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RESUME

La contamination de I'eau est un probléme écologique important. La
société a besoin de bioessais rapides et simples pour veérifier
réguliérement le potentiel toxique des effluents. L'emploi de
membranes photosynthétiques immobilisées dans une matrice
d'albumine-glutaraldéhyde comme biosenseur de phytotoxicité peut
répondre a ce besoin urgent. L'avantage de l'immobilisation est la
grande stabilité qu'elle apporte aux membranes photosynthétiques. Le
principe de la méthode repose sur l'oxygéne dégagée par des
membranes photosynthétiques soumises a un éclairage qui est mesuré
avec une électrode de type Clark. Ce dégagement d'oxygene résulte du
transport d'électrons, lequel est inhibé par la plupart des composés
toxiques.

Les principaux objectifs de ce travail sont de maximiser l'activité
photosynthétique des membranes immobilisées et de vérifier leur
stabilité aux conditions éventuelles d'utilisation ainsi que leur

sensibilité a différents composés toxiques.

Dans le but d'obtenir le meilleur rendement photosynthétique, le
contenu en sels des tampons ainsi que la concentration optimale de
I'accepteur artificiel d'électrons (DCBQ) pour différentes concentrations

de Chl ont été déterminés.



iii

Les membranes immobilisées sont plus stables que les natives sous
différentes conditions d'entreposage. Les conditions leur offrant la plus
grande stabilité sont l'obscurité et une température de 4 OC. Les
membranes immobilisées sont également plus stables aux fluctuations
de température et de pH que les membranes non immobilisées.

En plus de cette grande stabilité, les membranes immobilisées
offrent également l'avantage d'avoir un seuil minimal de détection
plus bas que les membranes libres pour plusieurs polluants. Cette
meilleure capacité de détection provient possiblement de la plus
grande accessibilité du site d'inhibition Qg suite aux changements
conformationnels engendrés par l'immobilisation. Les membranes
immobilisées sont toutefois de moins bons détecteurs pour les
polluants ayant le complexe de dégagement d'oxygéne comme Ssite
d'inhibidon puisque les dits changements conformationels provoqués
par l'immobilisation défavoriserait par contre, l'accessibilité des
polluants a ce site. Le seuil minimal de détection des membranes

immobilisées peut étre amélioré en diminuant la concentration en Chl.

Ainsi, la grande stabilité des membranes immobilisées rend leur
emploi fortement convenable pour la réalisation de bioessais sur le
terrain puisqu'elles ne nécessitent pas de précautions excessives pour
leur conservation et leur manipulation. De plus, étant donné que QR est
le site d'inhibition de la plupart des herbicides et de plusieurs métaux,
les membranes immobilisées peuvent étre considérées comme un

biosenseur trés sensible, comparativement aux autres bioindicateurs
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CHAPITRE 1

INTRODUCTION

1.1 La problématique

De nos jours, la contamination de l'eau est un probléme sans cesse
grandissant. Plusieurs produits toxiques incluant une multitude de
pesticides et de métaux contaminent autant les eaux de surface que les
eaux souterraines. En effet, la popularité des monocultures favorise
I'accroissement de l'utilisation de pesticides et d'engrais en agriculture
pour de meilleurs rendements. L'atrazine est le pesticide le plus utilisé
a travers le monde. Son utilisation annuelle est estimée entre 75 et 90
millions de livres (Belluck, D.A., et al., 1991). A cause de sa forte
solubilité dans l'eau (33 000 ug/L a 27 OC), 'atrazine a été retrouvée
en concentrations traces dans plusieurs eaux de surface et
souterraines des Etats-Unis (Adams, C.D. et al., 1990). L'écoulement de
produits toxiques vers les cours d'eau et les eaux souterraines réduit
la qualité de I'eau potable. A long terme, la consommation d'eau

polluée peut étre dangereuse pour la santé humaine.

Avec le secteur de l'agriculture, l'industrie compte parmi les

pollueurs de l'environnement. Chaque année, il se produit de



nombreux accidents écologiques, voir méme des catastrophes ou des
quantités importantes de produits toxiques sont déversées dans les
lacs et rivieres avoisinants les industries. Entre autres, celle de
Tchernobyl a marqué I'histoire. Encore plus inquiétant que les
désastres, il y a les petites quantités déversées quotidiennement se
situant encore dans le cadre légal (Winter, G., 1989). Méme si plusieurs
efforts sont en cours de ce coOté, les industries jouent, encore
aujourd'hui, un réle tres important dans le probleme de la qualité de

I'eau.

Pour remédier a la problématique de l'augmentation du nombre
sans cesse croissant de produits chimiques se retrouvant dans les
cours d'eau, l'idéal serait d'assurer un controble trés sévere de sa
qualité en vérifiant régulierement son potentiel toxique a l'aide de
bioessais. Toutefois, I'emploi de bioessais utilisant des organismes
aquatiques entiers s'avere impraticable dans une telle optique puisque
ces tests sont tres couateux, tres longs, souvent laborieux et
inapplicables sur le terrain. En réalité, la plupart des bioessais de
toxicité utilisant des poissons ou des invertébrés aquatiques coutent
plus de $700 chacun et requierent de 48 a 96 h avant d'étre complétés
(Blondin G.A. et al., 1989).

Pour devancer ces biotests utilisant des organismes entiers, une

grande variété de bioessais in vitro, pouvant étre exécutés rapidement



et a des colits minimes, a été développée. L'objectif ultime de ces
recherches est de découvrir le biotest idéal permettant de déterminer
rapidement les sites pollués et d'en controler continuellement la
qualité de leurs eaux (Blondin, G.A. et al., 1989).

Par exemple, l'utilisation des microorganismes dans les tests
aquatiques a connu un intérét grandissant. Parmi ces bioessais, il y a le
Microtox, test basé sur la réduction de la bioluminescence de la

bactérie marine, Photobacterium phosphoreum, par les toxiques

(Ankley, G.T., 1989). Il y a aussi le test de Ames appuyé sur la capacité
de mutation du géne de l'enzyme responsable de la synthése de
I'histidine chez la bactérie Salmonella (Collie, R. van, 1990). De plus, il
y a des tests fondés sur l'inhibition de la reproduction ou de la
mobilité du Crustacé Daphnia, et sur l'inhibition de la croissance d'une

culture cellulaire d'algue Selenastrum, etc. (Rawson, D.M. et Willmer,

A.J., 1987; Collie, R. van, 1990). Bien qu'ils aient connu du succes, ces
tests vehiculent deux désavantages majeurs. Premiérement, leur
réalisation requiert beaucoup de manipulations et, par conséquent,
demandent trop de temps. Deuxiémement, ils ne peuvent étre réalisés
facilement sur le terrain puisqu'ils nécessitent des outils analytiques
sophistiqués. Ces lacunes ne permettent pas un suivi continuel du

potentiel] toxique des effluents (Rawson, D.M. et al., 1987).

Cette problématique empéchant la réalisation d'un tel objectif a
stimulé les recherches dans le domaine de la biotechnologie. Depuis le

début des années 1980, il y a eu beaucoup d'avancement dans



I'application de la biologie moléculaire et d'autres techniques du
vivant pour créer des produits commerciaux nouveaux, maintenant
classés dans le domaine de la biotechnologie (Gronow, M. et al., 1985).

Les biosenseurs en sont un exemple,

De facon générale, un biosenseur consiste en une composante
biologique, comme un enzyme, un morceau de tissu ou une cellule
entiére, tenue a proximité de la surface d'un élément transducteur
traduisant leur réponse biochimique en un signal électrique (Rawson,
D.M. et Willmer, A.]., 1987). Les biosenseurs peuvent offrir une
alternative pratique pour les mesures de toxicité environnementale
particuliéerement en terme de cout, de rapidité, de simplicité, de
facilité de fabrication et d'utilisation. Ainsi, ils sont convenables pour
une utilisation sur le terrain permettant une évaluation routiniere de
la qualité de I'eau au point de vue toxicologique (Rawson, D.M. et

Willmer, A.]., 1987).

Plusieurs polluants se retrouvant dans les effluents inhibent la
photosynthése au niveau du transport d'électrons. Cette inhibition
restreint alors la croissance du phytoplancton qui est la base de la
biomasse aquatique. Etant donné que la photosyntheése est le premier
processus physiologique végétal affecté par plusieurs polluants,
I'utilisation des membranes photosynthétiques comme biocapteur de

phytotoxicité s'avére une ressource intéressante. Parmi les composés



toxiques inhibant le transport photosynthétique d'électrons, il y a
plusieurs herbicides, dont les dérivés phénols, urées et triazines. En
plus des pesticides, il y a des composés tels les nitrites et les sulfites
utilisés dans les engrais ainsi que la plupart des meétaux tels le
mercure, le cuivre, le zinc, le cadmium et le nickel (Purcel, M. et

Carpentier, R., 1990).

1.2 Objectifs de la recherche

Grace a leur capacité de transformer l'énergie lumineuse en énergie
chimique, les membranes photosynthétiques sont potentiellement
utilisables dans plusieurs types d'applications biotechnologiques.
L'équipe du Docteur Robert Carpentier a déja démontré le potentiel de
la cellule photoélectrochimique utilisant des membranes
photosynthétiques comme biocapteur de phytotoxicité (Purcell, M. et
Carpentier, R., 1990). D'autres études ont permis de caractériser et
d'optimiser leur réponse a différents produits toxiques dans la
perspective d'une technologie appliquée. Toutefois, ces différentes
etudes démontrent que les facteurs limitant l'utilisation des
membranes thylacoidiennes en tant que biocapteur sont leur temps de
vie trop court et leur instabilité dans des conditions éventuelles
d'utilisation comme celles reliées a la présence de lumiere, de
fluctuations de température et de pH (Thomasset et al., 1984). Tout

progres significatif dans ce domaine est alors limité par le manque de



stabilité du matériel biologique isolé (Bonenfant, D. et Carpentier, R.,
1989).

Il semble donc nécessaire de protéger et de stabiliser leur activité
photochimique apres leur extraction (Thomasset et al., 1984). Une
facon générale d'améliorer la stabilité des fonctions biologiques autant
sous des conditions d'entreposage que de travail, tout en facilitant la
manipulation du matériel, est l'immobilisation dans une matrice

artificielle (Papageorgiou, G.C., 1983).

Etant donné que l'immobilisation du matériel photosynthétique
dans une matrice appropriée constituerait une solution a ce probléme
et faciliterait leur commercialisation en tant que biosenseur pour la
réalisation de bioessais sur le terrain, il serait alors trés pertinent
d'optimiser et de vérifier 'applicabilité d'une telle technique. Dans ce

contexte, les objectifs de ma recherche sont:

A) Maximisation de l'activité photosynthétique des membranes

thylacoidiennes immobilisées

Normalement, il est reconnu que l'immobilisation entraine une
perte de l'activité photosynthétique. Il importe alors de tenter de
minimiser cet effet. Pour ce faire, il est nécessaire de mettre au point
les conditions optimales d'utilisation ou le meilleur rendement

photosynthétique est obtenu pour optimiser l'applicabilité de la



technique. Pour ce faire, les phénoménes pouvant influencer

I'immobilisation et le rendement photosynthétique sont étudiés.

B) Détermination du temps de vie de la matrice comportant différentes

concentratons de chlorophyvlle (Chl)

Le but ultime de cet bbjectif est de mieux cerner les conditions
d'utilisation des membranes immobilisées. Sachant que la longévité de
l'activité du matériel photosynthétique est un important indice de
stabilité, il s'agit de mieux connaitre 'effet de la lumiere et de la
température sur la stabilité des membranes immobilisées, en vue de

leur utilisation sur le terrain.

C) Vérification de la sensibilité des membranes immobilisées en

présence de divers produits toxiques

Il importe de connaitre le degré de sensibilité des membranes
immobilisées face a divers polluants typiques tels I'atrazine, le diuron,
le bromoxynil, le mercure, le cuivre, le nitrite de sodium et le sulfite
de sodium. Ces polluants sont tous dommageables pour la vie
aquatique et susceptibles d'étre présents dans un effluent a cause
d'épandage agricole, de rejets industriels, d'engrais chimiques ou

autre. De plus, il est nécessaire de comparer ces différentes réponses a



celles obtenues avec les membranes natives pour savoir si elles sont

aussi sensibles.

