


I'hypothese de Meyer-Overton fut testée pour de nombreux anesthésiques
differents, la corrélation entre leur potentiel anesthésiant et leur caractére
lipophile reste peu convaincante. Notamment, a cause de la coupure (cutoff)
observée en ce qui a trait aux alcools et alcanes a longue chaine dont la
liposolubilité est bonne, mais dont le potentiel anesthésiant est trés faible [16,
17]. A cet argument, s'ajoute la stéréosélectivité; c'est-a-dire qu’au niveau
physiologique, deux énantioméres d’un méme anesthésique n'ont pas le méme

pouvoir anesthésiant mais possedent la méme liposolubilité [18, 19].

La plus ancienne observation faite concernant l'effet des anesthésiques
genéraux (AG) sur les lipides est I'abaissement de la température de transition
de phase (Tm) d’'une bicouche lipidique, correspondant a une augmentation de
la fluidité membranaire [20]. Cependant, il a été démontré qu'a concentration
clinique causant l'anesthésie, l'augmentation de fluiditt membranaire cor-
respond a celle gu’on peut attendre d’'une élévation de température de 1°C [21-
24]; ainsi, s'il s’agissait la du seul effet des anesthésiques, une simple fiévre

aurait I'effet d'une anesthésie générale.

Qui plus est, des études de diffraction des rayons X et des neutrons par
des bicouches de dimyristoyl lécithine/cholestérol ont démontré que les AG ne
provoquaient aucun changement significatif de la structure de la bicouche [25].
D'autres expériences baseées sur linsensibilité du coefficient de partition en
fonction de la longueur des chaines acyles conclurent que les AG ne
pénétraient pas le cceur de la membrane. Brievement, ces auteurs ont évalué a
l'aide d’halothane radiomarqué, le coefficient de partition de celui-ci entre une
solution saline et des bicouches de lipides. Les conclusions majeures de cet
etude sont que : 1) le coefficient de partition en fonction de la température est
similaire pour la dilauroylphosphatidylcholine (DLPC), la dioleoylphosphatidyl-
choline (DOPC) et le DPPC sur une échelle de 10°C a 60°C, 2) que le
coefficient de partition augmente prés de la température de transition de phase

des lipides et 3) que l'addition de cholestérol aux bicouches diminue le



coefficient de partition [26]. Plusieurs expériences montrent qu'a concentration
clinique causant I'anesthésie, les AG n’ont aucun effet sur la conformation des
chaines acyles, suggérant que ceux-ci se logent au niveau des tétes polaires
des lipides [21, 27]. D'autres, par contre, ont démontré par spectroscopie RMN
que dans la phase fluide (liquide cristallin) des lipides, la bicouche subissait une
diminution de son épaisseur et que les AG se distribuaient autant dans la région
hydrocarbonée qu’au niveau des tétes polaires, mais avec une faible préférence
pour la région interfaciale [28]. De plus, a grande concentration, 'AG induit des
changements significatifs au niveau des tétes polaires [29]. Par ailleurs, Trudell
et Hubbell ont démontré que les AG s'échangeaient rapidement entre la phase
aqueuse et la phase lipidique, et que ceux-ci avaient un accés égal a la région

hydrocarbonée et a l'interface [30].

Dans le méme ordre d'idées, certains auteurs ont proposé que la
localisation des AG soit au niveau de l'interface membrane/eau [16, 31-34]. De
plus, I'hypothése de Meyer-Overton fut reprise avec comme parametre de
corrélation, la solubilité a linterface membrane/eau ; celle-ci affiche une
meilleure corrélation gu’avec une phase lipidique seulement [35]. On sait aussi
que les AG diminuent le potentiel dipolaire de la membrane en orientant leur
dipble moleculaire de fagon antiparallele au dipdle intrinseque de la membrane
[36]. Ainsi, ces changements au niveau du potentiel interfacial pourraient
moduler I'équilibre conformationnel des protéines membranaires présentant des
transitions dépendantes du potentiel membranaire, suggérant ainsi une
association indirecte entre la solubilité lipidique et I'effet d’'un anesthésique sur

une membrane excitable.

Plus récemment, notre laboratoire a participé a I'élaboration d'un pseudo
diagramme de phase de linteraction de l'enflurane avec des bicouches de
dipalmitoylphosphatidylcholine a l'aide de mesures calorimetriques, de
diffraction des rayons X et de fluorescence de marqueurs membranaires [37]. |l

en ressort que l'anesthésique interagit peu avec la phase Lg du lipide a faible



concentration (0 — 10 mM). A des concentrations supérieures, I'anesthésique
s'incorpore progressivement en faisant apparaitre une phase Lg intermédiaire
dont le Ty est inférieur, puis, a des concentrations élevées, c’est une phase
interdigitée du lipide qui apparait. Quand on fait interagir I'anesthésique avec la
phase L, du lipide, il s'y incorpore facilement et provoque l'apparition d'une
phase L, modifiée. Dans les deux cas, les résultats peuvent s’expliquer par la

localisation de I'anesthésique au niveau de la téte polaire des lipides.

Enfin, une autre hypothése apportée recemment souléve la possibilité que
les AG agissent indirectement sur les protéines membranaires en augmentant la
pression latérale de maniere sélective au niveau de linterface aqueuse de la
membrane [17, 38]. Ainsi, lors du changement de la pression latérale au niveau
de la bicouche, I'équilibre conformationnel de la protéine (ex. : canaux ioniques,

récepteur...) basculerait et son activité en serait changée.

On peut aussi considérer que la distribution hétérogene des AG puisse
resulter de linteraction de ceux-ci avec un site spécifique a linterface
proteine/lipide. Il est connu que [linteraction de certains lipides avec les
protéines membranaires joue un réle important pour leur stabilité structurale et
fonctionnelle [39, 40]. On peut ainsi facilement imaginer que la présence d’'AG
distribués de fagon non-homogene dans une membrane excitable puisse

affecter les interactions au niveau de 'interface protéine/lipide.

A la vue de ces résultats dont certains sont contradictoires, il demeure
difficile de préciser dans quelle mesure les lipides des membranes excitables
participent au mécanisme d’'action des anesthésiques et des mesures
supplémentaires s'imposent si on veut arriver a décrire correctement cette

interaction.
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1.4.2 Les anesthésiques et les protéines

En 1875, Claude Bernard fut le premier a suggerer une interaction entre
les AG et les protéeines lorsqu'il remarqua qu'il y avait une coagulation réversible
du contenu "albuminoide" des cellules en présence d'AG. De la méme maniere,
Ostergren (1944) proposa que les AG exercent leur effet sur des portions
hydrophobes des protéines, réconciliant ainsi les observations faites par Meyer
et Overton avec la possibilite que la cible des AG soit les proteines

membranaires.

Il n'existe certainement pas une cible spécifique pour les anesthésiques
généraux. A titre d’exemple, I'halothane se lie plus ou moins spécifiquement a
une grande variété de protéines dans le cerveau. Ainsi, a partir du cortex
temporal humain, I'isolement et I'électrophoreése en deux dimensions permettent
la separation de plus de 300 proteines de membrane et de plus de 400
protéines solubles. Le photomarquage des protéines par I'halothane révele que
23 de ces protéines de membrane et 34 de ces protéines solubles sont
capables de lier I'nalothane [41]. Ce groupe de protéines devrait représenter

celles qui sont responsables de I'anesthésie et de ses effets secondaires.

Toujours dans des cellules du systeme nerveux, des expéeriences ou les
mesures électrophysiologiques sont principalement mises a profit démontrent
des effets importants sur les canaux sodiques des membranes d’axones, sur les
canaux calciques des terminaisons nerveuses, sur les canaux ioniques des
membranes post-synaptiques et sur des systemes de second messager aussi
bien que sur des enzymes métaboliquement importants comme le cytochrome
P450 [42].

Plus spécifiquement, depuis quelques annees, les chercheurs ont
commence a étudier la liaison directe des AG sur les protéines en utilisant la

spectroscopie RMN du fluor [43-45], le marquage par photoaffinite [46-49] et la
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spectroscopie de fluorescence [50-52]. Ces études concluent pour la plupart
qu'il y a des sites présents sur les protéines solubles sur lesquelles les AG
peuvent se lier. Les cas les plus documentés concernant l'interaction des AG
avec les protéines solubles sont ceux de la luciférase, de I'albumine sérique et

de la myoglobine.

La premiére observation faite concernant la sensibilité de la luciférase aux
AG remonte a plus de quatre décennies [53]. Expérimentalement, I'inhibition
compétitive d’AG avec la luciférine suggére que celui-ci se loge dans le site de
liaison du substrat [54, 55]. Dans le cas de protéines solubles comme la
myoglobine et de I'albumine sérique (bovine et humaine), les AG semblent se
fixer de maniere saturable. En analysant I'échange isotopique des protons du
lien peptidique afin d'évaluer leur stabilité conformationnelle et leur degré de
compaction, on a pu déterminer que les AG ont un effet stabilisant sur

albumine sérique et déstabilisant sur la myoglobine [47, 56].

Parallelement, le caractére structural du site de liaison des AG fut exploré
par des simulations de dynamique moléculaire et par spectroscopie de
fluorescence en utilisant un systéme modele de carrés d’hélices formant une
cavite hydrophobe; en remplagant les acides aminés contenus dans le coeur
hydrophobe, on a constaté que, dépendamment des modifications apportées,
I'affinite de I'AG pour la protéine pouvait étre augmentée [50, 51, 57, 58]. Malgré
tout, les types d'interactions et les motifs structuraux requis pour la liaison des
AG a des canaux transmembranaires restent inconnus. Cependant, des
experiences réalisées sur la liaison des AG a la gramicidine A dans des
vésicules de DMPC démontrent que l'arrangement spatial des résidus
tryptophanes combinés avec la région amphiphilique des lipides crée un

environnement favorable pour la liaison des AG [59].

De récentes recherches effectuées sur le récepteur de l'acétylcholine et

sur 'ATPase-Ca"? du réticulum sarcoplasmique suggérent également que de
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tels sites existent aussi sur les protéines membranaires [48, 60]. Pour supporter
cette idée, il a été demontré que l'activité des canaux voltage dépendants, des
récepteurs membranaires et des protéines de transport peut étre modulée a
différents degrés et de maniere variable par les AG [48, 61-64]. Par ailleurs, la
liaison de I'halothane a la rhodopsine (un récepteur couplé aux protéines G
provenant de membrane discale des batonnets rétiniens) a été démontrée par
photomarquage a I'halothane radioactif. La liaison de I'halothane aux lipides
membranaires et a 'opsine était dominante tandis que les sous-unités des

protéines G ne présentaient aucun marquage [49].

C'est dailleurs le seul consensus concernant la cible moléculaire des
anesthésiques, ceux-ci doivent agir finalement sur la propagation de ['influx
nerveux du systéme nerveux central (SNC) en modulant la réponse des
protéines responsables de la transmission d’un stimulus [65, 66]. Par ailleurs, le
débat concernant la cible des AG continue encore. Vu la complexité des
systemes étudiés et les nombreux résultats contradictoires, personne n'ose
s’avancer quant a la proposition d’'un mécanisme moléculaire unifié pour le

mode d’action des AG.

1.5 Hypothéses et objectifs

En considérant la dualité et I'opposition des theories sur le mecanisme des
AG, qu'ils agissent directement sur les protéines ou indirectement via les lipides,
on doit considérer que ces mécanismes puissent étre complémentaires, voire
méeme paralleles, surtout si on envisage l'interface protéine/lipide comme une
cible potentielle. Les interactions entre protéines et lipides sont particulierement
importantes pour la stabilité et la fonction des protéines membranaires [67-70],
la présence d'AG a ce niveau doit affecter ces interactions. Afin de préciser ce
point, nous proposons d’étudier les modeles les plus simples possible ou nous
tenterons de déterminer la distribution spatiale des AG ainsi que la nature des

interactions qui régissent la modulation de I'activité d’'une membrane excitable
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par les AG. A cette fin, nous utiliserons deux modéles bien caractérisés et fort
etudies dans le domaine de la biophysique et de la biochimie des membranes :
la bactériorhodopsine provenant de la membrane pourpre d'archéobacteéries
halophiles et des membranes artificielles de lipides constituées de veésicules

unilamellaires de phospholipide.

1.6 Premier modele : La membrane pourpre

1.6.1 Justification du modeéle

La membrane pourpre (MP) est une membrane bactérienne qui fonctionne
comme une pornpe a proton. L'unique protéine de la membrane pourpre, la
bactériorhodopsine (bR), présente beaucoup d’homologie structurale avec les
récepteurs membranaires que l'on retrouve dans les membranes excitables,
notamment ceux qui sont couplés aux protéines G. La bR est la protéine de
transport d'ions la plus étudiée et elle est devenue un systeme modéle des
protéines membranaires et plus spécifiquement des récepteurs membranaires
du type GPCR (G-protein coupled receptor). La bR fonctionne d’ailleurs comme
un canal ionique : en absorbant un photon elle provoque le déplacement d’'un
proton au travers de la membrane. Par ailleurs, son faible ratio protéine/lipide
(1:10) ainsi que sa sensibilité face a la modulation de son environnement
lipidique en font un modele de choix pour observer les interactions possibles au
niveau de linterface protéine/lipide. De plus, la sensibilité du chromophore
contenu dans la bR et les diverses formes spectroscopiques résultantes font de
la  MP un systéme simple et facile a étudier par diverses méthodes

spectroscopiques.

A premiére vue, une protéine transmembranaire issue d’'un organisme de
la famille des archéobactéries n’apparait pas comme un modele tres pertinent
pour I'étude de l'effet des anesthésiques géneraux. L'intérét de notre laboratoire

pour cette question a toutefois une origine plus circonstanciée. En effet, dans le
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cadre de travaux sur la modulation structurale et fonctionnelle de la
bactériorhodopsine par les lipides qui la solvatent, on a observé que la
bactériorhodopsine complétement délipidée, en I'absence de détergent, avait un

spectre d’absorption centré a 480 nm (voir figure 1.2) [71].

Or, on le verra plus loin, I'ajout d’anesthésique général a une suspension
aqueuse de membranes pourpres produit I'apparition d’'une espéce dont le
maximum d’absorption se situe a 480 nm, soit, la méme position que celui de la
bactériorhodopsine sans lipide et sans détergent. Cette simple observation
suggérait déja que l'interface lipide/protéine ou détergent/protéine devait avoir
un réle a jouer dans l'effet de I'anesthésique sur cette protéine, suscitant ainsi
lintérét et la pertinence de [Iutilisation de ce modele pour I'étude des

interactions anesthésique/membrane excitable.
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FIGURE 1.2 : Spectres d’absorption de la bactériorhodopsine. Spectre de
droite . bactériorhodopsine purifiée, exempte de lipides et
suspendue dans 0,5% de Triton X-100; Amax = 555 nm. Spectre
de gauche, échantillon comparable obtenu aprés retrait complet
du détergent; Amax = 480 nm [71].



15

1.6.2 Structure et organisation de la membrane pourpre

1.6.21 Généralités

Les archéobacteries halophiles prosperent dans les marais salants qui
sont exposés fortement au rayonnement du soleil. Afin d’extraire I'énergie et
'information que véhicule la lumiere, les halobactéries possedent quatre
protéines sensibles a la lumiere: la bactériorhodopsine (bR), I'halorhodopsine
(hR) et deux rhodopsines sensorielles (SRI et SRII). La bR convertit la lumiere
verte (500-650 nm) en gradient électrochimique de protons qui est ensuite utilise
par 'ATPsynthétase pour produire de 'ATP. L’halorhodopsine est impliquée
dans le transport des ions chlorures (CI') et les deux rhodopsines sensorielles
sont responsables du phototactisme de la bactéerie. La synthése de bR est
induite dans des conditions d’anaérobie et s’Taccumule en grande concentration
dans la membrane cytoplasmique [72]. Dans ces conditions, la bR s’assemble
sous forme d’'un réseau cristallin en deux dimensions, connu sous le hom de

membrane pourpre (MP).

La membrane pourpre contenue dans la membrane cytoplasmique
d’halobactéries est un complexe protéines-lipides de composition bien définie.
L’unique protéine entrant dans la composition de la MP est |la bR. La bR est
composé de 248 acides aminés constituant la bactérioopsine (bO), son
chromophore, le rétinal, s'y lie de fagon covalente par formation d’un lien imine
(base de Schiff) avec la fonction e-aminée de la lysine 216 [73, 74]. La structure
de la bR fut obtenue pour la premiere fois par le patron de densité électronique
de fragments de MP isolés [75]. La bR est composée de sept
hélices o transmembranaires entourant le chromophore (rétinal) et s’organise de
maniére a former une structure cristalline hexagonale de trimeres protéiques
(figure 1.3) [76]. Les lipides ne constituant que 25% de la membrane se logent

entre les trimeres et dans I'espace interstitiel du trimére.
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Membrane pourpre
AYIIAF B4 B2

H. salinarium Bactériorhodopsine

FIGURE 1.3 : Structure et localisation de la membrane pourpre des
halobactéries. Le réseau cristallin de la membrane pourpre se
compose essentiellement de  bactériorhodopsines  (bR)
s'oligomérisant sous forme de triméres. La bR est composée de
sept hélices transmembranaires entourant le chromophore
(rétinal). Celui-ci est lié a la protéine via une base de Schiff avec
la lysine-216. La structure présentée provient du fichier PDB :
1QHJ [77].
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1.6.2.2 Composition lipidique de la membrane pourpre

Les interactions lipides-bR sont d’une importance capitale pour le maintien
et la formation de la membrane pourpre, ainsi que pour l'activité catalytique de
la bR [78]. Les études de composition et de structure de la MP suggérent une
forte association de la bR a ses lipides endogenes. La localisation des lipides de
la MP a été determinée par diffraction des électrons [79-81] et par diffraction des
rayons X [77, 82]. Dans la plupart des cas, les chaines acyles des lipides sont
hautement ordonnées et occupent des cavités hydrophobes délimitées par les
résidus non-polaires a la surface de la bR [82]. Une de ces cavités,
profondément caché dans la membrane, semble accommoder une molécule en

forme de « S » qui fut identifiée comme étant ie squalene [82].

La composition lipidique de la MP differe sensiblement de celle du reste de
la membrane cytoplasmique; le lipide prédominant étant le phosphatidylgly-
cerophosphate (PGP), constituant majeur de la membrane cellulaire des
halobactéries (figure 1.4) [83]. Les autres constituants lipidiques sont: deux
phospholipides (phosphatidylglycerol, PG et le phosphatidylglycerolsulfate,
PGS), un sulfoglycolipide (S-TGA-1) et un lipide neutre (squaléne) [80]. Tous
ces lipides ne comportent qu'un type de chaine acyle, le phytanyl ou archéol
(figure 1.4).

Le S-TGA-1 et le PGS sont présents seulement dans la MP et, plus
particulierement, le S-TGA-1 se retrouve uniquement du coté extracellulaire de
la MP [77]. Le marquage spécifique du S-TGA-1 par des sucres deutériés a
permis la localisation de deux molécules par bR [84]. Selon les plus récents
modeles structuraux, une des molécules de S-TGA-1 se situe a lintérieur du
trimere de bR [85]. Plus spécifiquement, une des chaines phytanyls épouserait
une crevasse hydrophobe de I'hélice D, ce qui pourrait expliquer que les
mutations au niveau de I'hélice D inhibent completement la formation de mem-

brane pourpre [86]. L'autre chaine hydrophobe du S-TGA-1 est en contact étroit
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FIGURE 1.4 : Composition lipidique de la membrane pourpre de H.
salinarium. La partie hydrophobe est constituée de deux chaines
dihydrophytanyl connectées via un lien éther a un glycerol
(Archéol). Les phospholipides comprennent le PG (phosphatidyl-
glycérol), le PGP (phosphatidyiglycérolphosphate) et le PGS
(phosphatidylglycérolsulfate). Le sulfoglycolipide est un galac-
tosyl-3-sulfate-mannosyl-glucosyl-archaeol (S-TGA-1). Le squa-
léne constitue le seul lipide neutre de la membrane pourpre.
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avec le Trp-80 de I'hélice C et doit fournir une force motrice pour la trimérisation
de la bR puisque la substitution du Trp-80 par des acides aminés plus petits
empéche la formation de MP [87]. La seconde molécule de S-TGA-1 semble
impliqguée dans les interactions entre trimeres en liant les hélices A, G et E de
deux monoméres de bR [84]. A ce niveau, les Trp-10 et Trp-12 sont de bons
candidats pour des interactions avec des lipides puisque des mutations de ceux-
ci induisent une diminution de la formation de MP [87]. Dans le méme ordre
d’idée, il a été démontré que le groupement hydroxyle (OH) de certaines
tyrosines (Tyr-64) pouvait former des ponts hydrogene avec 'oxygene du lien
ether des archéolipides. Notamment, plusieurs autres tyrosines (Tyr-26, Tyr-31,
Tyr-133 et Tyr-147) se situent a proximité du lien éther ou des tétes polaires des
lipides [85].

Les études fonctionnelles suggérent aussi que les archéolipides
interagissent intimement avec la bR contenue dans la MP car le traitement de
MP par de petites quantitts de détergent (Triton X-100) affecte
considérablement I'activité de la bR [88-90]. L’incubation subséquente de MP
traitée au Triton X-100 avec du PGP et du squaléne, rétablit complétement et de
maniere synergique les propriétés cinétiques de [l'activité de la bR [91].
Cependant, la reconstitution avec des lipides exogenes ne possédant pas de
chaines phytanyls est inefficace pour restaurer les propriétés natives de la MP
[92]. En spectroscopie FTIR, il fut démontré que la MP traitée avec du Triton X-
100 présentait une perte de lien hydrogene au niveau des tétes polaires des
lipides, ainsi qu'une perte de boucles B et d’hélices « [93]. Par ailleurs, le seul
lipide subsistant aprés des solubilisations successives dans le détergent est le
S-TGA-1. Curieusement, celui-ci n'est pas indispensable pour rétablir la

structure et la fonctionnalité de la MP [84].

1.6.3 Le photocycle de la bR

Du point de vue cinétique, l'activitt de la bR apparait comme une

sequence cyclique d'especes spectroscopiques intermédiaires et dénotées bR,
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K, L, M, N etO. En premier lieu, I'énergie lumineuse est d’abord absorbée par la
bR provoquant l'isomeérisation du rétinal. L'éclatement stérique, résultant de
lisomérisation a [lintérieur de la poche contenant le rétinal, induit la
reorganisation structurale subséquente de la protéine. Cette réorganisation
correspond a une sequence de changements spectroscopiques qui

caractérisent le photocycle de la bR (figure 1.5) [94].

