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Table 2.1. 150 values calculated from oxygen evolution measurements of DCMU and its 

DCPU analogs in the presence of 1 mM DCBQ. 

Compound 150 (M) 

DCMU 9.0 X 10.7 

1 > 10-3 

2 1.2 X 10-4 

3 2.0 X 10-6 

4 1.2 X 10-7 

5 5.0 X 10-5 



6 : R = stearyl 
7: R = oleyl 

DCMU : R1 = R2 = CH3, R3 = CI 
1 : R1 = R3 = H, R2 = (CH2)5COOH 
2: R1 = H, R2 = (CH2)5COOH, R3 = CI 
3: R1 = H, R2 = Bu, R3 = CI 
4 : R1 = CH3' R2 = Bu, R3 = CI 
5: R1 = CH3, R2 = (CH2C~O)4H, R3 = CI 

8 : R = stearyl 
9: R = oleyl 

Figure 2.1. Structure of DCMU analogs and functionalized DCPU-lipids. 
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Figure 2.2. Surface pressure-area isotherms of DCPU-lipids 6-9 on pure water at 

20 ± 0,5 oc. 



82 

~ 
100- T ~ ~ ~ -~ ! t: 0 - 80-c 

0 

! :t:i 
:;:, 
0 60- !:D > 
CI) 

c 
CI) 
C) 

40->-
>< 
0 -0 
CI) 20--cu 

~ 0::: , 
0-

'1 '1 '1 '1 '1 '1 

10-7 
16

6 10-5 10-4 10-3 10-2 

Lipid Concentration (M) 

Figure 2.3. Effect of DCPU-lipids 8 (e) and 9 (0) on the oxygen evolution of PSU CC 

determined in the presence of 1 mM DCBQ and 4,4% w/v DM. 
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Figure 2.4. AFM topography image in non-contact mode of PSU CC bound to a DCPU­

lipid 8 layer. Pure DCPU-lipids in chloroform are spread onto a droplet of a PSU CC 

solution. After 2 hr incubation, lipid-protein complexes are th en transferred onto a silanized 

glass plate. 
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Figure 2.5. Various representative x-z line scans ca1culated from the AFM images. The 

smaller globular domains can be recognized as peaks of approximately 150 to 375 nm wide 

and have a average thickness of 20 to 30 nm. 
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Figure 2.6. Proposed model for the binding of PSU CC to the DCPU-lipid monolayer. The 

model of PSU CC cornes from the data published by Nield et al.6 
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Figure 2.7. SNOM images of a film of PSU CC bound to a layer of DCPU-lipid 8. A: 

Topography mode. B: Auorescence mode using a 458 nm excitation wavelength and a 515 

nm long pass filter. The color scale bar to the left is in cou nt per seconds. 
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Figure 2.8. Electron micrograph of a typical negatively stained 2D c1ose-packing of PSU 

CC obtained during crystallization trials. 
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Chapitre 3 

CONCLUSION ET PERSPECTIVES DE RECHERCHE 

3.1 Récapitulation des résultats 

Malgré le fait que le but ultime d'obtenir des cristaux de PSU CC n'a pu être atteint 

au cours du projet de maîtrise. Il n'en reste pas moins que des aspects importants entrant 

dans le processus de cristallisation ont pu être étudiés par l'ensemble des techniques 

utilisées dans ce travail. Les résultats obtenus par les différentes techniques pourront 

faciliter l'optimisation des conditions expérimentales dans les essais futurs de 

cristallisation. Dans ce dernier chapitre, l'ensemble des résultats sera intégré, ce qui 

permettra de tirer des conclusions sur l'interaction entre les lipides-DCPU et le PSU CC. 

Deux critères sont essentiels afin d'utiliser les lipides-DCPU pour des expériences 

de cristallisation. L'un d'eux est la capacité des lipides fonctionnalisés de former des 

monocouches et, de plus, ces monocouches doivent présenter un bonne stabilité en fonction 

du temps. L'autre critère essentiel est la capacité de lier le PSU CC. Dans un premier 

temps, les isothermes de pression de surface des quatre lipides ont été mesurées avec une 

cuve de Langmuir. La caractérisation des isothermes permet de déterminer l'état physique 
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des lipides, à savoir s'ils sont dans un état liquide-expansé (LE) ou solide-condensé (SC). 