D) Vérification préliminaire de la sensibilité des membranes

immobilisées en tant que biocapteur de phytotoxicité a partir

d'échantillons d'eau provenant d'effluents industriels

11 s'agit, lors de cette étape, d'effectuer un essai préliminaire du
biocapteur avec deux échantillons industriels préalablement analysés
par une firme reconnue. La sensibilité des membranes immobilisées
est également comparée avec celle du matériel photosynthétique non

immobilisé.

1.3 La photosynthése

Afin de mieux comprendre la pertinence de l'utilisation des
membranes photosynthétiques comme biocapteur de phytotoxicité, il

est important de revoir quelques notions de photosynthese.

La vie sur la terre dépend du soleil. En effet, le soleil communique
aux organismes terrestres l'énergie dont ils ont presque tous besoin
pour survivre. Toutefois, les cellules ne peuvent utiliser directement la
lumiere. Pour étre exploitée, la lumiére nécessite une transformation

en énergie chimique (Voet D. et Voet J.G., 1990; Govindjee et Coleman,



W., 1990). La nature s'est alors dotée d'un processus appelé
photosynthése ol des organismes photosynthétiques, comme les
algues et les plantes supérieures, transforment I'énergie lumineuse du
soleil pour produire les sucres nécessaires a leur subsistance, et ce, a
partir de 1'eau et du gaz carbonique disponibles dans la nature. Ce
processus est accompagné d'une production d'oxygéne indispensable a
la survie de tous les organismes vivants sur la terre. Ces relations

peuvent s'exprimer par la réaction globale suivante:

hv
CO2 + n(H20) ---> ( CH20 )n + O2

1.3.1. Le chloroplaste

Chez les eucaryotes, la photosynthese s'opére dans un organite de
la cellule appelé chloroplaste. Le chloroplaste est formé d'une double
membrane, dont I'une est dite externe et 'autre interne, entourant le
stroma. Le stroma est un espace d'apparence granuleuse comprenant
des organites cellulaires et des membranes thylacoidiennes issues de
la membrane interne par invagination. Les thylacoides sont des
membranes spécialisées dans les réactions photochimiques de la
photosynthése. Ils forment un systeme membranaire clos hautement
replié sous forme de vésicules aplaties. Plusieurs thylacoides sont
empilés pour former les grana. Ceux-ci sont unis par des thylacoides

non empilés appelés thylacoides stromatques (figure 1).
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FIGURE 1. Structure du chloroplaste (tiré de Hader, D.P. et Tevini, M.,
1987).

Dans la membrane du thylacoide, il y a des complexes pigments-
protéines hautement organisés soit le photosystéme I (PSI) et le
photosystéme II (PSII). Chaque photosystéme posséde son propre
complexe de pigments collectant la lumiere (CCL-I et CCL-II) et
transférant les photons absorbés a son centre réactionnel (PSI et PSII
respectivement). Une chaine transporteuse d'électrons relie le PSII au
PSI. Les photosystemes sont liés a des protéines périphériques. Sur la
face intérieure du thylacoide, un complexe protéique est responsable
de la photolyse de l'eau. Sur la face externe, une autre protéine
catalyse la réduction du NADP+ (Hader, D.P. et Tevini, M., 1987). De
plus, un autre complexe protéique est présent dans la membrane
thylacoidienne, soit I'ATPase. Il est responsable de la synthése de

I'adénosine triphosphate (ATP) utilisé lors de la fixation du CO?
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(Hader, D.P. et Tevini, M., 1987). Un modéle hypothétique de
I'arrangement de ces différents complexes avec leur sous-unités est

représenté a la figure 2.

ATP
Grana region Stroma region 0’

H
0"
g\ ?o'

PCE LU 21,0 2H} __________________ ...... ,
; g opvanc J T s A
] | I DO 1 ]
LHC-1 CC-il Cyt by/f CC-1 LHCI CF,-CF,
Complex ATP synthase

Thylskoid interior

FIGURE 2. Modéle de la structure des thylacoides chez les plantes

supérieures et les algues (tiré de Hader, D.P. et Tevini, M., 1987).

1.3.2. Phase lumineuse

La photosynthése est subdivisée en deux phases caractéristiques: la
phase lumineuse et la phase sombre. Dans la phase lumineuse, il y a
formation de composés riches en énergie soit du nicotinamide adénine
dinucléotide phosphate (NADPH) et de I'ATP. Ce procédé a lieu dans les
membranes thylacoidiennes. Le NADPH et I'ATP ainsi produits sont
utilisés pour la formation des sucres dont la plante se nourrit. La

formation des sucres a lieu lors de la phase sombre, dans le stroma.



12

L'emploi des membranes photosynthétiques comme biocapteur, tel
que proposé, est basé sur le processus de la phase lumineuse. Voyons

plus en détail ce mécanisme.

1.3.2.1 Absorption de la lumiére

Chaque thylacoide contient des pigments responsables de
I'absorption lumineuse. Chez les plantes supérieures et les algues, le
principal photorécepteur est la chlorophylle (Chl) dont les variétés les
plus importantes sont la Chl a et la Chl b. En plus des Chl, il y a des
pigments accessoires comme les caroténoides. En effet, les caroténoides
absorbent la lumiere dans les régions du spectre visible ou les Chl ne
sont pas efficaces, pour la transférer aux autres pigments avoisinants.
Absorbant a des maximums différents, 1'ensemble des pigments
photosynthétiques couvre ainsi la partie de la lumiére visible entre
435 et 700 nm. Cette diversité permet également de protéger les
centres réactionnels contre une photodestruction irréversible (Frank,

H.A. et al.,, 1991).

L'absorption d'un photon par les pigments photosynthétiques se
traduit par une transition électronique partant d'un niveau
fondamental a un niveau excité. Les Chl excitées (Chl*) transférent
I'énergie a des molécules voisines non excitées et ayant des propriétés
électroniques similaires. L'énergie du photon absorbé est, de cette

maniére, transférée jusqu'aux centres réactionnels ou les réactions
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primaires de la photosynthese prennent place (Voet, D. et Voet, ].G.,
1990). La grande efficacité du transfert d'énergie entre les pigments
photosynthétiques dépend de l'arrangement spatial et de l'orientation
appropriée des molécules de Chl. Ainsi, pour un maximum d'efficacité,
les Chl sont associées a des protéines dans les thylacoides formant
ainsi, des complexes Chl-protéines appelés complexes collecteurs de
lumiere (CCL) (Hader, D.P. et Tevini, M., 1987; Voet, D. et Voet, ].G.,
1990). Parmi les CCL, il y a deux complexes intimement associés aux
centres réactionnels des PSI et PSII appelés "core complexe" CCI et
CCII et deux complexes collecteurs de lumiére périphériques appelés

CCL-I et CCL-II (Bassi, R. et al., 1990).

Pour collecter la lumiere, le PSII est muni d'une antenne distale et
d'une proximale. L'antenne distale se divise en deux parties: les CCL-II
et I'ACPII. Les trois CCL-II, sont des complexes collecteurs de lumiére
formés de Chl a/b répartissant lI'énergie entre le PSII et le PSI. L'ACPII
désigne, quant a lui, des pigments accessoires. Parmi ceux-ci, il y a le
CP29, le CP26 et le CP24. Ils permettent aux organismes
photosynthétiques d'étendre leur Spectre lumineux a d'autres
longueurs d'onde. Les plantes peuvent ainsi mieux s'adapter a
différentes intensités lumineuses (Hansson, O. et Wydrzynski, T.,
1990). Tant qu'a I'antenne proximale, elle comprend deux complexes
pigments-protéines de 43 et 47 kDa (CP47 et CP43) liés au centre

réactionnel du PSII (P680). Ces complexes focalisent I'énergie absorbée
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par l'antenne distale vers le CCII avec lequel ils sont étroitement

couplés. Ce transfert d'énergie s'exprime comme suit:

Abs 874.5nm
chl.a/b ratio : 14

Abs 6745 nm
a/b: 16
Abs : 676 nm
a/b: 2.2

Abs 677 nm
a/b:2.8 \
— [ CP

Abs : 675nm
a/b .4

Figure 3. Représentation schématique de l'organisation des complexes

du PSII (dré de Bassi, R. et al., 1990).

Au niveau du PS], il existe deux complexes collecteurs de lumiere.
[1yenaun périphérique, le CCL-1 680 et un autre étroitement associé
au CCI, le CCL-I 730. Ces deux complexes ont comme role la
photoprotection du CCI. Le CCL-I 680 est essentiel au transfert
d'énergie de CCL-II venant des grana vers le PSI. Le CCI renferme le
centre réactionnel du PSI (P700). I1 est formé d'un dimere de Chl
absorbant la lumiére a 700 nm. Ce transfert d'énergie au niveau du

PSI peut étre représenté schématiquement comme suit:
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FIGURE 4. Représentation schématique de l'organisation des

complexes du PSI (tiré de Bassi, R. et al., 1990).

Ainsi, ces complexes absorbent la lumiere et la transforment en
énergie électrique utile pour la photosynthése primaire du

chloroplaste (Foyer, 1984).

1.3.2.2 Transport d'électrons

Une fois 1'énergie lumineuse absorbée et catalysée vers les centres
réactionnels, ces derniers, étant des molécules de Chl a spécialisées,
transforment I'énergie du photon en énergie potentielle associée a une
séparation de charge électrique (Govindjee et Coleman, W., 1990). Les
électrons sont alors transférés de 1'eau au NADP* via des transporteurs
d'électrons. Ces derniers sont organisés en trois principaux complexes:

le PSII associé au complexe de dégagement d'oxygene, le PSI et le
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cytochrome b6/f (cyt b6/f) fonctionnant en série (Murakami, S. et
Toda, T., 1988). L'ensemble des transporteurs d'électrons est souvent

représenté a I'aide du schéma suivant (figure 5).
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02" 8l * JA{4Fes|
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2H ,0 ":""'“
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FIGURE 5. Schéma décrivant la séquence des transporteurs d'électrons
dans les thylacoides (tiré de Voet, D. et Voet, G.]., 1990).

Les premiers mouvements de transferts d'électrons se font du
P680* vers une molécule de Phéophytine (Phéo), accepteur

intermédiaire du PSII (la Phéo porte alors une charge négative et le
P680 une chage positive) et du P700* vers une molécule dénotée Ag

accepteur intermédiaire du PSI (P700 devient chargé positivement

tandis que A est maintenant négatif). Les charges positives et
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négatives se séparent ainsi progressivement d'un accepteur d'électrons
a un autre.

Au moment ou il perd un électron, le P680 devient un oxydant
puissant capable d'extraire un électron du donneur primaire (7). Oxydé
par le P680, Z acceptera alors un électron du complexe de dégagement
d'oxygene (Y) qui l'aura lui-méme extrait a partir de la photolyse de
deux molécules d'eau, libérant quatre électrons, une molécule
d'oxygene et quatre protons. Tant qu'au P700, lorsqu'il perd un
électron, il en recoit un autre d'une molécule voisine mobile, la

plastocyanine (PC).

Ainsi, les deux photosystémes sont intimement liés et fonctionnent
d'une facon successive. En effet, 1'électron capté par la Phéo au niveau
du PSII sera transféré a un accepteur primaire d'électrons du PSII
(QA) puis a un accepteur secondaire (Qp). La charge négative passera
ensuite a un bassin de plastoquinone (PQ) servant de navette pour le
transport des électrons du PSII vers le PSI. QA est un accepteur
d'électrons fortement lié a son site tandis que QpR, en captant
successivement deux électrons de Qa et deux protons du stroma

devient une molécule de plastoquinol (PQH,) pouvant diffuser

librement entre les complexes protéiques de la membrane des

thylacoides pour aller vers un autre transporteur soit le cyt b6/f. Le

site Qg accepte alors une nouvelle molécule de PQ pour la protoner a

son tour (Govindjee et Coleman, W., 1990; Mathis, P., 1990). C'est via le
cyt b6/f que I'électron est transféré des molécules de PQH7 vers la PC
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pour ensuite arriver au P700. Lors de l'oxydation des PQH7 par le cyt
b6/f, deux protons sont libérés dans le lumen des thylacoides,
contribuant ainsi a former un gradient transmembranaire (Hader, D.P.
et Tevini, M., 1987). Le pool de PQ agit alors comme une pompe a

protons (des protons du stroma sont transférés vers lumen).