L’intermédiaire K se caractérise par une configuration distordue 13-c¢is/15-
anti du retinal et des changements du réseau de liens hydrogenes de l'eau
contenue dans son voisinage [95, 96]. Le rétinal est partiellement relaxé dans
I'état L et des changements des ponts hydrogéne de la protéine et de I'eau liée
s’amorcent [97]. Selon les plus récents modéles, 'intermédiaire M se compose
d’au moins trois sous-états (M4, M, et My’) dans lesquels il s’établit un équilibre
de protonation entre la base de Schiff du rétinal et 'Asp-85 (premier accepteur
de proton) situé du coté extracellulaire et ce, jusqu'a la déprotonation complete
de la base de Schiff [98]. La transition My — M, est une étape réversible définie
généralement comme un « commutateur de protonation » et M,’ est associé a la
libération du coté extracellulaire du proton [99]. Le relargage extracellulaire du
proton semble nécessiter l'intervention de 'Arg-82, du Glu-194 et du Glu-204 et
des molécules d’eau dans le réseau interne de ponts hydrogene de la bR [100].
L'intermédiaire N apparait lorsque la base de Schiff se reprotone alors que
I'Asp-96 (premier donneur de proton) du coté cytoplasmique se déprotone. La
disparition de l'etat N succede a l'apparition de l'intermeédiaire O, au cours
duquel 'Asp-96 se reprotone et le rétinal se ré-isomérise [101]. L'état initial (bR)

réapparait avec le retour de la forme tout-trans du rétinal.

D’un point de vue fonctionnel, il est évident que l'activité catalytique de la
bR est sensible aux changements physiques et chimiqgues de son
environnement. De ce fait, les changements de pH, de température, la
solubilisation dans les détergents ainsi que la présence de solvant organique

affectent tous de maniére relative la structure et I'activité de la bR.
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FIGURE 1.5: Photocycle de la bR adaptée a la lumiére (bR568). Les
indices indiquent le Anax des intermédiaires et le temps de vie
de chaque transition spectrale est indiqué. Lors de I'absorption
de la lumiére verte, le rétinal tout-trans s'isomérise en 13-cis/15-
anti provoquant le pompage d’un proton du coté cytoplasmique
vers le coté extracellulaire. L'état de protonation de Asp85 (1er
accepteur de protons) et Asp96 (1er donneur de protons) est
indiqué pour chaque intermédiaire.
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1.6.4 Les anesthésiques généraux et la membrane pourpre

1.6.41 Changements spectroscopiques de la bR

Le maximum d’absorption de la bR dépend de I'état de protonation de sa
base de Schiff et de la distribution de charges autour du chromophore, lesquels
sont maintenus par l'interaction de I'apoprotéine (bO) avec le rétinal. Ainsi, les
changements spectraux du rétinal sont un bon indicateur des changements

conformationnels de la protéine.

Dans sa forme adaptée a la lumiere, la bR posséde un maximum d’absorp-
tion centré a 568 nm (bRses). Des changements spectroscopiques se produisent
lorsque la structure de la bR est affectée par des détergents ou encore par
'ajout d’anesthésiques [102, 103]. Notamment, la bR délipidée présente un
déplacement hypsochrome de 90 nm, tributaire d’une forme spectrale différente
(bR4go) [104]. Par ailleurs, la réaction de I'nydroxylamine sur la bR provoque
I'hydrolyse de la base de Schiff et la libération du rétinal, amenant la formation

d’'une forme spectrale dite « blanchie » a 380 nm (bR3s0) [105].

En présence d’anesthésiques généraux halogénés, il existe un équilibre
entre différentes formes spectrales (figure 1.6). Cet équilibre est régi selon trois
modes d'action dépendant de la concentration d'AG : a faible concentration
d’AG (mode 1), le maximum d’absorption (Amax) @ 568 nm se déplace a 565 nm.
Le temps de vie de l'intermédiaire M diminue et V'efficacité de pompage de
proton est augmentée. A concentration plus élevée (mode II) le Amax S€ déplace
a 480 nm. Enfin, a saturation avec un anesthésique faible (mode III) ou avec un
AG plus puissant, il est possible de déplacer le hmax @ 380 nm [106-108]. Par
ailleurs, bRsgo qui possede le méme imax que le rétinal fout-trans libre en
solution, ne présente aucune activité photochimique et est formée de fagon
irreversible. En fait, si la préparation est maintenue plus d'une quinzaine de

minutes dans sa forme 380 nm, elle ne peut pas recouvrer son spectre original.
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Dans les autres cas, la forme absorbant a 568 nm peut toujours étre retrouvée

en evaporant I'anesthésique sous un vide partiel [109].

Les études d’activité photochirnique ainsi que de quenching de fluores-
cence ont démontré que le chromophore (rétinal) n'était pas la cible premiere
des AG et que leurs effets étaient similaires a ceux causés par la délipidation et
la solubilisation de la bR [102, 103, 106, 110]. Cependant, il est a noter que la
transition bR4go—bRag se produit a des concentrations d’AG supérieures a
celles causant I'anesthésie clinique tandis que les transitions du mode 1 et 2
(bRsss—bRsss; bRses—bRago) se produisent dans l'intervalle pharmacologique

causant I'anesthesie générale [107].
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FIGURE 1.6 : Transitions spectrales de la bR en présence d’halothane. A
faible concentration d’halothane la bR subit une premiere
transition (mode 1) de 568 nm a 565 nm. Par la suite, la forme
native bR568 disparait réversiblement au profit d’'une forme
absorbant a 480 nm (mode Il). Le mode 11l se caractérise par
I'apparition irréversible d’'une espece absorbant a 380 nm.
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1.6.4.2 Changements fonctionnels de la bR

Mentionner que la forme bR3ge ne posséde aucune activité photochimique
signifie presqu’implicitement que les autres formes spectrales géneéerées en
presence d’'anesthesique ont une activité photochimique. C'est effectivement le
cas. Aux tres faibles concentrations d'anesthésique, la protéine demeure
pourpre et I'analyse cinetique de son cycle photochimique révele une diminution
du temps de vie de lintermédiaire M, tel qu’indique sur la figure 1.7. Dans ces
conditions, le cycle de la bR est plus rapide et il a ét¢é démontré que cela
correspondait a une activité de pompage de protons augmentée par rapport a la
forme intacte de la bR [107]. A de plus grandes concentrations d’anesthésique,
le spectre de la bR se deplace a 480 nm et la cinétique du cycle est plus lente.
Boucher et al. ont montré que dans sa forme 480 nm, la bR avait un rendement
quantique de formation de M comparable a celui de la forme native mais que
cette forme 480 nm, en depit d’'une activité photochimique compléte ne pompait

aucun proton comme en fait foi le spectre d’action de la figure 1.8 [111].

Cette etude de la fonction de la bR en presence d’anesthesique ajoute un
élément de pertinence au modeéle expérimental. En effet, certaines structures
biologiques sont deéstabilisées ou inhibées en présence d’anesthésique; c'est
notamment le cas de l'albumine ou de la luciférase. D'autres, comme le
recepteur de [lacetylcholine voient leur activité augmentée en présence
d'anesthésique. Dans le cas de la bR, dépendamment de la dose a laquelle elle
est soumise, on voit son activite d'abord augmentée puis étre inhibée. Cette
protéine regroupe ainsi a elle seule les propriétés de plus d’'un modele et justifie

ainsi I'intérét qu’on lui porte.

1.6.4.3 Modifications structurales de la MP par les AG

D'un point de vue purement structural, la MP subit des modifications

coincidentes a celles observées spectroscopiquement. Ainsi, les différentes
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techniques physiques utilisées pour caractériser I'effet des AG sur la MP
procurent des informations complémentaires quant a la nature et a la

dynamique des interactions en jeu.
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FIGURE 1.7 : Apparition rapide de I'intermédiaire M et cinétique de sa
disparition dans [lintervalle des millisecondes suivant
I’excitation. Les trois courbes correspondent a la bR native (1),
additionnée d'une quantité d’enflurane (0.05% v/v) insuffisante
pour générer la forme rouge (bRsgs) (2), puis, transformée en
bRsgo en présence d'une plus grande quantité d’enflurane
(0.08% v/v) (3) [111].



0.4 —

0.3

0.2

Absorbance

0.0

FIGURE 1.8 :

26

Jyeey HAy

1 I
400 450 500 550 600 650 700

Longueur d’onde (nm)

Spectre d’action de l’activité de pompage de la membrane
pourpre. En noir, 'absorbance de la bR en présence de 0.3 %
v/v d’enflurane. Les points affichent le changement relatif de pH
en fonction de la longueur d’'onde d’excitation dans les mémes
conditions. En encart, les mémes mesures que précédemment
mais apres évaporation de I'enflurane sous vide [111].
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Des images obtenues en microscopie a force atomique (AFM) démontrent
que les échantillons de MP traités aux AG subissent une perte de structure
cristalline et apparaissent sous forme d'agrégats de dimension réduite
(figure 1.9). Cette perte de cristallinité, ou du moins la diminution de la taille des
cristaux explique, du moins en partie, la perte d'intensité des pics de diffraction
des rayons X de MP en présence d’AG (figure 1.10). En effet, le patron de
diffraction de la forme bR4gy ne montre aucun pic dans la région ou le réseau
hexagonal de triméres devrait en montrer. |l apparait évident que la formation de
bR4go est accompagnée d’'une décristallisation importante de la MP. Par ailleurs,
le caractere cristallin natif est difficlement recouvré car I'évaporation de
'anesthésique qui permet de retrouver la couleur pourpre de I'échantillon ne fait
pas réapparaitre les pics de diffraction (figure 1.10) [109]. En fait, dans notre
cas, le caractére cristallin natif n'a pu réapparaitre qu’aprés lyophilisation et

réhydratation des échantillons.

FIGURE 1.9: Microscopie a force atomique (AFM) de membranes
pourpres. La structure trimérique de la MP est facilement
observable en AFM [112] (en encart a4 gauche). En AFM, la MP
apparalt comme un réseau cristallin bidimensionnel uniforme (a
gauche). Apres traitement avec I'AG, la MP apparait sous forme
de fragments de grandeurs réduites [109]. (gracieuseté de M.
Grandbois, Université L. Maximilians de Munich).




28

intensité relative
1

W% N
ot g
i WM%W"‘W'M KPR ‘f,,\_lkjw

0,05 0,1 0,15 0,2 0,25 0,3 0,35
Q (A"

FIGURE 1.10 : Diffraction des rayons-X de MP en présence d’AG. Dans sa
forme native, la MP affiche un patron de diffraction
caractéristique de sa structure cristalline (courbe du haut). La
forme bRyge n'affiche plus aucune structure organisationnelle
(courbe du milieu). Aprés évaporation sous un vide partiel, la
couleur pourpre est régénérée, mais le caractere cristallin de la
MP semble perdu irréversiblement (courbe du bas) [109].
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Par ailleurs, Nakagawa et ses collaborateurs semblent avoir réussi a
incorporer un anesthésique (le diiodomethane) dans la membrane pourpre sans
qu’elle ne perde son caractére cristallin [113]. Dans leur cas, la localisation des
AG au niveau de linterface protéine-lipide fut démontrée par diffraction des
rayons X : puisque la cristallinité est conservée a faible concentration d’AG
(mode 1), il est possible d'obtenir un patron de diffraction. Donc, lors de la
transition bR568—bR565, les AG (diiodométhane) se localisent de facon
spécifique en surface et au centre d’un trimere de bR [113]. Il fut aussi démontré
que lors de la transition a 480 nm, les AG penétreraient profondément dans le
domaine hydrophobe de la membrane [114]. Signalons cependant que ces
mesures ont été faites a un pH acide. Nous ne pouvons nous prononcer dans le
cas du diiodomeéthane mais nous avons observe que dans le cas de 'enflurane,
de tels pH retardaient considérablement I'apparition du mode 1l et nécessitaient
I'utilisation d’'une plus grande quantite d’anesthésique pour observer un effet. |l
est vraisemblable que ces auteurs aient utilisé un tel pH pour prévenir la

dislocation des cristaux de bR et la disparition du signal de diffraction.

D'autre part, la structure trimérique de la bR confere a la MP native un
spectre de dichroisme circulaire particulier ; le couplage excitonique de trois
molécules de rétinal procure un aspect bilobé au spectre. Ainsi, cette proprieté
spectrale est associeée a l'organisation trimérique de la bR, puisque la forme
monomerique de la bR ne présente qu’'une seule bande positive pres de son
maximum d'absorption [115]. Le spectre de dichroisme circulaire de MP native
est constitué d’une bande positive centrée a 530 nm et une bande négative a
605 nm (figure 1.11a). A faible concentration d’Enflurane (AG), la bande
négative diminue rapidement et la bande positive se deplace vers 470 nm a
mesure que la concentration augmente et, finalement, elle disparait
complétement a grande concentration [116]. 1l est important de mentionner ici
gu'a cette concentration d’enflurane (16 mM), le maximum d’absorption de la bR

est a 380 nm et que ce maximum d'absorption (Amax) €St associé au réetinal fout-

trans libre en solution. De plus, la transition bRsgs—bR4ge est dotée d'une
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certaine réversibilité. En effet, lorsqu'on évapore 'AG, I'aspect bilobé du spectre

CD réapparait instantanement, indiguant une reconstruction des trimeres de bR.

Cependant, cette réversibilité n'est pas totale car I'intensité du spectre régenerée

est moindre que celle du spectre natif (figure 1.11b) [109, 116].
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FIGURE 1.11 : Dichroisme circulaire de la membrane pourpre. a) La MP
native possede un spectre CD bilobé caractéristique de son
organisation trimérique (courbe 1). En présence d’AG, l'aspect
bilobé du spectre disparait et laisse place a une forme
monomerique prés de son maximum d’absorption a 480 nm
(courbes 2 et 3). La forme bR3gy n'affiche plus aucune structure
(courbe 4) [116]. b) La transition bRsgs — bRago présente une
reversibilite partielle lors de I'évaporation de 'AG [109].
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1.7 Second modeéle : les vésicules de DPPC

Les propriétés structurales, thermodynamiques et dynarniques des bicou-
ches lipidiques affectent le fonctionnement des protéines membranaires [117].
Pris individuellement, les propriétés physiques et le réle fonctionnel de chaque
type lipidique sont difficiles a évaluer di a la composition complexe des mem-
branes biologiques. Qui plus est, la composition lipidigue asymeétrique des
biomembranes ajoute un niveau de complexiteé additionnel. Afin d'avoir un
aper¢u du rdle de chaque composante membranaire, il est nécessaire de
recourir & des modéles. Les connaissances actuelles sur les fonctions des
membranes biologiques dérivent, pour la plupart, d’'études réalisées a partir de

systémes artificiels lipide-eau menant a la formation de structures lamellaires.

Les liposomes, ou vésicules lipidiques, permettent de mimer la complexité
des biomembranes puisque leurs structures lamellaires fermées et leurs
proprietés physicochimiques sont similaires a celle des membranes de cellules
eucaryotes. Depuis que Bangham et ses collaborateurs ont démontré, dans les
années 1960, que les phospholipides formaient spontanément des membranes
fermees, l'usage de vesicules (liposomes) est devenu le systeme modele des
biomembranes [118]. Les propriétés telles la fluidité, les transitions de phase, le
polymorphisme, la fusion membranaire et la perméabilité n'ont cesse d'étre
caractérisées et une revue extensive sur le sujet serait difficile a réaliser. La
quantite de connaissances amassées sur le sujet a fait des vésicules de lipides

un outil fondamental et essentiel en biochimie, biophysique et biologie.
1.7.1 Caractérisation des vésicules
Les veésicules de lipides ou liposomes se regroupent en trois catégories :

les vésicules multilamellaires constituées de plusieurs bicouches lipidiques

(MLV), les petites vésicules unilamellaires composées d’une seule lamelle et de
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taille inférieure a 100 nm (SUV) et les grosses vésicules unilamellaires de taille

supérieure a 100 nm (LUV).

Les bicouches de phospholipides ont la propriété de subir une grande
varieté de transitions thermotropiques et lyotropiques. Ces transitions sont
sensibles a la composition de la phase aqueuse et peuvent étre induites
isothermiquement par les interactions avec les ions et autres molécules en
solution. Cette propriété est particulierement intéressante du point de vue du réle
régulateur possible dans les systemes biologiques. L'état physique de la
bicouche lipidique représente une propriété importante des vésicules. Les
vésicules composées de phospholipides sont considérées solides (L état gel,
dans lequel les chaines acyles affichent un aspect rigide) lorsqu'elles sont
maintenues a une température inférieure a leur température de transition de
phase (Tn). A linverse, si la température du milieu est supérieure a T, ces
lipides seront dits fluides (L, état cristal liquide, ou les chaines acyles ont
beaucoup plus de liberté de mouvement) [119] (figure 1.12). La température de
transition (T) est dépendante de plusieurs facteurs intrinséques (longueur des
chaines acyles, insaturations, types de tétes polaires, adsorption d'ions) et
extrinseques comme la présence de protéines, de cholestérol, de molécules en
solution ou encore la présence de lipides chargés dans le cas de mélanges
lipidiques. Les phospholipides acides comme la phosphatidylserine (PS), le
phosphatidylglycérol (PG) ou les acides phosphatidiques (PA) qui conferent une
charge négative aux vésicules, modifiant ainsi la surface électrostatique de la

membrane, peuvent avoir une influence considerable sur le T, [120].

1.7.2 Interactions de xénobiotiques avec les vésicules lipidiques

Les vesicules de lipide sont depuis longtemps utilisées comme modele
membranaire pour étudier la toxicité de plusieurs xénobiotiques et I'interaction de
molécules avec les membranes. La quantité de molécules interagissant avec les

membranes est imposante et d’'une grande variabilite chimique et structurale :
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antibiotiques, alcools, peptides, détergents, etc. Les anesthésiques ont été parmi
les premiéres molécules a étre testées sur les liposomes [121] et ont fait I'objet
d’'une quantité impressionnante de publications. Outre les effets sur la fluidité
membranaire, sur les transitions de phase, et sur la possible localisation a
l'interface membranaire discutés au point 1.4.1, les propriétés physico-chimiques

qui gouvernent l'interaction des AG avec les membranes restent nébuleuses.

FIGURE 1.12 : Transition de phase du DPPC. a) Les molécules de DPPC sont
en phase Lgou état gel. b) Au-dessus de la T, les molécules de
DPPC sont dans état cristal liquide, L.
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Rappelons toutefois que nous avons participé a I'élaboration d'un pseudo-
diagramme de phase de l'incorporation d'un anesthésique général, I'enflurane,
dans des vésicules de DPPC [37]. Des mesures effectuées avec des vésicules
multilamellaires, a I'aide du dispositif Microcalix, permettant 'analyse simultanée
en calorimétrie différentielle et en diffraction des rayons X, ont permis d’établir
les changements structuraux induits par 'anesthésique dans ces objets. Dans
l'intervalle entre 0 et 40 mM d’enflurane, la structure de la bicouche passe de la
phase L pure, par des phases intermédiaires, a une phase interdigitée.
Simultanément, la température de transition entre les phases L et L, pures est
diminuée. Le modele d’interactions construit a partir de ce diagramme de phase
localise I'anesthésique prés de [linterface lipide/eau. Parallelement, des
mesures avec des vésicules unilamellaires ont confirmé I'abaissement du T, du
lipide par l'anesthésique, tel que mesuré par la fluorescence d'une sonde
(Laurdan), tout en indiquant que l'effet maximal de I'anesthésique est atteint

plus facilement quand le lipide est en phase L, [37].

Par ailleurs, il existe des travaux en dynamique moléculaire qui ont tenté
de prédire les sites d'interaction d'anesthésiques généraux avec des bicouches
lipidiques [31, 32, 34, 35, 122-125]. Les résultats indiquent que ces derniers se
partitionnent principalement au niveau des liens esters des lipides mais il
demeure néanmoins toujours des molécules d’anesthésique au centre de la

membrane.

1.8 Objectifs spécifiques

[l est clair que la cible ultime d’'un anesthésique qui se distribue dans une
membrane excitable doit étre une protéine importante du point de vue
fonctionnel. Toutefois, compte tenu des éléments mentionnés précédemment,
notamment, la possibilité que les lipides soient des acteurs importants dans la

modulation des proteines membranaires par les anesthésiques généraux, |l
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devient pertinent de comparer la réponse de I'une et des autres dans les mémes

conditions expérimentales.

A cette fin, nous avons d’abord établi un protocole de perfusion lente qui
permet de prendre des mesures a I'équilibre sur plus de douze heures. Ce
protocole sera utilisé pour établir des courbes dose-réponse précises aussi bien

dans le cas de la bactériorhodopsine que dans le cas de vésicules lipidiques.

Dans le cas de la bactériorhodopsine, I'effet de la délipidation partielle ou
totale de la protéine sera considéré afin de préciser 'importance du petit nombre
de lipides associés a la protéine dans la médiation de sa réponse. Nous
tenterons également d’établir la séquence des événements ou des interactions
qui surviennent en présence de doses croissantes d’anesthésique par I'analyse
des indicateurs de sa fonction, de sa fluorescence intrinseque ainsi que de sa

structure, telle que révélée par spectroscopie vibrationnelle.

Dans le cas des vésicules lipidiques, leur réponse aux anesthésiques,
dans les mémes conditions, sera évaluée par [utlisation de sondes
fluorescentes localisées a la surface membranaire ou dans le coeur hydrophobe
de cette derniere pour des membranes constituées de phosphatidylcholine pure
et d'un mélange incluant de la phosphatidylsérine. Ces mesures devraient nous
renseigner sur la distribution de I'anesthésique et sur l'effet de la densité des

charges de surface sur leur partition.

A l'aide de ces mesures, nous tenterons de reconstituer la voie la plus
vraisemblable qui permette aux anesthésiques de moduler réversiblement

l'activité de protéines membranaires.



CHAPITRE I
MATERIEL ET METHODES

2.1 Matériel

Tous les produits utilises sont de la meilleure qualité disponible et
proviennent des fournisseurs habituels (Sigma-Aldrich, Fisher). De I'eau distillée

nanopure est utilisée en toutes circonstances.
211 Lipides, sondes fluorescentes et anesthésiques

Le  1,2-dipalmitoyl-sn-glycero-3-phosphocholine  (DPPC) (PM =
7341 g-mol'1) et le 1,2-dipalmitoyl-sn-glycero-3-(phospho-L-sérine) (DPPS) (PM
= 758.0 gemol™) proviennent de chez Avanti Polar lipids Inc. (figure 2.1a et b).
Le 6-dodécanoyl-2-diméthylaminonaphthaléne (Laurdan) (PM= 353.6 gemol ™) et
le 1-hexadecanoyl-2-(1-pyrénedécanoyl)-sn-glycéro-3-phosphocholine (B-py-
C1o-HPC ou Py-DPPC) (PM=850.1 gemol™) sont des sondes fluorescentes
membranaire provenant de chez Molecular Probes Inc. (figure 2.1c et d).
L’anesthésique général utilisé, le (R, S) 2-Bromo-2-chloro-1,1,1-trifluoroethane
(halothane) (figure 2.1e) (PM = 197.4 gemol™") ainsi que le détergent Triton X-
100 réduit proviennent de Sigma-Aldrich.