Tout comme des lipides naturels, les lipides-DCPU insaturés ne démontraient pas de 

transition de phase à cette température, tandis que les lipides-DCPU saturés présentaient 

une transition de phase LE à SC. Cependant, il est important de noter que les lipides 

insaturés montrent aussi une transition de phase mais à une température plus basse que QCe. 

Les résultats en monocouche suggèrent également que les lipides-DCPU à long espaceur 

permettent l'incorporation de la tête polaire DCPU entre les chaînes aliphatiques à grande 

aire moléculaire. Par contre, à mesure que la pression de surface augmente et donc que 

l'aire moléculaire diminue, l'effet d'insertion semble s'éliminer, de telle façon qu'à haute 

pression de surface, la tête polaire DCPU devrait être orientée vers la sous-phase. En 

fonction du temps, nous avons noté également que les monocouches des lipides-DCPU à 

court espaceur sont instables puisque leur pression de surface chute rapidement. Les 

mesures en monocouche nous ont permis de sélectionner les lipides-DCPU à long espaceur 

pour les essais de cristallisation puisqu'ils sont très stables en fonction du temps. 

Le deuxième critère qui a dû être évalué est la capacité des lipides-DCPU à lier le 

PSU Ce. Sachant que les herbicides abaissent la production d'oxygène du PSU CC quand 

ils se lient au site QB' nous avons donc utilisé cette méthode pour mesurer l'affinité des 

lipides-DCPU pour le PSU Ce. Il s'agit de mesurer l'inhibition de la capacité de 

dégagement d'oxygène du PSU CC par la compétitivité entre un lipide-DCPU et le DCBQ 
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qui est un accepteur d'électrons couramment utilisé lors de ce type de mesure. Pour les 

deux lipides-DCPU, les 150 mesurés (concentration nécesssaire en inhibiteur pour réduire de 

50% le dégagement d'oxygène) sont de 2 X 10·4 M et 7 X 10-5 M, pour le lipide à long 

espaceur saturé et insaturé, respectivement. Les lipides-DCPU sont donc effectivement 

capables de lier le PSU CC lorsqu'ils sont solubilisés dans une solution micellaire de 

détergent. 

L'AFM et le SNOM sont deux techniques permettant d'observer la surface de nos 

échantillons. Les mesures en AFM et SNOM on été faites en utilisant les mêmes conditions 

expérimentales que pour les essais de cristallisation en microscopie électronique, excepté 

que les puits devaient être légèrement plus gros pour les lamelles de verre silanisées que 

pour les grilles à microscopie électronique. Grâce à l'AFM, il nous a été possible 

d'observer de gros domaines de protéines. Cependant, ces domaines sont d'une épaisseur 

variant entre 20 et 30 nm, ce qui est de l'ordre de grandeur des dimensions d'un dimère de 

PSU CC. En se basant sur des modèles de PSU publiés (Barber et Kühlbrandt, 1999; 

Hankamer et al., 1999; Nield et al., 2000), nous suggérons un modèle pour l'organisation 

du PSII CC lié aux lipides-DCPU. La figure 3.1 schématise comment les dimères PSU CC 

liés aux lipides-DCPU pourraient être organisés pour donner une épaisseur de l'ordre de 20 

à 30 nm. Par ailleurs, l'observation des ces échantillons en SNOM nous a permis de 
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Lipides-DCPU 
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Figure 3.1. Modèle de la liaison du PSU CC aux lipides-DCPU transférés sur un substrat 

solide. Étant donné qu'il s'agit d'un dimère, deux sites Qs sont présents aux extrémités du 

PSU (en haut et en bas du PSU sur cette figure). L'épaisseur du film de PSU CC lié aux 

lipides-DCPU est en accord avec les épaisseurs mesurées par AFM. Le modèle et les 

dimensions du PSU CC utilisés sont ceux obtenus par Nield et ses collaborateurs (2000). 
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confirmer que ces domaines étaient composés de PSU CC. En effet, en utilisant une lumière 

d'excitation de 458 nm et un filtre passe-haut à 515 nm, la fluorescence émise provenant de 

ces domaines est due à la chlorophylle contenue dans le PSU Cc. En utilisant un lipide 

autre que les lipides-DCPU, comme du DPPC, aucune présence de PSU CC n'a été 

observée à la surface des échantillons. Les résultats obtenus en AFM et en SNOM 

suggèrent donc que les lipides-DCPU sont capables de lier le PSU CC lorsqu'ils sont en 

monocouche. Cependant, aucun domaine de protéine ne présentait une organisation 

ordonnée. 