Au niveau du PSI, I'électron est capté par un accepteur primaire
AQ, une Chl et un accepteur secondaire A1, une vitamine K. L'électron
ira ensuite réduire les complexes fer-soufre (FeS) Fx, Fa et Fb pour
atteindre la molécule de ferrédoxine (Fd) située a la surface externe
du thylacoide. De 13, 1'électron peut réduire le NADP+ grace a I'enzyme
ferrédoxine-NADP+ réductase. Le NADP* réduit réagit avec un proton
donnant le NADPH, produit final de la réaction lumineuse. Les
électrons peuvent aussi retourner au PSI via le cyt b6/f et le bassin de
PQ a l'aide du transport cyclique permettant la translocation des
protons a travers la membrane du thylacoide. En effet, le transport
cyclique favorise la libération de protons dans le lumen lors de
I'oxydation des PQH? par le cyt b6/f. Ceci a pour fonction d'augmenter
la quantité d'ATP produite relativement a celle de NADPH. Le
transport cyclique permet ainsi a la cellule d'ajuster la producton de
ces deux substances en fonction de ses besoins (Voet D.et Voet G.].,

1990).
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1.3.2.3 Photophosphorylation

L'ATP est une molécule qui emmagasine 1'énergie indispensable au
mécanisme cellulaire (Govindjee et Coleman, W., 1990). Sa synthese,
couplée avec le transport cyclique d'électrons, est appelée
photophosphorylation. Seul le transport transmembranaire de protons
générés par la pompe a protons sert de source d'énergie a cette
synthése (Hader, D.P. et Tevini, M., 1987).

La synthese de I'ATP est alors possible grace au gradient de
protons généré par le transport d'électrons et a l'enzyme ATP
synthétase dans la membrane. Au niveau de la chaine de transport
d'électrons, il y a, comme mentionné a la section précédente, trois
réactions contribuant a la formation d'un gradient de protons: deux
protons sont libérés dans lumen lors de la photolyse de 1'eau, d'autres
sont largués lors de la réduction des PQ tandis que certains sont

consommés au moment de la réduction du NADP+.

L'ATP synthétase est composé d'une structure extramembranaire
(CFI) catalysant la synthese d'ATP et d'une structure
intramembranaire (CFO) permettant le passage des protons a travers
la membrane. Le complexe de I'ATP synthétase convertit le potentiel
énergétique du gradient de protons en phosphates riches en énergie

liés, sous forme d'ATP (Fuerst, E.P. et Norman, A., 1991).
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1.3.3 Phase sombre

Les composés riches en énergie chimique produits lors de la phase

lumineuse, soit le NADPH et I'ATP sont utilisés pour l'incorporation du
CO7 en sucres dont la plante se nourrit. Chez les plantes supérieures et

les cyanobactéries, le COp est fixé lors de la phase sombre par un

ensemble de réactions formant le cycle de calvin.

1.3.3.1 Cycle de calvin

Le cycle de calvin peut se résumer en deux principales étapes. Dans
un premier temps, le CO2 se dissolvant dans le chloroplaste réagit avec
le ribulose-bisphosphate (RUBP) pour former un sucre a trois atomes
de carbone (GAP). Cette premieére réaction nécessitant des molécules
d'ATP et de NADPH peut se résumer ainsi: 3 RUBP + 3 CO2---> 6 GAP
avec la consommation de 9 ATP et de 6 NADPH. Lors de la deuxiéme
étape, les atomes de 5 GAP sont utilisés pour reformer 3 RUBP
permettant au cycle de recommencer. Le sixieme GAP est employé
pour la synthése de carbohydrates, d'acides aminés et d'acides gras

(Voet, D. et Voet, ].G., 1990).

Pour les plantes d'origine tropicale, un systeme concentrant le CO»
est préliminaire a I'initiadon du cycle de calvin. Ceci leur permet de
minimiser les effets de la photorespiration (Voet, D. et Voet, J.G.,

1990).
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1.4 Le photosystéme II

Une étude comme celle-ci, reposant sur le potentiel des membranes
photosynthétiques a préciser la toxicité d'un effluent, nécessite une
connaissance approfondie de la structure et des fonctions du PSII

puisqu'il est la cible de la plupart des herbicides et des métaux.

1.4.1 Structure et fonction du photosystéme II

Le PSII est divisé en quatre parties fonctionnelles. Il y a le centre
réactionnel, les protéines extrinséques et les antennes proximale et
distale dont il est question a la section 1.3.2.1. L'arrangement spatial

de ces composés et de leurs sous-unités est représenté a la figure 6.
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FIGURE 6. Représentation schématique de I'organisation fonctionnelle

du PSII (tiré de Hansson, O. et Wydrzynski, T., 1990).
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Dans le PSII, le transport d'électrons est initi€ au niveau du centre
réactionnel composé de deux protéines hétérodimeres intrinseques
appelées Dq et D2. Leur poids moléculaire est respectivement
d'environ 32 kDa et 34 kDa (Melis, A., 1991; Hansson, O. et
Wydrzynski, T., 1990; Govindjee et Coleman, W., 1990). Il est
généralement reconnu que D] et Dy stabilisent la liaison de quatre
atomes de manganése sur le c6té luminal de la membrane

thylacoidienne.

Chacune des protéines, D] et Dy, renferme un résidu de tyrosine
dénoté Y7 et Yp respectivement. Yz est un transporteur d'électrons

entre les atomes de manganeése et le P680. Tant qu'a Y, il pourrait

servir de donneur d'électrons, a l'obscurité, pour le complexe de
dégagement d'oxygéne (Hansson, O. et Wydrzynski, T., 1990). A
chacune des protéines du centre réactionnel du PSII sont également
liées une molécule de Chl a formant le P680 (P680 est une paire de Chl

a), une Phéo et une quinone. Pour ce qui est des Phéo, seulement une

des deux fonctionne soit HA™ située en D1. Elle recoit les électrons du
P680 pour les diriger vers QA. L'autre Phéo, HB, localisée sur la
protéine D7 est non fonctionnelle. Tant qu'aux quinones, Qa et Qg, elles
ont leur site de liaison au niveau de D) et D] respectivement (Melis,
A., 1991). Le site de liaison de QB en D1 forme une "poche de liaison".

Au centre réactionnel du PSII sont associées, en plus des protéines
Dq et D, deux molécules de Cyt b-559. Chaque molécule de Cyt b-559

comporte deux polypeptides; un de 9 kDa et un autre de 4 kDa.
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Récemment, des chercheurs ont suggéres que le Cyt b-559 pourrait
avoir un réle de photoprotection ou encore, pourrait étre impliqué
avec le transport d'électrons cyclique au niveau du PSII pour générer
des protons (Hansson, O. et Wydrzynski, T., 1990). Toutefois, cela fait
encore l'objet de nombreux débats entre les scientifiques.

Enfin, le centre réactionnel du PSII est aussi doté d'autres protéines
intrinséques optimisant sa conformation. Dans la figure 6, ces
protéines sont symbolisées par les lettres PIA signifiant protéines

intrinséques accessoires.

D'autre part, trois protéines extrinséques de 33, 23 et 16 kDa sont
associées au PSII. Cependant, il y a encore contreverse quant au
nombre de copie par PSII et quant a leur disposition. A la figure 6, les
auteurs en démontrent une double copie pour chacune d'entre elles.
Selon eux, la 33 kDa est fortement liée au centre réactionnel et a
I'antenne proximale tandis que la 23 kDa est accrochée a la 33 kDa et
la 16 kDa a celle de 23 kDa.

1.4.2 Coniolexe de dégagement d'oxyvgene

La principale fonction du PSII dans les thylacoides est d'oxyder des
molécules d'eau pour produire de l'oxygéne. Il en est ainsi puisque le
complexe de dégagement d'oxygéne lui est étroitement associé.
Ensemble, ils forment une structure supramoléculaire dans la

membrane thylacoidienne.
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1.4.2.1 Le cycle d'oxydation de 1'eau

La présence de deux molécules d'eau est nécessaire pour qu'une
molécule d'oxygéne soit libérée. De plus, 1a libération d'une molécule
d'oxygéne nécessite la mise en place de cinq états d'oxydation
intermédiaires au niveau du complexe de dégagement d'oxygéne.
L'ensemble de ce mécanisme est appelé: cycle d'oxydation de 1'eau. Il

est schématisé a la figure 7.
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FIGURE 7. Cycle d'oxydation de I'eau (tiré de Rutherford, A. W., 1989).

Le complexe de dégagement d'oxygeéne peut alors exister sous cing
états d'oxydation (S) croissants soit de Sy a S4. A I'obscurite, le
complexe est généralement dans 1'état S;. Chaque fois que le P680
absorbe un photon, le complexe passe a un état d'oxydation supérieur
et libére un électron. Lorsque le complexe arrive a 1'état Sy, il a alors

fourni quatre électrons. C'est seulement en 1'état S4 que le complexe
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peut dissocier deux molécules d'eau déclenchant la libération d'une

molécule d'oxygene. A ce moment, le complexe revient en 1'état Sq. Ces
transitions d'états permettent aussi la libération de quatre protons. Un
premier est libéré lors du passage de Sg a S1. Le deuxiéme n'est libéré
que lors de la traversée entre S et S3 tandis que les deux derniers

proviennent de la transition de S3 a S4 puis du retour en Sp

(Govindjee et Coleman, W., 1990; Leeuwen, P. J. van et al., 1990).

Le déroulement optimal de ces réactions successives nécessite
quatre atomes de manganese et des ions CaZ+ et CI- (Ghanotakis, D. E.,

1990).

1.4.2.2 Role des atomes de manganése

Les atomes de manganese sont des cofacteurs essentiels pour le
dégagement d'oxygéne puisqu'ils catalysent des réactions de transfert
d'électrons. Effectivement, ils servent de dispositifs pour l'entreposage
de charges positives produites par le centre réactionnel de PSII, avant
I'oxydation de quatre électrons a partir de deux molécules d'eau.
L'accumulation de quatre charges positives est nécessaire pour
produire une molécule d'oxygeéne. Ainsi, les Mn oxydés sont reduits
par les quatre électrons dérivant de l'oxydation de deux molécules
d'eau (Rutherford, A.W., 1989; Yamamoto, Y., 1989).

Les atomes de manganeése présentent plusieurs degrés d'oxydation

changeant selon les divers états (Govindjee et Coleman, W., 1990).
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Plusieurs suggestions sont émises a ce propos. Par exemple, une étude
de H.T. Witt (1988) suggere que les atomes de manganése soient
possiblement caractérisés comme suit: SQ(Mn2+, Mn3+), S1(2Mn3+),

So(Mn3+, Mn4+), S3(2Mn4+).

1.4.2.3 Role du calcium et du chlore

Dans le cycle d'oxydation de l'eau, les ions Cl- favorisent la
libération des protons a partir de l'eau. Deux hypotheses tentent
d'expliquer la fa¢con dont ces ions remplissent ce role. D'une part, soit
que les ions Cl-, localisés dans une poche créée par les protéines
extrinseques, augmentent directement l'efficacité des réactions
d'oxydation de I'eau en facilitant la déprotonation des molécules d'eau.
D'autre part, soit qu'ils stabilisent les ions Mn les plus chargés en étant
liés directement au groupe de Mn ou en étant situés tout pres de ceux-
ci, facilitant ainsi le transfert des électrons entre les atomes de
manganese. Les ions Cl™ agissent alors comme une charge neutralisante
et sont relachés seulement lorsqu'il y a libération de protons
(Ghanotakis, D.F., 1990; Govindjee et Coleman, W., 1990; Hansson, O. et
Wydrzynski, T., 1990). Tant qu'aux ions Ca2+, un réle structurel lors de

I'oxydation de I'eau leur est généralement accordeé.
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1.4.2.4 Role des protéines extrinseques

Les protéines de 33, 23 et 16 kDa jouent un réle important au
niveau du complexe de dégagement d'oxygéne. Plus spécifiquement, la
33 kDa améliore la stabilité des atomes de manganese au niveau du
PSII. Tant qu'aux protéines de 23 et 16 kDa, elles procurent des
conditions ioniques appropriées pour le dégagement d'oxygéne en
concentrant les ions Ca2+ et Cl- prés du site catalytique (Melis, A.,
1990; Hansson, O., Wydrzynski, T.,1990 et Yamamoto, A., 1989). Ainsi,
il se pourrait que les protéines extrinseques aient comme role de
créer, au complexe de dégagement d'oxygeéne, une poche a l'intérieure

de laquelle les ions Cl- sont pris au piége (Lindberg, K. et al., 1990).