2.1.2 Préparation et purification des membranes pourpres

Les membranes pourpres utilisées ont été isolées a partir d’halobactéries
(H. salinarium). Deux souches différentes sélectionnées pour leur facilité d'in-
duction de membranes pourpres ont été utilisées, soit S9 et L33, gracieuseté du
Dr. Ebrey (University of Washington, Seattle) et du Dr. Lanyi (University of
California, Irvine), respectivement. Les membranes pourpres sont purifiées

selon la méthode standard que I'on retrouve dans la littérature [126, 127].
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FIGURE 2.1: Structure et formule des différents produits utilisés. a)

DPPC b) DPPS. ¢) Laurdan. d) Py-DPPC e) (R, S) 2-Bromo-2-
chloro-1,1,1-trifluoroethane (halothane)
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2.2 Méthodes
2.2.1 Préparation des membranes pourpres

Les souches d’halobactérium sont inoculées dans un milieu de culture a
haute teneur en chlorure de sodium (NaCl). Ce milieu se compose d'une
solution basale de sels (Kushner) a laquelle on ajoute le citrate, le sulfate

ferreux et les peptones :

< Solution basale de sels (Kushner)

» NaCl 25%  plv
o KCI 0.2% phv
o MgSO47H,0O 2% p/v

< Milieu de culture (préparé dans la solution basale)
+ Na-<Citrate*2H,0 0.3% plv

« Sulfate ferreux 0.1% viv
(0.5 g FeSO4°7H,0 dans 10 mL H,O avec 2-3 HCI 1N)

» Oxoid peptone (bacteriological peptone) 1% p/v

o Le pH estajuste entre 6.5 et 7 avec du NaOH ou du HCI

2.2.1.1 Culture des bactéries

Un erlenmeyer de 4000 mL contenant 1200 mL de milieu de culture est
inoculé avec une colonie pourpre présélectionnée sur géloses ensemenceées a
39°C. La croissance s'effectue pendant 3-4 jours, ou jusqu'a I'obtention d'une
quantité appreciable de bactéries, dans un incubateur (New Brunswick Scientific
Co. Inc., modele Psycrotemp) muni d’'une agitation mécanique réglé a 180 rom

et une température de 37°C. Par la suite, les bactéries sont réensemencées
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dans 6 erlenmeyers de 4000 mL contenant 1600 mL de milieu de culture a
37°C. La croissance se poursuit pendant 4-6 jours, jusqu’a la fin de la phase de
croissance exponentielle. A ce moment, les conditions de culture sont modifiées
afin d’induire la synthese de membrane pourpre par les bactéries. L'agitation est
réeduite a 90 rom afin de réduire I'oxygénation du milieu, et les cultures sont
exposées a 256 watts d'éclairage fluorescent pendant 3-4 jours. Lorsgu’a
l'analyse visuelle, la quantité de membrane pourpre semble suffisante, on

récolte les bactéries.

2.2.1.2 Récolte des bactéries

Les suspensions bactériennes obtenues précédemment sont centrifugées
(10 000 g) pendant 10 minutes a 4°C et lavées plusieurs fois dans la solution
basale de sels afin d’éliminer le milieu de culture restant. Les bactéries fraiches
sont ensuite pesees, resuspendues mécaniquement avec 400 mL de solution
basale, et 10 mg d’ADNase sont ajoutés. L'agitation se poursuit a I'obscurité
pendant 1 heure et la suspension est alors dialysée pendant 16 heures a 4°C
contre de I'eau distillée. La lyse cellulaire s’effectue, libérant ainsi des fragments

de membranes de grandeurs variables.

2.2.1.3 Purification des membranes pourpres

Afin d'isoler les fragments de membrane pourpre, le dialysat obtenu
précédemment est centrifugé a 10 000 g pendant 30 minutes. Le culot contient
les débris cellulaires et le surnageant est constitué de la fraction membranaire
des cellules. Le surnageant est ensuite centrifugé a 50000 g pendant
90 minutes. Ceci permet de séparer la membrane pourpre des autres
fragments, notamment ceux dits de membrane rouge, contenant une quantité
importante de caroténoides. Le culot obtenu est constitué principalement de
membrane pourpre et la membrane rouge se retrouve dans le surnageant. Le

culot de membrane pourpre est resuspendu dans I'eau distillée et recentrifuge a
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50 000 g durant 90 minutes. Cette derniére étape est repétée plusieurs fois,

jusqu’'a obtention d’'un surnageant incolore.

Toutefois, a la membrane pourpre obtenue précédemment est accolée de
la membrane rouge contaminante. Pour séparer la membrane pourpre de la
membrane rouge, le culot est déposé sur un gradient discontinu de sucrose :
21mL a 1,3M et 7mL a 15M de sucrose. On effectue ensuite une
ultracentrifugation de 48 heures a 260 000g. La membrane pourpre se
concentre a linterface du gradient, entre 1.3 M et 1.5M, tandis que la
membrane rouge se retrouve dans la couche contenant 1,3 M de sucrose. La
membrane pourpre est recueillie et dialysée pendant 16 heures contre de I'eau
distillée. Le dialysat est centrifuge a 500 000 g durant 90 minutes et la
membrane pourpre est resuspendue dans la solution basale de sel pour la
conservation (0-2 ans), ou dans le tampon approprié pour I'expérimentation. La
concentration de bR est évaluée en utilisant un coefficient d'extinction de
63000 M'.cm™ a4 568 nm [128].

2.2.1.4 Delipidation partielle et totale de la membrane pourpre

La délipidation partielle de la bR est effectuée selon la méthode décrite par
Szundi et Stoeckenius [129]. Cette méthode enleve 75 % des lipides natifs
phosphatés de la bR et, selon les mesures de dichroisme circulaire et les
résultats de sédimentation, la membrane pourpre conserve son intégrité. Dans
ces conditions, la bR partiellement délipidée affiche un déplacement du spectre
vers le bleu de 6 nm (ess2 = 60 000 M".cm™) [130]. Brievement, 50 mM de
CHAPS (3-[(3-Cholamidopropyl) dimethylammonio]-1-propanesulfonate) sont
ajoutés a un échantillon de membrane pourpre native et la réaction se poursuit
pendant 12 heures a l'obscurité. Par la suite, 'exces de détergent est éliminé
par triple centrifugation et lavage dans le tampon approprié et la concentration

est ajustée pour la prise de mesures.
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La solubilisation complete (monomérisation) de la bR est réalisée a l'aide
de Triton X-100 réduit. La forme réduite du Triton X-100 est choisie car 'anneau
benzénique du Triton X-100 possede des proprietés d'absorption et de
fluorescence UV qui chevauchent celles des protéines (260-280 nm), alors que
dans sa forme réduite, le cycle benzénique du Triton X-100 est réduit en un
cyclohexane, rendant ce détergent utilisable dans I'étude de la fluorescence UV
des protéines en solution [131]. La solubilisation est réalisée en ajoutant 10 mM
de Triton X-100 réduit a la membrane pourpre native. On laisse I'échantillon
s’équilibrer a la noirceur durant la nuit. La monomeérisation est jugée compléte
lorsque la bactériorhodopsine adaptée a la lumiere absorbant a 568 nm (esss =
63 000 M'1.Cm'1) est transformée en une espéce dont le Amax S€ déplace vers
555 nm (555 = 58 000 M™.cm™) [132]. L'excés de détergent est éliminé par une
dialyse de 24 heures avec le tampon approprié et la concentration est ajustée

pour la prise de mesures.
2.2.2 Préparation des vésicules lipidiques

Les vésicules peuvent étre préparées a partir d'une grande variéeté de
lipides; les phospholipides sont les plus couramment employés. Pour la
preparation des vésicules, il est nécessaire de tenir compte de la température de
transition de phase des lipides utilisés. Dans le cas qui nous intéresse, le DPPC
possede une température de transition de gel a fluide de 41°C [133, 134]. Pour
ce qui est du mélange DPPC/DPPS, la tempeérature de transition principale est a

environ 47°C pour un mélange 1:1 a pH neutre [120, 135].

Les vésicules unilamellaires de lipides sont préparées par la méthode
d’extrusion a l'aide d'un Mini-Extruder™ couplé & un bloc chauffant de chez
Avanti. Des filtres de polycarbonate (Nucléopore) de 0,1 um (100 nm) de
diametre de pores ont été utilisés. Les solutions de lipides hydratés forment
initialement des vésicules multilamellaires (MLV) (figure 2.2a). Aprés quelques

extrusions a 55°C, la distribution des particules affiche une distribution
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bimodale. Un minimum de onze passages est recommandé pour obtenir une
distribution uniforme pour la plupart des lipides [136] (figure 2.2b). Plus de treize
passages sur les filtres ont été effectués, afin de s'assurer d’avoir une

population de vésicules homogene en taille et d’environ 100 nm de diamétre.

a) b)

Sonication/

’? Ahomogbnlsaﬂon Aprés trois
passages
.- "'_'_f',‘i;.i’_ : Bicouche de lipides :_.d.:> sur filtres
ﬁ Ew " Vésicules ﬁ/""‘iﬁ’\ 2 | de 100 nm
= : i .2
6}@_ muitilamellaires - ‘J.._:{. -’| =
f=) @l /_/@ . /
Extrusion C ' - ]
MLV %, } 5 A .
‘ a ) y , pres onze
a E) 4 passages
sur filtres
de 100 nm

’ =

:;k
= > 5

[

Film déshydraté de lipides Tampon chaud Bourgeonnement i ] I
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FIGURE 2.2 : Préparation des vésicules. a) Mécanisme de formation des
vésicules. b) Distribution de la taille des LUVs obtenues par
extrusion sur filtre de 100 nm. Les données sont obtenues par
diffusion quasi-élastique de la lumiére a l'aide d’'un appareil
Coulter N4 Plus et d’une solution de DPPC (25 mg.mL™") dans
'eau distillée.
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Les vésicules ont été préparées afin d’obtenir une concentration finale de
lipides de 10 mM, avec un rapport molaire lipides/sondes fluorescentes de
1:1000. Leur préparation a été faite a partir de solutions meres de lipides
dissous dans le chloroforme; soit 73,4 mg.mL™" pour le DPPC et 2 mg.mL™ pour
le DPPS. De la méme maniere, les sondes fluorescentes étaient ajoutées a
partir de solutions méres de Laurdan dans I'éthanol (5,66 X10™* M) et de Py-
DPPC dans le chloroforme (1 mg/5mL). Un tampon HEPES (acide 4-(2-
hydroxyéthyl)-1-pipérazine éthane sulfonique)) 10 mM, contenant 50 mM de

KCl et ajusté a un pH de 7.4 a été utilisé lors de toutes les expériences.
Préparation des suspensions de vésicules :

1. Le volume de lipides (DPPC et/ou DPPS) nécessaire est introduit dans
un ballon de 50 mL, de maniere a obtenir 10 mL de suspension de
vésicules a une concentration totale de lipides de 10 mM. Les sondes
fluorescentes (Laurdan, Py-DPPC) sont ajoutées dans une proportion
lipides : sondes de 1000:1. Ensuite, 4 mL de chloroforme sont ajoutés et

la solution est agitée.

2. Le chloroforme est évaporé a température ambiante dans un évaporateur
rotatif sous jet d’azote, jusqu’a I'obtention d’un film lipidique au fond du

ballon.

3. Le film est resuspendu dans 10 mL de tampon a 55°C (ou au dessus de
la température de transition de phase des lipides) par agitation
mécanique. On obtient ainsi une suspension lipidique opaque et
blanchatre qui contient de grosses veésicules multilamellaires (MLV).
(figure 2.2a)
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4. La suspension obtenue précédemment est extrudée successivement sur
des filtres de polycarbonate de diametre de pores égala 1, 0,4 et 0,1 um.

L'extrusion est effectuée sur un bloc chauffant maintenu a 55°C.

5. Cette méthode donne 10 mL de vésicules a une concentration moyenne
de 9,65 mM, tel que vérifi¢ par dosage par hydrolyse acide du PO,
[137]. La concentration finale en lipide est ajustée par dilution dans le

tampon approprié selon I'expérience.

2.3 Techniques et montages

L'utilisation de molécules tres volatiles comme I'halothane, nécessite la
mise au point de montages et d'équipements hermétiques. Afin de minimiser
'évaporation de l'anesthésique et son partitionnement avec l'air, nous avons
evité de laisser des volumes morts dans les cuvettes, en remplissant celles-ci
au maximum de leur capacité. De plus, une obturation adéquate de I'ouverture
est obtenue grace a l'utilisation d’un bouchon de téflon muni d'un barillet et d’'un
septum pour linsertion de la seringue Hamilton. Toutes les expériences en
spectroscopie UV-visible et de fluorescence ont été faites avec la méme cuvette
de quartz et avec exactement le méme volume d’échantillon (3 mL), afin de

maintenir constant le volume d’air dans les échantillons.

Par ailleurs, I'halothane pur a une densité élevée (1,87 g/mL) et il n'est pas
assez polaire pour se mélanger facilement a I'eau. En effet, lors de I'ajout d’une
petite goutte d’halothane a 10 mL d'eau, on voit immediatement la goutte
d’halothane sombrer au fond du volume d'eau, sa solubilisation nécessite une
agitation manuelle vigoureuse et ne nous assure pas que la répartition de
l'anesthésique dans toutes les phases de I'échantillon (air, eau, membrane,
protéine) soit réalisée au moment de prendre des mesures. C'est un probléme
rencontré par tous ceux qui travaillent avec cette molécule. Pour pallier cet

inconvénient, nous avons effectué 'ajout d'anesthésique a nos échantillons en
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perfusant lentement des volumes croissant d'une solution éthanolique
d’halothane (5% v/v). La perfusion de la solution éthanolique d’anesthésique
s'effectue grace a un micro-injecteur Harvard Pump 11 Plus et d’'une seringue
de précision Hamilton Gastight® de 250 pL. Le dispositif permet un débit
d’injection aussi faible que 20 uL/heure pendant 12,5 heures tout en maintenant
une agitation continue a l'aide d’'un micro-agitateur magnétique (Hellma Cuv-O-
Stir modele 333) qui permet la mesure simultanée de spectres d’absorption ou
d’émission en cours d’injection de I'anesthésique. Cette maniére de proceder
nous assure qu’a tout moment en cours d’addition de I'anesthésique, le systeme
est a I'équilibre, du moins, en autant qu’on puisse en juger par les parametres
que nous enregistrons. Ce ne doit pas étre le cas des systémes ou
I'anesthésique est ajouté puis dispersé par agitation manuelle vigoureuse car
lorsque nous utilisions cette procédure, les paramétres observés (par exemple
I'évolution d’'une spectre en fonction de la concentration d'anesthésique)
continuaient a se modifier pendant plusieurs dizaines de minutes apres
'addition d’anesthésique alors que si I'ajout d'anesthésique est fait par la

méthode de perfusion, I'évolution des parametres cesse dés I'arrét de l'injecteur.

Dans les mesures impliquant de la membrane pourpre, les mémes
préparations (natives, délipidées partiellement et solubilisées) étaient utilisées
pour les mesures d’absorption et de fluorescence. Dans celles impliquant des
vesicules, les différentes concentrations (dilutions) étaient préparees a partir de

la méme préparation de vésicules

2.3.1 Préparation des films de membranes pourpres

Pour réaliser les films de membranes pourpres, 250 uL de MP de densité
optique (D.O.) égale a 0,5, préalablement incubée dans un tampon phosphate
0,5 mM, contenant 1 mM de KCI, ajusté a un pH égal a 7,5 et composé d’eau
lourde (D,O) ou normale (H,O), sont centrifugés a 50 000 g et resuspendus

dans I'eau pure (H2O ou D,0). Cette opération est repétée deux fois et le culot
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est finalement resuspendu dans 30 pL d’eau pure (H,O ou D,0), déposé sous
forme de goutte au centre d’'une fenétre circulaire de BaF; et laissé a secher
pour la nuit a température ambiante dans un pétri de verre muni d’un couvercle,
en présence d'un petit volume d’eau (H,O ou D,0). Par la suite, le film solide
mais hydraté est monté sur le porte échantillon étanche (figure 2.3) pour la prise

des mesures en spectroscopie UV-visible et FTIR.
2.3.2 Spectroscopie FTIR

Les spectres infrarouges ont eté acquis sur un spectrophotometre FTIR
Perkin Elmer Spectrum 2000 muni d’'un séparateur de faisceau de KBr, d'un
detecteur MCT (Mercure-Cadmium-Tellure) refroidi a l'azote liquide et d'un
systéeme de chambre a vide. Les spectres proviennent de l'acquisition de

200 interférogrammes a une résolution de 2 cm™.
2.3.3 Spectroscopie UV-visible

Les mesures de densité optique (D.O.) de la bR ont été réalisées avec un
spectrophotometre a réseau de diodes Hewlett Packard 8452A, a l'aide du
logiciel UV-Vis Chemstation (Agilent). Les spectres ont été enregistrés entre
190 nm et 820 nm a toute les 15 minutes et furent corrigés pour la dilution et Ia
ligne de base. La concentration de la bR est évaluée selon la loi de Beer-

Lambert :
A= ebhc (Equation 2.1)

ou A correspond a I'absorbance (D.QO.), € est le ccefficient d’extinction molaire a
la longueur d'onde maximum (imax), €t b est le trajet optique parcouru par la
lumiére a travers I'échantillon (1 cm). On peut ainsi deduire ¢, la concentration
de la bR. La membrane pourpre native affiche un ccefficient d’extinction molaire
(g570) de 63 000 M".cm™ a 568 nm.



47

! Fenétre de BaF,
avec film de MP

Puits contenant

anesthésique ou
'eau (H,O ou D,0)

FIGURE 2.3 :

Joints toriques en Viton

Porte-échantillon étanche pour la prise des mesures en
spectroscopie UV-visible et FTIR. Le film solide de membrane
pourpre contenu sur la fenétre de BaF, est fixé face vers
l'intérieur sur le porte-échantillon. Une seconde fenétre de BaF,
est installée vis-a-vis, créant ainsi une chambre étanche. 250 ulL
d'eau (H,O ou D,0O) sont introduits dans un des puits et 50 ulL
d’anesthésique (halothane) sont ajoutés dans le second puits.
Le montage est placé dans I'axe de propagation de la source
(UV-Visible ou IR).
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2.3.4 Fluorométrie

Les mesures de fluorescence ont été réalisees avec un spectrofluorimétre
Cary Eclipse (Varian) muni d’'un support a cuvette dont la température est
contrélée par effet thermoélectrique (Peltier) et d’'un agitateur magnétique. Les
fentes a I'émission et a l'excitation étaient réglées a 5nm et la vitesse de

balayage était de 10 nm.s™.

La longueur d’onde d'excitation (iex) employée lors des mesures de
quenching de fluorescence de la membrane pourpre était de 280 nm. La
fluorescence était enregistrée entre 290 nm et 420 nm. Les spectres ont été

enregistres toutes les 15 rinutes et ont été corrigés pour le tampon.

Les mesures de quenching de fluorescence du Laurdan ont été prises
entre 400 nm et 600 nm, avec une longueur d’onde d’'excitation (kex) de 390 nm.
La longueur d’'onde d’excitation utilisee pour le Py-DPPC était fixée a 345 nm et

I'émission était enregistrée entre 360 et 475 nm.
2.3.4.1 Mécanisme de quenching et traitement des données

L'atténuation de la fluorescence (quenching) est un outil efficace pour
étudier 'accessibilité d'un quencheur a un fluorophore. La théorie sous-jacente
aux mesures de fluorescence et du quenching de fluorescence est décrite dans
la plupart des ouvrages sur le sujet. Celui de Joseph Lakowicz a été utilisé ici
[138].

La relation qui décrit l'atténuation (quenching) de la fluorescence est
deéfinie par I'equation de Stern-Volmer :
F, T

— =1+ KSV[Q] S (Equation 2.2)
F T
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ou F et sont respectivement le rendement quantique et le temps de vie de
fluorescence en absence (Fy) et en présence (F) de quencheur, z est la
concentration de quencheur et Kgy est la constante de quenching de Stern-
Volmer. La constante Kgy résulte du produit de la constante apparente de

quenching dynamique (kq) et du temps de vie en absence de quencheur (1) :
Ky, = qu-o (Equation 2.3)

Le quenching de fluorescence dans les bicouches lipidiques est controlé
par le degré de partitionnement du quencheur dans la sous-phase hydro-
carbonée, et par la diffusion de ce quencheur dans cette sous-phase. Les
quencheurs apolaires (hydrophobes) se partitionnent de maniéere favorable dans
les membranes, augmentant ainsi leur efficacité de quencheur. Dans le cas ou
un fluorophore est situé dans une membrane (phase lipidique) et que le
quencheur s'associe et atténue la fluorescence dans la phase lipidique, alors
une forme modifiée de I'équation de Stern-Volmer doit étre utilisée. Dans un
modele de partition, la distribution du quencheur entre la phase lipidique et la

phase aqueuse est donnée par le coefficient de partition Kp selon :

19, ]

K, = (Equation 2.4)

10,1

ou [Q] et [Qa] sont les concentrations de quencheur dans la phase lipidique et

aqueuse, respectivement. Ainsi, selon la loi de conservation des masses :

(O WV, =10, 1V, +10,V, (Equation 2.5)

ou [Qr] est la concentration totale de quencheur, V| et V4 sont les volumes de la

phase lipidique et aqueuse, et Vt est le volume total.
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En remplacant [Qa] par [Q_]/Ke dans I'équation 2.5 et en isolant [Q.], on

obtient :

[0,]= K10, ] (Equation 2.6)
L= ,
1+ K,V V.=V, [V,
En définissant la fraction volumique de la phase lipidique comme étant :
o= VL /VT (Equation 2.7)

On obtient ;

KplQr]

1+K,aa—«a

[QL] -

(Equation 2.8)

En remplacant [Q.] dans I'equation 2.2 :

EZI—F Ky KplOr] (Equation 2.9)

F I+K, 00—«

ou Ky est la constante de quenching des fluorophores dans la membrane.