Tout au long de ce projet de recherche, des essais systématiques de cristallisation du 

PSU CC en deux dimensions ont été tentés en utilisant les lipides-DCPU. Comme la 

cristallogénèse est un domaine où, dans la grande majorité des cas, les conditions de 

cristallisation sont déterminées de façon empirique, les premiers essais ont été basés sur les 

conditions expérimentales de protéines ayant déjà été cristallisées. Donc, au moment du 

début du projet de recherche, pas plus d'une vingtaine de protéines avait été cristallisées en 

deux dimensions en utilisant des lipides fonctionnalisés (Brisson et al., 1999). Ces 

protéines étaient toutes solubles, autrement dit, aucune protéine membranaire n'avait été 

cristallisée par cette méthode. La cristallisation s'est avérée infructueuse malgré la variation 

systématique des paramètres expérimentaux, tels qu'observé en microscopie électronique. 
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Toutefois, même si des cristaux n'étaient pas observés, les échantillons présentaient 

un patron qui ressemblait à des protéines disposées de façon aléatoire à la surface du film 

lipidique. Cependant, nous ne pouvions être absolument certains d ' être en présence de 

protéines. Ceci est dû à la résolution de la microscopie électronique. En effet, bien que la 

résolution en x et y soit très grande en microscopie électronique, la résolution en z est 

beaucoup moins bonne. C'est pour cette raison que nous avons décidé d'utiliser deux autres 

méthodes nous permettant d'identifier le PSU CC à la surface du film lipidique. 

Quoique les lipides-DCPU peuvent lier le PSU CC, les essais de cristallisation se 

sont toujours avérés infructueux. L'approche utilisée pour la cristallisation en deux 

dimensions a donc été révisée suite à la publication récente d'une nouvelle méthode 

appliquée aux protéines membranaires. Cette méthode sera discutée dans la section 3.3. 

3.2 Comparaison entre les résultats obtenus en AFM et ceux publiés précédemment 

D'une façon assez surprenante, même si le PSU est étudié depuis longtemps, très 

peu d'études par microscopie en champ proche ont été effectuées avec ce complexe 

protéique. Essentiellement, les seuls travaux publiés sont ceux de Lukins et ses 

collaborateurs (1998), Seibert (1995), ainsi que de Shao et ses collaborateurs (1997). 
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Tout d'abord, la première utilisation de la microscopie en champ proche par Seibert 

(1995), a été effectué en observant des réplicats de PSU recouverts de platine. Ainsi, tout 

détail structural interne est perdu dû au recouvrement de platine par cette méthode. Aucune 

information quant à l'arrangement des protéines ainsi qu'à l'état d'oligomérisation n' as pu 

être fourni par cette méthode. Ces données ne peuvent donc pas être comparées aux nôtres. 

Ensuite, Lukins et Oates (1998) ont utilisé la microscopie à effet tunnel (scanning 

tunneling microscopy, STM) pour obtenir les premières images de particules isolées de 

psu. Le STM a rarement été utilisé pour des spécimens biologiques (Engel, 1991). La 

plupart des matériaux biologiques sont considérés comme étant des isolants étant donné 

leur faible conductivité et peuvent donc générer de trop faibles courants tunnel. 

L'utilisation du STM avec du matériel biologique est donc très difficile de par la faible 

conductance, la « malléabilité» et la « mobilité» des spécimens biologiques en plus du 

choix limité du substrat adéquat pour favoriser l'interaction avec l'échantillon. Pour ces 

raisons, les modes « courant constant» et « hauteur constante» qui sont utilisés de façon 

standard ne permettent pas de produire des images de protéines interprétables en STM. 

Lukins et Oates (1998) ont utilisé un mode appelé « hauteur quasi-constante », où un 

asservissement permet à la pointe, lorsqu'elle rencontre un point d'élévation topographique, 

une rétractation de la pointe. Ce mode de détection a permis de démontrer que la 

microscopie à effet tunnel pouvait être utilisée afin d'imager une simple molécule de PSU. 
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De surcroît, il est intéressant de noter que la composition en sous-unité du complexe étudié 

est presque identique à celle que nous avons utilisée. En effet, le complexe que nous avons 

purifié comprenait les mêmes sous-unités que pour les travaux de Lukins et Oates (1998), à 

l'exception des protéines CP24, CP26 et CP29, qui ne sont pas considérées comme faisant 

