6.4 � Structure en 3 dimensions de la bacteriorhodopsine à travers la membrane cellulaire [4]

6.2.2 Photocycle

Après absorption d'un photon par le rétinal, la bacteriorhodopsine entre dans un photocycle : la

protéine et le chromophore subissent un enchaînement de changements conformationnels.

Figure 6.5 � (A) Le rétinal est lié à la protéine via une liaison covalente avec la Lys216. Cette liaison met en jeu
la base de Schi� protonée. Après absorption d'un photon le retinal tout-trans s'isomérise dans la con�guration 13-cis.
(B) Les di�érentes étapes du photocycle de la bacteriorhodopsine. [64]
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Forme adaptée à la lumière

Lorsque la bacteriorhodopsine est soumise à une illumination, le chromophore adopte la structure

tout-trans. Alors si ce dernier absorbe un photon, le photocycle e�ectif, avec transfert de proton à

travers la membrane, peut avoir lieu. On appelle cette forme de la bacteriorhodopsine forme "adpatée

à la lumière".

Cependant, si la bacteriorhodopsine est gardée dans l'obscurité, un équilibre conformationnel

s'établit entre deux structures du chromophore [65] : tout trans, et 13-cis 15-cis. A l'équilibre, une

solution de bacteriorhodopsine va présenter les deux formes du chromophore en égales quantités.

La forme 13-cis 15-cis peut absorber un photon. Mais l'absorption d'un photon ne mènera pas à

un photocycle fonctionnel : aucun proton n'est transféré à travers la membrane. Cette forme est la

forme non adaptée à la lumière.

Pour être sûr d'avoir une solution de bacteriorhodospine adaptée à la lumière, nous plaçons la

cuve pendant plusieurs heures sous une lampe blanche avant de procéder à une mesure pompe-sonde.

Détails des étapes

Le photocycle se décompose en étapes bien déterminées :

bR→K : L'absorption d'un photon à 570 nm par le rétinal provoque l'isomérisation du rétinal de

tout-trans à 13-cis et la déprotonation de la base de Schi�[66].

L→M : Le proton est transféré de la base de Schi� à l'Asp85. Le maximum d'absorption de la

base de Schi� est maintenant à 410nm.

Simultanément à la formation de l'intermédiaire M, un proton est libéré dans le milieu extracel-

lulaire par le groupement PRC (proton release complex) constitué de Glu194, Glu204, Arg82[67] et

de molécules d'eau[64][66].

Il est reconnu que l'intermédiaire M est en fait constitué de deux étapes M1 et M2 qu'on ne dis-

tingue pas en spectroscopie[68][69]. D'après de précédentes études, c'est lors de la transition M1→M2

qu'un grand changement conformationnel a lieu sur la face cytoplasmique de la protéine, permettant

de changer l'accessibilité de la base de Schi�[70]. Dans M1 la base de Schi� est connectée avec le

milieu extracellulaire tandis que dans M2 elle ne peut interagir qu'avec le milieu intracellulaire. Cette

étape est primordiale pour l'unidirectionnalité du transfert de proton[69].

M2→N : Le mouvement de la protéine et de la base de Schi� permet la reprotonation de cette

dernière par Asp96.

N→O : le résidu Asp96 est reprotoné grâce à la capture d'un proton du cytoplasme. Cette étape

est accompagnée de l'isomérisation du rétinal de 13-cis vers tout-trans.

Dans la dernière étape, un proton est transféré en interne entre Asp85 et le PRC pour rétablir

l'état de protonation initial.

Tous ces transferts de protons sont accompagnés de fortes variations des pKa des di�érents résidus

impliqués, permettant la favorisation ou la défavorisation des réactions acide-base. En particulier,
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l'isomérisation cis-trans du rétinal permet de changer le pKa a�n de décrocher le proton[71].

Les constantes de temps des di�érentes étapes sont résumées �gure 6.5.

Changements conformationnels

Dans notre étude, nous nous intéressons aux mouvements de la protéine au cours du photocycle.

Les distorsions et isomérisations du rétinal sont bien connues et mesurées, cependant les mouvements

du reste de la protéine ne sont pas prouvés et les études se contredisent parfois (les résultats de

di�raction par rayons X de l'intermédiaire M[70] ne donnent pas les mêmes conclusions que les

mesures par cryo-microscopie électronique[72][73]).

Un schéma du mouvement des hélices α de la bactériorhodopsine au cours du photocycle semble

cependant émerger(voir �gure 6.6). Il apparaît alors que la plus grosse torsion des hélices alpha a

lieu dans l'intermédiaire M2. L'intermédiaire L a lui aussi une hélice un peu tordue, l'hélice C.