A n'importe quelle concentration, Ky, Kp et o sont constantes. On peut
donc définir une constante apparente de quenching (kapp) cOmme étant :
K, K,

= (Equation 2.10)
1+K,0—«a

app

Ainsi :

F ,
FO =1+k,, 0] (Equation 2.11)
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En portant en graphique Fo/F en fonction de [Qy], on peut déterminer kapp

par régression linéaire. En évaluant le Ky, pour difféerentes concentrations de
lipides, c’est a dire pour différentes fractions volumiques de lipides (a), on peut
evaluer le Kp et le Ky en tragant le graphique de 1/k,p, en fonction de o ou

V V1, selon:

1 1+K,a-« 1 1 1 (Equation 2.12)
= = o+———o
K, K

knp[) K M K P K M K M

Ainsi, la pente (m) et 'ordonnée a I'origine (b) de la droite seront égales a :

Pente (m) :(Kl —Z lK J
M MEEP

(Equation 2.13)
1

Ordonnée (b) = ———
K/\//KP

—_—

m
K,=—+1 et —=m+b (Equation 2.14)
g b KM



CHAPITRE Il
RESULTATS ET DISCUSSIONS

3.1 Mise au point des mesures a I'équilibre et choix de I’halothane

comme anesthésique général

L'utilisation d’'anesthésiques généraux volatils rend les mesures et la
détermination de leur concentration dans ['échantillon difficle. De plus,
I'halothane étant peu soluble dans I'eau, nous avons décidée d'utiliser des
solutions d’halothane dissous dans I'éthanol, ainsi que de minimiser le volume
d’air dans les cuvettes. Contrairement a certains auteurs travaillant a saturation
[107, 139], les mesures ont été faites durant plus de 12 heures, par perfusion
lente et hermétique de I'anesthésique dans les échantillons de membrane
pourpre, ou de vésicules de DPPC. Cela nous permet d'obtenir des mesures a
I'équilibre ou on connait de fagon précise, a n'importe quel état d’avancement
de I'expérience, la concentration d’anesthésique dans I'échantillon. Ceci permet
de distinguer avec exactitude les différents modes lors de la transition de la bR
et d'évaluer avec plus de précision les concentrations réelles d’'AG se

partitionnant dans les membranes.

Par ailleurs, I'halothane fut choisi pour des raisons spectroscopiques plutdt
que physiologiques. Plusieurs autres anesthésiques généraux ont été testés
auparavant sur la bactériorhodopsine, ainsi que sur les vésicules de DPPC.
Notamment : I'enflurane, le bromoforme, lisoflurane, voire méme des anes-
thésiques locaux comme la dibucaine, tétracaine, et plusieurs solvants
organiques comme l'acétone, I'éther, le chloroforme et plusieurs alcools [37,
140, 141]. Nous avons choisi I'nalothane car des mesures de quenching de fluo-
rescence nécessitaient la présence d'un atome lourd comme le brome (Br)
comme quencheur potentiel. De plus, contrairement aux anesthésiques

généraux composeés d'éthers halogénés (enflurane, isoflurane), I'nalothane est
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plus puissant et il permet d'induire 1a forme 380 de la bR. C’est pour ces raisons

gue nous avons utilisé cet anesthésique.

3.2 Premier modéle : la bactériorhodopsine (bR)

Dans le cas de la bR, les conditions d’équilibre ont permis d'obtenir des
mesures précises durant la transition spectrale et, par surcroit, de définir plus
exactement les différents modes tel que définis au point 1.5.4.1 de l'introduction.
La figure 3.1a montre les transitions spectrales obtenues pour un échantillon de
membrane pourpre native. La forme native (bRsgs) se transforme en bRsgo a
faible concentration, avec un point isobeste a 520 nm, et graduellement vers
une forme désactivée a 480 (bR4sp), avec un point isobeste a 510 nm, au fur et
a mesure de lajout dhalothane. La présence de points isobestes est
caractéristique d'un équilibre entre deux formes spectroscopiques. A plus
grande concentration d’AG, la bR4gp est transformée en une quatrieme espéce
absorbant a 380 nm (bR3go).

Comme on peut le voir sur la figure 3.2a, le maximum d'absorption de la
bR se déplace faiblement vers le bleu (effet hypsochrome de 568 a 555 nm)
entre 0 et 5 mM d'halothane et constitue le mode |I. Par la suite, le maximum
d'absorption se déplace a 480 nm entre 6 et 21 mM (mode 11). Finalement, la
forme bRage apparait par la suite (mode II1). En fait, la bR3g apparait des la
formation de bRugo, mais s’accélére lorsque la bRsgg est presque completement

transformée en bRago, comme en témoigne la figure 3.2b.

Toutefois, I'éthanol étant considéré comme un anesthésique général,
quoique tres faible, nous avons vérifié I'effet de celui-ci sur le spectre d’ab-
sorption de la bR. Comme on peut le voir sur la figure 3.1b, I'ajout d’'un volume
de 250 yL d’éthanol a 3 mL d’'un échantillon de MP native n'a d'autre effet que
celui de la dilution de I'échantillon. En fait, 'éthanol ne provoque la formation de
bR4so qu’a partir d’'une concentration de |'ordre de 17 % v/iv d'éthanol, e

nécessite une concentration supérieure a 33% v/v afin de déplacer I'équilibre to-
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FIGURE 3.1 : Transitions spectrales de la bactériorhodopsine native et
effet de I’éthanol sur la MP native. a) Transitions spectrales de
la bactériorhodopsine contenu dans la membrane pourpre
native, perfusée a [I'halothane/éthanol 5% v/v. b) Effet de
I'éthanol sur la MP native. Tampon Tris 10 mM, KCI 50 mM a pH
7,5. Cuvette de 3 mL avec un parcours optique de 1 cm.
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talement vers la forme rouge [140]. Dans notre cas, nous sommes a un peu

moins de 8 % v/v d'éthanol a la fin de |la perfusion.

3.2.1 Etude des détergents sur la modulation de la bactériorhodopsine

par les anesthésiques

Afin de comprendre I'importance des lipides lors de I'action des AG sur la
membrane pourpre, nous avons verifie si la membrane pourpre ayant subi une
delipidation partielle ou une compléte solubilisation affichait les mémes

transitions spectrales que la forme native.

En présence de CHAPS, environ 75% des lipides phosphatés sont extraits
et la membrane pourpre affiche un déplacement du spectre vers le bleu de 6 nm
(ess2 = 60 000 M™.cm™) [129]. Pour sa part, la solubilisation compléte de la
membrane pourpre est réalisée a l'aide de Triton X-100 a 10% v/v. Le
processus est suivi spectroscopiquement par la transformation de la bactée-
riorhodopsine adaptée a la lumiére absorbant & 568 nm (esgs = 63 000 M".cm™)
en une espéce dont le imax Se déplace vers 555 nm (ess5 = 58 000 M'.cm™)
(figure 3.3) [132, 142]. Ce déplacement n’est pas sans rappeler celui que subit

la bR native en présence d’AG dans la phase | de leur action.

Dans le cas de la membrane pourpre délipidée partiellement avec le
CHAPS (figure 3.4), comme pour la membrane native, une concentration
croissante d’'halothane provoque I'apparition de bR4go, avec encore une fois un
point isobeste @ 510 nm. La bR4g est transformée encore une fois en une forme
dénaturée absorbant a 380 nm avec un autre point isobeste a 420 nm. On peut
voir sur la figure 3.5 qu'il y a un petit déplacement du Amax @ faible concentration

d'AG (mode 1), mais moindre que celui observé pour les échantillons natifs.
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FIGURE 3.3 : Spectres d’absorption de la membrane pourpre. Spectres

d’absorption de membrane pourpre native, partiellement
delipidée a l'aide de CHAPS et solubilisée dans du Triton X-100
réduit. Tampon Tris 10 mM, KCI 50 mM a pH 7,5.
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FIGURE 3.4 : Transitions spectrales de la bactériorhodopsine délipidée
partiellement avec le CHAPS et perfusée a I’halothane
/éthanol 5% v/v. Tampon Tris 10 mM, KCI 50 mM a pH = 7,5.
Cuvette de 3 mL avec un parcours optique de 1 cm.
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D’'autre part, dans sa forme complétement solubilisée, la bR réagit de

maniére trés différente a I'ajout d'AG. Elle ne présente pas de forme spectrale a

480 nm, mais seulement la forme bR3g9, associée a une structure dénaturée de

la bactériorhodopsine ou le rétinal se trouve libéré de la bactérioopsine

(figure 3.6). Cela se refléte mieux sur la figure 3.5, ou on peut voir que le Amax

d'absorption de la bR solubilisée passe directement de 558 nm a 380 nm.

Comme on peut le voir sur la figure 3.7, 'aspect coopératif de la transition est

partiellement conservé mais la concentration d'AG a laquelle la bR est

transformée est plus faible lorsque celle-ci est partiellement délipidée ou

solubilisée.
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FIGURE 3.6 :

Longueur d'onde (nm)

Transitions spectrales de la bactériorhodopsine délipidée
totalement. Transitions spectrales de la bactériorhodopsine
délipidée totalement au Triton X-100 réduit, perfusée a
I'nalothane/éthanol 5% v/v. Tampon Tris 10 mM, KCI 50 mM a
pH = 7,5. Cuvette de 3 mL avec un parcours optique de 1 cm.
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FIGURE 3.7 : Taux de changement du maximum d’absorption de la
bactériorhodopsine. Taux de changement (AA/AAmax) du
maximum d’absorption de la bactériorhodopsine native,
délipidée partiellement au Chaps et totalement au Triton X-100

reduit. Tampon Tris 10 mM, KCI 50 mM a pH = 7,5. Cuvette de
3 mL avec un parcours optique de 1 cm.
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3.2.2 Conclusion préliminaire sur la délipidation

Le fait que la forme solubilisée de la bactéeriorhodopsine ne présente pas
d’'espece spectrale a 480 nm et que I'échantillon délipidé a 75 % affiche une
transition du type mode Il (bRsss — DR4gp) en présence d’halothane, suggere
que le processus par lequel la forme rouge (bR4gp) de la bactériorhodopsine est
induite, implique une action de cet AG au niveau des lipides de la membrane
pourpre, ceux-ci étant d’'une importance capitale pour le maintien et la formation
de la membrane pourpre, ainsi que pour l'activité catalytique de la bR [78]. Par
ailleurs, la seule maniere autre qu’avec les AG de former I'espéece spectrale a
480 nm, est de délipider completement la bR sans toutefois la solubiliser dans
un detergent [102, 143]. La formation de bR4gp pourrait ainsi étre associée a une
délipidation ou dissociation transitoire des lipides résiduels interagissant avec la

bacteriorhodopsine.

3.2.3 Localisation de la liaison de I’'AG avec la membrane pourpre

La bR contient 8 residus tryptophane (Trp) et 11 résidus tyrosine (Tyr) par
molécule. Donc, il est possible d’utiliser la fluorescence intrinseque de la bR
dans le but de localiser la position ou les AG agissent sur la protéine et pro-
voguent la délipidation de celle-ci. De par la distribution des Trp dans la
membrane, la bR posséde un spectre d’émission caractéristique en fluo-
rescence (hem = 319 nm). Selon la classification de Burstein [144, 145], son
spectre se compose principalement de deux types de Trp : le type A (hem = 307
nm) qui est un Trp que I'on retrouve dans un environnement non-polaire et
extrémement rigide et le type I, qui se localise surtout dans un environnement
polaire et rigide (Aem = 330 nm) [144]. Six des huit tryptophanes de la bR se
situent en périphérie et du coté extracellulaire de la protéine (figure 3.8). Les
interactions entre les Trp et les lipides de la MP sont particulierement
importantes pour le maintien et la formation de la membrane [87]. Ainsi, en

mettant a profit la présence d'atomes lourds que I'on retrouve sur certains AG,
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on peut vérifier s'ils se fixent au voisinage des fluorophores. Le quenching de la
fluorescence par le brome (Br) de I'halothane sur les échantillons utilisés

précédemment peut nous fournir cette information.

Cote extracellulaire

TRP-189

Coté cytoplasmique

FIGURE 3.8 : Localisation des tryptophanes dans la bR. Six des huit
résidus Trp de la bR se localisent en périphérie, du coté
extracellulaire de la membrane pourpre. Les deux autres Trp
(TRP-86 et TRP-182) se retrouvent dans le cceur de la protéine.
La structure présentée provient du fichier PDB : 1C3W [82].
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La figure 3.9a montre les spectres de fluorescence (hexc = 280 nm) de MP
native perfusée a I'halothane. On constate d’abord que le quenching de la
fluorescence de la bR est achevé a une concentration d’halothane d'environ
20 mM (figure 3.9b). A cette concentration, il 'y a que 20% de la bR4go qui est
transformée en bR350; on comprend donc que la fluorescence ne puisse donner
d'informations sur le mode 111 d’action de I'anesthésique. De plus, lorsqu’on
compare les courbes d’absorption et de fluorescence pour I'échantillon natif, on
remarque que le quenching de la fluorescence semble s'effectuer de maniéere
simple et saturable alors que le changement de 'absorption, de par la forme
sigmoidale des courbes, est plutdt un phénomeéne coopératif (figure 3.9b).
Autrement dit, la pénétration de I'AG dans la membrane pourpre se fait de
maniére saturable et les changements conformationnels de la bR se produisent

de maniere coopérative.

Par ailleurs, I'addition progressive d’halothane provoque un déplacement
hypsochrome du maximum d’émission suggérant que les Trp davantage ac-
cessibles (en périphérie) sont quenchés plus facilement que ceux enfouis au
sein de la protéine. Ce déplacement apparait de fagon plus évidente sur la
figure 3.10. Ainsi, la composante a 330 nm du spectre, ou les Trp se trouvent
dans un environnement polaire et rigide, sont quenchés avant ceux enfouis
dans la membrane, ou les Trp ont un maximum d’émission a 307 nm. Ce
phénomeéne se reflete aussi sur les graphiques de Stern-Volmer ou I'on peut voir
que nous avons au moins deux populations de fluorophores (figure 3.11). En
seéparant la courbe en deux et en traitant chaque intervalle de concentration, on
peut déterminer des constantes de Stern-Volmer pour les deux populations
apparentes de Trp. Les valeurs obtenues pour les deux populations de Trp sont
0,254 mM™" et 86 mM'. Elles indiquent normalement que I'anesthésique
pénétre d'abord en surface de la protéine (Ksv = 0,254 mM™) pour atteindre

finalement les Trp au cceur de la protéine (Ksv = 8,6 mM™).
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bactériorhodopsine native. Tampon Tris 10 mM, KCI 50 mM a
pH = 7,5 Cuvette de 3 mL avec un parcours optique de 1 cm.

Perfusion avec halothane/éthanol 5% v/v.
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A ce point, certaines précisions s'imposent puisqu’on s'attend a ce que les
fluorophores les plus difficiles d’acces présentent des constantes de Stern-
Volmer plus petites que le fluorophores les plus accessibles. Or c'est le contraire
quindique la figure 3.11. Par ailleurs, on peut tout aussi bien imaginer que les
Trp localisés au centre de la bR, pres du rétinal, ne deviennent facilement
accessible qu’aprés que I'anesthésique ait considérablement modifié la structure

de la protéine, d’ou I'apparition d’'un Ksv supérieur vers la fin du quenching.

Dans un cas comme dans l'autre, nous ne croyons pas qu’il soit possible de
donner une interprétation quantitative au quenching de la deuxieme population
de Trp. En effet, une appréciation correcte de la valeur de Ksv pour cette
deuxiéme population nécessite que nous soyons en mesure d’évaluer la valeur
du Fy qui lui est propre. Or, dans |la forme intacte de la bR, une partie importante
de la fluorescence des tryptophanes enfouis au centre de la bR est quenchée
par le rétinal [146-148]. Lefficacité du transfert d’énergie entre ces acides
aminés et le chromophore risque d'étre modifiee par des changements
structuraux qui accompagnent lajout de Ilanesthésique. Cela a comme
consequence que la valeur de Fg, 'accessibilité et la fraction quenchable de ces
tryptophanes varient a mesure qu'on ajoute de I'halothane a I'échantillon. Dans
ces conditions, il est probablement préférable de limiter I'interprétation au fait
qu’il y a au moins deux populations de tryptophanes qui se distinguent par la
position de leur émission et par l'accessibilité qu’elles offrent a I'halothane. Que
ces deux populations correspondent a des tryptophanes de surface et a des
tryptophanes plus profondément enfouis est vraisemblable mais ne peut pas étre
quantitativement démontré par nos mesures. Pour cette raison, seule la valeur
de Ksv de la premiére population et dont I'amplitude devrait rester en deca de

80% de la fluorescente totale (6 des 8 Trp) peut avoir une signification réelle.

L'échantillon partiellement délipidé présente un déplacement de 4 nm de
son maximum d'émission (320 nm) par rapport a I'échantillon natif (figure 3.12a).

Ce petit déplacement s’explique par le changement d’environnement des Trp lors
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de la délipidation partielle au CHAPS. Néanmoins, I'échantillon traité au CHAPS
affiche une atténuation de sa fluorescence comparable a celle de F'échantillon
natif (figure 3.12b). Comme pour la bR native, I'addition progressive d’halothane
provoque un déplacement hypsochrome du maximum d’émission suggérant que
les Trp de surface sont quenchés plus facilement que ceux enfouis au sein de la
protéine (figure 3.13). Cependant, ce déplacement est plus prononcé que dans le
cas de la bR native (9 nm vs 6 nm), suggérant que les populations de Trp sont
sensiblement altérées. Le graphique de Stern-Volmer (figure 3.14) permet
d’évaluer a 0,283 mM™ |a valeur de Ksv correspondant a I'atténuation de 80% de
l'intensité initiale de fluorescence, une valeur proche de celle obtenue pour

I’échantillon natif.

Lorsqu'on solubilise completement la bR dans le Triton X-100, son
maximum d'émission de fluorescence se retrouve a 328 nm, indiquant que les
Trp se retrouvent dans un environnement plus polaire et relaché (figure 3.15a).
Cette augmentation de l'accessibilité des Trp et de la relaxation par le solvant
permet au quencheur (I'halothane) davoir plus librement acces aux
fluorophores. Ceci se traduit par une atténuation de la fluorescence beaucoup
plus forte que pour les échantillons délipidés partiellement et natifs
(figure 3.15b), comme le montre la valeur de Ksv de 0,477 mM (figure 3.16b),
comparativement a 0,283 mM™ pour l'échantillon partiellement délipidé et

0,254 mM™" pour I'échantillon natif.

Toutefois, il demeure périlleux de faire une interprétation quantitative de
ces difféerences puisque, dans I'échantillon natif, parmi les fluorophores situés a
la surface, il nous est impossible de distinguer les tryptophanes qui sont en
périphérie du trimére de la bR de ceux qui sont localisés plus au centre du

trimére et que cette difference de localisation peut influencer leur accessibilite.
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délipidée partiellement et perfusée a I’halothane/éthanol 5%
vlv. a) Spectres de fluorescence. b) Taux de changement
(AA/AAmax OU AF/AF4) de fluorescence et d’absorption pour la
bR partiellement délipidée.



71

322
321 4
320 4 ¢ . &:o«:ff 6’ L3 SR S
LA el E1T LT i s
319 o 00 - Ll et iS4
»
’g 318 - i
—~ N
s 371 R IR AR 2
w
L [ ~
5 316 - '+ ol
o
é 315 4 TR R *
] \
2 349 ] - .
E - 20mM N
—~ 313 4 20 —-39mM eI
. —-7.8mM
:l \
154/ e 11.6 mM e
32 -—'E 19,0 mM W
E10 1 \
311 {5 4 !
5 5 )
30 9, Lrsperenponsnrs N T B 2
290 295 300 305 310 315 320N 325 SIWTIILI Vo = i
309 4 5 Longueur d'onde (nm \~—
308 = T T T T T T T T T
0 2 4 6 8 10 12 14 16 18 20
[Halothane] (mM)

FIGURE 3.13 :

Déplacement du maximum d’émission de fluorescence de la
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totalement au Triton X-100.
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Par ailleurs, a une échelle supérieure d'organisation, des différences dans
'arrangement quaternaire (i.e. trimeres de bR), voir méme quinquénaire
(fragments de membrane pourpre), influencent la diffusion et la mobilité de la
protéine, de méme que sur le taux statistique de collisions avec le quencheur,
influencant directement la nature diffusionnelle du quenching. Ceci a pour effet
de modifier la constante de quenching et déplace I'équilibre vers la non linéarite.
Par ailleurs, d'autres phénomenes d’ordre optique se superposent aussi,
notamment, une augmentation de la turbidite et donc, de la diffusion de la
lumiére, difficile a corriger sur les spectres. A cela s'ajoute aussi l'effet de
partitionnement tripartite du quencheur qui, dans ce cas-ci, affiche une nette
préférence pour la phase lipidique. Enfin, la bR possédant plusieurs Trp dans
des environnements différents, et chaque population de Trp présentant une
susceptibilité et une accessibilité différente pour le quencheur, font que les
constantes de quenching de chacun des Trp se superposent. Ceci a pour effet
de complexifier le phénoméne et de provoquer une non linéarité dans les

courbes de quenching.

Dans le cas de la membrane native, la plus petite des deux constantes de
quenching observées est reliée a I'atténuation d'environ les deux tiers de la fluo-
rescence totale. Il est tout a fait vraisemblable que les fluorophores qui soient
les premiers quenchés soient ceux de la surface de la protéine. Toutefois, il
demeure périlleux de faire une interprétation quantitative de cette observation
puisque, parmi les fluorophores situés a la surface, il nous est impossible de
distinguer les tryptophanes qui sont en périphérie du trimere de la bR de ceux
qui sont localisés plus au centre du trimére et que cette difféerence de

localisation peut influencer leur accessibilité.

Par ailleurs, dans la forme native, en absence d'anesthésique, du moins,
une partie importante de la fluorescence des tryptophanes est quenchée par le
rétinal de la bactériorhodopsine [146-148]. L'efficacité du transfert d’énergie

entre ces acides aminés et le chromophore risque d’étre modifiee par des
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changements structuraux qui accompagnent l'ajout de l'anesthésique. Cela
pourrait avoir comme conséquence que l'accessibilité des tryptophanes varie a
mesure qu’on ajoute de I'halothane a I'échantillon. Dans ces conditions, il est
probablement plus prudent de limiter linterprétation au fait qu'il y ait au moins
deux populations de tryptophanes qui se distinguent par la position de leur
émission et par l'accessibilité qu'elles offrent a I'halothane. Que ces deux
populations correspondent a des tryptophanes de surface et a des tryptophanes
plus profondément enfouis est vraisemblable mais ne peut pas étre clairement

démontré par nos mesures.