1.5 Utilisation des membranes photosynthétiques comme biocapteur

de phytotoxicité

Plusieurs méthodes expérimentales permettent d'estimer l'intégrité
du transport d'électrons dans les membranes thylacoidiennes. Entre
autres, 1'électrode de type Clark (électrode a oxygene) traduit leur
réponse biochimique en un signal électrique. Ce signal électrique est
proportionnel a l'activité photosynthétique des thylacoides et, par
conséquent, a l'intégrité du wransport d'électrons. Toutes perturbations
au niveau de ce signal électrique peuvent étre un indice de la présence
de polluants puisque la plupart des herbicides et des métaux inhibent

la photosynthese au niveau du transport d'électrons. Ainsi, les
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membranes photosynthétiques peuvent étre qualifiées de biosenseur
grace a l'effet inhibiteur des polluants sur le transport d'électrons,

principalement au niveau du PSII.

1.5.1 Inhibition du photosystéme II par les herbicides et les

métaux

1.5.1.1 Les herbicides

La majorité des herbicides commerciaux sont des inhibiteurs de la
photosynthese. Ces herbicides sont généralement divisés en trois
groupes principaux: les dérivés triazines, les dérivés urées et les

dérivés phénols.

Les dérivés triazines et urées, comme par exemple, l'atrazine et le

diuron respectivement, sont des inhibiteurs du transport d'électrons,

sur le c6té réducteur du PSII, entre Qp et Qg. Précisément, ils se lient
dans la poche de liaison du polypeptide Dj du PSII en des sites
spécifiques mais se chevauchant. Ainsi, leur site d'inhibition est le
méme que le site de liaison de Qg. En fait, ces herbicides se placent a
I'intérieur de la poche comme la PQ (Trebst, A., 1988). La PQ y est liée
par des liens hydrogenes établis entre ses deux groupements
carbonyls et la protéine (un groupement carbonyl est lié avec la sérine
264 tandis que l'autre est lié a I'histddine 215) figure 8A (Fuerst, E.P.
et Norman, M.A., 1991). Leur mode d'inhibition dépend alors d'une
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compétition avec Qp pour le site de liaison. Si I'herbicide se lie sur le
site de liaison de Qg en le déplacant, ce dernier ne sera plus disponible
pour la PQ et le transport d'électrons sera alors interrompu (Hader,
D.P. et Tevini, M., 1987).

Comme la PQ, les dérivés triazines et urées interagissent d'une part
avec la sérine 264 (Tietjen, K.G. et al., 1991). D'autre part, ils se lient
avec la phénylalanine 265 (Figure 8B). Ce mode de liaison constitue
une interaction spécifique entre ces herbicides et différents acides
aminés de la poche de liaison (Trebst, A., 1988).
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Figure 8. Représentation schématique de la poche de liaison de la

plastoquinone et des herbicides sur la protéine Dj. A) Liaison de la PQ
B) Liaison de l'atrazine (Schéma tiré de Fuerst, E.P. et Norman, A.,

1991).

Le point commun entre ces deux familles de pesticides est la

présence d'un groupement imide. Ce groupement est 1'élément
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chimique essentiel rendant possible l'inhibition et la liaison a la

membrane (Trebst, A., 1980).

Tant qu'aux dérivés phénols, comme le bromoxynil, leur site et leur
mode d'inhibition sont, pour la majorité, similaire aux dérivés triazines
et urées. Toutefois, il y a des différences physicochimiques au point de
vue du mode d'interaction avec les acides aminés de la poche de
liaison en D1 (Tiegen, K.G. et al., 1991; Draber, W. et al., 1989). En fait,
la liaison des dérivés phénols est probablement due a des interactions
avec l'histidine 215 plutdt qu'avec la sérine 264 ( Fuerst, E.P. et

Norman, M.A., 1991; Trebst, A., 1988).

La liaison des herbicides au niveau de la poche de liaison est
possiblement accompagnée d'un changement conformationnel chez la
protéine D1 (Trebst, A., 1988). Notons que la réaction de Hill nécessite
des ions bicarbonates. Mais, la présence d'herbicides diminue 1'affinité
des ions bicarbonates pour la membrane puisque leur site d'action est
localisé entre QA et Qg, soit pres du site d'inhibition des pesticides.
Ainsi, la liaison des pesticides et 1'absence de bicarbonates peut causer

un changement conformationel chez Dq causant l'inhibition du

transport d'électrons (Rensen, J.J.S. van, 1989).

Enfin, il existe un autre site d'inhibition au niveau du PSII par les

herbicides. Il est localisé sur le cOté oxydé du PSII, au niveau de Z.
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L'effet inhibiteur est aussi interprété en terme de modification
conformationnel de la portion luminale du PSII (Purcell, M. et al.,
1990; Carpentier, R. et al., 1985).

Pour ce qui est de l'interaction des herbicides avec le PSI, les seuls
ayant un effet inhibiteur sont le paraquat et le diquat, membre de la
famille des bipyridinium (Fuerst, E.P. et Norman, M.A., 1991). De nos

jours, ces herbicides sont peu utilisés.
1.5.1.2 Les métaux

Les métaux peuvent étre divisés en deux catégories soit les métaux
essentiels et non essentiels. Les métaux essentiels comme le cuivre, le
zinc, le fer, etc. sont requis, en concentrations traces, pour différents
processus métaboliques. Toutefois, a de fortes concentrations, ils
deviennent toxiques. Tant qu'au métaux non essentiels comme le
mercure, le plomb, le cadmium, etc., ils sont toxiques méme a de trés
faibles concentrations (Rai, L.C. et al., 1991). A des concentrations
toxiques, les métaux exercent plusieurs effets inhibiteurs sur la

photosynthese a plusieurs niveaux structurels et métaboliques.

Pour plusieurs d'entre eux, comme pour le zinc, le cadmium et le
mercure par exemple, le principal point d'attaque est le complexe de
dégagement d'oxygéne en compétionnant avec les atomes de

manganese pour le méme site de liaison sur la membrane (Clijsters, H.
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et Assche, F. van, 1985). Toutefois, leurs radicaux ioniques doivent
étre similaires a ceux des ions Mn2+ i cause de la fine structure du
complexe de dégagement d'oxygene. En effet, pour remplacer les
Mn2+, la structure des radicaux ioniques des métaux ne doit pas étre
plus grosse que celle de ces derniers ( Teige, M., Huchzermeyer, B. et

Schultz, G., 1990).

Certains métaux, comme le cuivre et le mercure inhibent a la fois
les deux photosystémes. Leur mécanisme d'inhibition provient
généralement d'une interaction avec les groupements SH fonctionnels

(Clijsters, H. et Assche, F.van, 1985).

L'ATP synthétase est aussi un point d'action important pour la
plupart des métaux. L'interaction des métaux a ce niveau entraine une
inhibition de la synthése d'ATP lors d'exposition de courte durée, a de
faibles concentrations (Teige, M., Huchzermeyer, B. et Schultz, G.,

1990).

Etant donné la diversité des effets inhibiteurs des metaux, il
devient pertinent d'étudier, plus en détail, I'effet toxique d'au moins
un métal appartenant a chacune des catégories. Le cuivre et le

mercure ont été choisis.



33

Le cuivre, un nutriment essentiel chez les plantes, est requis pour
maintenir l'efficacité photosynthétique. En effet, il influence plusieurs
processus physiologiques chez les plantes. Entre autres, il est
directement impliqué dans la régulation du transport d'électrons
photosynthétique au niveau du PSI puisqu'il est une composante de la
PC. De plus, il est un élément constituant du PSII dont la plupart sont
localisés au niveau CCL-II (Droppa, M. et Horvath, G., 1990).

D'un autre c6té, lorsque présent a de fortes concentrations, le
cuivre devient un inhibiteur de l'activité photosynthétique. Au PSI,
son site d'inhibition est au niveau de la Fd. Par contre, au niveau du
PSII, le cuivre a plusieurs sites d'inhibition. Parmi ceux-ci, il y aurait
le complexe de dégagement d'oxygene, le centre réactionnel du PSII et
QR, non pas en bloquant le transport d'électrons entre Qa et QR, mais

en interagissant avec les ions Fe 2+ aux alentours de Qp et Qg (Droppa,
M. et Horvath, G., 1990). En effet, les chercheurs sont d'accord pour
dire qu'il entraine des effets multiples au niveau du PSII. Entre autres,
une fois dans le cytosol, il peut réagir avec les groupements SH des
enzymes et les thiols libres bouleversant ainsi les sites enzymatiques

et la division cellulaire (Stauber, J.L. et Florence, T.M., 1987).

Le mercure, un métal lourd non essentiel, est toxique dans ces
formes meétalique, ionique et organique. Depuis longtemps, il est
reconnu comme un danger environnemental a cause de son utilisation
universelle dans les appareils électriques, la production de chlore, la

soude caustique, etc. (Rai, L.C. et al., 1991).
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La toxicité du mercure se manifeste, chez les plantes, par
I'inhibition du transport d'électrons. Au niveau du PSI, le mercure
remplace le cuivre dans la PC (le cuivre est un élément constituant de
la PC, tel que mentionné plus haut) nuisant ainsi au transport
d'électrons entre les deux photosystéemes. Au niveau du PSII, le
mercure inhibe le dégagement d'oxygéne en compétionnant avec les
atomes de manganeése. De plus, il est capable de dégrader les pigments
photosynthétiques, principalement la Chl b (Clijsters, H. et Assche, F.V.,
1985; Rai, L.C. et al.,, 1991).

1.5.2 Instabilité des membranes photosynthétiques isolées

Les membranes photosynthétiques isolées perdent trés vite leur
activité photosynthétique en fonction du temps, de la température, du
pH et de I'illuminaton (Thomasset et al., 1984). Leur utilisation en tant
que biosenseur pour la réalisation de bioessais sur le terrain est alors
compromise, sauf si on les conserve a -80 OC.

Notons que les extraits de thylacoides sont instables méme s'ils
sont conserves a 0 OC et a la noirceur. Ce vieillissement est causé par le
relachement de particules de lipoprotéines et d'acides gras libres de la
membrane sous l'action des enzymes lipolytiques (Papageorgiou, G.C.,
1979). Ainsi, sans de trés basses températures (-80 OC), il est
impossible de garder des réserves d'extraits de thylacoides pour
plusieurs jours d'échantillonnage. La faible stabilité des fonctions

biologiques des membranes photosynthétiques empéche leur
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utilisation en tant que biocapteur de phytotoxicité, dans des conditions

éventuelles d'utilisation sur le terrain.

1.6 Modéle conceptuel

Malgré le fait que les membranes thylacoidiennes aient le potentiel
d'étre de bons biosenseurs de phytotoxicité, tel qu'expliqué a la section
1.5, il n'en demeure pas moins que la faible stabilité de leurs fonctions
biologiques soit un facteur contraignant dans une perspective
biotechnologique et commercialisable (Carpentier, R. et Lemieux, S.,
1987). Leur immobilisation dans une matrice appropriée est alors
nécessaire puisque les membranes immobilisées offrent une
supériorité technologique en terme de résistance a la dénaturation et
de facilité pour les manipulations industrielles (Papageorgiou, G.C.,

1983).

L'immobilisation dans une matrice artificielle procure un
microenvironnement dont les propriétés ioniques et chimiques
peuvent étre différentes du milieu dans lequel les membranes natives
baignent. La stabilisation de l'activité photosynthétique, suite a
I'immobilisation dans une matrice artificielle, est probablement due a
une augmentation des concentrations de quelques ions. En effet,
plusieurs ions tels le Nat et le Mg2+ sont capables de stabiliser

I'appareil photosynthétique (Bailliez, C. et al., 1986). Ainsi, le matériel
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biologique doit étre resuspendu dans un milieu fortement concentré

en ions avant I'immmobilisation pour obtenir une meilleure stabilité.

Il existe plusieurs méthodes d'immobilisation pour les membranes

photosynthétiques: certaines sont de nature physique et d'autres,

chimique (Papageorgiou, G.C., 1987; Papageorgiou, G.C. et Lagoyanni, T.,
1986; Gronow et al., 1985) (tableau 1).

Tableau 1

Méthodes d'immobilisation

Nature

Méthode

Description

Physique

Physique

Physique

Microencapsulation

Inclusion dans un gel

Adsorption

Le matériel biologique
est  entouré d'une
membrane synthétique
scellée dont la
perméabilité est limitée

Le matériel biologique
est interrelié avec un
gel hydrophilique tel du
gel de silice, de 'alginate
de calcium ou du
polyacrylamide.