Figure 6.6 � Représentation de la structure de la bacteriorhodopsine au cours des étapes du photocycle[62]. Les
hélices F et G subissent une torsion dans l'intermédiaire M. L'hélice C se plie légèrement dans l'intermédiaire L

La �gure 6.6 n'indique par si l'intermédiaire M1 est lui aussi distordu.
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Nous espérons que ce mouvement des hélices modi�e assez le dichroïsme circulaire pour pouvoir

le mesurer. S'il s'avère que l'intermédiaire M1 a des hélices tordues, nous devrions observer un

changement de dichroïsme circulaire avec une constante de temps de 40 µs. Si la torsion n'intervient

qu'entre M1 et M2 nous ne devrions pas voir de changement de CD avant plusieurs centaines de

microsecondes.

Notons que le changement de dichroïsme circulaire induit par ce mouvement sera très faible en

comparaisons de ceux mesurés dans le PGA par exemple : ici nous ne voulons mesurer qu'une torsion

d'une ou de plusieurs hélices, alors que dans le PGA nous avons mesuré le dépliement d'une grosse

partie d'une hélice.

6.3 Montage expérimental et résultats

6.3.1 Montage

Le montage expérimental de l'expérience pompe sonde est le même que pour le T-jump à l'ex-

ception que le faisceau du laser Nd-YAG ne passe pas dans l'OPO mais est utilisé directement pour

pomper l'échantillon (voir �gure 3.1).

Le laser pompe étant très intense il est nécessaire de mettre des �ltres pour éviter de détruire

trop vite l'échantillon[74].

Nous n'utilisons pas le laser pompe à sa puissance maximale mais seulement au niveau 2 sur 10.

Il est ensuite atténué par un �ltre NG3 qui divise l'intensité par 100. Nous obtenons une puissance

de 3mW avant le �ltre soit des impulsions ayant une énergie de 1 µJ au niveau de l'échantillon.

La solution de bacteriorhodopsine, préparée au laboratoire (voir annexe C), est placée dans une

cuve de 1 mm de longueur. Cette cuve est placée sur un support en rotation et translation verticale

a�n d'éviter la décantation et la dégradation trop rapide de l'échantillon par la pompe.

Pour aligner ensemble les faisceaux pompe et sonde nous utilisons un échantillon de fuchsine qui

présente un très fort signal pompe sonde visible directement à l'oscilloscope. L'optimisation de ce

signal dans une cuve de fuchsine placée au même endroit que l'échantillon permet de s'assurer une

bonne superposition des faisceaux.

6.3.2 Résultats

Comme attendu, la mesure de variation de dichroïsme circulaire dans la bactériorhodospine s'est

révélée très fastidieuse : le saut de CD sort du bruit environ une mesure sur deux. Le saut d'absorption,

même en moyennant sur de nombreuses acquisitions, reste très bruité.

Cependant, en faisant la moyenne de toutes les courbes d'absorption, et la moyenne des quelques

mesures pour lesquelles un saut de CD ressortait, nous obtenons les courbes présentées �gure 6.7.

La courbe d'absorption peut être ajustée par la fonction 4.17 pour prendre en compte le temps

de réponse du système (voir �gure 6.7), et l'on trouve une constante de temps de 12 µs.

Si l'on trace une exponentielle décroissante de constante de temps 12 µs sur la courbe de CD, et

en ajustant son amplitude, on trouve que les deux courbes coïncident bien.
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Figure 6.7 � Variation d'absorption (sans unité), à gauche, et de CD (�ltrée par FFT, sans unité), à droite, après
excitation de la Bacteriorhodopsine par une impulsion à 532 nm.

De plus, nous n'observons pas d'autre changement de dichroïsme circulaire sur des échelles de

temps plus longues.

Nous pouvons donc déduire de nos mesures qu'il existe une dynamique conformationnelle dans la

Bacteriorhodopsine après excitation du chromophore : cette dynamique a lieu sur une échelle de la

dizaine de microsecondes et concerne les hélices alpha qui sont la structure sondée à 220 nm.

6.4 Interprétation

Le changement de dichroïsme circulaire que nous avons mesuré intervient sur une échelle de temps

de l'ordre de la dizaine de microsecondes.

Cette mesure montre, en opposition avec de précédents résultats[70], qu'un changement confor-

mationnel a lieu dans les hélices alpha avant la transition M1 vers M2.