De plus, linterprétation des constantes de quenching reste périlleuse car
plusieurs phénoménes se superposent a [latténuation de la fluorescence.
Premiérement, la modification de I'arrangement quaternaire (i.e. triméres de bR),
voire méme quinguénaire (fragments de membrane pourpre), influe sur la
diffusion et la mobilité de la protéine, de méme que sur le taux statistique de
collisions avec le quencheur, influengant directement la nature diffusionnelle du
quenching. Ceci a pour effet de modifier la constante de quenching et déplace
I'équilibre vers la non linéarite. Deuxiemement, d’autres phénomenes d'ordre
optique se superposent aussi. Notamment, une augmentation de la turbidité et
donc, une augmentation de la diffusion de la lumiere difficile a corriger sur les
spectres. A cela s'ajoute aussi I'effet de partitionnement tripartite du quencheur
qui, dans ce cas-ci, affiche une nette préférence pour la phase lipidique. De plus,
la bR possédant plusieurs Trp dans des environnements différents, et chaque
popu-lation de Trp présentant une susceptibilité et une accessibilité différente
pour le quencheur, font que les constantes de quenching de chacun des Trp se
super-posent. Ceci a pour effet de complexifier le phénomene et de provoquer

une non linéarité dans les courbes de quenching.

3.2.4 Conclusion sur les mesures de fluorescence

Dans le contexte de I'équation 2.2, on s’apercoit que l'inverse du Kgy

correspond a la concentration nécessaire au quenching de la moitié d'une



77

population donnée. Pour les échantillons natifs et partiellement délipidés, ces
concentrations sont de 3,9 mM pour la forme native, 3,5 mM pour la forme
partiellement délipidée (traité au Chaps) et 2,1 mM pour la forme délipidée au
Triton. Avec le déplacement spectral correspondant au mode [, le quenching de
la fluorescence de ces tryptophanes constitue la cible la plus sensible de

I'halothane.

Pour la forme native comme pour celles qui sont délipidées, le quenching
de plus de la moitié de la fluorescence précede la transformation de la forme
pourpre a la forme rouge. Ainsi, la pénétration de I'anesthésique en surface de
la protéine doit perturber les interactions de la protéine avec les lipides
environnants et provoquer une délipidation graduelle de la protéine, rendant
accessibles a lI'anesthésique les régions hydrophobes plus enfouies dans la
membrane et, par le fait méme, les Trp moins accessibles qui sont dans un
environnement non polaire et plus rigide. La position des Trp de la bR a
I'interface, au niveau des glycérols des lipides, semble constituer le site de
pénétration initial des AG dans la MP. Les interactions entre les Trp de la bR et
les lipides de la MP sont d'une importance capitale pour le maintien structural et
fonctionnel de la membrane [87]. La présence d’AG a ce niveau doit affecter ces

interactions et créer, transitoirement, une délipidation de la bR.
3.2.5 Changements structuraux lors de la transition spectrale

Afin d’'observer les changements structuraux concomitants a la transition
spectrale, des mesures en FTIR ont été effectuées sur des films de membranes
pourpres en presence de vapeur d'anesthésique.

3.2.5.1 Caractéristiques spectrales des films de MP

La premiere étape consistait a vérifier si les films secs de membrane

pourpre se comportaient de la méme maniere que la bactériorhodopsine en



78

suspension aqueuse en présence d’anesthésique. Il s’avere que les films secs
préparés a partir de suspensions aqueuses de membranes pourpres sont tout a
fait insensibles a la présence de vapeurs d’halothane. Toutefois, les films
maintenus humides en présence de vapeur d’eau saturante montrent, en
présence d’halothane en phase gazeuse, les mémes transitions spectrales que
celles observées en suspension aqueuse. La figure 3.17 montre |'évolution
temporelle du spectre d’absorption d’un film de membrane pourpre en présence
de vapeur d’halothane. On constate que les films de membrane pourpre
présentent les mémes caractéristiques spectrales que leurs suspensions
agueuses. La bRsgs se transforme en bRsgs au début de I'exposition et
graduellement vers une forme rouge a 480 nm (bR4gp) avec un point isobeste a
505 nm au fur et & mesure que la vapeur d’halothane pénétre la membrane. A
plus long terme, la bR4gp est transformé en une quatrieme espéce absorbant a
380 nm (bRggo).

L’atteinte de I'équilibre par un tel systéme prend un temps considérable. li
faut effectivement prés de 3 heures pour que I'halothane pénétre complétement
le film et génere les différentes formes spectrales. La lenteur du phénomene
peut ainsi étre mise a profit pour tenter d’établir la séquence de changements

structuraux qui accompagnent les transitions spectrales.

3.25.2 Spectroscopie FTIR de films de membrane pourpre native

La figure 3.18a montre le spectre IR d'un film de membrane pourpre native
séché a tempeérature ambiante. Les differentes bandes du spectre sont bien
résolues et sont similaires a ce que l'on retrouve dans la littérature [93, 149,

150]. L’assignation de ces bandes se retrouve dans le tableau 3.1.
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FIGURE 3.17 : Transitions spectrales d’un film de membrane pourpre.
Transitions spectrales d'un film de membrane pourpre en
présence de D,0O et de 50 yL d’halothane (vapeur). Fenétre de
Ban.
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2954, 2926 et 2870 cm”
Chaines phytanyl des lipides
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FIGURE 3.18 : Spectre FTIR d’un film de membrane pourpre native.
Fenétre de BaF,. a) Région de 900 cm™ & 3800 cm™ b) Région
de 1000 & 1800 cm".
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Assignation des bandes IR entre 900-3600 cm™ pour la membrane pourpre

native [93, 151].

NGRS g‘onde Localisation Assignation
(cm’) : = ™
3300 Amide A (protéine) Etirement N-H
I 3060 Amide B (protéine) _lE_t|rement C-H aromatique Phe,
yr, Trp
2954 Chaines phytanyles des lipides | Etirement asymétrique CH,
2926 Chaines phytanyles des lipides | Etirement asymétrique CH,
2870 Chaines phytanyles des lipides | Etirement symétrique CHj
2854 . - Etirement symétrique méthyléne
Cheines paryes des e |-C-CHLC of Lo et Gl. Ly
2844 e Arg
Groupements carboxyles .. _
1740 orotonés de Glu et Asp Etirement C=0 Asp96, Asp115
— = >
1658 Amide | (protéine) Etirement C=0 (80. /(.)) du
squelette polypeptidique
: . Déformation plane N-H (40-60%)
1544 Amide |1 (espéce E, de «) et Etirement C-N (18-40%)
1528 Chromophore (rétinal) Etirement C=C
. . Déformation plane N-H (40-60%)
1518 Amide |l (espéce A de o) et Etirement C-N (18-40%), Tyr
1464
Déformation CH, et déformation | Déformation CH, et déformation
1456 s ;- o
asymetrique CHj (lipides et a.a) | asymétrique CHs
1446
Chaines phytanyles des lipides, . . .
1383 Leu, Val Déformation symétrique CHj,
Chaines phytanyles des lipides, . . .
1367 Leu, Val Déformation symetrique CHs
1232 Tétes polaires phospholipides Etirement asymétrique (PO,)
1167 Protéine et lipides CH, basculement
1062 Lipides PGP, GLS Etirement asymétrique C-O-C et

P-O-C
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Les régions d’'importance se situent entre 2800 a 3300 et 1000 & 1800 cm’’
et les différents pics sont attribués soit a la protéine, soit aux lipides. On retrouve
a 3300 et 3060 cm” les bandes amide A et amide B qui correspondent a
I'étirement N-H du polypeptide et aux C-H des acides aminés aromatiques. On
constate aussi que la position de 'amide A se retrouve a 10 cm™' plus haut que
les valeurs typiques pour une protéine. Les bandes a 2954 cm™, 2926 cm™' et
2870 cm”, proviennent surtout des chaines phytanyles (lipides) et sont
attribuees a I'étirement asymétrique des CHjs;, des groupements méthylene CH,
et a [l'étirement symétrique des CH,, respectivement. Les épaulements a
2854 cm™' et 2844 cm™ sont assignés a I'étirement symétrique du méthyléne li¢ a
un carbone non substitué (-C-CH,-C) et proviennent des lipides et de certains

acides aminés de la bR (Leu, Met, Glu, Lys et Arg).

La région entre 1500 cm™ et 1750 cm™' est constituée principalement des
modes de vibration provenant du squelette polypeptidique et de certains acides
aminés de la bR. La faible bande a 1740 cm™ a été étudiée considérablement
dans le photocycle de la bR et correspond au mode d'étirement du groupement
carboxyle (C=0) du glutamate (Glu) et de I'aspartate (Asp) protonés. La structure
secondaire de la bR se compose principalement d’'hélices alpha de type | () et
Il (o), @insi que de plus petites régions constituees de feuillets et de tours (3 et
de structures non ordonnées (random coil). Chacune de ces structures posséde
un mode vibrationnel de I'amide | distinct entre 1710 et 1630 cm™' et contribue a
la bande observée a 1658 cm™ qui se compose a 80% de I'étirement C=0 du
squelette polypeptidique. Dans I'hélice o, la bande amide | a une position
anormalement élevée comparativement a une hélice normale («), et consiste en
des modes vibrationnels symétriques de type A, E; et E, (composantes
paralleles (A) et perpendiculaires (E; et E;) du lien peptidique), dont les deux
premiers sont actifs en infrarouge. Des études de dichroisme en infrarouge ont
démontré que les bandes de l'amide | et lI'amide A étaient polarisées
perpendiculairement au plan de la membrane [151, 152]. La frégquence de la

composante paralléle (mode de vibration de type A ou étirement en phase du
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C=0) de I'amide | (1667 cm™') est plus élevée que pour une hélice alpha normale
(1655 cm™). Qui plus est, et contrairement a ce que I'on retrouve d’habitude, la
position pour la composante polarisée perpendiculairement E; du lien C=0 se
retrouve 7 cm™' plus bas que pour le mode symétrique A de I'amide |, soit & 1660
cm™ [153].

Concretement, les deux types d’hélices (o et o) different en ce que le plan
du lien peptidiqgue dans une hélice o, est essentiellement parallele a I'axe de
I'hélice, alors que celui de I'nélice oy est incling, avec les liens N-H pointant vers
l'intérieur de I'hélice. Ceci a deux effets sur les modes normaux en infrarouge.
Premierement, la liaison hydrogene entre le C=0 et H-N est légerement plus
longue dans une hélice oy (3,00 A) que dans une hélice o, (2,86 A), résultant en
un affaiblissement du lien hydrogéne, et donc une augmentation de la constante
de force de I'étirement C=0 et de la déformation N-H. Ceci conduit directement a
un déplacement de 4 cm™” de l'amide | et de 10 cm™ de I'amide A. Deuxié-
mement, cette différence structurale résulte en différentes transitions du
couplage des dipbles des heélices. Pour une hélice de type o, les valeurs pour
I'amide | sont 1659 cm™ pour la composante A et 1656 cm™ pour l'espéce
E+; pour une hélice oy, elles se retrouvent @ 1667 cm™ (espéce A) et 1659 cm’
(composante Eq). Pour 'amide IlI, les valeurs pour une hélice de type o, sont
1517 om” (composante A) et 1537 cm’ (composante E,), et
1513 cm™ (espéce A) et 1538 cm™ (espéce E;) pour une hélice o. Par photo-
sélection, l'orientation des liens N-H dans le plan de I'hélice procure au spectre

une bande amide Il aussi intense que celle de I'amide | (figure 3.18b) [153, 154].
3.2.5.3 Echange isotopique et structure tertiaire

L'utilisation de la deutériation des liens N-H a l'aide d'eau lourde (D,0)
permet d'étudier la structure tertiaire de la bR. Dans la bR, les régions
périphériques du squelette polypeptidique de la protéine sont accessibles a

I'échange isotopique H/D, alors que le coeur intramembranaire de la protéine est
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inaccessible aux deutérons de I'eau lourde [152, 155]. Il a d'ailleurs été démontré
par spectroscopie FTIR polarisée que le cceur de la protéine se compose
principalement d'hélices o orientées perpendiculairement au plan de la
membrane et largement enfouies dans la membrane [156]. Les structures de
types feuillets et tours se retrouvent ainsi en surface, directement accessibles au

solvant.

L’effet le plus marqué de la deutériation sur I'absorption infrarouge de la bR
native est la diminution de la bande amide Il (1544 cm™) au profit d’une
augmentation & 1456 cm™ (Figure 3.19). Ce déplacement est causé par
féchange N-H—N-D des groupements peptidiques, causant une diminution de la
fréquence de vibration de I'amide Il. Dans la bR, l'effet est plutdt |éger a cause
de I'existence du coeur membranaire. Les estimations le situent a environ 20%
apres 48 heures d’exposition a température ambiante [156]. La compléete
deutériation n’est possible que lorsqu’on utilise des détergents pour dénaturer et
régénérer la membrane pourpre dans le D,O [155]. Dans notre cas, le
pourcentage obtenu aprés 24 heures de preéincubation est de 12%. La
bande intense a 1685 cm™ et les faibles bandes & 1640 et 1626 cm™ dans le
spectre de difference de la figure 3.19 sont significatives de la deutériation des
structures B (feuillets et tours) que I'on retrouve dans les boucles et en surface
de la protéine. La bande amide | se trouve aussi faiblement déplacée de
1658 cm™ a 1655 cm™ par la deutériation du lien N-H. On retrouve dans le
tableau 3.2 la position et l'assignation des différents éléments de structures
secondaires que l'on retrouve dans la bande amide | de la membrane pourpre
dans le D,O et le H,O.

3.2.5.4 Spectroscopie FTIR en présence d’halothane
L'obtention de spectres de membrane pourpre en présence d’halothane

nécessite |'attribution de ses bandes d'absorption dans l'infrarouge afin d’iden-

tifier les régions interprétables. L'halothane posséde une faible absorption a
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3018 cm™ provenant du C-H, ainsi que quatre bandes majeures dans la région
de 1400 & 1000 cm™ (1312, 1270, 1180 et 1130 cm™") provenant surtout de
I'étirement C-F et de modes vibrationnels du lien C-C (figure 3.20a). De trés
faibles bandes se retrouvent aussi a 1383 cm™ et 1529 cm™, mais elles sont

négligeables (figure 3.20b).

1.4
—> —— Film de MP dan: H,O
1.3 ) — - Film de MP dans D,O
-
| 1685 cm™ j Différence
1.2 A |
1.1 - 1456 cm™

-—
1

Absorbance

1544 cm”

e
~J
1

o
o

0.5 -

0.4 -

0.3 Al L A : I 1 i : I 1 : T S S T 1 : A A A } i T - 1 : A Al L : S ] I : S
1800 1750 1700 1650 1600 1550 1500 1450 1400 1350
Nombre d'ondes (cm™)

FIGURE 3.19 : Spectre FTIR de films de membrane pourpre préincubée
dans le H,O ou D,O durant 24 heures. Fenétre de BaF,.
Région de 1350 cm™ a 1800 cm™. En gris (courbe au bas),
spectre de différence H,0O/D,0.



TABLEAU 3.2
Position et assignation des bandes IR de la membrane pourpre native
dans le D,0 et le H,0 [93, 155-157].
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H,O D,O
Nombre d'onde Eléments de structure Nombre d'onde Eléments de structure
(cm™) secondaire (cm™) secondaire
1689 Tours 1690 Tours
[ | = _
1678 Tours 1680 Tours
1673 Tours 1675 Tours
1665 Hélices oy 1667 Hélice o et tours
1658 Hélices oy et o 1658 Hélices o et o
1650 Helices o 1652 Hélices oy et o
désordonnée
1640 Tours 349 1645 Désordonnée
1630 Structures { 1640 gours 310 et Structures
1626 Structures (3 1632 Structures 3
1618 Structures (3 1626 Structures (3
1618 Structures 3
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Nombre d'onde (cm™)

FIGURE 3.20 : Spectre FTIR de vapeur d’halothane. Spectre FTIR de vapeur
d’halothane (trait pointillé) superposé au spectre d'un film de
membrane pourpre (trait plein). Fenétre de BaF,. a) Région de
900 & 3800 cm™ b) Région de 1000 cm™ & 1800 cm™.
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3.2.5.5 Modifications structurales des films de MP par I’halothane

Les mesures effectuées en spectroscopie FTIR, dans les mémes conditions
qu’en absorption, ont permis d'observer les changements structuraux
concomitants a la transition spectrale observée. Les spectres pris en présence
de DO ou de H,O affichent les modifications structurales subies lors de
linteraction avec I'halothane. La région d'importance (de 1750 a 1350 cm™) est
constituée de la vibration amide | (étirement C=0) et de I'amide Il (déformation

N-H dans le plan) du squelette polypeptidique de la bR.

On retrouve sur la figure 3.21a, les spectres d'un film de MP dans une
atmosphére humide de H,O en présence de vapeurs d’halothane. La premiére
observation est 'augmentation de l'intensité de la bande amide | et la diminution
de celle de la bande amide Il durant I'ajout d’halothane. Cette augmenta-
tion/diminution des bandes amide est attribuable a une réorientation des hélices
par rapport au plan de la fenétre. La bR s'orientant naturellement de maniere
perpendiculaire lorsque déposée sur une fenétre [151, 158], la réorientation des
hélices et des groupements C=0 (amide |) dans I'axe de propagation de la
lumiéere fait augmenter l'intensité de cette bande par photosélection. De la méme
maniére, la réorientation des groupements N-H des liens peptidiques provoque
une diminution de la bande amide |l. Cette réorientation des hélices est aussi

presente dans les spectres de MP en présence de D,O (figure 3.22a).

Au niveau des changements structuraux, le déplacement d’environ
8 cm™ de 1658 & 1650 cm™ est la conséquence d’une réorganisation des hélices
a de type 11 a des hélices o de type I (figure 3.20a) [93, 154]. Sur les spectres de
différence (figure 3.21b), ce réarrangement des hélices oy en hélices o, apparait
aux positions 1665 cm™ et 1650 cm™'. Conjointement avec les bandes a 1630
cm™ et 1678 cm™', qui sont attribuées aux structures B (feuillets et tours), ces
changements au niveau des hélices sont caractéristiques d’'une transformation

des hélices en tours ou en structures non-ordonnées [159].
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FIGURE 3.21 : Spectres FTIR d’un film de membrane pourpre (H,0) en
présence d’halothane. Spectres FTIR d'un film de membrane
pourpre, en présence de vapeur de H;O et de 50 pL d’halothane
(vapeur). Fenétre de BaF,. a) Spectres entre 1350 et 1750 cm™.
b) Spectres de différence (soustraction du spectre natif).
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FIGURE 3.22 : Spectres FTIR d’un film de membrane pourpre (D;0) en
présence d’halothane. Spectres FTIR d’'un film de membrane
pourpre préincubée dans le D,O, en présence de vapeur de D,0
et de 50 uL d’halothane (vapeur). Fenétre de BaF,. a) Spectres
entre 1350 cm™ et 1750 cm™. b) Spectres de différence

(soustraction du spectre natif).
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La région comprise entre 1510 et 1570 cm™ est constituée de plusieurs
bandes, notamment celles attribuées aux hélices ay a 1518 cm™ et 1544 cm™. La
bande a 1528 cm™ est assignée au chromophore (liens C=C du rétinal), et
dénote les modifications apportées a l'environnement de celui-ci par les
changements structuraux de la protéine. De plus, le déplacement de 1650 a
1644 cm™ sur les spectres de différence semble indiquer que les hélices se
deforment progressivement pour donner de la pelote statistique (random coil).
Les bandes dans la région de 1456 et 1383 cm™ indiquent que les lipides et les
groupements meéthyles des acides aminés (CH3/CH») sont aussi affectés par la

présence d'halothane (figure 3.21b).

Les mesures effectuées avec la membrane pourpre préincubée durant
24 heures dans le D,O démontrent le méme phénomeéne de réorientation des
hélices observé précedemment (figure 3.22a), c'est-a-dire une augmentation ou
une diminution des bandes amide attribuable a une réorientation des hélices par
rapport au plan de la fenétre. Cependant, l'effet de I'échange isotopique
(N-H—N-D) est superposé a la réorganisation des helices. Ainsi, la diminution a
1544 cm™ et l'augmentation a ~ 1455 cm” s’expliquent par la substitution
isotopique des protons des liens N-H par des deutérons N-D (figure 3.22a) [157].
Comme mentionné précédemment en 3.2.5.3 la préincubation de membrane
pourpre permet d'échanger environ 12% des protons périphériques de la bR. En
présence d’halothane, la quantité de groupements échangeables passe a 29 %,
indiquant qu’une partie du coeur membranaire devient accessible aux deutérons
et qu'une partie des liens hydrogene des hélices ont été brisés, rendant possible
'échange isotopique. Cependant, cette estimation de la fraction des
groupements echangeables est sujette a I'erreur due au phénomene de
réorientation des hélices et a la contribution de groupements autres que I'amide
Il dans la région de 1545 cm™. Néanmoins, ce taux limité d’échange isotopique
nous indique que les changements doivent surtout s’opérer en periphéerie de la

protéine.
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Du point de vue structural, les changements sont les mémes pour
l'échantillon incubé dans le D,O que pour celui incubé dans I'H2O. Le
déplacement de 'amide | de 1656 a 1652 cm™' indique que des changements se
produisent au niveau du type d’hélice (ay vs o) qu’on retrouve dans la bR
(figure 3.22a). Sur les spectres de différence (figure 3.22b), cette réorganisation
des hélices oy en hélices oy se manifeste surtout sur les premiers spectres a 5 et
10 minutes. Les bandes a 1658, 1650 et 1667 cm’ proviennent des C=0 des
hélices oy, o et des tours respectivement. Cependant, la bande a 1650 cm™ se
déplace graduellement vers 1645 cm™, attribuée & de la pelote statistique
(random coil), comme si les hélices se déformaient graduellement. De la méme
maniére, les structures 3 et les tours augmentent constamment si 'on en juge
par les bandes a 1630 cm™' et 1680 cm™ respectivement. La région amide Il est
plus difficilement interprétable en raison de la forte congestion des bandes dans
cette zone et de I'échange isotopique. Néanmoins, les épaulements a 1550 cm’™
et 1510 cm™' sont attribuables a la deutériation du coeur membranaire (hélices)
de la protéine et le maximum a 1528 cm™ provient de I'étirement éthyléne (C=C)
du chromophore [155]. Des changements s’opérent aussi au niveau des lipides
(1470, 1452 et 1385 cm™), mais la bande du N-D (1455 cm™) est superposée a

ces changements.