Le matériel biologique
est attaché a un support
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Tableau 1 (suite)

Nature Méthode Description

solide sous Il'influence de
forces ioniques. Comme
support,il y a de la
résine synthétique, du

verre, etc.
Chimique Attachement Les groupements
covalent chimiques du matériel

biologique sont attachés
chimiquement a des
supports activés comme

des polymeres
synthétiques.
Chimique Matrice co-liée Un réseau de liaisons

covalentes des molécules
du matériel biologique
est établie dans une
superstructure. Le
glutaraldéhyde est un
exemple d'agent co-liant.

Le support immobilisant doit présenter les qualificatifs suivants:
non toxicité, forte capacité de rétention, porosité et possibilité d'étre

préparé selon des grosseurs et des formes spécifiques (Rao, K.K. et Hall,
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D.O., 1984). De plus, la méthode d'immobilisation utilisée doit étre
simple et économique, ne présenter aucun risque pour le manipulateur

et assurer au matériel biologique longue vie.

Souvent, les techniques physiques sont jugées supérieures parce
qu'elles ne préconisent pas lI'emploi de réactifs qui pourraient modifier
ou endommager les organelles (Rao, K.K. et Hall, D.O., 1984). Bien que
les méthodes physiques d'immobilisation ont I'avantage d'offrir une
meilleure conservation du métabolisme et peuvent permettre la
prolifération des cellules intactes, elles ont un grand nombre de
désavantages. Le plus important est sans doute la faiblesse des forces
attractives entre le matériel biologique et le support immobilisant. Les
chances que les cellules se détachent du support sont ainsi accrues. De
plus, il y a, entre autres, la biodégradation des gels, l'incompatibilité de
I'alginate de calcium avec les ions phosphates et la faible perméabilité
des membranes synthétiques (Papageorgiou, G.C. et Lagoyanni, T.,
1986; Affolter, D. et Hall, D.O., 1986; Papageorgiou, G.C., 1987).

La méthode d'immobilisation offrant la meilleure stabilité,
comparativement aux autres, est la co-liaison du matériel biologique a
I'intérieur d'une matrice formée d'albumine de sérum bovin (BSA) et
de glutaraldéhyde (Carpentier, R. et Lemieux, S., 1987). Cette matrice,
initialement décrite par Broun, G. et al.(1973), offre des propriétés

intéressantes: perméabilité aux accepteurs d'électrons, résistance a la
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dégradation microbiologique, diffusion de la lumieére et grande
stabilisation de l'activite photosynthétique (Cocquempot, M.F., Thomas,
D., 1984). Les concentrations optimales de BSA, glutaraldéhyde, Chl et
tampon ont été mises au point par M.F. Cocquempot et al. (1981).

La plus grande stabilité des membranes immobilisées dans une
telle matrice provient principalement du fait qu'elles ne peuvent se
déplacer latéralement afin de prendre de l'expansion puisque le
glutaraldéhyde établit des ponts de liaisons principalement avec les
NH> libres des protéines. Le glutaraldéhyde réagit aussi avec les
groupements SH et les anneaux aromatiques des acides aminés, des
peptides et des protéines (Papageorgiou, G.C., 1979; Isaakidou, J. et
Papageorgiou, G.C., 1979). Le glutaraldéhyde est l'agent chimique le
plus utilisé non seulement parce qu'il est le meilleur agent co-liant
mais aussi parce qu'il permet la survie d'une bonne partie de l'activité
enzymatique originale (Papageorgiou, G.C., 1979). De plus, le
glutaraldéhyde et le BSA permettent la formation d'une matrice
poreuse pouvant retenir un volume substantiel d'eau et d'électrolytes.
Cette porosité permet la diffusion des électrolytes, des accepteurs
d'électrons et des inhibiteurs se retrouvant dans le milieu vers le
matériel biologique (Carpentier, R. et al., 1988). Enfin, I'immobilisation
dans une matrice de BSA-glutaraldéhyde a l'avantage de protéger les
thylacoides contre la photoinhibition et surtout, contre le
photoblanchiment (Carpentier, R. et al, 1987). La photoinhibition est

une diminution de l'activité photosynthétique due a une forte
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illumination. La matrice d'immobilisation, en induisant une forte
dispersion de la lumieére, protege les membranes photosynthétiques
contre une désactivation rapide des pigments chlorophylliens comme
c'est le cas chez les membranes natives (non immobilisées) (Jeanfils, J.
et al., 1982). Tant qu'au photoblanchiment, c'est une réaction
oxydative nécessitant de l'oxygeéne en plus de la lumiere. Cette
protection contre le photoblanchiment est probablement due au fait
que la matrice impose une barriere de diffusion a 1l'oxygéne
(Carpentier R. et al., 1987).

Toutefois, l'immobilisation des membranes thylacoidiennes par le
glutaraldéhyde entraine une perte relativement importante de
I'activité photosynthétique (Hardt, H. et Kok, B., 1976). En effet, le
glutaraldéhyde est reconnu pour exercer a la fois une inhibition
générale et spécifique sur le transport d'électrons (Papageorgiou, G.C.,
1983). Notons que cette perte de l'activité photosynthétique ne
provient pas d'une action du glutaraldéhyde sur les enzymes du
complexe de dégagement d'oxygeéne ni sur la photochimie primaire du
PSII et du PSI (Isaakidou J. et Papageorgiou, G.C., 1979). L'inhibition
général de la photosynthese est attribuée au fait que le glutaraldéhyde
modifie 1'état des complexes et la distribution de 1'énergie (Jeanfils, J.
et al., 1986). En fait, vu que le glutaraldéhyde agit au niveau des NH>
libres des protéines et que la plupart des transporteurs d'électrons
sont des protéines, il peut y avoir une inhibition suite a l'interaction

possible entre le glutaraldéhyde et les transporteurs. Cette interaction
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provoque une rotation ou un réarrangement intramoléculaire des
transporteurs (Papageorgiou, G.C., 1979). Plus spécifiquement, c'est au
niveau de la PC, un transporteur d'électrons protéinique situé entre le
cyt f et le PSI que l'effet inhibiteur du glutaraldéhyde se fait
davantage ressentir (Hardt, H. et Kok, B., 1977). Ainsi, le

glutaraldéhyde inhibe le transport d'électrons entre le PSII et le PSI.

Mais heureusement, le glutaraldéhyde en présence du BSA (une
protéine inactive) peut réagir autant avec ce dernier qu'avec les NH»
libres des protéines des thylacoides. Il y a compétition entre les
protéines actives et inactives pour l'agent co-liant. Cette compétition
diminue le nombre de groupements aminés de chaque molécule
impliquée dans la co-liaison (Broun, G. et al., 1973). A ce titre, le BSA
protege les organites photosynthétiques contre les effets inhibiteurs
des aldéhydes (Thomasset, B. et al., 1984).

De plus, le glutaraldéhyde affecte la phosphorylation en
interagissant ave les CCL. Ceci entraine alors un changement au niveau
de la distribution de 1'énergie a travers l'appareil photosynthétique
résultant en une diminution de l'activité (Jeanfils, J. et al., 1986). La
perte d'activité suite a l'immobilisation peut aussi étre due a la
barriére de diffusion que la matrice peut représenter pour les
accepteurs d'électrons. Mais, de facon générale, les thylacoides

immobilisés peuvent conserver une forte activité photosynthétique si
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de faibles concentrations de glutaraldéhyde sont utilisées.
Evidemment, l'utilisation de plus fortes concentrations de
glutaraldéhyde procurerait une plus grande stabilité mais, en terme de
productivité (production totale d'oxygene) la concentration optimale
est de 0,33% (v/v) (Cocquempot, M.F. et al., 1981). Cette concentration
représente un compromis entre l'activité photosynthétique et la

stabilité.

Apres l'immobilisation, 'activité photosynthétique du matériel peut
étre réduite jusqu'a 60%. Cependant, les thylacoides sont encore
fonctionnels et leur activité est méme moins affectée par de longues
périodes d'entreposage, par des conditions d'illumination et par des
variations de pH ou de température (Bonenfant, D, et Carpentier, R.,

1990).

Ainsi, il est admis que le glutaraldéhyde est le meilleur agent
stabilisateur de la photoactivité des membranes thylacoidiennes. Cette
grande stabilité induite par l'immobilisation dans une matrice de BSA-
glutaraldéhyde permet l'utilisation des membranes photosynthétiques
sur le terrain, dans une perspective biotechnologique et évite des

procédures répétées d'extraction.



CHAPITRE 2

MATERIELS ET METHODES

2.1 Préparation des membranes thvlacoidiennes

Les membranes thylacoidiennes sont isolées a partir de feuilles
d'épinard achetées dans un supermarché local, le jour de I'extraction.
La méthode consiste a peser 100 g de feuilles dont les nervures
centrales ont été retirées. Les morceaux d'épinard doivent étre rincés

a l'eau distillée froide puis épongés avant d'étre utilisés.

Les segments de feuilles sont coupés grossiérement puis mélangés
a 300 mL de tampon de broyage a O ©C. Ce premier tampon résulte du
mélange suivant: sorbitol 330 mM, MgCl2 5 mM et Tes-NaOH 20 mM
(pH 7.5). Pour une homogénéisation complete, les feuilles d'épinard
sont broyées a l'aide d'un blender Waring pendant 30 s a la vitesse

maximale.

Le mélange est filtré a travers 10 épaisseurs de coton fromage pour
retirer les débris de feuilles. Le filtrat qui comprend, entre autres, les

chloroplastes est ensuite centrifugé a 2000 g pendant une min pour les
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isoler. Les chloroplastes sont alors remis en suspension dans un
deuxiéme tampon obtenu a partir d'une dilution 1/20 du tampon de
broyage. Ce milieu hypotonique provoque 1'altération de I'enveloppe
des chloroplastes par un choc osmotique et permet ainsi la libération
du stroma et des fragments de thylacoides. La récupération de ces
thylacoides fragmentés est possible grace a une centrifugation d'une
min a 4000 g. Le culot obtenu est, cette fois, resuspendu dans un
volume minimal de tampon constitué de: sorbitol 330 mM, Tes-NaOH
50 mM (pH 7.5), MgCl2 5 mM, NaCl 1 mM et NH4Cl 1 mM., La solution
obtenue est enfin homogénéisée dans un tube homogénéisateur
Weaton et sa concentration en Chl est mesurée d'apres la méthode de

Arnon (1949).

Toutes ces manipulations sont effectuées a 4 OC et sous une lumiere
verte. Une partie de l'extrait est conservée dans de 1'azote liquide pour
les mesures avec des membranes natives tandis que l'autre partie est

utilisée immédiatement pour l'immobilisation.

2.2 Immobilisation des thylacoides

Les membranes thylacoidiennes sont immobilisées selon la
méthode décrite par Cocquempot, M.F. et al. (1981) (meéthode
standard). La méthode consiste a mélanger 1.65 mL de tampon
phosphate 50 mM (pH 7.1) avec 1.25 mL de BSA 20% et 1.0 mL d'une

solution de glutaraldéhyde 1.5%. On laisse reposer ce mélange pendant



45

2 min avant d'y ajouter 0.6 mL de thylacoides concentrés a 3.3 mg
Chl/mL (figure 9). La solution est alors divisée en échantillons de 75
uL (volume choisi afin d'obtenir la concentration de 11 g Chl/mL
nécessaire pour les mesures de dégagement d'oxygene) (figure 9). Les
échantillons sont congelés a -20 OC pendant 2 h. Le matériel
immobilisé est dégelé a I'obscurité a 4 OC au moins 2 h avant d'étre
utilisé.
IMMOBILISATION

1.65 mL Tampon Phosphate pH 7.1 50 mM
// 1.25 mL BSA 20%

/ 1.0 mL Glutaraldéhyde 1.5 %

/ 0.6 mL Thylacoides [3.3 mg Chl/ml]

é ____________________________________________

/ \\f \ 4.5 mL de matrice

75 uL de matrice = [11 yg Chl/ml]

dans la cellule a oxygeéne

wzwmiml

FIGURE 9. Représentation schématique de la méthode

d'immobilisation.
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2.2.1 Variation de la concentration de Chl lors de I'immobilisation

Pour obtenir d'autres concentrations de Chl dans la matrice définie
par Cocquempot, M.F. et al. (1981) (méthode standard), on doit
changer le volume de tampon phosphate 50 mM (pH 7.1) en fonction
de celui des thylacoides (figure 9) sans toutefois modifier le volume
total de la matrice soit, 4.5 mlL. Ainsi, pour des concentrations de Chl
supérieures a 11 yg/mlL, on doit diminuer le volume de tampon et
augmenter celui des thylacoides et, inversement, si 1'on désire des
concentrations inférieures a 11 pyg/mL. Tant qu'au volume de
I'échantillon, il doit demeurer fixe a 75 L

Dans ces conditions, il faut prendre note que le rapport optimal de
Chl/BSA (1.25 mL de BSA pour 0.6 mL de thylacoides concentrés a 3.3
mg/mL) établit par Cocquempot, M.F. et al. (1981) est alors changé.
Ceci implique que pour des concentrations supérieures a 11 yg/mlL, le
nombre de molécules de BSA protégeant les molécules de Chl contre
I'effet inhibiteur du glutaraldéhyde devient inférieur. Par contre, pour
des concentrations inférieures a 11 xg/mlL, les molécules de Chl sont

davantage protégées par le BSA (voir section 1.6).