En e�et, l'échelle de temps que nous mesurons est légèrement plus courte que celle associée à la

transformation L vers M1 (voir �gure 6.5). Nous pouvons alors envisager que des torsions des hélices

ont lieu à la fois dans L et dans M1 et que l'échelle de temps observée se situe entre les constantes

de temps de formation de ces deux intermédiaires.

Nous pouvons néanmoins con�rmer que l'intermédiaire M1 doit avoir une con�guration dans

laquelle les hélices sont tordues, bien avant la formation de M2.

Rappelons que dans l'expérience de saut de température sur le PGA nous avons mesuré des

changements de dichroïsme circulaire de l'ordre de 4.10−4 correspondant à un dépliement de 2.7 %

en fraction d'hélice. Ici nous mesurons un saut de CD plus de deux fois plus petit, environ 1, 7.10−4,

ce qui correspond à une très petite variation d'hélicité que l'on peut relier à la torsion d'une ou

plusieurs hélices.

Nous ne pouvons pas aller plus loin quantitativement car il faudrait pouvoir calculer la relation

entre le CD et la torsion d'une hélice.
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Conclusion

La compréhension des mécanismes internes des protéines est essentielle pour la compréhension du

monde vivant dans son ensemble. Ces mécanismes sont à la base de fonctions fondamentales d'un être

vivant, et leur défaillance peut provoquer des maladies qu'on ne sait pas toujours comment soigner.

Lors de ce travail de thèse nous avons étudié di�érents aspects des changements conformationnels

pouvant avoir lieu dans les protéines.

L'étude du dépliement du PGA constitue un pas vers l'élucidation du repliement des protéines et

nous permet de mettre en exergue la complexité d'un tel phénomène. De plus la mise en avant des

complications liées à l'utilisation de l'eau ou de l'eau lourde comme solvant pose des questions sur la

validité de mesures e�ectuées par des méthodes Infra-rouge.

Nous avons montré que le changement de solvant in�ue sensiblement sur la stabilité et la dy-

namique de repliement du PGA. Ainsi, à basse température, le dépliement est plus lent dans l'eau

lourde que dans l'eau, et ce rapport s'inverse à haute température, indiquant un grand changement

dans la thermodynamique du phénomène.

La di�érence entre l'eau et l'eau lourde n'est montrée que pour le repliement du PGA. Nous

espérons pouvoir renouveler cette expérience pour l'étude d'autres polypeptides formant des hélices

α, tels que la polyalanine, a�n de véri�er si l'e�et que nous avons observé est lié au caractère acide

du PGA et à la dépendance de la constante d'acidité avec le solvant utilisé.

Bien qu'il ne s'agisse ici que de l'étude d'un mécanisme élémentaire, le repliement d'une hélice α,

ces résultats nous permettent d'entrevoir la di�culté et les précautions à prendre dans le choix des

méthodes expérimentales utilisées pour étudier le repliement des protéines. En e�et, le repliement

des protéines semble pouvoir être in�uencé par d'in�mes changements de l'environnement.

L'étude de la PYP nous a permis d'utiliser une méthode de mesure du dichroïsme circulaire

originale développée au LOB par Claire Niezborala et François Hache[15]. Cette technique, quoi que

fastidieuse, montre la puissance de la mesure du dichroïsme circulaire par rapport à une mesure en

absorption.

A l'aide de notre mesure pompe-sonde nous avons déduit la dynamique de relaxation du CD

après excitation du chromophore de la PYP. Cette relaxation s'e�ectuant en quelques picosecondes,

nous avons pu en déduire que le chromophore dans l'intermédiaire GSI par lequel l'état excité relaxe

vers l'état fondamental, a nécessairement la même structure spatiale que dans l'état fondamental. Au

contraire, la relaxation de l'absorption ne nous permettrait pas de discriminer les deux hypothèses

faites concernant la structure du chromophore dans l'intermédiaire GSI.

Grâce au dichroïsme circulaire nous avons donc déduit des résultats inédits sur le comportement

du chromophore dans le photocycle de la PYP. Cela montre que, même si le dichroïsme circulaire

est une grandeur di�cile à mesurer, on peut en tirer de grandes informations et il est nécessaire de

continuer à développer les méthodes qui l'utilisent.

La mesure de la dynamique du dichroïsme circulaire dans la bacteriorhodopsine n'est ici qu'une

ouverture. Le signal, très faible, donne seulement des informations qualitatives quant au moment où
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le changement conformationnel a lieu dans les hélices alpha de la protéine.