En atmosphere de D,O, comme en presence de H,O, I'état de protonation
des groupements carboxyles de l'aspartate (Asp 96 et Asp 115) de la bR est

aussi altéré par la présence de I'halothane, si I'on en juge par les bandes entre
1730 cm™ et 1740 cm™ [150].

En se basant sur la figure 3.17, on peut affirmer que la forme bR4go (forme
rouge) correspond au spectre a environ 45 minutes et que la forme bRsgg (forme
jaune) est observée a 185 minutes (ou encore le dernier spectre a 345 minutes).
On remarque aussi que le spectre FTIR obtenu a 5 minutes est associé a la
transition du mode | discutée précédemment, c’est-a-dire la transition de 568 nm

a 565 nm). Ainsi, en soustrayant le spectre natif du spectre a 5 minutes, on
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obtient les changements se produisant pendant le mode [ (transition de 568 nm a
565 nm), et en soustrayant le spectre a 45 minutes a celui natif, on obtient les
modifications produites pendant le mode Il. La forme jaune (mode IlI) est
obtenue en soustrayant le spectre a 185 minutes de celui a 45 minutes, afin de
distinguer les structures différentes entre la forme jaune (bR3g0) et la forme rouge
(bR4so). Ainsi, on peut voir quels changements structuraux majeurs on retrouve

entre chacune des formes.

Sur les figures 3.23a et b, on peut voir que les changements qui
apparaissent dans le mode | sont surtout au niveau de la transformation des
hélices oy en hélices a; (1665, 1658 et 1650 cm'1) et que cette transformation
s’accompagne aussi de modifications au niveau des boucles (tours, 1680 cm™)
et des structures inter-hélicales (structures B, 1630 cm™"). Cette réorganisation
semble aussi s’accompagner de modifications au niveau de I'état de protonation
des carboxyles de [laspartate (Asp96 et Asp115 1730 cm™) et de
I'environnement du chromophore (1528 cm™). Les altérations au niveau des
lipides sont déja bien instaurées (1456 et 1383 cm™). Concernant la forme rouge
(bRago), on a toujours des changements au niveau des boucles et des tours, mais
le phénomene de réorientation des hélices est plus prononcé. Cette réorientation
des heélices provoque des changements plus grands au niveau du chromophore
(1528 cm™). Cette hypothése est trés plausible puisque dans la forme rouge
(bR4go) le rétinal affiche un grand déplacement de son imax. Lorsque la bR se
retrouve dans la forme jaune a 380 nm, la réorientation des hélices se poursuit
mais également, le déplacement de la bande a 1650 vers 1645 cm™" indique que
les helices se transforment en structures désordonnées (random coil). Il apparait
aussi que le cceur de la protéine subit des modifications importantes (1550 et
1510 cm™). Enfin, on note que les changements au niveau des lipides (1456 et

1383 cm') sont presque complétés dés I'apparition de la forme 480 nm.
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FIGURE 3.23 : Changements structuraux lors des transitions spectrales.
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3.2.5.6 Conclusions sur les changements structuraux

L’action de I'halothane provoque non seulement une réorganisation des
elements de structure secondaire mais aussi une réorientation de ces éléments
structuraux. Considérant la structure de la bR et les contraintes membranaires
qui lui sont imposées, les changements structuraux semblent se produire surtout
aux extrémités de la protéine, au niveau des boucles inter-hélicales. Ces
modifications aux extrémités de la protéine pourraient provoquer la de-
trimérisation progressive de la bR et déstabiliser les interactions entre les
hélices. De plus, les changements au niveau de la bande a 1665 cm™, donc des
hélices oy, sont associés a I'organisation trimérique de la bR dans la membrane
[150]. L'altération des hélices a pour effet de modifier I'environnement du
chromophore et provoque ainsi le déplacement de son maximum d’'absorption a
480 nm. Finalement, la transformation graduelle des hélices en structures
désordonnées laisse apparaitre la forme libérée du rétinal a 380 nm. Cependant,
la forme bRagg, qui est associée a une forme dénaturée de la bactériorhodopsine,
semble conserver plus de structure que la forme dénaturée observee lors de

dénaturation thermique ou chimique [160-162].

3.3 Second modéle : les vésicules de DPPC

Compte tenu de limportance du rdéle que jouent les lipides dans
lapparition des differentes formes spectrales de la bR en présence
d'anesthésiques, il devient pertinent d’évaluer I'impact de ces derniers sur la
phase purement lipidique d’'une membrane. Il existe déja un corpus imposant
d’études sur cette question (voir section 1.4.1 et 1.7.2 de lintroduction).
Toutefois, la maniere dont se distribuent les anesthésiques dans la phase
lipidique et les proprietés physico-chimiques qui gouvernent cette distribution ne
sont pas encore bien comprises et justifie qu'on tente d’'évaluer, d’'une fagon la
plus quantitative possible, l'incorporation de [I'halothane a des vésicules

lipidiques.
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3.3.1 Distribution transversale des AG dans les vésicules de DPPC

La distribution des AG dans les vesicules unilamellaires de DPPC est
suivie grace au quenching de la fluorescence de deux sondes dont la
localisation membranaire est différente : le Laurdan et le Py-DPPC. Ces sondes
sont ajoutées a un rapport molaire de 1:1000 afin de limiter les effets nefastes
que celles-ci peuvent créer sur les propriétés physico-chimiques de la
membrane [37]. La localisation du Laurdan se situe au niveau des groupements
ester des phospholipides et il est hautement sensible a la polarité de son
environnement. L'augmentation de I'hydratation de la membrane (ex. lors de la
transition de l'etat gel a liquide cristal de phospholipides) resulte en une
diminution de I'émission du Laurdan et en un déplacement bathochrome de son
maximum d’emission d’environ 40 nm [163]. Cependant, la distribution du
Laurdan est indépendante de la phase lipidique [164, 165]. Les mémes
caractéristiques s’appliquent aussi au Py-DPPC [166, 167]. Néanmoins, la
localisation de la portion pyréene de ce dernier se situe dans le cceur de la
membrane et est déterminée largement, voir méme exclusivement, par la

longueur et la conformation de la chaine hydrocarbonée le portant [168].

Puisque le quencheur (halothane) était injecté dans la cuvette sous forme
de solution dans I'éthanol (halothane/éthanol 5 % v/v), il est impératif de veérifier
si ce dernier interfere avec nos mesures car I'éthanol, du moins a concentration
elevee, est reconnu pour modifier les proprietés de la membrane. Il est soluble
dans les phases lipidiques et son coefficient de partition pour une bicouche de
phosphatidylcholine/eau est de 0,48 a 30°C. |l se localise principalement a
l'interface lipide/eau. Cependant, le rapport des intensités lsq0/lago de la
fluorescence du Laurdan n'est pas affecté pour des concentrations d'éthanol
inférieures a 1,2 M [169] et celui-ci n'a pas d'effet sur la transition de phase pour

des concentrations inférieures a 5 moie % [170].
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L’effet observé dans notre cas, c'est-a-dire lors de la perfusion de 3 mL de
vésicules de DPPC 1 mM avec 250 ul d’éthanol 95%, n’est rien d’autre que
celui de la dilution. Comme on peut le voir sur la figure 3.24, I'éthanol n'affecte
en rien le spectre du Py-DPPC. La méme observation s'applique au Laurdan;
'ajout d'une petite quantité d'éthanol n'a qu'un effet de dilution sur les
suspensions de vésicules [141]. Ce résultat était prévisible puisque les quantites
d’alcool utilisées correspondent a moins d'un dixieme des concentrations limites

données ci-dessus.
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FIGURE 3.24 : Effet de I’éthanol sur les vésicules de DPPC/ Laurdan. Effet
de |'éthanol sur les vésicules a 1 mM de DPPC/ Laurdan
1000:1, tampon Tris 10 mM, KCI 50 mM a pH 7,5. Perfusion de
250 pl d’éthanol 95% sur 12,5 heures, intensité de fluorescence
a 378 nm. Encart : spectres d'émission du Py-DPPC a différents
volumes d’'éthanol.
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3.3.2 Vérification de 'insertion des sondes dans la membrane

L'usage des sondes fluorescentes que nous avons choisies est bien
documenté. Néeanmoins, il convient de vérifier si les sondes que nous avons
inserées dans les vesicules de DPPC sont correctement localisees car des
défauts de localisation pourraient nous induire en erreur lors de l'interpretation
des données. A cette fin, nous avons mesuré le quenching de la fluorescence
des sondes a l'aide de lion bromure. Cet ion lourd hydrosoluble devrait nous
indiquer si une quantité mesurable de fluorophores s'est mal insérée dans la

membrane et si elle est accessible a la phase aqueuse.

Cette vérification a été réalisée en utilisant des vésicules a 10 mM en
DPPC contenant la sonde a un rapport sonde:lipide de 1:2000. Comme on peut
le voir sur la figure 3.25, la fluorescence du Laurdan n’est que trés peu affectée
par la présence de KBr, indiquant que le Laurdan est bien inséré dans la
membrane, qu’il n'a pas acces a la phase aqueuse et gqu'il n’est pas accessible a
I'ion Br. Quant au Py-DPPC, environ 8% de sa fluorescence est quenchée par le
bromure quand ce dernier est ajouté a une concentration atteignant 50 mM. Au-
dela de cette concentration, I'intensité de la fluorescence ne varie plus. Ceci
nous indique gqu'une petite quantité de sondes sont accessibles au solvant et
manifestement mal insérées dans la membrane. Il n'en demeure pas moins que
la majorité des sondes semblent correctement insérées et que les informations
gu'on peut obtenir delles seront valables dans la mesure ou une partie

importante de leur fluorescence sera affectée par le quencheur.

3.3.3 Mesure de la partition de I’halothane dans des membranes de DPPC

par le quenching de la fluorescence du Laurdan

Comme mentionné précédemment, le Laurdan est une sonde lipophile
affichant une grande sensibilite face a la polarité et a la mobilité du solvant et, de

ce fait, a I'etat physique des lipides qui I'entourent. Ainsi, les mesures ont été
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faites a 25°C et 55°C afin d’éviter tout recoupement des spectres du Laurdan
dans différentes phases lipidiques, la température de transition du DPPC étant
42°C. Ainsi, le maximum d’'émission (em) du Laurdan a 25°C et 55°C est
observé a 442 nm et 490 nm, respectivement, pour une excitation (kex) @ 390 nm
(figure 3.26).
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FIGURE 3.25 : Insertion des sondes dans la membrane. Quenching de la
fluorescence du Laurdan et du Py-DPPC par des concentrations
croissantes de KBr & 25°C. Les sondes sont insérés a un
rapport sonde:lipide 1:2000 dans des vésicules de DPPC
10 mM. Tampon Tris 10 mM/KCI 50 mM a pH 7,5.
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FIGURE 3.26 : Sensibilité du Laurdan envers la phase lipidique (gel ou
cristal liquide). Vésicules a 7 mM de DPPC/Laurdan 1000:1,
tampon Tris 10 mM/KCI 50 mM a pH 7,5.

Le quenching de fluorescence procure de l'information sur I'accessibilité
d'une molécule (quencheur) envers une autre (sonde) et peut nous renseigner
sur la distribution du quencheur par rapport a la sonde. Le quenching de
fluorescence étant un phénoméne basé sur la diffusion des molécules, il est
normal que la température ait une influence sur les vitesses de quenching. En
effet, & température élevée, I'énergie cinétique des molécules est plus grande et
leur vitesse de diffusion doit étre augmentée. Ainsi, les difféerences entre les
constantes de quenching a 25°C et 55°C peuvent étre attribuables aux propriétés
thermodynamiques (énergie cinétique) de la réaction autant qu'aux

caractéristiques physico-chimiques (phase lipidique) de la membrane.
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La figure 3.27a présente les spectres de fluorescence du Laurdan en
présence d’halothane (quencheur) a 55°C. L’'absence de déplacement du
maximum d’'émission indique qu’il n'y pas de changement de phase des lipides,
car s'il en était autrement, le maximum d’émission du Laurdan serait déplacé de
490 nm a 442 nm et il y apparaitrait un épaulement dans le spectre du Laurdan.
Dans le cas des mesures effectuées a 55°C, le DPPC est en phase fluide (L, ou
cristal liquide) et le quenching s’effectue de maniére linéaire (figure 3.27b). Dans
ces conditions, il est possible d’'évaluer les constantes de quenching apparentes
(Kapp) €t d'estimer le coefficient de partition (Kp) entre la phase lipidique et la
phase aqueuse, ainsi que la constante de quenching réelle (Ky) dans la phase
lipidique (voir section 2.3.4.1). Ainsi, ayant effectué les mesures pour différentes
concentrations de vésicules, nous pouvons évaluer le rapport de volume de
lipide sur le volume total (V /1) et déterminer graphiquement le K, et le K, de
I'halothane (quencheur) (figure 3.28 et tableau 3.3). Les valeurs de Ky et Kp
obtenues pour I'halothane dans le DPPC a 55°C sont 4.97x102 uM et 344,
respectivement. Toutefois, la valeur de partition obtenue indique le nombre de
molécules par sonde fluorescente. Puisque nous utilisions les sondes dans un
rapport sonde/lipide de 1:1000, cette partition revient a 0,344 molécules
d’halothane par lipide. Ces valeurs de partition concordent avec celles que lI'on
retrouve dans la littérature, soit entre 114 de 330, tout dépendant des systemes

étudiés et des conditions expérimentales [26, 171-174].

L'effet des anesthésiques sur les lipides a été passé en revue aux points
1.4.1 et 1.7.2; rappelons néanmoins que les anesthésiques généraux ont la
propriété d'abaisser la température de transition de phase (T,) des lipides. Outre
cet abaissement du T, on retrouve aussi des effets sur le polymorphisme des
lipides, dont l'induction d'une transition de la phase L; (eétat gel) a L, (cristal
liquide) [37, 109]. De plus, il a été démontré que la distribution des
anesthésiques dans les bicouches de DPPC était différente entre la phase fluide
(L,) et la phase gel (Lp) et qu'ils induisaient aussi, a concentration élevée, des

phases intermédiaires ou les chaines acyles se retrouvent interdigitees [37].
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FIGURE 3.27 : Quenching du Laurdan a 55°C. Quenching du Laurdan a
55°C, vésicules a 7 mM de DPPC/ Laurdan 1000:1, tampon Tris
10 mM/KCI 50 mM a pH 7,5. Perfusion sur 12,5 heures avec
250 yL  d’halothane/éthanol a 5 % v/iv. a) Spectres de
fluorescence mesurés en cours de perfusion. Les
concentrations d’halothane correspondantes sont indiquées
dans la figure. b) Graphique de Stern Volmer obtenu pour les
concentrations de lipide indiquées dans la figure.
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FIGURE 3.28 : Coefficient de partition de I’halothane dans les vésicules de

DPPC a 55°C. Estimation du coefficient de partition a partir de
la constante de quenching apparente observée a différentes
concentrations de lipide. Le graphique est une représentation de
I'équation 2.12 (section 2.3.4.1). Vésicules de DPPC/ Laurdan
1000:1, tampon Tris 10 mM/KCI 50 mM a pH 7,5. Perfusion sur
12,5 heures avec 250 uL d’halothane/éthanol a 5% v/v.



TABLEAU 3.3
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Coefficient de partition de I’halothane dans le DPPC (Laurdan).

[DPPC] (mM) | V. (mL) VUVr Kapp (MM) | 1/Kapp (mM™)
0,1 2,22E-04 6,82E-05 0,156 6,39
1 2,22E-03 6,82E-04 0,113 8,86
4 8,87E-03 2,73E-03 0,105 9,52
7 1,55E-02 4,78E-03 0,083 12,1
10 2,22E-02 6,82E-03 0,044 22,6

Volume partiel DPPC : 1228 A®

Volume total : 3,25 mL -

Le Kapp €st évalué a partir des pentes des courbes de quenching du Laurdan
dans le DPPC a 55°C. La valeur de 1228 A® de volume partiel pour le DPPC est
utilisée pour évaluer le rapport V /Vy [175].
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Dans les cas des vésicules a 25°C, l'atténuation de la fluorescence du
Laurdan ne s'effectue pas de maniére lin€aire et laisse présager la présence de
multiples constantes de quenching, comme si plusieurs phénomenes se
superposaient (figure 3.29). On peut facilement imaginer que les lipides en
phase gel (a 25°C) se fluidifient au fur et a mesure que lanesthésique
(quencheur) pénetre dans la membrane, induisant localement des changements
de phase de gel a fluide. Néanmoins, ces changements de phase n’apparaissent
pas sur les spectres car les sondes se retrouvant dans la phase fluide sont
quenchées instantanément, di a la présence implicite d’anesthésiques, alors
que les sondes dans la phase gel n'ont explicitement peu ou presque pas de
quencheur dans leur voisinage. Ainsi, la diminution de la fluorescence est
principalement causée par le quenching des sondes dans les microdomaines
fluides. Ce phénoméne combiné avec la perfusion lente a I'équilibre fait qu'on
n'apercoit pas de deplacement du Amax d’émission ou encore d'épaulement dans
les spectres (figure 3.29a). C'est ce que l'on peut voir sur la figure 3.29b;
initialement, la fluorescence du Laurdan a 25°C est faiblement affectée par
I'halothane mais lorsque I'anesthésique induit localement des changements de
phase dans les lipides, I'importance du quenching augmente considérablement.
De ce fait, dans la phase gel, le quenching débute a des concentrations ou
I'halothane provoquait plus de 50% de I'atténuation de la fluorescence dans la
phase L, (a 55°C, figure 3.27b).

3.3.4 Conclusions sur le quenching de la fluorescence du Laurdan

L'abaissement du T, et les modifications morphologiques des vésicules de
phospholipides par les anesthésiques ne sont pas un résultat nouveau en soi.
Par contre, la fluctuation locale des domaines de lipides, due a la distribution
héterogene des anesthésiques dans la membrane, peut conduire a la formation
de régions interfaciales a hautes concentrations locales d'anesthésiques,
lesquelles pourraient étre supérieures a la concentration moyenne dans la

membrane. Ainsi, ce résultat peut s’expliquer par la superposition de deux transi-
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Graphique de Stern Volmer obtenu pour les concentrations de
lipide indiquées dans la figure.



107

tions de phase causées par une distribution non-aléatoire des anesthésiques
dans la membrane. Comme la transition gel a liquide cristallin des lipides est
fortement influencée par la présence d’'anesthésiques, ce que I'on observerait a
25°C n’est pas le quenching des sondes dans la phase gel (Lg), mais plutét celui
des sondes déja en phase fluide. L'’halothane semble, a premiére vue, préférer
une phase lipidique plutdt qu'une autre, mais il n’en est rien puisque c'est la
presence de celui-ci qui provoque localement le changement de phase. De plus,
il semble que tout défaut ou fluctuation de la membrane aura une influence
notable sur la distribution de I'anesthésique et créera artificiellement des sites

potentiels d’interactions pour les anesthésiques.

3.3.5 Quenching du Py-DPPC et partition de I’halothane dans la membrane

La fluorescence du pyréne lie a des phospholipides est grandement
utilisée pour étudier les membranes, notamment la diffusion latérale et la fluidité
mem-branaire, les interactions protéines-lipides, la fusion membranaire et
plusieurs autres phénoménes membranaires [166]. Ses caractéristiques
principales sont un long temps de vie d'excitation, une hydrophobicité
appréciable et la formation d'excimeres déependante de la concentration. Dans
ce cas-ci, au lieu détudier la formation d’excimeres, nous avons examiné
l'interaction de I'halothane (AG) avec les vésicules de DPPC. Ces mesures ont
ete faites a faible ratio de pyréne: phospholipides afin que la formation
d’excimeres ne contribue pas a la fluorescence du pyrene [174]. Ainsi,
I'atténuation (quenching) de la fluorescence du pyrene reflétera uniquement la
proximité de I'halothane (quencheur) et du fluorophore. |l est important de
rappeler ici que la sonde fluorescente, qui est rattachée a I'extrémite d'une des
chaines acyles du DPPC, se localise au centre de la membrane. Le spectre
d’émission de cette sonde se compose principalement de deux bandes
caractéristiques a 376 nm et 396 nm et on retrouve également une bande moins
importante a 418 nm (figure 3.30). Le Py-DPPC, lorsqu’incorporé dans des

membranes a la propriété de former des exciméres (diméres excités) dépenda-
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ment de la concentration utilisée. La formation d’exciméres est observable par
I'apparition de fluorescence a 480 nm. Donc, typiguement, la fluorescence a 376
et 396 nm est caractéristique de la forme monomérique de la sonde [176].
Conséguemment, le quenching de la fluorescence du Py-DPPC sera causé par

I'apparition de I'nalothane (quencheur) dans le coeur de la membrane.

Sur la figure 3.30, on peut voir les spectres de fluorescence lors du
quenching du Py-DDPC a 25°C. La premiere observation que I'on peut faire est
qu’il N’y a pas formation d’excimeéres, on a donc une distribution homogéne de la
sonde dans la membrane. Contrairement au Laurdan, les courbes de quenching
nous donnent des relations linéaires autant a 25°C qu’a 55°C (figure 3.31). Ceci
nous indique que I'halothane se distribue dans le coeur de la membrane de la
méme maniere, peu importe la morphologie des lipides. Ce résultat est
intéressant puisque, compte tenu des résultats obtenus avec le Laurdan, on se
serait attendu a avoir une différence dans la distribution de I'nalothane dans les
différentes phases des lipides. Néanmoins, cela permet d'évaluer le coefficient
de partage de I'halothane entre la phase aqueuse et la phase membranaire a
ces deux températures. A partir du graphique de 1/Kapp €n fonction de Vi /Vy
(tableau 3.4 et figure 3.32), on peut évaluer encore une fois les coefficients de
partition de I'halothane dans la membrane. Les valeurs de Ky obtenues pour les
vésicules a 25°C et a 55°C sont de 2,65 uM et 504 uM, respectivement. Les
coefficients de partage (Kp) calculés a partir de la régression linéaire sont de
172 & 25°C et de 105 a 55°C. Comme nous travaillions a des concentrations en
sonde/lipide de lordre de 1:1000, cela donne 0,172 et 0,105 molécules
d’'halothane par lipide a 25°C et 55°C, respectivement. Ces valeurs de partition
indiqguent que la quantité d’halothane solubilisée dans les vésicules est pius
grande a basse température. Cette différence peut s’expliquer par
'augmentation de la vitesse de diffusion de [I'halothane a plus haute
température. Toutefois, ces valeurs sont similaires a ce que I'on retrouve dans
la littérature [174].