Une autre facon de modifier la concentration de Chl lors de
l'immobilisation a consisté simplement a varier le volume de
I'échantillon (75 wL). Ainsi, les échantillons avaient un volume
supérieur ou inférieur a 75 yL selon la concentration recherchée. Cette

derniére procédure offre I'avantage de garder constant le rapport de
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Chl/BSA soit 0.6 mL de thylacoides concentrés a 3.3 mg/mL pour 1.25
mL de BSA 20%.

2.3 Dégagement d'oxygéne

2.3.1 Description de l'appareil

Par la photosynthése, les plantes absorbent l'énergie solaire et
décomposent des molécules d'eau en oxygéne, en protons et en
électrons. L'oxygéne produit lors de la photolyse de 1'eau est alors
libéré suite au transport d'électrons généré (section 1.3.2.2 ). Ainsi, on
peut, en laboratoire, estimer le taux de transport d'électrons dans les
membranes photosynthétiques en mesurant le taux de dégagement
d'oxygéne d'un échantillon soumis a un éclairage. Pour ce faire, on
utilise une électrode de Clark. Ce type d'électrode est constitué d'une
anode d'argent et d'une cathode de platine jointes par un pont de KCL.
Une membrane perméable a l'oxygeéne les séparent du milieu de
réaction. Lorsqu'un voltage entre 600 et 700 mV est appliqué sur
I'électrode, la cathode de platine devient negative et I'anode d'argent
positive. L'oxygene libéré, de I'échantillon éclairé, diffuse a travers la
membrane pour étre réduit, a la surface de 1'électrode de platine, en
peroxyde d'hydrogéne. L'électron ainsi perdu tend a dissiper la
différence de potentel entre I'anode et la cathode. L'anode d'argent est
alors oxydée et du chlorure d'argent est libéré (Delieu et Walker,

1972) (figure 10).
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Le courant électrique qui découle de la différence de potentiel
entre l'anode et la cathode lorsque les électrons sont donnés a
I'oxygeéne, est acheminé a un amplificateur YSI modele 53 relié a un
enregistreur de type Linear modeéle 555. L'échantillon est éclairé sous
une lumiére blanche d'une intensité lumineuse de 6000 W/m?Z i l'aide
d'un illuminateur Fiber-Lite modele 170 D. L'échantillon étant en
constante agitation, le courant est alors directement proportionnel a la
quantité d'oxygéne libéré au niveau des thylacoides et, consommé au
niveau de la cathode de platine. La température dans la cellule a
dégagement d'oxygéne est maintenue a 22 OC grace a un bain
thermostaté Cole Parmer, modele 1268-14. La cellule a dégagement
d'oxygene étant entourée d'eau maintenue a 22 OC, il n'est pas
nécessaire d'utiliser un filtre de chaleur lorsque I'échantillon est

éclairé puisque l'eau joue ce role de filtre.

o

Cothode (P} S * """ "% e,
0.+ 20+ 2679H,0,HOH ™™,
—3 By 26 20H” :

S4—KC! bridge

-t
L

4pg+4Ag '+ 4a”

0607y 4Aq" 4CITMAGCH

FIGURE 10. Représentation schématique des réactions de 1'électrode

de type Clark.
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2.3.2 Calibration de I'appareil

Le systeme est calibré avec de l'eau distillée a température de la
piéce. Le zéro de l'appareil est ajusté avec 3 mL d'eau distillée ajoutée
dans la cellule a dégagement d'oxygeéne et barbottée a 1'azote gazeux
pendant 2-3 min afin d'éliminer 1'oxygéne présent dans le milieu. A
I'opposé, le 100% est ajusté a l'aide de 3 mL d'eau distillée légerement

agitée, placée dans la cellule.

2.3.3 Préparation des échantillons

Pour les mesures de dégagement d'oxygéne, les membranes
immobilisées sont rincées a 1'eau distillée pour enlever la couche de
protéines insolubles formée lors du processus de congélation-
décongélation. Par la suite, elles sont broyées dans un mortier pour les
mélanger a 3 mL de tampon. Le tampon utilisé correspond au dernier
tampon de resuspention lors de l'extraction. Un nouveau tampon est
refait chaque jour. Tant qu'aux membranes natives, elles sont
directement mélangées aux 3 mL de tampon dans la cellule a
dégagement d'oxygene. Notons que dans la cellule, 1'échandllon doit

toujours avoir un volume égal a 3 mlL et étre bien agite.

2.3.4 Prise des mesures
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Les mesures sont toujours prises a la lumiére verte. La solution
obtenue suite au mélange du tampon et des thylacoides est déposée
dans la cellule a dégagement d'oxygéne. Elle est alors barbotée a
l'azote, pendant 2-3 min, pour enlever l'oxygene. Juste avant de placer
I'électrode, du 2,5-dichloro-p-benzoquinone (DCBQ), un accepteur
artificiel d'électrons, est ajouté. Sa concentration varie selon la
concentration de Chl présente. Une fois 1'électrode en place, la solution

est agitée et éclairée. Chacune des mesures est répétée de 2 a 3 fois.

Il est nécessaire d'ajouter un accepteur artificiel d'électrons pour
mesurer la quantité d'oxygene dégagée au niveau du complexe de
dégagement d'oxygene. En absence d'accepteur artificiel d'électrons, ia
quantité d'oxygene mesurée est inférieure a la quantité réellement
produite. En effet, au cours de l'extraction des thylacoides, les
composés solubles comme la Fd, la ferrédoxine NADP+ réductase (FNR)
et le NADP sont solubilisés. C'est alors I'oxygéne, libéré au niveau du
PSII, qui accepte les électrons, a la place du NADP* (section 1.3.2.2).
Ainsi, en absence d'accepteur d'électrons, il y a consommation de
l'bxygéne dégagée.

Etant donné que le glutaraldéhyde inhibe le transport d'électrons
entre le PSII et le PSI (section 1.6), il importe d'utiliser un accepteur
d'électrons spécifique au PSII plutdét qu'au PSI. L'accepteur artificiel
d'électrons utilisé est le DCBQ parce qu'il est tres spécifique au PSII
(Izawa, S., 1980).
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2.3.5 Calcul de la quantité d'oxygéne dégagée

La quantité d'oxygéne dégagée est calculée selon I'équation

suivante:

[pente (nombre d'unité en cm/min)/100] X solubilité de 1'0O2 (Mol
0O2/cm/mlL) selon la température X 60 min/h X [1000/concentration
en Chl utilisée (¢g/mlL)] = nombre de Mol O2/ mg Chl.h

A 22 OC la solubilité de l'oxygene est de 0.262 pMol/mL (voir
tableau 2).

2.3.6 Variation de la température

Lors de ces manipulations, 1a température autour de la cellule a
dégagement d'oxygéne est variée a l'aide du bain thermostaté. Une fois
que la température désirée est atteinte, les échantillons sont placés
dans la cellule et incubés 10 min avant que les mesures de

dégagement d'oxygéne soient prises a la température d'incubation.

Pour les calculs de la quantité d'oxygéne dégagée, la variation de la
solubilité de l'oxygéne a chaque température est prise en
considération. Pour les températures étudiées, la solubilité de

I'oxygéne y est représentée au tableau 2.



Tableau 2

Solubilité de I'oxygene
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Température (OC) Solubilité de I'oxygéne (xMol/mL)
4 0.397
10 0.341
15 0.305
22 0.262
25 0.253
30 0.230
35 0.210

2.3.7 Variation du pH

Les tampons utilisés pour les mesures de dégagement d'oxygene

varient selon les différents pH étudiés (tableau 3).

Ces solutions sont ajustées au pH correspondant a 1'aide de NaOH ou

de KCI. A chacune des solutions (50 mM), on ajoute les composés
suivants: sorbitol 330 mM, MgCly 5 mM, NaCl 1 mM et NH4Cl 1 mM
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pour former des tampons similaires a celui normalement utilisé

(section 2.3.3).

Tableau 3

Tampons utilisés pour les mesures de dégagement d'oxygéne

pH Tampons
4 Acide citrique
5 Acide citrique
6 Mes
7 Tes
8 Tes
9 Tris

2.4 Entreposage a la lumiere

Lors de ces expériences, les échantillons sont entreposés, a la
température de la piece (22 OC) ou dans un récipient contenant de la

glace (40 C), dans un local soumis a un éclairage continuel de 750 lux.
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L'intensité lumineuse est mesurée a l'aide d'un luxmetre, modele ECI

de Optikon. Notons que les échantillons sont découverts.

2.5 Entreposage a 1'obscurité

Les échantillons sont alors placés dans un récipient noir couvert,
contenant (4 OC) ou non (22 Oc) de la glace. Le bac est par la suite

entreposé dans un local fermé et, a I'obscurité.

2.6 Inhibition

Pour chacun des inhibiteurs utilisés, leur formule chimique, leur
pureté ainsi que le solvant dans lequel ils sont dilués sont indiqués au
tableau 4. Pour les herbicides, le solvant utilisé est 1'éthanol puique
qu'un blanc a démontré que ce dernier n'a aucun effet.

Pour l'ensemble des inhibiteurs, les dilutions donnant d'autres
concentrations se font dans le tampon servant aux mesures de
dégagement d'oxygéne.

Lors de l'expérimentation, l'inhibiteur est ajouté a 1'échantillon
mélangé au tampon dans la cellule. Une période d'incubation de 10
min doit s'écouler avant d'éclairer. Pendant la période d'incubation,
I'échandllon est barboté¢ a 'azote gazeux.

Le pourcentage d'inhibition est calculé selon I'équation suivante:

(1) Pente témoin (activité de 1'échantillon controéle) - Pente inhibée

(activité de I'échantillon en présence d'inhibiteur) = Activité perdue
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(2) (Acdvité perdue/Pente témoin) X 100 = % inhibition

Tableau 4

Caractéristiques des inhibiteurs utilisés

Inhibiteur  Formule chimique Pureté Solvant Concentration

de la solution

mere

Atrazine A% Ethanol 10 mM
Diuron 3-(3,4-Dichloro- 80% Ethanol 10 mM

phényl)-1,1-Di-

méthyluré
Bromoxynil 280¢g/L Ethanol 10 mM
Mercure Hg(NO3)2.H70 100% Eau distllée 10 mM
Cuivre CuCl2.2Hp0 100%  Eau distillée 100 mM
Nitrite de NaNO7 97% Eau distillée 1 M
sodium
Sulfite de NayS03 100% Eau distillee 1 M

sodium




56

2.7 Traitement des données

Chacune des expériences est toujours répétée entierement au moins
2 fois (parfois 3). A l'intérieur de chaque expérience, toutes les
mesures sont répétées de 2 a 3 fois. Ainsi, chacun des points sur un
graphique représente la moyenne de ces 2 ou 3 mesures. De ces
mesures, 1'écart type y est calculé. Chaque graphique tracé au chapitre

3 constitue un exemple représentatif des résultats obtenus.

Pour les expériences avec les inhibiteurs, les I5 (concentration de
I'inhibiteur pour laquelle il y a 50% de l'activité photosynthétique

inhibée) sont déterminés graphiquement.



CHAPITRE 3

RESULTATS ET DISCUSSION

3.1 Mise au point des conditions d'utilisation des membranes

immobilisées

Les membranes photosynthétiques immobilisées utilisées comme
biosenseur doivent présenter la plus forte activité photosynthétique
possible avant d'étre en contact avec des produits toxiques. Ceci est
indispensable pour que l'effet inhibiteur des polluants soit

éventuellement mis en évidence.