Nous avons observé un petit saut de dichroïsme circulaire sur un temps de 12 microsecondes. Ce

résultat indique qu'un changement de la conformation des hélices α de la protéine a lieu avant l'étape

déterminante M1 vers M2 pendant laquelle l'accessibilité de la base de Schi� bascule.

Ainsi, même si cette étape est déterminante dans le transfert de proton, un mouvement des hélices

a lieu bien avant.

Cependant, notre mesure très qualitative ne nous permet aucunement de dire quelle hélice bouge,

ni quelle est l'amplitude du mouvement.

Pour aller plus loin on pourrait faire la mesure à d'autres échelles de temps, a�n de tenter de voir

si le dichroïsme circulaire subit d'autres changements, par exemple à l'échelle de la transformation

M1 vers M2.

Toutes ces expériences ne sont qu'un début et nous invitons les futurs étudiants en thèse à

appliquer ces systèmes expérimentaux à d'autres protéines ou molécules chirales. De plus les systèmes

d'acquisition que nous avons utilisés ne sont pas parfaits (temps de réponse, bruit) et nécessitent

l'apport de nouvelles améliorations a�n de rendre la mesure du dichroïsme circulaire plus facile et

précise.

Pour conclure, n'oublions pas que la mesure du dichroïsme circulaire résolu en temps est une

méthode d'étude des protéines parmi d'autres. C'est souvent la complémentarité, le croisement des

informations données par di�érentes méthodes, qui permet d'élucider pleinement un mécanisme de

repliement.
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Annexe A : spectrophotomètre à dichroïsme circulaire

Motivations

Lors de nos expériences, nous soumettons les protéines à des rayonnements lasers impulsionnels

intenses ainsi qu'à de brusques changements de température. Ces perturbations peuvent mener à un

dépliement ou à une dénaturation des protéines étudiées. Il est donc nécessaire de pouvoir contrôler

l'état de l'échantillon au cours d'une série d'expériences.

Mesurer le spectre d'absorption n'est souvent pas su�sant : par exemple, dans le cas d'une

protéine à chromophore, il se peut que le chromophore soit intact mais la protéine dépliée, alors le

spectre d'absorption peut rester inchangé.

Nous avons donc besoin d'un spectrophotomètre à dichroïsme circulaire a�n de véri�er si la

structure secondaire de la protéine est restée inchangée tout au long de l'expérience.

Les spectrophotomètres à dichoïsme circulaire sont des appareils rares et coûteux, nous avons

donc décidé d'en mettre un au point.

Principe et mise en oeuvre

La mesure d'un spectre de dichroïsme circulaire nécessite :

� une source accordable en longueur d'onde

� la génération d'ondes polarisées circulairement droite et gauche

� une détection permettant de mesurer la di�érence d'absorption entre les deux types d'ondes

Nous nous intéressons principalement au dichroïsme circulaire relié aux structures secondaires

des protéines, nous devons donc utiliser une source qui émet dans l'UV lointain. Nous avons choisi

une lampe au Deuterium.

La sélection en longueur d'onde se fait à l'aide d'un monochromateur UV-visible.

Un modulateur photoélastique (PEM) précédé d'un polariseur linéaire permet la génération des

ondes polarisées circulairement alternativement gauche et droite à une fréquence de 50 kHz.

La lumière traverse l'échantillon et est collectée par un photomultiplicateur. Le signal du PM est

ensuite envoyé sur un ampli�cateur Lock-In a�n de détecter l'amplitude de modulation du signal à

50 kHz.

Le signal lock-in est noté LI et est proportionnel à la di�érence d'intensité Id − Ig.

On calcule le CD comme dans l'équation 2.11 soit :

CD =
√
2

LI

PMmoyen

(6.1)

La
√
2 vient du fait que l'ampli�cateur lock-in renvoie la valeur RMS de la tension et non pas la

valeur pic-pic.
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L'ensemble du dispositif est dirigé par un programme Labview.

Figure 6.8 � Montage expérimental du spectrophotomètre à dichroïsme circulaire. Les �èches rouges représentent
les ordres donnés par l'ordinateur, les �èches bleues la collecte des données.

Le montage est résumé sur la �gure 6.8.

Le modulateur photoélastique

Pour générer les ondes polarisées circulairement droite et gauche nous avons besoin d'une lame

anisotrope pouvant alterner entre la con�guration +quart d'onde et -quart d'onde. L'utilisation de

l'ampli�cateur lock-in est plus aisée à haute fréquence, on ne peut donc pas utiliser la cellule de

Pockels comme dans l'expérience de T-jump car celle-ci a un temps de réponse assez long.

L'utilisation d'un modulateur photoélastique s'impose donc.