110

24

a) +0.1mM
* e
2 - a1 mM o
a 4mM o’
18 o7mM A @
410 mM ',,‘ Ba
0_. m@}ﬂ’ A
* > B e A
15 P ‘B AA .
i ale"
0'. mmm N O.,
AN i ‘Dﬁ a® o o7 ©
! i . BaH X 00-%©
u:_‘12 o’ & aglg00” A_A.""‘
(=1 > B PR _o 5
w o a2 ,'AASO A—AA
9 A Loe a¥ 32060 At
* a s A g 4
. B 88007 . at
. ".@E—A’A’éo'o Lgaat
Loee gl a0 o4
- . . - A
6 et pBadEol id
. '_@ﬂ. B, '2 -
e ag B QKA
7 oY
L AapRLe
3 smqee
ok
3%
0 +0hB% . . . ; . ;
0 5 10 15 20 25 30 35 40
[Halothane] (mM)
b) 4151 +01mm
a1 mM ’
. ¢
a4mM v
_ e
154 o7 mm va”
* a
410 mM 'Q_' ,chim
o0 P gD
121 b mmﬁ g88
o @ R
- - i} AP 00_0
o ;.‘ E"’ap ALAA 00000
w 9 * @B a0° 0
u\f’ o EBA'A’A- eee
- P ,ETQA A ooeo
Vs pel AA Q-O -
6 - ’ A,ghﬁ P - _A-A—AAA“A
T a2 A A
3R aZA" oo AN
g BT 0® aharA
‘i’ieﬁ}—oo AA“AAA-A'
2 %A .-
3 .sfﬁ—g’—?mﬂg LT
agoge L.
gl
0 438 ' ' ; : : ; ;
0 5 10 15 20 25 30 35 40

[Halothane] (mM)

FIGURE 3.31 : Quenching du Py-DPPC. Graphique de Stern Volmer obtenu
pour les concentrations de lipide indiquées dans la figure. a) a
25°C et b) a 55°C. Vésicules de DPPC/ Py-DPPC 1000:1,
tampon Tris 10 mM/KCI 50 mM a pH 7.5 Perfusion sur
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TABLEAU 3.4
Coefficient de partition de I’halothane dans le DPPC (Py-DPPC).
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['i’r::’n?] VIVT | Kapp (M) | 17Kapp (M) | Kapp (M) [ 17Kapy (mM™)
0,1 6,82E-05 | 0,578 173 0,441 2,27

1 6,82E-04 | 0,461 217 0,372 2,69

4 273E-03 | 0,402 2,49 0,339 2,95

7 4,78E-03 | 0,361 277 0,286 3,50

10 6,82E-03 | 0,311 3,22 0,195 5,14

Volume partiel DPPC: 1228 A3

Volume total: 3,25 mL

Le Kapp est évalué a partir des pentes des courbes de quenching du Py-DPPC
dans le DPPC a 25°C ou 55°C. La valeur de 1228 A® de volume partiel pour le

DPPC est utilisée pour évaluer le rapport V /1 [175]




112

6
0 25°C 1/Kqypp = 374.64(V V) + 21777
571 +55°C 1/K,, = 196.64(V, /V) + 1.882 |
4 - ]
E o
\_; 3 3 i
5 Se %
< . _ .
2 . -
i
1 -
0 T T L T T T T
0 0.001 0.002 0003 0004 0.005 0006 0007 0.008

VUV,

FIGURE 3.32 : Coefficient de partition de I’halothane dans les vésicules de
DPPC. Estimation du coefficient de partition a 25°C et 55°C, a
partir de la constante de quenching apparente observée a
différentes concentrations de lipide. Le graphique est une
représentation de I'équation 2.12 (section 2.3.4.1). Vésicules de
DPPC/Py-DPPC 1000:1, tampon Tris 10 mM/KCI 50 mM a pH
7,5. Perfusion sur 12,5 heures avec 250 uL d’halothane/éthanol
a 5% viv.



113

3.3.6 Conclusions sur le quenching du Py-DPPC

Le quenching de la fluorescence du Py-DPPC par I'halothane dépend peu
de la température et de la phase lipidique. Qui plus est, on trouve une plus
grande quantité (0,172 molecules/lipide a 25°C vs 0,105 molécules/lipide a 55°C)
d’halothane dans le coeur de la membrane lorsque celle-ci est en phase L (gel)
gue lorsqu’elle est en phase cristal liquide. Toutefois, ce résultat peut s’expliquer
par le fait qu'a température élevée, les molécules d'halothane (gquencheur)
diffusent plus rapidement dans la membrane, augmentant ainsi leur efficacité de
quenching, donnant ainsi I'impression qu’on a besoin de moins d’'halothane pour
qguencher toutes les sondes. Néanmoins, lorsque les lipides se fluidifient ou se
désorganisent en raison de la présence d’anesthésiques dans le cceur de la
membrane, cela permet a d'autres molécules d’halothane de pénétrer en
surface. Ceci explique la courbe de quenching du Laurdan a 25°C obtenue a la
figure 3.29b : une certaine quantité d’halothane se distribuerait d’abord dans la
région hydrocarbonée de la membrane en désorganisant graduellement les
chaines acyles, provoquant ainsi progressivement une transition dans la
structure des lipides. Lorsque cette transition s’effectue, de nouvelles molécules
d’halothane peuvent pénétrer au niveau des tétes polaires, rester en surface et

compléter ainsi les changements morphologiques sur les lipides.

Cela dit, il faut probablement mentionner certaines réserves en ce qui
concerne l'interprétation des résultats obtenus avec le Py-DPPC, compte tenu
de la taille non négligeable du fluorophore qui y est rattache. En effet, 'insertion
d’'une sonde fluorescente comme le pyréne au niveau d'une membrane pourrait
entrainer des perturbations structurales et dynamiques par rapport au systeme
ne contenant que le DPPC pur. De plus, on I'a vu en utilisant I'ion bromure
comme quencheur, il existe une incertitude quant a la localisation et a
l'orientation d’au moins 8% de ces sondes dans la membrane. Pour pallier en
partie ce probleme, on a utilisé une sonde analogue a sa contrepartie

phospholipidique afin de minimiser les difféerences de propriétés physico-
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chimiques. Qui plus est, l'utilisation de lipides bromés a différentes positions
dans la chaine a permis de démontrer, dans le cas du Py-DPPC, que la
distribution transversale du pyréne est déterminée principalement par la
longueur et la conformation de la chaine hydrocarbonée le portant. Le
groupement pyréne ne démontre pas de tendance intrinseque a se partitionner
en surface de la membrane et a forcer la chaine acyle a adopter une

conformation distordue et mime donc bien I'état de son précurseur naturel [168].

On I'a mentionné, le désavantage de ['utilisation d’'une sonde lipidique
comme le Py-DPPC tient principalement & la taille relativement grande de son
fluorophore. On pourrait ainsi étre tenté de croire que lI'encombrement du
pyréne rattaché a la chaine acyle du lipide peut affecter considérablement les
propriétés natives du phospholipide, du moins pour les molécules se retrouvant
a proximité de la sonde. Cette question a été examinée encore récemment et il
appert, de fagon peut-étre contre-intuitive, que, loin de générer localement du
désordre autour du groupe pyrene, lintroduction de Py-DMPC dans une
bicouche de DMPC en phase L, augmente le parametre d’ordre et le degré de
compaction sur une distance de 1,5 a 2 nm, autour du pyréne [177]. Ainsi, il
devient moins aisé d'imaginer que l'anesthésique pénetre aisément le coeur
hydrophobe de la membrane parce que le pyrene y généere des défauts
structuraux. De plus, la méme étude signale que jusqu'a une concentration de

en sondes 5 mol%, la formation d'excimere demeure un événement rare.

Par ailleurs, I'éventualité de I'immiscibilité du Py-DPPC dans le DPPC a
également été envisagée. Les facteurs principaux responsables de
limmiscibilité du Py-DPPC dans les membranes seraient la température, la
difféerence de température de transition de phase (T.) entre [a matrice
membranaire et le lipide portant le pyréne, et la différence structurale avec le
lipide précurseur [178]. Dans notre cas, le Py-DPPC a peu d'influence sur le Tp,
du DPPC qui passe de 41°C pour le DPPC pur a 40.7°C dans un mélange
Py-DPPC:DPPC a 1:100 [176], soit un ratio 10 fois plus élevé que dans notre
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cas. Qui plus est, le Py-DPPC se distribue de maniére homogéne entre les
phases gel et liquide cristallin de bicouches lipidiques bien qu'au voisinage de la
température de transition de phase, le Py-DPPC affiche une faible préférence
pour la phase liquide cristalline dans le DPPC. Il n'y a cependant aucune
immiscibilité dans une phase ou lautre dans ces systémes jusgu’a une
concentration de sondes de 10 mol% [167]. Ce dernier résultat differe
cependant de celui présenté par Somerharju et ses collaborateurs [179] et ou la
partition préférentielle pour la phase fluide apparait au-dela d'une concentration
de sondes de 5 mol%, ce qui reste toutefois 50 fois supérieur aux

concentrations de sonde que nous avons utilisées.

Compte tenu de ces réserves, il demeure raisonnable de dire que le Py-
DPPC indique que I'anesthésique pénetre d’abord le coeur hydrophobe de la
bicouche et se distribue par aprés au niveau des tétes polaires. Ce résultat nous
est apparu étonnant, surtout que rien dans les mesures antérieures ne laissait
supposer que I'anesthésique pouvait si facilement atteindre le coeur hydrophobe
de la membrane ou de l'une ou l'autre de ses composantes. Nous ne pouvons
néanmoins en faire abstraction, surtout qu'il a été obtenu et ré-obtenu de fagon
consistante. On peut difficlement arguer qu'il résulte d'une mauvaise
incorporation de la sonde dans les vésicules. En effet, si on devait admettre que
le fluorophore du Py-DPPC se localisait accidentellement a la surface de la
vesicule, sa courbe de quenching devrait ressembler a celle du Laurdan, or, ce
n'est pas le cas. Par ailleurs, les courbes de quenching du Py-DPPC sont des
fonctions de saturation simples qui conduisent rapidement a 100% de
quenching. Comme il est difficile d’'admettre que 100% des sondes puissent étre
mal localisees, on doit donc admettre que le cceur hydrophobe d'une bicouche
de lipide pur se sature rapidement d'anesthésique sans oublier que le
fluorophore pourrait créer un environnement propice a la localisation de

'halothane.



116

3.3.7 Comparaison du comportement des deux sondes

Lorsqu’on compare les résultats obtenus pour les deux sondes, on constate
que la majeure partie de la fluorescence de la sonde a lintérieur du cceur de la
membrane, le Py-DPPC, est fortement atténuée a une concentration
d’anesthésique ou la fluorescence du Laurdan I'est tres peu (figure 3.33a et b).
Autant a 25°C qu'a 55°C, I'halothane se distribue d’abord dans le cceur
hydrophobe de la membrane et modifie graduellement la structure de la bicouche
pour finalement permettre a l'anesthésique de s'infiltrer progressivement a
l'interface des tétes polaires, ou se trouve le Laurdan. En outre, les coefficients
de partition indiquent aussi que la distribution transversale de I'halothane n'est
pas uniforme dans la membrane. Si on assume une efficacité de quenching
similaire pour les deux sondes, a 55°C on retrouve 0,342 molécules d’halothane
dans la membrane par lipide pour le Laurdan, contre 0,105 molécules
d’anesthésique par lipide pour le Py-DPPC. Ainsi, prés du tiers des molécules
d’halothane doivent se retrouver dans le coeur de la membrane a cette
température. A Tinverse, a 25°C on retrouve plus d’halothane dans le cceur
(0,172 moléculesl/lipide) de la membrane, mais le quenching complet de la
fluorescence du Laurdan nécessite la méme quantité d’halothane qu'a 55°C.
Cette observation indique que [I'halothane est en equilibre dynamique non
seulement entre les phases aqueuses et lipidiques, mais aussi entre des

positions préecises a l'intérieur de la membrane.

A 25°C, linsertion graduelle d’halothane au niveau des chaines acyles
induit progressivement une transition de phase dans les lipides et permet a
d’autres molécules d’anesthésiques de pénétrer au niveau des tétes polaires
pour finalement se localiser préférentiellement a ce niveau a saturation

(figure 3.34). Ainsi, la fluorescence du Py-DPPC est atténuee avant celle du
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Laurdan. Puisqua 55°C les lipides sont déja en phase cristal liquide,
'anesthésique peut donc d’emblée se localiser au niveau des tétes polaires.
Néanmoins, la quantité d'anesthésique nécessaire pour quencher les sondes

reste la méme a 25°C ou 55°C et la distribution finale a I'équilibre sera la méme.

Les différences de sensibilité des deux sondes face a l'ajout d’halothane
aux membranes sont importantes et il y a lieu de se demander si leur réponse
reste la méme quand elles sont présentes simultanément dans le méme
échantillon. Pour le vérifier, nous avons réalisé des mesures de quenching de
fluorescence par I'halothane sur des vésicules contenant les deux sondes a un
rapport sonde:lipide de 1:2000 chacune, afin de minimiser l'influence que peut
exercer linsertion de sondes dans la membrane. Les mémes mesures de
quenching de fluorescence ont été effectuées dans les mémes conditions que
pour les sondes prises individuellement. Les résultats obtenus sont semblables
et en concordance avec ceux obtenus précédemment avec le Laurdan et le Py-

DPPC pris séparément.

Comme on peut le voir sur la figure 3.35b, a 55°C, le quenching du
Laurdan, comme celui du Py-DPPC, s’effectue de maniere plutdt linéaire. Les
constantes de quenching obtenues sont 0,1829 mM et 0,0507 mM pour le Py-
DPPC et le Laurdan, respectivement. Ces valeurs sont comparables a celles que
nous avons obtenues précédemment pour les mesures effectuées avec les
sondes prises séparément (0,1947 mM pour le Py-DPPC et 0,0443 mM pour le
Laurdan : Tableau 3.3 et 3.4).

Les résultats récoltés a 25°C (figure 3.35a) sont egalement similaires a
ceux obtenus avec chacune des deux sondes prises séparément. Aux faibles
concentrations d’halothane, la fluorescence du Laurdan a 25°C n'est
pratiguement pas atténuée mais lorsque I'anesthésique induit localement des
changements de phase dans les lipides, le quenching augmente largement.

Ainsi, dans la phase gel, le quenching débute a des concentrations provoquant
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plus de 50% de I'atténuation de la fluorescence dans la phase L,, (figure 3.36).

Concernant le Py-DPPC, les courbes de quenching nous donnent
egalement des relations linéaires, autant a 25°C qu'a 55°C (figure 3.35). Ceci
nous indique que I'halothane atteint facilement ce fluorophore dans le cceur de la
membrane, indépendamment de la morphologie des lipides. La constante de
quenching du Py-DPPC a 25°C mesurée dans ces conditions est 0,3051 mM

comparativement a 0,3108 mM dans le cas du Py-DPPC seul.

Cette expérience confirme que l'anesthésique pénetre d’abord le cceur
hydrophobe de la bicouche et se distribue par aprés au niveau des tétes
polaires. Autant a 25°C qu’a 55°C, I'halothane se distribue d’emblée pres du
fluorophore du Py-DPPC dans le coeur hydrophobe de la membrane et modifie
graduellement la structure de la bicouche pour finalement permettre a
'anesthésique de s'infiltrer graduellement a linterface des tétes polaires, ou se

trouve le Laurdan.

A saturation, les résultats obtenus avec les deux sondes fluorescentes
nous indiguent que I'état de départ de la bicouche n’a pas d’influence notable sur
la distribution de I'anesthésique dans la membrane. Cependant, dépendamment
de la concentration, la distribution de I'anesthésique est hétérogene selon la
phase lipidique. En phase gel (25°C), I'halothane se localise d'abord dans le
cceur de la membrane, fluidifie progressivement la membrane pour finalement
permettre a l'anesthésique de se localiser a linterface. Puisque les lipides
sontd'ores et deja en phase fluide a 55°C, cette étape de fluidification de la
membrane est absente et les anesthésiques se distribuent autant dans le coeur
gu’a l'interface de la membrane. Ainsi, la distribution transversale de I'halothane
dans la membrane est dynamique et non-uniforme : I'anesthésique est en
équilibre non seulement entre les phases aqueuses et lipidiques, mais aussi

entre des positions précises a l'intérieur de la membrane.
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3.3.8 Conclusions sur la distribution transversale des AG dans les

vésicules de DPPC

Plusieurs évidences expérimentales suggeérent que la fluidification des
bicouches débute par le changement de conformation des chaines hydro-
carbonées de la membrane. Ce processus est aléatoire et constitue 'étape de
nucléation pour la transition de phase des lipides. Cette distorsion des chaines
acyles se communique d'une chaine a 'autre et crée des fluctuations de densités
a lintérieur de la membrane. La relaxation des régions a hautes densités
s'effectue via une expansion latérale qui augmente la mobilité des lipides a
I'intérieur et en surface de la membrane. Il en résulte un accroissement de la
mobilité des tétes polaires, amenant a la formation de domaines fluides [180].
Certains auteurs ont déa démontré par calorimétrie que [Iinsertion
d'anesthésiques dans la region hydrocarbonée de la membrane affecte la
coopérativité des chaines acyles, et que ces fluctuations se manifestent par un
élargissement de la transition de phase et une diminution de la température de
transition due a la présence d'anesthésiques au niveau des tétes polaires [170].
On peut ainsi conclure que I'insertion d’halothane dans le cceur de la membrane
peut générer localement les mémes modifications amenant a la formation de
zones de nucléation de fluidification de la membrane. Ces fluctuations de densité
dans le cceur de la membrane permettent aux molécules d’halothane de
s'introduire en surface et de modifier considérablement la mobilité des tétes

polaires, parachevant ainsi graduellement la fluidification de la bicouche.

3.3.9 Effet électrostatique sur la distribution de ’AG dans la membrane

Les lipides composants la majorité des membranes sont zwitterioniques
(comme la phosphatidylcholine PC) ou anioniques (comme la phosphatidylsérine
PS). Cependant, les biomembranes sont des mélanges de composition
beaucoup plus complexes contenant aussi des protéines et des stérols.

L'interface des membranes est le lieu d'interactions entre les molécules d’eau,
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les tétes polaires des lipides, les protéines et les ions. Dans la plupart des cas,
les membranes biologiques portent une charge négative de I'ordre de 0,05 C.m™
[181]. La phosphosérine (PS) possede trois charges résiduelles : deux sont
négatives et associées aux groupements phosphate et carboxyle, alors que la
charge positive restante est contenue dans le groupement ammonium, conférant
ainsi une charge résultante nette négative. La présence de surfaces chargées a
l'interface, due a la présence de PS, de contre-ions et de molécules d'eau
hautement polarisées confere a la membrane des propriétés électrostatiques
importantes [182]. Les lipides chargés sont une source d’interactions électro-
statiques non-spécifiques dans les membranes, affectant les couches ioniques et
la concentration des petites molécules chargées a I'interface de la bicouche [181,
183]. Plusieurs processus physiologiques dependent de I'arrangement spécifique
des charges dans la membrane et les interactions électrostatiques constituent
I'une des forces déterminantes dans l'interaction des macromolécules avec les
membranes (ex.:. trafic des protéines, adsorption et insertion membranaire,
fusion membranaire, endo/exocytose, perméabilité, conductivite des canaux

ioniques, etc.) [180, 181, 183].

Considérant les reésultats présentés précedemment et les effets de la
composition lipidiqgue sur la modulation des propriétés membranaires, on peut
s’attendre a ce que des modifications électrostatiques de la bicouche affectent la
distribution des anesthésiques dans la membrane. Lorsqu’on ajoute du DPPS
dans la membrane, on modifie les proprietés électrostatiques de la surface en

inserant des charges négatives dans la bicouche.

La figure 3.37 présente les courbes de quenching du Laurdan dans des
vésicules de DPPC a différents ratios molaires de DPPC : DPPS. A 25°C. on
retrouve le méme type de courbe de quenching que pour la DPPC pure. A faible
concentration, la fluorescence du Laurdan est faiblement affectée par I'halothane
mais lorsque I'anesthésique induit localement des changements de phase dans

les lipides, I'amplitude du quenching augmente considérablement. Cependant, la
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presence de DPPS inhibe le changement de phase des lipides induit par
linsertion d’halothane dans la membrane. En effet, le début du quenching qui se
produit a 12 mM d’halothane pour les vésicules de DPPC pure, passe a pres de
20 mM, avant que des changements notables apparaissent pour un mélange
binaire PC/PS 10:1 (figure 3.37a). Ainsi, plus la densité de charges négatives de
la membrane augmente, c'est-a-dire avec I'ajout graduel de DPPS, plus la
quantité d’halothane nécessaire pour fluidifier les lipides augmente. A un ratio
molaire DPPS/DPPC inférieur a 18%, la température de transition du mélange
binaire DPPS/DPPC est de 42-44°C [184], ce qui est trés pres de la valeur du T,
pour la DPPC pure qui est de 41°C. Cela suggere que les proprietés
thermotropiques du mélange DPPS/DPPC sont quasi similaires a celles d'un
échantillon de DPPC pure. Conséquemment, I'effet du DPPS sur la distribution
de 'AG dans la membrane doit étre principalement de nature électrostatique.
Notons au passage que lintensité absolue de fluorescence des deux sondes
(Laurdan et Py-DPPC) est affectée par la présence de DPPS. Ce dernier
diminue, de facon reproductible, le niveau de fluorescence de plus de 50% dans
certain cas, un phénomeéne pour lequel nous n’avons pas encore d'explication

logique.

A 55°C, l'insertion de DPPS dans la membrane a pour effet d’inhiber ou de
retarder la distribution de I'halothane a la surface de la membrane. Comme on
peut le voir sur la figure 3.37b, l'efficacité a laquelle la fluorescence du Laurdan
est quenchée par I'halothane diminue avec I'augmentation de la concentration de
PS dans la membrane. La présence de charges négatives provenant de la
phosphosérine semble produire un effet d'écran a la pénétration de
I'anesthésique dans la membrane. Il est possible aussi que la presence de DPPS
dans la bicouche crée des défauts dans la membrane et affecte la distribution de
'anesthesique. Toutefois, comme mentionné précédemment, tout défaut dans la
bicouche devrait permettre a l'anesthésique de pénétrer plus facilement la
membrane. Ce qui n'est pas le cas ici, I'insertion de I'anesthesique est rendue

plus difficile lorsqu'il y a des charges négatives sur la membrane.
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De la méme maniére, les résultats obtenus avec la sonde se trouvant dans
le cceur de la membrane (Py-DPPC), montrent que les effets provoqués par la
présence de DPPS sont de nature électrostatique. La présence de PS dans la
membrane inhibe ou empéche la diffusion de I'halothane dans la membrane et
affecte I'atténuation de la fluorescence de la sonde. Autant a 25°C qu’a 55°C,
I'augmentation graduelle du ratio molaire de DPPS/DPPC (variant de 0,1 % a
10 %), affecte le quenching de la sonde (figure 3.38). Toutefois, I'effet est plus
notable a 55°C qu'a 25°C. On sait d'ores et déja qu'a cette température
I'halothane peut s’insérer au niveau des tétes polaires et que dans cette région
la présence de charges negatives doit étre plus effective. Donc il semble normal
que l'effet du DPPS soit plus notable a 55°C.