3.1.1 Etude comparative de différentes combinaisons de tampons

De facon générale, les électrolytes jouent un réle important dans la
préservation du transport d'énergie entre les deux photosystémes et,
par le fait méme, sur l'activité photosynthétique. En effet, les cations
monovalents ou divalents protegent l'activité photochimique en
maintenant I'empilement des membranes thylacoidiennes (Thomasset,
B. et al., 1984). Il fut vérifié au laboratoire que le tampon le plus

efficace pour l'extraction des thylacoides a partir de feuilles d'épinard
est le tampon Tes-NaOH comportant 5 mM de MgCly et 1 mM de NacCl.
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Ces fortes concentrations en sels favorisent l'empilement des
membranes isolées. Si le MgCly est enlevé du milieu de resuspension
des membranes natives, un déempilement des membranes est observé
(Thomasset, B. et al., 1982). Ainsi, lorsque les membranes sont isolées,
leur structure peut étre manipulée en changeant les concentrations
ioniques de leur milieu de resuspension (Barber, J., 1986).

Les deux photosystémes peuvent aussi étre protégés par des
méthodes d'immobilisation puisque les matrices artificielles
permettent la stabilisation de la chaine de transport d'électrons. Le
matériel biologique étant resuspendu dans un tampon fortement
concentré en ions avant l'immobilisation, il y a alors un renforcement
du degré d'empilement des membranes tel qu'expliqué
précédemment. La co-liaison de ces membranes avec le BSA et le
glutaraldéhyde favorise une augmentation de la concentration locale
des ions entre les membranes, renforcant et stabilisant I'empilement
membranaire (Thomasset, B. et al., 1984) (section 1.6). Selon B.
Thomasset et al.(1982), il semble donc que le tampon phosphate, sans

ions, soit le plus efficace pour I'immobilisation.

Puisque la nature et la quantité des ions présents dans les milieux
d'extraction et d'immobilisation des thylacoides semblent avoir une
grande importance, il fut nécessaire de définir la composition des
tampons d'extraction, d'immobilisation et de dégagement d'oxygéne.
Pour ce faire, une étude comparative de différentes combinaisons de

tampons a été réalisée afin de cerner celle ou le rendement
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photosynthétique est supérieur (Tableau 5). Le tampon Tes-NaOH

comporte 5 mM de MgCly et 1 mM de NaCl, le tampon phosphate

utilisé pour l'immobilisation ne contient aucun ion tandis que le

tampon phosphate employé lors de l'extraction et du dégagement
d'oxygéne renferme 1 mM de MgCl7 et 0.15 mM de NaCl.

Tableau 5

Effet de différentes combinaisons de tampons pour l'extraction,

I'immobilisation et le dégagement d'oxygéne sur l'activité

photosynthétque.

Tampon Tampon Tampon de Activité en
d'extraction d'immobilisation dégagement pMol Op/mg Chl. h

d'oxygene

Tes-NaOH Tes-NaOH Tes-NaOH 50.91+-4.5
Tes-NaOH Phosphate Tes-NaOH 54.48+-1.8
Tes-NaOH Phosphate Phosphate. 37.52+-2.5
Phosphate Phosphate Phosphate 21.44+-5.1

Les chiffres plus élevés obtenus lors des deux premiéres
combinaisons, représentés dans le tableau 5, confirment le fait que le
processus d'immobilisation augmente la concentration locale des ions,

tel que mentionné plus haut, puisqu'il n'y a pas de différence
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significative lorsque l'immobilisation a lieu en présence ou en absence
d'ions. La comparaison entre la deuxieme et la troisieme combinaison
certifie la présence d'un échange ionique entre la matrice
d'immobilisation et le milieu. En effet, I'activité photosynthétique
passe de 54.48 uMol Op/mg Chl.h a 37.52 uMol O2/mg Chl.h a cause de
la faible quantité d'ions dans le tampon de dégagement d'oxygéne.
Enfin, une faible concentration ionique dans tous les tampons donne
un rendement nettement inférieur aux autres soit seulement 21.44
uMol O2/mg Chl.h.

Ces résultats appuient l'importance accordée aux sels pour de
meilleurs rendements photosynthétiques. La combinaison optimale en
terme d'activité photosynthétique est alors celle ou les thylacoides
sont extraits dans un tampon Tes-NaOH comportant 5 mM de MgCl7 et
1 mM de NaCl, immobilisés en absence d'ions dans un tampon
phosphate et resuspendus dans un tampon identique a celui de
I'extracton pour la prise des mesures de dégagement d'oxygene. Cette

combinaison est utilisée pour l'ensemble des expériences.

3.1.2 Détermination de la concentration optimale de l'accepteur

artificiel d'électrons

Les membranes immobilisées présentent toujours un rendement
photosynthétique inférieur a celui des membranes libres. Il en est
ainsi puisque la matrice d'immobilisation introduit des interactions

entre la chaine de transport d'électrons et le nouvel environnement
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ionique pouvant affecter la structure des membranes thylacoidiennes
(Thomasset, B. et Thomas, D., 1988). En modifiant les concentrations
ioniques locales, le support artificiel peut causer des déplacements
latéraux des centres réactionnels et des réarrangements
intramoléculaires des transporteurs d'électrons a l'intérieur des
membranes. Ces changements n'affectent pas l'intégrité morphologique
des thylacoides mais diminuent l'efficacité du transfert d'énergie entre
les deux photosystémes (Thomasset, B. et Thomas, D., 1988; Thomasset,
B. et al., 1986; Thomasset, B. et al., 1984; Tripathy, B.C. et Mohanty, P.,
1981). Cette diminution de 1'efficacité du transport d'électrons affecte
aussi I'habileté des membranes immobilisées a photoréduire les
accepteurs artificiels d'électrons (Hardt, H. et Kok, B., 1976).

Une des facons de surmonter le rendement photosynthétique
affaibli des thylacoides immobilisés afin d'obtenir de hauts taux de
dégagement d'oxygéne est d'utiliser un accepteur d'électrons lipophile.
Les accepteurs lipophiles sont réduits au niveau de Qg tandis que les
accepteurs hydrophiles sont réduits par le PSI (Hardt, H. et Kok, B.,
1976). Des résultats ont démontré une sévere diminution du
dégagement d'oxygene si un accepteur du PSI est utilisé et seulement
une faible inhibition, en présence d'un accepteur du PSII (Hardt, H. et
Kok, B., 1977). Il en est ainsi puisque le glutaraldéhyde a un effet

inhibiteur sur la PC.

Comme accepteur artificiel d'électrons spécifique pour le PSII, le

DCBQ est excellent puisqu'il permet un fort rendement
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photosynthétique (Izawa, S., 1980). Sa concentration optimale chez les
membranes natives (11 yg Chl/mlL) est de 100 yM alors qu'elle est de
400 uM pour des membranes immobilisées (11 yg Chl/mlL) (figure 11).
Ces résultats démontrent clairement une différence entre les courbes
selon que le matériel biologique est immobilisé ou non. On pourrait
supposer que la nécessité d'une plus forte concentration de DCBQ_pour
les membranes immobilisées est due a la barriére de diffusion
qu'impose la matrice d'immobilisation. Toutefois, Purcell et Carpentier
(1990) ont démontré que les membranes immobilisées sont plus
sensibles a l'atrazine et au diuron que les membranes libres. Etant
donné que les herbicides et le DCBQ ont le méme site d'action, soit au
niveau de Qg, et que les herbicides ne semblent rencontrer aucune
difficulté de diffusion, I'hypothese soulevé est peu probable a moins

de supposer que le DCBQ et les herbicides diffusent différemment.

De plus, les résultats obtenus a la figure 11 démontrent que
I'utilisation d'une trop faible concentration de DCBQ diminue l'activité
photosynthétique a cause d'un manque d'accepteur d'électrons. Des
concentrations de DCBQ supérieures a la concentration optimale ont
aussi un effet inhibiteur sur l'activité photosynthétique. Cette
inhibition provient probablement du DMSO, solvant dans lequel le
DCBQ est solubilisé. De trop grandes quantités de solvant provenant de
grandes quantités de DCBQ inhiberaient le transport d'électrons.
Toutefois, pour confirmer cette hypothése, il faudrait vérifier 1'effet

inhibiteur du DMSO sur les membranes. L'utilisation de solutions
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FIGURE 11. Dégagement d'oxygene (xMol O2/mg Chl.h) en fonction de

la concentration de DCBQ (xM) pour des membranes natives et

immobilisées concentrées a 11 ug Chl/mlL.
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meres de DCBQ plus concentrées éviterait la présence de grandes

quantités de solvant dans 1'échantillon.

Dans la plupart des publications, la concentration de DCBQ utilisée
est de 600 uM pour les membranes natives. Il est est ainsi puisqu'a
cette concentration, de petites variations de la quantité de DCBQ lors
des expériences n'a pas d'effet sur l'activité photosynthétique grace a
la présence d'un plateau dans cette région (figure 11). En considérant
la concentration optimale de DCBQ utilisée lors des expériences de ce
mémoire, le rendement photosynthétique obtenu avec les membranes
immobilisées n'est pas inférieur a celui atteint a 1'aide de membranes

natives dans les publications ou 600 yM de DCBQ est utilisé.

La concentration optimale de DCBQ a été vérifiée pour différentes
concentrations de Chl a la figure 12. Les différentes concentrations de
Chl y sont obtenues en variant le rapport de Chl/BSA établit par
Cocquempot, M.E. et al. (1981) c'est-a-dire en changeant la proportion
de thylacoide par rapport a la quantité de BSA comme expliqué a la
section 2.2.1. Les résultats démontrent que la concentration optimale
de DCBQ varie avec la concentration de Chl. A 3 yg Chl/ml, elle est de
200 uM; a 6 g Chl/ml, 300 xM; a 9 ug Chl/mlL, 350 xM; alors qu'a 11
et 20 ug Chl/ml, elle correspond a 400 yM.

La figure 13 démontre clairement la relation existant entre les

concentrations de Chl (xg/mlL) et les concentrations optimales de DCBQ
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(uM). Pour des concentrations de Chl de 11 pg/mL et plus, la
concentration optimale de DCBQ est de 400 M.

Lorsque les concentrations optimales de DCBQ sont présentes pour
chacune des concentrations de Chl, des échantillons de 3, 6 et 9 ug
Chl/mL dégagent tous la méme quantité d'oxygene lorsqu'elle est
calculée par mg Chl/h (figure 12). C'est donc dire que la concentration
en Chl du biocapteur pourrait étre aussi faible que 3 yg/mL. Notons
que le biocapteur sera plus sensible a de trés petites quantités de
produits toxiques s'il renferme la plus petite concentration en Chl
possible. En effet, la probabilité que les sites d'inhibition au niveau du
PSII soient tous occupés par le polluant sera d'autant plus grande,
moins il y aura de membranes thylacoidiennes. Notons qu'a cette tres
faible concentration en Chl, bien que la quantité d'oxygéne dégagée
par mg de Chl est elevée, la quantité réelle d'oxygeéne dégagée par
I'échantillon est trés faible. La mesure de la pente résultant de cette
petite quantité d'oxygene dégagée comporte alors un plus grand
pourcentage d'erreur. Ainsi, étant donné la variabilité de la mesure
d'oxygeéne, le test est moins précis aux faibles concentrations. Il
devient donc difficile d'y déceler le pourcentage d'inhibition en

présence de produits toxiques.

En se référant encore a la figure 12, on remarque qu'entre 3 et 9 ug
Chl/mlL, la quantité de BSA présente est suffisante pour protéger les
molécules de Chl contre l'effet inhibiteur des aldéhydes. Toutefois, la
plus faible activité de la matrice de 20 xg Chl/ml laisse sous-entendre
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un rapport de Chl/BSA non optimal. 11 y aurait une proportion trop
grande de membranes pour la quantité de BSA. Ainsi, le
glutaraldéhyde a plus de chance de se lier aux NH7 libres des
protéines des thylacoides qu'avec ceux du BSA, entrainant, de cette

maniére, une plus faible activité photosynthétique.