Le modulateur photoélastique repose sur le principe selon lequel une contrainte mécanique sur

une lame de matériau isotrope va rendre cette lame anisotrope avec un axe orienté suivant la direction

de la contrainte.

Le modulateur est constitué d'une lame de quartz à laquelle on accole un cristal piézoélectrique.

Ce cristal est alimenté avec une tension sinusoïdale de fréquence égale à la fréquence de résonance

de la lame. La vibration du cristal va engendrer de fortes contractions et dilatations de la lame

parallèlement à la direction de vibration du cristal. En choisissant l'amplitude de la tension appliquée

au piézoélectrique, on peut choisir quel est le déphasage introduit par une dilatation et une contraction

pour une longueur d'onde donnée.
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Ainsi, si le PEM est précédé d'un polariseur linéaire orienté à 45° de ses axes, qu'on choisit la

tension pour que le retard introduit oscille entre +λ
4
et −λ

4
, on obtient à la sortie une lumière dont

la polarisation varie sinusoïdalement entre circulaire droite et circulaire gauche.

Les fréquences d'utilisation des PEMs varient entre 50 et 100 kHz selon le modèle, ce qui convient

à l'utilisation d'un ampli�cateur lock-in.

Di�cultés expérimentales

Les principales di�cultés de ce montage expérimental sont issues de la nature de la source de

lumière.

Nous disposons en e�et d'une source peu intense et non ponctuelle. Par conséquent il est di�cile

d'obtenir un faisceau correctement parallèle sur tout le trajet.

On voit sur la �gure 6.8 que le faisceau est approximativement parallèle au niveau du PEM

puis qu'il subit plusieurs focalisations et défocalisations pour arriver dans l'échantillon puis au PM.

Nous avons véri�é, grâce à un compensateur de Babinet Soleil, que la lumière est bien polarisée

circulairement gauche et droite à la sortie du PEM.

A cause des nombreuses lentilles et de la détection par un photomultiplicateur, même sans échan-

tillon, le signal de Lock-in n'est pas nul, et dépend de la longueur d'onde. Ceci peut être dû à la

présence d'une légère anisotropie des lentilles et des fenêtres d'entrée du PM. Même si ce LI n'at-

teint que quelques pour mille du signal moyen, il est du même ordre de grandeur que le dichroïsme

circulaire que nous souhaitons mesurer.

Il est donc nécessaire de faire un blanc avant chaque mesure. Nous avons dû chercher une position

de l'échantillon qui permettait que le blanc fait sans la cuve soit identique au blanc fait avec une cuve

vide. En e�et, à la position choisie au départ, le signal LI dépendait fortement de l'orientation de la

cuve, rendant la �abilité du blanc très aléatoire et a�ectant ainsi la reproductibilité d'un spectre.

La position choisie et représentée sur le schéma est celle où l'orientation de la cuve n'a aucune

in�uence sur la mesure du blanc. Ainsi nous pouvons avec con�ance comparer deux mesures entre

lesquelles la cuve a été enlevée, vidée, puis remise en place.

Spectres obtenus

Spectres du binaphthol

Le binaphthol est une petite molécule chirale au spectre de CD très caractéristique, avec un

changement de signe du CD. Le spectre de cette molécule nous permet donc de tester si la valeur

du zéro de notre appareil est �able et si l'amplitude des variations de CD mesurées correspond aux

valeurs attendues.

Nous présentons �gure 6.9 le spectre du binaphthol obtenu grâce à un appareil commercial.
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Figure 6.9 � La formule du binaphthol ainsi qu'un spectre de CD obtenu à l'IGR, Institut Gustave Roussy

Nous pouvons constater �gure 6.10 que le spectre obtenu grâce à notre montage correspond très

bien à celui obtenu avec un appareil commercial, les amplitudes relatives des pics positifs et négatifs

sont celles attendues.

Figure 6.10 � Spectre de dichroïsme circulaire du Binaphtol obtenu avec notre appareil

Sachant que les signes des pics de CD sont inversés quand on passe d'un enantiomère du binaphthol

à l'autre, notre montage nous permet par exemple de savoir quel énantiomère nous avons en solution.

Spectres du PGA

Nous avons principalement utilisé notre montage pour mesurer les spectres de CD du PGA en

fonction de la température, mais aussi pour véri�er que l'échantillon était toujours bien replié après

une campagne de T-jump.