partie du PSU CC (Hankamer et Barber, 1997). Les résultats de microscopie à effet tunnel 

permet d'imager la surface avec une grande résolution (de 1 à 2 nm). Toutefois, les auteurs 

se basent essentiellement sur les résultats de microscopie électronique publiés 

précédemment dans de nombreux travaux, afin de localiser les sous-unités à l'intérieur du 

complexe. Bien que ce travail démontre la faisabilité de la technique, celle-ci est 

difficilement utilisable afin de déterminer la structure tridimensionnelle d'une protéine. La 

complexité de la technique rend beaucoup plus long et difficile l'acquisition d'un grand 

nombre d'images, réduisant par le fait même la qualité du modèle calculé, comparativement 

aux techniques utilisés en microscopie électronique. Cependant, même si la composition en 

sous-unités est différente de la plupart des autres résultats publiés, la taille et les dimensions 

du complexe PSU étudié par Lukins et Oates (1998) sont en accord avec les résultats en 

microscopie électronique. En effet, le dimère du complexe PSU mesuré par STM fait 23.9 

par 14.4 nm. De plus, ces dimensions sont cohérentes avec l'épaisseur des films que nous 

avons observés en AFM, ce qui suggère encore une fois que les lipides-DCPU lient des 

dimères de PSU. Une lacune importante de ce type de mesure est qu'une valeur absolue de 
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l'épaisseur ne peut être mesurée, seul le courant tunnel mesuré donne une idée relative de 

l'épaisseur dans l'image STM. 

Nos résultats en AFM et SNOM se comparent difficilement avec ce type de mesure. 

D'une part, aucune orientation du complexe PSU n'est privilégiée dans les mesures de STM 

puisque le PSU est étalé sur la surface du mica alors que, dans notre cas, les lipides-DCPU 

devraient permettre aux molécules de PSU CC d'adopter une orientation privilégiée par 

l'ancrage du DCPU au site QB. De plus, puisque nous nous intéressions à l'arrangement du 

PSU en relation avec une monocouche de lipide-DCPU, l'AFM et le SNOM nous a permis 

de mesurer l'épaisseur des complexes protéiques, contrairement au STM. 

Comme mentionné dans le chapitre 2, Shao et ses collaborateurs (1997) ont utilisé 

le mode intermittent (ou le «tapping mode») en AFM pour obtenir des images de 

membranes de PSU étalées sur du mica. L'inconvénient de ce mode de détection est que la 

pointe entre en contact, bien que pour un court laps de temps, avec l'échantillon. En 

utilisant la force la plus faible possible en mode intermittent, c'est-à-dire de 0.3 nN, la 

topographie peut ressembler à celle observée en mode non-contact (voir chapitre 2). 

Cependant, à une force de 5 nN, Shao et ses collaborateurs (1997) observent une cavité à 

l'intérieur des particules de PSU. À prime à bord, avec une telle force appliquée sur 

l'échantillon, il ne serait pas surprenant de dénaturer le PSU. En effet, il est bien connu que 

l'utilisation d'une force plus grande que 2 nN en mode interrnittant cause des dommages 
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aux échantillons biologiques (Grandbois et al., 1998; Muller et al.; 2000, Yip et al., 1998). 

Cette cavité ne serait donc pas présente dans le PSU mais bel et bien induite par la pointe 

d'AFM. Deuxièmement, il est tout à fait étrange de voir que les cavités créées dans les 

particules soient aussi grandes et irrégulières. Bien qu'aucune échelle d'épaisseur en Z ne 

soit présentée avec les images AFM, étant donné que les cavités sont de couleur très 

foncée, les résultats de Shao et ses collaborateurs (1997) suggèrent qu'une grande cavité 

traverse de part et d'autre le PSU. Ces cavités possèdent un diamètre variant de 5 à 30 nm. 

On peut donc conclure que ce type de mesure n'est pas du tout représentatif de la 

topographie du PSII puisque, selon le type de préparation du PSII que Shao et ses 

collaborateurs (1997) ont utilisé, on s'attend à ce que les particules atteignent un diamètre 

maximal de 19 nm (Holzenburg et al., 1993). Il est donc incohérent que la cavité puisse 

parfois être plus grande que le PSII lui-même. De plus, Shao et ses collaborateurs (1997) ne 

font référence qu'au travail de Holzenburg et ses collaborateurs (1993) et à aucun autre 

modèle pour comparer le type structure observée, malgré la multitude de modèles 

disponibles (voir chapitre 1). Il est important de mentionner que seul le modèle proposé de 

Holzenburg et ses collaborateurs (1993 et 1996) montre une cavité grande de 2 nm de 

diamètre. L'ordre de grandeur de la cavité mesurée par Shao et ses collaborateurs (1997) 

par AFM n'est donc pas du tout du même ordre de grandeur de celle mesurée par 

Holzenburg et ses collaborateurs (1993). 