3.3.10 Conclusions sur 'effet du DPPS sur la distribution de I’AG dans la

membrane

De multiples processus métaboliqgues dépendent de I'arrangement des
charges dans la bicouche lipidigue ou les interactions électrostatiques
constituent I'une des forces les plus determinantes dans linteraction des
macromolécules avec les membranes. La composition lipidigue exerce une
grande influence sur le potentiel electrostatique, I'nydratation, et l'ionisation de
la membrane. Conséquemment, les interactions de petites molécules comme
les anesthésiques, ou encore de macromolécules comme les protéines, sont
influencées par la présence de lipides portant des charges. Dans ce cas-ci, la
presence de PS inhibe ou empéche la pénétration de I'anesthesique dans la
membrane. Comme l'insertion de charges au niveau des tétes polaires accroit la
polarité et la polarisation des autres molécules présentes (eau, esters du
glycérol, phosphate, choline), il ne faut probablement pas étre surpris que cet
effet fasse paraitre encore plus important le caractere hydrophobe de

I'halothane qui, néanmoins, reste une molécule polarisable.
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CHAPITRE IV
DISCUSSION GENERALE ET CONCLUSIONS

4.1 Mesures a I’équilibre et modéles

Les anesthésiques généraux sont utilisés quotidiennement depuis plus
d'un siecle déja et méme si des réponses émergent quant a leur mecanisme
physiologique, le mécanisme moléculaire par lequel ils agissent reste incompris.
Les difficultés engendrées par I'hydrophobicité et le caractére volatil des
anesthésiques généraux ont rendu difficile la prise de mesures a I'équilibre.
Dans le cas de I'halothane, le dose effective (DEsg) se situe a environ 0,32 mM
chez 'lhomme et la concentration efficace (CEsp) est de 20 mM au niveau des
canaux sodiques [185]. Les résultats obtenus a partir de perfusions sur plus de
douze heures sont, de toute évidence, a l'équilibre ou trés proches des

conditions d’équilibre et constituent un avancement dans le domaine.

La plupart des travaux effectués jusqu'a maintenant se sont surtout
concentrés sur les changements structuraux et fonctionnels des membranes.
Peu d’'études ont été effectuées sur des systemes composés de protéines et de
lipides. Les membranes biologiques étant des systemes ultra-complexes, nous

avons eu recours a des modeéles.

Le premier modéle, celui de la membrane pourpre, est utilisé depuis plus
de vingt ans pour étudier l'effet des anesthésiques locaux et généraux.
Incontestablement, |la bactériorhodopsine ne fait pas partie du systéme nerveux
central et elle ne constitue pas la cible physiologique réelle des AG que sont les
récepteurs neuronaux. Cependant, elle constitue le modeéle de transport ionique
des récepteurs transmembranaires et partage beaucoup d’homologies
structurales avec ceux-ci. De plus, elle est sensible aux anesthésiques dans
I'intervalle de concentration clinique et affiche, comme pour les symptémes

physiologiques, une reversibilité face aux effets des anesthésiques [109, 111].
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Dans le second modele étudié, les vésicules lipidiques, le choix du DPPC
comme lipide de base est un choix classique. En effet, c'est de loin le lipide le
plus utilisé dans la fabrication de membranes modéles. Il présente un
thermotropisme caractérisé par deux états physiques différents (L, fluide et L
gel) a une température pres de la température corporelle. De plus, les
phosphocholines (PC) constituent plus de 30% de la composition des
membranes des mammiféres [186]. Cependant, le DPPC est considéré comme
un lipide de “remplissage” (bulk) dans les membranes biologiques et ses
caracteristiques physiques sont tres éloignées du comportement des mélanges
de lipides constituant les membranes biologiques. Malgré tout, lorsqu’on tient
compte du fait que les biomembranes sont généralement dans un état fluide et
qu'elles varient localement en composition en formant des domaines de
compositions différentes, le DPPC reste un lipide pertinent pour étudier ce
phénomene, d’autant plus que quand vient le temps de soumettre a I'action de
'anesthésique un modeéle mixte de protéoliposomes contenant la protéine et des

lipides, la DPPC se révele étre le lipide qui solvate le mieux la bR [187].

Quantitées d'études ont été réalisées sur linteraction des anesthésiques
avec le DPPC, en s’attardant surtout sur les modifications structurales
provoquées sur les différentes phases lipidiques. Toutefois, peu d'études se
sont concentrées sur la maniere de modifier ces interactions afin d'en extraire
de [linformation nouvelle. Nous avons utlisé un mélange binaire de
DPPC/DPPS dans ce but, afin de déterminer quels sont les types d'interactions
qui sont aptes a moduler la réponse de la membrane a I'anesthésique. Ainsi,
comme la réponse de 'anesthésique est différente en présence de DPPS, qui
est un lipide portant une charge négative, on peut affirmer que les interactions
électrostatiques, a l'instar des forces hydrophobes, ont aussi une influence sur
le mécanisme moléculaire de I'anesthésie genérale. Quoiqu'il en soit, ces deux
modeles doivent étre considérés comme compléementaires plutbt que
singuliéerement car les conclusions tirées a partir de 'un peuvent confirmer les

hypotheses formulées a partir de l'autre.
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4.2 Les anesthésiques généraux et les protéines membranaires

La composante lipidique des membranes est primordiale pour la
distribution, 'organisation et la fonction des protéines transmembranaires. Cette
régulation est due principalement aux interactions lipide-protéine qui modulent
les transitions conformationnelles de la protéine, tant au niveau du couplage des
domaines hydrophobes avec le cceur de la membrane qu'au niveau
électrostatique de l'interface. Les fonctions des protéines sont ainsi contrélées
par la composition de la membrane et par les propriétes des lipides qui la
composent. Ainsi, la bicouche lipidique constitue en soi un mécanisme de
régulation allostérique des protéines [188]. Les protéines membranaires, plus
particulierement celles composées d’hélices transmembranaires, ne sont pas
des corps rigides autour desquels les lipides membranaires se contorsionnent
pour creer la meilleure interaction. Au contraire, les deux, lipides et protéines
modifient leur structure afin de stabiliser leurs interactions réciproques, modifiant
ainsi la fonction de la protéine. Au-dela des lipides annulaires qui entourent les
protéines membranaires, il y a aussi plusieurs protéines qui nécessitent la
présence de lipides spécifiques qui se lient fortement a la protéine et agissent
comme cofacteur. Ces lipides que I'on nomme non-annulaires, assurent souvent
un bon empaquetage au niveau de l'interface protéine-protéine [117]. De plus,
des modifications de I'épaisseur membranaire ou des liaisons hydrogénes entre
la protéine et les tétes polaires ont pour conséquences de modifier la

conformation de la protéine et de ce fait, sa fonction.

Dans le cas de la membrane pourpre, les interactions entre les lipides et la
protéine sont bien connues et documentées. A partir des informations et des
données accumulées sur ce systéme, nous avons démontré que les
anesthésiques peuvent modifier ces interactions et induire des formes
transitoires qui sont similaires a celles que I'on obtient lorsqu’'on délipide la
bactériorhodopsine progressivement. L'étude réalisée avec les formes

partiellement et totalement délipidées de la bR indique clairement que les
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interactions avec les lipides endogénes de la protéine, qui agissent comme
cofacteurs ou modulateurs allostériques de la bR, sont affectées par la présence
d’AG. Les résultats obtenus en spectroscopie d’absorption et de fluorescence
montrent que les anesthésiques agissent d’abord sur les régions de surface les
plus accessibles et que graduellement, 'AG se distribue dans les zones plus

enfouies de la bR, simulant ainsi sa délipidation.

Ces conclusions sont corroborées par les changements structuraux que
'on observe en FTIR. La modulation de la structure de la protéine prend
naissance en surface, au niveau des boucles et des tours, pour ensuite se
propager a travers les helices de la protéine. La présence d'AG au niveau des
tétes polaires des lipides doit affecter les liaisons hydrogene entre ceux-ci et la
bR, provoguant des changements au niveau des boucles et/ou tours de la bR.
Ces modifications des boucles doivent induire une redistribution de I'énergie
diédrale (mécanique) des liens, et se propager le long des hélices afin de
relaxer la structure, a la maniére d’'un ressort que I'on tord aux extremités. Cette
relaxation des hélices a pour effet de faire basculer la conformation de la bR

dans un état inactif d’un point de vue fonctionnel.

La séquence de ces événements est reconstruite sur la figure 4.1 ou
I'apparition des modes |, Il et Il sous I'effet de I'halothane ainsi que 'amplitude
du quenching des tryptophanes de la bR sont indiqués en fonction de la
concentration totale d’halothane, ainsi que du rapport des concentrations entre
'halothane et la bactériorhodopsine. La figure indique également les
changements structuraux observés par spectroscopie vibrationnelle au cours de
ces difféerents modes d'action. Cette figure rappelle que la premiere cible de

I'anesthésique se situe a l'interface de la protéine et de la phase aqueuse. Cette
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FIGURE 4.1 : Bactériorhodopsine : séquence des événements.
Superposition  des  observations  effectuées  sur la

bactériorhodopsine en équilibre avec des concentrations
croissantes d’halothane exprimées en valeur absolue et en
valeur relative (molécules d’anesthésique/bR). Les différentes
courbes correspondent au % de changement en terme de % de
I'amplitude maximale (AA / AAmax) pour les modes |, Il et lll. La
courbe de quenching est donnée en termes de % du niveau
initial de fluorescence. Les modifications structurales rapportées
sous I'echelle des concentrations sont les observations majeures
obtenues des spectres FTIR. La forme spectrale de la bR qui
prédomine lors de ces observations (forme pourpre, rouge ou
jaune) permet de classer les modifications structurales selon les
modes I, Il ou Ill.
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conclusion s’appuie moins sur l'intervalle de concentrations ou s’opére le
mode | que sur I'amplitude du quenching de la fluorescence des tryptophanes
qui survient aux plus faibles concentrations d’anesthésique. A cet égard, on note
la grande spécificité apparente de cette cible qui est atteinte en deca de la
concentration clinique. La modification des hélices oy et des boucles interhélices

est également en accord avec cette localisation initiale de I'anesthésique.

Les modifications structurales qui débutent dans le mode | se poursuivent
dans le mode Il, notamment en ce qui a trait aux boucles interhélices. A cela
s’ajoutent le début de la réorientation des hélices et I'apparition de modifications
des bandes vibrationnelles du rétinal dont le Amax change dramatiquement au
cours de ce mode. Rappelons également que c'est lors de cette étape que
l'activité de pompage de protons de la protéine disparait. Il est tout a fait
vraisemblable que ce mode corresponde a l'insertion de I'anesthésique dans les
parties plus profondes de la membrane. Les modifications de la structure
trimérique de la protéine et de son réseau cristallin qui surviennent également
durant ce mode, en plus du fait que le mode Il soit absent dans les préparations
délipidées, appuient la conclusion qu'a cette éetape, les interactions lipide-

protéine (et protéine-protéine) se disloquent.

Enfin, dans le mode Ill, des modifications structurales encore plus
importantes surviennent, notamment en termes de transformation des hélices
en structures désordonnées. Selon toute vraisemblance, dans ce mode, la

protéine est sur la voie de la dénaturation.

Le modeéle de la membrane pourpre démontre que les AG n’ont pas
individuellement les protéines ou les lipides comme cible, mais plutét une
specificité conjointe pour les deux a la fois, principalement dans le mode II. Les
mesures effectuées sur des échantillons partiellement ou totalement délipidés
indiquent que cette spécificité est formée de l'interface entre la protéine et les

lipides qui 'entourent, mais aussi de la surface délimitée par la protéine et les
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tétes polaires des lipides. Cette interface ne constitue probablement pas une
cible spécifique, mais plutbt un environnement propice a la distribution
d'anesthésique, ceux-ci étant guidés principalement par leur hydrophobicité
relative et leur caractéere diélectrique. Donc, les propriétés électrostatiques des
AG doivent déterminer le ciblage membranaire, mais leur caractére hydrophobe
doit étre responsable de la modulation de la protéine concernée. Les zones
membranaires constituées de protéines peuvent ainsi former des régions
électrostatiques favorables au partitionnement de 'AG, de par la composition
lipidique difféerente du reste de la membrane. Néanmoins, les protéines
membranaires sont liées directement aux lipides qui les entourent et elles sont

sensibles aux modifications de leur environnement lipidique.

4.3 Les anesthésiques généraux et les lipides

Le squelette des membranes biologiques est la bicouche lipidique et se
compose d’'un double feuillet de lipides. Les anesthésiques ont des effets tres
diversifiés sur les lipides membranaires. Les anesthésiques purement
hydrophobes se distribuent préféerentiellement dans le coeur membranaire, alors
que les xénobiotiques amphiphiles se localisent plutét a linterface de la
membrane [16, 32, 35]. Parmi les effets causés, rappelons les modifications de
la fluidite, de I'épaisseur membranaire, de la température de transition de phase
et la séparation de phases latérales. Ils modifient aussi le profil de pression
laterale de la membrane et augmentent la perméabilité [38, 170, 189]. Les
proprietés electriqgues de la membrane comme la constante diélectrique ou le
potentiel dipolaire de surface sont aussi affectés par la présence d’anesthésique
[36, 190]. Tous ces changements des parametres physico-chimiques de la
bicouche lipidique ont un impact sur la structure et la fonction des protéines
membranaires et sur les points de contacts avec les éléments du cytosquelette

adjacent.
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Il ne fait aucun doute que le caractére hydrophobe commun des
anesthésiques est une variable importante dans I'action des anesthésiques.
Néanmoins, la polarité de ces molécules, voire méme leur polarisabilité est une
caractéristique déterminante dans l'efficacité ou la puissance de ces molécules
a provoquer I'anesthésie. Le caractere dipolaire est une proprieté distinctive des
anesthésiques modernes présentement en utilisation. L'halothane qui fut le
premier anesthésique de "design” (synthétisé de novo), doit du moins en partie,
son fort potentiel anesthésiant au lien C-H, moins polaire que les liens C-F, C-Cl
et C-Br qu’il contient. Ainsi, le caractere dipolaire des anesthésiques est un
élément encore plus important que leur hydrophobicité dans I'évaluation de la
puissance d’'un anesthésique. La composition et la structure de la membrane
ont une influence sur la distribution de I'anesthésique dans la bicouche et

doivent jouer un réle primordial sur sa localisation dans la membrane.

A saturation, les résultats obtenus avec les sondes fluorescentes
démontrent que l'état de la bicouche n'a pas d’influence notable sur la
distribution de l'anesthésique dans la membrane. Cependant, dépendamment
de la concentration, la distribution de I'anesthésique est hétérogene selon la
phase lipidique. En phase gel (25°C), I'anesthésique se localise d'abord dans le
ceeur de la membrane, fluidifie graduellement la membrane pour finalement
permettre a I'anesthesique de se localiser a l'interface. Puisque les lipides sont
déja en phase fluide a 55°C, I'étape de fluidification de la membrane est
absente et les anesthesiques s’y distribuent autant dans le cceur qu'a l'interface.
On peut donc dire que la structure de la bicouche (phase) a une influence
déterminante sur la distribution de I'anesthésique a faible concentration. La
distribution transversale de I'halothane est dynamique et non-uniforme dans la
membrane et I'anesthésique est en équilibre dynamique non seulement entre
les phases aqueuses et lipidiques, mais aussi entre des positions précises a

I'intérieur de la membrane.
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Ces phénomenes sont bien illustrés par les mesures que nous avons
réalisées avec les deux sondes fluorescentes et dont les résultats sont résumés
dans la figure 4.2. On y observe que dans le cas de lipides purs, 'anesthésique
atteint facilement le cceur hydrophobe de la membrane, indépendamment de
I'état physique des lipides. Par ailleurs, méme a une température bien au-
dessus de la température de fusion des lipides, l'insertion d’anesthésique au
niveau de linterface lipide-eau présente un retard par rapport a son insertion
dans le cceur hydrophobe. Ce résultat exclut la possibilité que l'effet de
'anesthésique sur la protéine, du moins au cours du mode |, soit médié par les
lipides. Par ailleurs, cette possibilité ne peut étre exclue si on considére le mode
[l d’action de l'anesthésique sur la protéine. En effet, les concentrations
d’halothane qui induisent le mode Il sont comparables a celles ou l'anes-
thésique s'insere a la surface de la membrane. Il devient donc difficile de dire si
I'effet du xénobiotique peut étre médié par le lipide, surtout si ce dernier est en

phase fluide.

Par ailleurs, la composition lipidique exerce une influence sur la distribution
de I'anestheésique dans la membrane. Le potentiel électrostatique, I'hydratation,
et lonisation de la membrane sont tous des facteurs qui peuvent modifier
I'interaction de l'anesthésique avec la bicouche. Ainsi, nous avons démontré
que la présence de lipides portant une téte polaire chargée, comme la
phosphosérine (PS), peut modifier la distribution de [I'halothane dans la
membrane. La particularité de cette approche réside dans le fait qu'au lieu
d’'observer les effets de I'anesthésique sur la membrane, nous avons étudié
I'effet de la composition de la membrane sur la distribution de I'anesthésique.
Bien que certains anesthésiques généraux soient apolaires (Xe, cyclopropane)
et que la caractéristique commune majeure soit leur hydrophobicité, la plupart
de ces molécules présentent une contrepartie polaire ou polarisable. De ce fait,
les plus puissants anesthésiques généraux auront un caractére dipolaire

(permanent ou inductible) favorisant leur insertion a une interface.
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FIGURE 4.2 : Distribution de I’halothane dans les vésicules. Superposition

des observations effectuées sur les sondes localisées a la
surface et au coeur de vésicules de DPPC (4 mM) en equilibre
avec des concentrations croissantes d’halothane exprimées en
valeur absolue (échelle du bas) et en valeur relative (molécules
d'anesthésique/lipide, échelle du haut). Comme les vésicules
contiennent 1 sonde par 1000 lipides, on peut multiplier I'axe du
haut par 1000 pour avoir la concentration relative en terme de
molécules d’anesthésique par sonde. Les valeurs de % de
changement correspondent au % d'atténuation du niveau initial
de fluorescence. On notera que 80% du quenching du Py-DPPC
est effectué a environ 2 molécules d’anesthésique par lipide.
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On peut facilement imaginer qu'a I'échelle d'une biomembrane réelle, la
structure, la composition et la topographie électrostatique de la bicouche joue un
réle prépondérant dans la distribution de I'anesthésique dans la membrane. Qui
plus est, I'arrangement des couches d'ions et la polarisation des molécules d'eau
a linterface doivent créer des zones d'interactions plus spécifigues pour les
anesthésiques, voire méme guider les molécules anesthésiantes vers leur cible
ultime. Néanmoins, il parait plus approprié ici de parler denvironnement
spéecifique que de cible spécifique car il ne fait aucun doute que I'induction d'une
anesthésie générale passe par la modulation de la réponse des protéines
responsables de la propagation de I'influx nerveux. Or, ces protéines membra-
naires baignent dans un environnement lipidique qui est directement relié a leur

stabilité structurale et fonctionnelle.

4.4 Le mécanisme d’action

Il serait présomptueux de proposer un mécanisme universel d’action des
anesthésiques généraux vu la complexité du phénoméne et la quantité de
chercheurs qui ont travaillé et qui travaillent toujours sur le sujet. Comme
mentionné en introduction, cette complexité se manifeste a plusieurs niveaux
organisationnels. D'un point de vue physiologique, on connait les structures
neuro-cérebrales qui doivent étre ciblées, mais il est difficile d’affirmer a une
échelle cellulaire quels types cellulaires ou quelles structures subcellulaires
(axones, dendrites, corps neuronauy, etc.) sont primordiales dans I'établissement
d'une anesthésie générale. Toutefois, les symptémes provoqués par les
anesthésiques sont de toute évidence attribuable a leur effet sur le systeme
nerveux et, a une échelle moléculaire, il doit y avoir un mécanisme général qui
permette d’expliquer l'action des anesthésiques, peu importe que la cible

moléculaire soit dans le thalamus ou le mésencéphale.

Il apparait évident que les canaux et récepteurs membranaires

responsables de la propagation de linflux nerveux sont impliqués dans
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'établissement de la perte de sensation et de conscience. Néanmoins, suggérer
une action directe et spécifique des anesthésiques sur ces protéines semble
intrépide compte tenu de la grande variabilité structurale des anesthésiques
généraux, de la grande diversité des macromolécules sensibles aux
anesthésiques et des concentrations cliniques ou pharmacologiques supérieures
a ce que l'on retrouve dans le cas de drogues ou narcotiques plus spécifiques
(C'est-a-dire mM versus nM). C'est donc dire que méme si l'effet des
anesthésiques peut sembler spécifique a certains canaux ou récepteurs
membranaires, voire méme certaines voies meétaboliques, leur mode d’action
reste non spécifique et indirect. C'est dans cette dualité que réside toute la
complexité du phénoméne. Ne tenir compte que d’'un seul systeme, d'un seul
modele ou d'une seule échelle d'étude, c’est ignorer toute l'information qui se

cache a d’autres niveaux et qui nous permettrait d’avoir une vision globale.

Nous avons démontré que la sensibilité aux anesthésiques d’'une protéine
membranaire comme la bR dépend énormément de la composition des lipides
qui I'entourent. Nous avons aussi fait la preuve que la distribution des
anesthésiques dans les membranes composeées exclusivement de lipides
dépend de la structure et de la composition de la bicouche. Dans ce contexte,
dire que les anesthésiques n’agissent strictement que sur les lipides ou
exclusivement sur les protéines serait nier que les deux sont intimement reliés
dans un contexte biomembranaire. Les anesthésiques doivent exercer leur
action a la fois sur les lipides et les protéines, sans avoir réellement de spécificité
directe pour I'un ou lautre, mais plutét pour I'environnement particulier que
constitue l'interface protéine-lipide. Cette interface est tout aussi complexe a
imaginer que le mécanisme d'action des anesthésiques ou encore que l'origine

de la conscience dans le cerveau.
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