L'allure d'un spectre de PGA neuf est présentée �gure 6.11. Le pic à 220 nm est très marqué.
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Figure 6.11 � Spectre du PGA fraichement dilué dans l'eau et ajusté à un pH de 4,7

Au contraire, lorsque le PGA est détérioré, le pic caractéristique des hélices α à 220 nm s'e�ace

comme sur la �gure 6.12. Cette détérioration apparaît soit après soumission à plusieurs jours de

T-jump, soit dans une solution de PGA vieille de plusieurs mois.

Figure 6.12 � Spectre du PGA détérioré

Ainsi nous avons un bon témoin de la qualité de nos échantillons.
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Annexe B : T-jump dans le tampon d'acide acétique

La première campagne de mesure de T-jump dans le PGA a été e�ectuée avec des échantillons

dont le pH était ajusté grâce à un tampon acide acétique/acétate de sodium.

Nous nous sommes ensuite aperçus de deux problèmes sur ces mesures : tout d'abord l'acide

acétique et l'acétate de sodium absorbent dans l'UV lointain (voir �gure 6.13). Ensuite, l'acide

acétique étant un acide faible, son pKa dépend de la température : un T-jump va donc impliquer un

changement de pH.

Figure 6.13 � Spectres d'absorption de l'acide acétique (l=1 mm c=0.3 M) en rouge et de l'acétate de sodium
(l=100 µm c=1.5 M) en noir

Nous présentons tout de même dans cette annexe les résultats obtenus lors de cette campagne de

mesure, et leur exploitation.

Préparation de l'échantillon

Pour cette campagne de mesure nous avons préparé un grand volume d'échantillon qui a ensuite

été gardé au réfrigérateur et utilisé pour renouveler la solution soumise au saut de température.

Pour cela nous avons dissout 100mg de PGA dans un mélange d'acide acétique et d'acétate de

sodium à 0.05 mmol.L−1 puis ajusté le pH par ajout d'acétate de sodium.

La solution ainsi obtenue a une concentration de PGA de 14.5 mg.ml−1 pour un pH de 4.7.

Spectres de CD en fonction de la température

Nous avons mesuré les spectres de dichroïsme circulaire en fonction de la température de cette

solution avec un appareil commercial à l'institut Curie (Université Paris Sud).

Des spectres présentés �gure 6.14 nous pouvons extraire la courbe de fusion du PGA dans l'acide

acétique, ainsi que sa dérivée en fonction de la température.

Nous pouvons constater que la courbe de fusion de cet échantillon est bien plus sigmoïdale que

la courbe de fusion du PGA dans l'eau (voir �gure 4.9) ce qui montre l'in�uence de la présence de

l'acide acétique.
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Figure 6.14 � Spectres de dichroïsme circulaire en fonction de la température du PGA dans un tampon d'acide
acétique dans l'eau.

Figure 6.15 � Courbe de fusion du PGA dans l'acide acétique et sa dérivée. Les courbes rouges représentent
l'ajustement par la méthode décrite partie 4.2

Cette courbe de fusion est utile pour évaluer le saut de température dans chaque expérience de

T-jump à partir du saut de CD observé.



140

Saut de pH

Nous pouvons évaluer le saut de pH issu du saut de température dans une solution d'acide acétique

connaissant la constante d'acidité Ka de l'acide acétique et sa variation avec la température.

D'après la relation isobare de Van't Ho� :

dln(Ka)

dT
=
∆H◦(T )

RT 2
(6.2)

Où ∆H◦(T ) est l'enthalpie standard de la réaction acide base à la température T. A 25°C ∆H◦ =

−0.41 kJ.mol−1.

Si l'on considère la dissolution de l'acide acétique dans l'eau à une concentration de C=0.05

mmol.L−1 comme dans nos échantillons, nous pouvons calculer le pH à 25°C sachant que pKa(25)=4.756.

Si on considère l'avancement de la réaction de l'acide acétique avec l'eau, la constante d'équilibre Ka

peut s'écrire (en négligeant les ions H+ présents dans l'eau au départ) :

Ka =
H2

C −H
(6.3)

avec H la concentration en ions H+. On en déduit H=2,21.10−5mol.L−1 et pH=4,655.

Considérons maintenant que la température s'est élevée de 5°C, alors le pKa est maintenant de

4.743. Le pH est alors égal à 4,651 il a donc diminué de 0,004.

Ce saut de pH paraît tout petit cependant si l'on e�ectue une expérience de T-jump dans une

solution d'acide acétique à pH=4.7 on observe �gure 6.16 un saut d'absorption issu de la di�érence

d'extinction molaire entre l'acide acétique et l'acétate.

Figure 6.16 � Saut de température dans une solution d'acide acétique seul : le saut de pH est instantané, le temps
de relaxation vient de la réponse RC du montage.