3.3 Développements récents en cristallisation des protéines membranaires en deux 

dimensions 

3.3.1 Cristallisation par la méthode impliquant les Biobeads 
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La méthode de cristallisation en deux dimensions par l'utilisation de lipides 

fonctionnalisés s'est avérée remarquablement efficace pour cristalliser différentes 

macromolécules et permettre de fournir d'importantes informations structurales 

(Blankenburg et al., 1989; Celia et al., 1994; Ellis et al., 1997; Mosser et al., 1991; Ribi et 

al., 1988). Toutefois, jusqu'à tout récemment, aucune protéine membranaire n'a été 

cristallisée en utilisant cette stratégie, et la question de savoir si cette méthode est 

applicable à ce groupe de protéines est restée sans réponse. Le facteur qui complique la 

cristallisation des protéines membranaires par cette méthode est la présence inévitable de 

détergent avec la protéine membranaire purifiée. Celui-ci peut désagréger la monocouche 

de lipides fonctionnalisés et empêcher la cristallisation à l'interface. Les récents travaux de 

Rigaud et ses collaborateurs (1997) ainsi que de Levy et ses collaborateurs (1999) ont 

permis d'étendre l'approche de cristallisation à l'aide de lipides fonctionnalisés en 

développant un protocole expérimental prévenant la solubilisation de la monocouche par le 

détergent. Ce protocole est basé sur une première étape de liaison des protéines incorporées 
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dans des micelles à la monocouche de lipides fonctionnalisés, suivie par une étape de 

reconstitution dans une bicouche induite par le retrait graduel du détergent des micelles. La 

faisabilité de cette méthode a été démontrée par la production de cristaux bi-dimensionnels 

de deux protéines membranaires, le FhuA, un récepteur de haute affinité de la membrane 

externe de Escherichia coli et la FoFJ-ATP, une ATP synthase de la bactérie thermophile 

Bacillus PS3 (Levy et al., 1999). 

D'un point de vue pratique, la première étape consiste à étaler le lipide 

fonctionnalisé à la surface d'un tampon contenu dans un puits en teflon. La figure 3.2 

représente un puits utilisé pour ces essais de cristallisation. La figure 3.3, schématise les 

étapes du mécanisme de cristallisation. Le lipide fonctionnalisé peut être utilisé pur ou, 

dans certaines occasions, dilué avec un autre lipide servant de matrice. Les critères du choix 

de la matrice restent cependant assez empiriques (Brisson et al., 1999; Brisson et al., 1994b; 

Lebeau et al., 1992; Nuss et al., 1999). Ensuite, une solution micellaire est injectée dans la 

sous-phase par un orifice (figure 3.2). Cette solution micellaire est composée de PSII CC et 

de son détergent de solubilisation ainsi que d'un lipide connu comme étant compatible avec 

le PSII CC(MGDG). Après un certain temps d'incubation, les Biobeads sont injectés dans 

la sous-phase afin d'adsorber le détergent, ce qui permet d'induire la cristallisation de la 

protéine. Les adsorbants Biobeads sont des billes poreuses faites d'un polymère 
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Figure 3.2. Représentation d'un puits en teflon utilisé lors des essais de cristallisation avec 

les Biobeads. Le diamètre du puits est de 4 mm et la profondeur est de 7 mm. Un orifice de 

diamètre de 2 mm permet l'injection de matériel au fond du puits sans endommager la 

monocouche en surface. Un grand nombre de puits peuvent être fabriqués sur une plaque de 

teflon et l'incubation se fait dans une chambre humide. 
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Figure 3.3. Illustration du processus de cristallisation en trois étapes. A) Les micelles de 

protéine-lipide-détergent injectées dans la sous-phase se lient aux lipides fonctionnalisés 

présents à l'interface air-eau. B) Reconstitution d'une bicouche lipidique autour de la 

protéinee fixée au cours du processus d'élimination du détergent par les Biobeads. C) 

Diffusion et cristallisation des complexes protéiques (adapté de Lévy et al., 1999). 
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(polystyrène divinylbenzène) possédant une masse moléculaire d'environ, au maximum, 

2000 Da. Ces billes présentent une aire très grande d'environ 300 m2/g avec des pores de 

diamètre d'environ 90 Â. Dissoutes dans l'eau ou d'autres solvants organiques, les billes 

servent à adsorber des molécules non-polaires ou des surfactants à partir de solutions 

aqueuses. 

Ce mécanisme de cristallisation impliquant l'élimination du détergent par les 

Biobeads a récemment été proposé par Lévy et ses collaborateurs (1999). Ce mécanisme 

suggère que les micelles de protéine-lipide-détergent se lient rapidement à la monocouche 

de lipides fonctionnalisés (voir figure 3.3A). Les prochaines étapes de la cristallogénèse 

résultent de l'élimination du détergent des micelles de protéines liées à la surface. Lévy et 

ses collaborateurs (1999) suggèrent que l'élimination du détergent permet la reconstitution 

d'une bicouche de lipides autour de la protéine (figure 3.3B), conduisant ainsi à des 

contacts protéine-protéine, ce qui favorise la cristallisation 2D (figure 3.3C). 

3.4 Perspectives de recherche 

C'est suite à la parution de l'article de Lévy et ses collaborateurs (1999), ainsi 

qu'aux nombreux essais systématiques infructueux de cristallisation du PSII CC par la 
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technique couramment utilisée pour les protéines solubles, que nous avons décidé de 

changer notre approche pour cristalliser le PSU CC. La méthode de Lévy et ses 

collaborateurs (1999), présentée à la section 3.2.1 , a été adaptée à des essais de 

cristallisation du PSU Cc. Les résultats de ces essais ont été présentés au Chapitre 2. La 

présente section traitera de certains aspects qui n'ont pu être expliqués en détail dans le 

Chapitre 2 à propos de certains paramètres expérimentaux. 

Le lipide choisi pour constituer la solution micellaire de PSU CC est le MODO. La 

raison pour laquelle il a été choisi est que ce lipide naturel constitue environ 50% de la 

composition en lipides de la membrane thylacoïde (Siegenthaler et al., 1981). Le MODO 

semble alors un lipide de choix pour la formation de micelles mixtes avec le PSU Cc. Le 

ratio lipide:protéine est aussi un facteur critique parmi les paramètres expérimentaux. En 

effet, Lévy et ses collaborateurs (1999) ont observé que la cristallisation ne survient que 

dans une marge de rapport lipide:protéine précise, de 0.5 à 0.75 et de 0.75 à 1.25 (p/p) pour 

les protéines FhuA et TFoFI' respectivement. Pour les essais préliminaires, le rapport lipide 

MODO:PSU CC a été maintenu a 1.0 (p/p). Par contre, il s' avèrerait important de faire 

varier ce rapport dans les essais de cristallisation futurs. Un autre paramètre important en 

cristallogénèse en deux dimensions est le temps d'incubation. En cristallisation 

conventionelle, c'est-à-dire en trois-dimensions, le temps d' incubation est un paramètre 

généralement moins critique, et plus ce temps d'incubation est long, plus les cristaux seront 
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de grande taille. Par contre, en cristallisation en deux dimensions, il faut tenir compte de la 

stabilité de la monocouche de lipide. Dans le cas du PSU CC, les premiers essais de 

cristallisation utilisaient des temps courts, en deçà de 4 heures, afin de maximiser les 

chances de préserver le PSU CC dans son état natif et aussi de préserver la monocouche de 

lipide DPCU intacte. 

Les résultats préliminaires, qui ont été présentés au chapitre 2, démontrent le grand 

potentiel de la méthode de cristallisation du PSU CC en utilisant les Biobeads et les lipides-

DCPU. En effet, la microscopie électronique nous a permis d'observer des structures de 

protéines présentant un patron ordonné (voir figures 2.8 et 3.4). Ce point de départ pourra 

permettre de faciliter l'exploration des paramètres expérimentaux et conduire plus 

rapidement à la formation de cristaux. Cette approche semble donc posséder un potentiel 

important pour la cristallisation du PSU CC et la détermination éventuelle de sa structure. 
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Figure 3.4. Micrographies électroniques supplémentaires de structures organisées de PSU 

Cc. La méthode impliquant les Biobeads a été utilisée dans les deux cas. 
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