De plus, le PGA est lui aussi un acide faible dont le pKa va dépendre de la température : lors

d'un saut de température, il va se déprotoner et la nouvelle valeur de son pKa va aussi in�uencer le

pH global de la solution.
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Résultats du T-jump

Nous avons ajusté les courbes de CD et d'absorbance par la même méthode que pour le PGA

dans l'eau et dans l'eau lourde. Les temps issus de l'absorbance sont présentés sur la �gure 6.17.

Figure 6.17 � Temps de relaxation obtenus dans le PGA dissout dans la solution d'acide acétique à pH=4.7. La
courbe bleue montre la tendance décroissante.

Les temps de relaxation obtenus varient de 2 à 0.7 microsecondes ce qui est globalement plus

lent que les temps obtenus dans l'eau (entre 1.5 et 0.6 µs). On pourrait penser que le dépliement est

ralenti à cause de la présence de l'acide acétique : il se peut que l'équilibre entre l'acide acétique et

le PGA fasse qu'à un même pH le PGA est plus protoné que dans l'eau seule.

Conclusion

Nous ne pouvons pas faire d'étude thermodynamique sur ces temps de relaxation car nous ne

sommes pas en présence d'une simple variation de température du solvant. La réaction mise en jeu

n'est plus seulement le dépliement du PGA mais aussi un échange d'ions H+ avec l'acide acétique.

Nous pouvons conclure qu'il faut prêter une grande attention à la manière d'ajuster le pH quand

celui-ci a une in�uence sur le dépliement que l'on veut observer. L'utilisation de la technique du saut

de température impose d'utiliser un acide fort, dont le pKa ne dépend pas de la température, pour

ajuster le pH de la solution.

Cependant il faut utiliser HCl et NaOH dans des concentrations faibles car une solution d'eau

salée absorbe dans l'UV. Si nous préparons une solution acide/base avec NaOH et HCl dans les

mêmes quantités que celles ajoutées pour ajuster le pH de la solution de PGA à 4.7, nous avons alors

les concentrations suivantes :

[
Cl−

]
= 66.5mmol.L−1[

Na+
]
= 20.6mmol.L−1

Nous avons mesuré le spectre d'absorbance d'une telle solution dans l'UV (voir �gure 6.18) et

pouvons constater une forte absorbance en dessous de 200 nm. A 220 nm l'absorbance atteint 0.106,

soit un coe�cient d'absorption de 1.2 cm−1. A cette même longueur d'onde, le coe�cient d'absorption
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du PGA est mesuré à 46 cm−1. On voit donc que l'absorption de NaCl est négligeable à ces petites

concentrations.

Figure 6.18 � Spectre d'une solution d'acide chrlorhydrique et de chlorure de sodium préparée comme pour un
échantillon de PGA. Longueur de cuve : 2mm
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Annexe C : extraction de la bacteriorhodopsine

La bacteriorhodopsine s'obtient en e�ectuant une culture de la bactérie Halobacterium Salinarium

dans des conditions favorisant le développement de la membrane pourpre c'est à dire en cas de manque

d'oxygène.

Avec l'aide des biologistes du laboratoire j'ai e�ectué la culture et l'extraction de la bacteriorho-

dopsine en suivant le protocole de [75] et celui donné par Anne Colonna dans sa thèse [61].

Culture de la bactérie

Comme son nom l'indique, Halobacterium Salinarium est une bactérie des milieux très salins.

Avant d'e�ectuer la culture en tant que telle, on e�ectue une petite préculture dans un volume

restreint pour véri�er que la bactérie se développe bien.

Ensuite j'ai préparé un litre de milieu de culture avec les quantités suivantes :

NaCl 250 g
MgSO4.7H2O 20 g

Citrate de trisodium 2H2O 3 g
KCl 2 g

Peptone Oxoid L37 1 10 g

La culture est e�ectuée sous illumination constante dans un incubateur entre 37 et 40°C pendant

20 jours : il faut atteindre la phase stationnaire de la croissance pendant laquelle l'oxygène a été

consommé et la bactérie développe la bactériorhodopsine.

Extraction de la membrane pourpre

Le milieu est d'abord centrifugé à 10000 G pendant 15 minutes. On enlève le surnageant et on

dissout dans un premier tampon (125 mL par litre de culture) identique au milieu de culture mais

sans la peptone avec ajout de 10 mg/L de DNase.

Cette suspension est mise à dialyser contre le second tampon contenant uniquement 6 g/L de

NaCl. La di�érence de pression osmotique va provoquer l'éclatement des bactéries.

La suspension dialysée est centrifugée, plusieurs fois jusqu'à ce que le surnageant soit incolore,

40 minutes à 38000 G et 4°C. Entre chaque centrifugation les culots sont resuspendus dans le second

tampon.

Les membranes sont rincées plusieurs fois à l'eau désionisée (suspensions puis centrifugations

successives) puis suspendues dans un petit volume d'eau.

Pour séparer les types de membrane on e�ectue une migration sur gradient de sucrose. Des tubes

d'une solution de sucrose contenant un gradient de 30 % à 50 % de concentration avec un coussin à 60

1. La peptone sert à nourrir les bactéries : il s'agit de protéines à moitié digérées par des réactions enzymatiques
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% sont préparés à l'aide de l'appareil à FPLC(Fast protein liquid chromatography). La suspension de

membrane est déposée en haut de chaque tube sur environ 1cm de hauteur. Les tubes sont centrifugés

pendant 17h à 100000 G.

Lors de cette extraction je n'ai obtenu qu'une bande violette, et aucune bande rouge comme on

s'y attend. Je suppose que c'est dû à la très longue durée de la culture : toute la membrane s'est

convertie en membrane pourpre. On extrait la bande violette avec une seringue puis on rince avec de

l'eau distillée (dissolution puis centrifugation à 23000 RPM deux fois)

J'ai obtenu environ 2 mL de solution de bacteriorhodopsine. Le spectre d'absorbance de cette

solution dans une cuve de longueur 1 mm est présenté �gure 6.19. Il est identique au spectre de la

membrane pourpre donné dans l'article [75].

Figure 6.19 � Spectre d'absorbance de la solution de bacteriorhodopsine obtenue par la culture e�ectuée au
laboratoire
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Résumé

Les protéines sont parmi les molécules les plus importantes du monde vivant. Ce sont en quelque
sorte les abeilles ouvrières de tout organisme. Elles remplissent, entre autres, des fonction enzyma-
tiques, nerveuses, motrices ; elles transportent les petites molécules qui permettent aux cellules de
fonctionner et de s'alimenter.

Au cours de ce travail de thèse nous nous sommes intéressés à l'étude de di�érents aspects des
changements conformationnels pouvant avoir lieu dans les protéines. Tous ces phénomènes ont été
approchés par une méthode commune : la mesure du dichroïsme circulaire résolu en temps. En e�et
le dichroïsme circulaire peut donner des informations quantitatives sur la position d'un chromophore
ou le repliement d'une hélice α ce qui est un grand avantage par rapport à d'autres mesures.

Ainsi nous avons étudié l'in�uence du solvant sur le dépliement de l'acide polyglutamique et
observé des di�érences dynamiques et thermodynamiques entre les polypeptides dissouts dans l'eau
et ceux placés dans l'eau lourde.

Nous avons, par une méthode di�érente, élucidé une étape clef de la relaxation du chromophore
dans la protéine PYP.

En�n nous avons abordé le mouvement des hélices α dans la bactériorhodopsine et ouvert la porte
à la possibilité de changements conformationnels non prédits par d'autres mesures.

Grâce à di�érentes méthodes de mesure du dichroïsme circulaire nous avons pu étudier des phé-
nomènes à des échelles de temps variant de la picoseconde à la microseconde. Nous espérons que ces
méthodes pourront être étendues à l'étude d'autres mécanismes de repliement.

Abstract

Proteins are the most important macromolecules in the living world. They are in a way the
working bees of all the living organisms. They perform many functions such as enzymatic, nervous,
motion functions ; they can transport smaller molecules that allow the cells to feed and function.

During this three years of Thesis, we got interested in di�erent aspects of the conformational
changes that can happen in proteins. All these phenomena have been studied by a common method :
the measurement of time resolved circular dichroïsm. What is interesting is that circular dichroïsm
can give quantitative informations on a chromophore position or on the folding of an α-helix which
is a big advantage over many other methods.

First, we studied the in�uence of the solvant on the poly(glutamic acid) folding and observed
di�erences in the dynamics and thermodynamics of the phenomenon depending wether the peptide
was dissolved in water or in heavy water.

We then studied, by a di�erent method, a key step of the PYP's chromophore relaxation.
Finally we tried to approach the movement of α-helices in bacteriorhodopsin and opened the

question about conformational changes that have not been predicted or observed yet.

Thanks to di�erent measurement methods, we have been able to study phenomena on timescales
from picoseconds to microseconds. We hope that these methods will be extended to the study of
many other folding mechanisms.