Grace aux résultats présentés a la figure 14 ou les rapports de
Chl/BSA sont gardés optimaux pour toutes les concentrations de Chl
(obtenues en variant les volumes des échantillons: voir section 2.2.1),
I'hypothese soumise au paragraphe précédent est confirmée. Pour
obtenir 3, 11 et 20 pg Chl/mL dans la cellule a dégagement d'oxygéne,
les volumes des échantillons correspondants sont respectivement de
20, 75 et 138 uL. En procédant de cette facon, les concentrations
optimales de DCBQ sont identiques a celles de la figure 11 et 12, soit
200 uM pour 3 ug Chl/mL et 400 uM pour 11 et 20 yg Chl/mlL.
Toutefois, cette expérience démontre que dans des conditions ou la
quantité de BSA est suffisante par rapport a celle de Chl, la matrice de
138 ul (volume d'échantillon correspondant a 20 yg Chl/mL) présente
autant d'activité photosynthétique que celle de 75 uL (volume
correspondant a 11 xg Chl/mlL), contrairement aux résultats cbtenus
précédemment (figure 12). La figure 14 confirme l'importance de
garder constant le rapport de Chl/BSA établit par M.F. Cocquempot et
al. (1981), pour une activité photosynthétique optimale.

De plus, la figure 14 met en évidence la possibilité d'obtenir a 3 ug
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Chl/mL (concentration équivalent a celle d'un volume d'échantillon de
20 uL) non seulement autant d'oxygene dégagée en yMol O2/mg ChlLh
qu'a 11 xg Chl/mL (concentration équivalent a celle d'un volume de 75
uL) mais beaucoup plus. Cette plus forte actvité de la matrice de 20 uL
est peut-étre provoquée par l'intensité lumineuse. En effet, lors des
expériences, les échantillons sont toujours tous éclairés avec la méme
intensité lumineuse. Toutefois, 1a matrice d'immobilisation induit une
dispersion de la lumiére incidente (Carpentier, R. et al., 1987;
Carpentier, R. et Lemieux, S., 1987). Ainsi, plus la matrice
d'immobilisation est volumineuse, plus il y a de lumieére dispersée, Ce
phénomene de dispersion entraine l'absorption d'une plus faible
portion de lumiére par les membranes immobilisées. Au contraire, un
trés petit volume de matrice comme 20 xL recoit quant a lui, beaucoup

plus de lumiere étant donné la faible dispersion qu'il induit.

Toutefois, 1'oxygeéne dégagée par différents volumes de matrices,
tous éclairés par la méme intensité lumineuse, en présence de 400 yuM
de DCBQ, tel que présenté a la figure 15, n'est pas supérieur chez les
plus petits volumes de matrices. Au contraire, les volumes inférieurs a
40 uL sont moins actifs. Ce plus faible rendement photosynthétique
provient de la concentration de DCBQ qui n'est pas optimale pour les
concentrations de 6 ug Chl/mL et moins (concentration correspondant
a des volumes de 40 uL et moins) (voir figure 12).

Notez qu'a la figure 14, on rouve que le dégagement d'oxygéne a

400 uM est supérieur pour un volume de 20 yL comparativement aux
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échantillons de 75 et 138 uL. Or, a la figure 15, on obtient des résultats
différents c'est-a-dire qu'a 400 M de DCBQ la matrice de 20 uL est
moins active en terme d'oxygene dégagée que celle de 75 et 138 ul.
Cette contradiction reflete l'incertitude des mesures de la petite
matrice de 20 uL tel que déja explique.

Lorsque le dégagement d'oxygéene (yMol O2/mg Chl.h) des mesures
de la figure 15 est calculé sans tenir compte de la concentration de Chl
(uMol O2/h) (figure 16), on obtient une droite et ce, méme si les trois
premieres mesures de la figure 15 ont une activité inférieure aux
autres. Il en est ainsi puisque cette différence n'est pas suffisamment
importante pour y voir une variation significative sur la droite de la
figure 16. On peut alors remarquer, a la figure 16, la présence d'une
intensité lumineuse saturante, quel que soit le volume des matrices
puisque plus les matrices renferment de Chl, plus il y a d'oxygéne
dégagée en yMol O2/h; il n'y a donc pas de saturation. Cela signifie
alors que méme en présence de grands volumes de matrices,
dispersant beaucoup de lumiére tel qu'expliqué auparavant, l'intensité
lumineuse éclairant ces échantillons est suffisamment éblouissante
pour contrebalancer la lumiére dispersée et ainsi, pour ne pas limiter
leur activité photosynthétique.

Les membranes natives soumises a la méme intensité lumineuse,
en présence de 100 yM de DCBQ (figure 17-18), sont dans des
conditions optimales quelle que soit la concentration en Chl. La figure
17 met en relief le fait que la concentration de DCBQ (100 yM) est

optimale pour toutes les concentrations de Chl chez les membranes
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natives puisque peu importe la concentration en Chl, la quantité
d'oxygene dégagée en yMol O2/mg Chl.h est toujours la méme. La
relation linéaire présentée a la figure 18, ou le dégagement d'oxygéne
des résultats provenant de la figure 17 est calculé en Mol O /h (sans
tenir compte de la concentration de Chl) démontre, a son tour, que la
quantité de lumiére recue par les membranes thylacoidiennes est
toujours suffisante puisque les thylacoides présents en plus fortes
concentrations (en terme de Chl) dégagent plus d'oxygene.
Evidemment, les membranes libres n'imposent aucune barriere de

diffusion et n'engendrent aucun phénomeéne de dispersion.

3.1.3 Etude du temps de vie des membranes photosynthétiques

sous différentes conditions d'entreposage

Il faut étudier le temps de vie des membranes thylacoidiennes
puisque la longévité du matériel est un important indice de stabilité.
Or, pour toutes applications éventuelles des membranes

photosynthétiques comme biocapteur, une grande stabilité est requise.

Les membranes thylacoidiennes isolées sont malheureusement
instables, méme lorsqu'elles sont entreposées a 4 OC et a la noirceur
(Papageorgiou, G.C., 1979). Comme démontré a la figure 19, aprés 48 h
d'entreposage a 4 OC, a la noirceur, les membranes natives ont déja
perdu prés de 40% de leur activité initiale, comparativement aux

membranes immobilisées, qui aprés 168 h, présentent encore un
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rendement de 100%. Méme si 40% de l'activité photosynthétique est
perdue suite a l'immobilisation du matériel dans une matrice de
glutaraldéhyde et de BSA, il n'en demeure pas moins que la stabilité
du matériel encore actif est grandement améliorée, sous de longues
périodes d'entreposage, comparativement aux membranes libres
(Carpentier, R. et al., 1989; Carpentier, R. et al., 1987). Ainsi, les
membranes immobilisées dans une matrice de BSA-glutaraldéhyde
sont plus résistantes au vieillissement.

Le glutaraldéhyde permet une protection partielle des
chloroplastes contre la perte d'activité photosynthétique engendrée
par les processus destructeurs de membranes (Papageorgiou, G.C.,
1979). De plus, le glutaraldéhyde retarde le vieillissement de 'appareil
a dégagement d'oxygéne sans pour autant l'arréter. Toutefois, la plus
grande protection contre le vieillissement chez les membranes
immobilisées est provoquée par le BSA. En effet, les molécules de BSA
ont I'habileté de renverser les effets du vieillissement grace a leur
affinité pour les acides gras non couplés, relachés lors du
vieillissement ou sous |'effet de la lumiére (Cocquempot, M.F. et al.,
1981).

La protection apportée par la matrice d'immobilisation demeure
lorsque les membranes sont entreposées a 22 OC et a l'obscurité
(figure 20). En comparant les membranes natives qui ont déja perdu
40% de leur activité initiale aprés seulement 1 1/2 h d'entreposage a
I'obscurité et a 22 OC avec les membranes immobilisées pour qui ce

méme pourcentage est atteint apres 42 h environ, il devient évident
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que l'immobilisation protége aussi les proteines extrinseques,
supportant les atomes de manganése de l'appareil a dégagement
d'oxygene, contre une dégradation rapide sous des températures plus
chaudes (Inoue, H. et al., 1987).

La cinétique de la perte d'activité en fonction du temps est
similaire a 4 OC (figure 19) et a 22 OC (figure 20) quoique beaucoup
plus rapide a 22 OC (Hardt, H. et Kok, B., 1976). En effet, l'activité
initiale des membranes immobilisées demeure pendant une quinzaine
d'heures a 22 OC (figure 20) comparativement a 168 h, a 4 OC (figure
19). Ainsi, sous des températures plus chaudes, le degré de protection
est inférieur a celui observé a 4 OC puisqu'une augmentation de
température entraine une désactivation plus rapide des pigments
chlorophylliens (Jeanfils, J. et al., 1982). Tant qu'aux membranes
libres, elles sont beaucoup plus sensibles a cette augmentation de
température et, par conséquent, a la dégradation rapide des protéines.
En effet, a 22 OC, elles perdent 40% de leur activité initiale apres 1 1/2
h d'entreposage (figure 20) comparativemet a 48 h, a 4 OC (figure 19).

La figure 21 démontre que peu importe la concentration en Chl et
la facon dont les membranes sont immobilisées (en variant ou en
gardant constant le rapport de Chl/BSA), les membranes immobilisées,
lorsqu'elles sont entreposées a 1'obscurité, a 4 ©C, ont toujours le méme
comportement. De plus, elles conservent tous une activité initiale aussi
longtemps, soit 168 h, qu'avec des membranes immobilisées a 11 ug

Chl/mL selon la méthode de base décrite par M.F. Cocquempot et al.,
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(1981) (figure 19). La similarité au niveau du comportement des
différentes matrices entreposées a 1'obscurité n'est pas surprenante
étant donné la constance, dans toutes les matrices, de la quantité de
BSA et de glutaraldéhyde, agents stabilisants tel que mentionné plus
haut, peu importe la facon dont elles sont préparées. Notons que la
différence réside en la quantité de Chl par rapport a celle de BSA
(section 2.2.1). Pour une concentration de 20 xg/mL ou il y a plus de
Chl, les échantillons vivent aussi longtemps. Alors, la conséquence de
la variation du rapport de Chl/BSA consiste seulement en une
diminution de l'activité initiale (figure 12). Elle n'a aucun effet sur le
temps de vie puisque les molécules de Chl en surplus non protégées

par le BSA sont tout de méme immobilisées par le glutaraldéhyde.

A 22 OC, sous des conditions d'obscurité, des comportements
similaires sont aussi observés entre les matrices de 20 et 75 L (figure
22). Toutefois, aprées 50 h d'entreposage, la matrice de 20 yL semble se
détériorer un peu plus rapidement que celle de 75 yL. Cette différence
provient d'un desséchement plus rapide de la part des petites
matrices, méme si les échantillons sont placés dans un bac recouvert
(voir section 2.5). Cette afirmation repose sur les résultats obtenus a la
figure 27 ou l'effet de I'hydratation sur l'activité des membranes
immobilisées est étudié. Les résultats sont plus significatifs a cette
figure. Le dessechement sera évidemment plus rapide chez des

membranes exposées a la lumiere, a découvert.
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Il importe également de connaitre le comportement des
membranes libres et immobilisées sous l'effet de la lumiére puisque
les conditions éventuelles d'utilisation sur le terrain supposent des
manipulations du matériel biologique a la lumiére.

Il est connu que I'énergie lumineuse est le principal facteur causant
la détérioration des fonctions photosynthétiques chez les membranes

libres. Plus spécifiquement, l'illuminaton des thylacoides provoque la
dégradation de la protéine Dj. Le processus de dégradation de D1 se

fait en deux étapes: l'inactivation du site Qp induit par des
changements conformationnels et la dégradation de la protéine
endommagée, possiblement par une protéase liée a la membrane. Ceci
est accompagné d'une perte d'activité du PSII (Richter, M. et al., 1990).

A la lumiére des résultats de la figure 23, on peut émettre
I'hypothése suivante: l'immobilisation des thylacoides dans une
matrice de BSA/glutaraldéhyde les protége totalement contre cette
dégradation de Dj pendant au moins deux heures, lorsqu'ils sont
entreposés a la lumiere, a 4 OC. Par la suite, on remarque que la
dégradation des membranes immobilisées se fait plus lentement que
celle des membranes natives. La protection apportée par la matrice
d'immobilisation provient possiblement de la barriére de diffusion
qu'elle impose a 1'oxygene (Carpentier, R. et al., 1987). Ceci limite la
diffusion de l'oxygéne a travers les membranes et, par le fait méme,

les réactions oxydatives. Notons que 1'oxygéne contribue d'une facon

significative a la dégradation de la protéine D (Richter, M. et al.,
1990). Ainsi, I'immobilisation prévient la dégradation de Dj. De plus,
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elle ralenti aussi, pour les mémes raisons, la photooxydation des
pigments photosynthétiques (Carpentier, R. et al., 1987; Jeanfils, J. et
al., 1982). La forte dispersion de lumiére induite par la matrice
d'immobilisation, comme mentionné a la section 3.1.2, peut également
protéger les membranes. Elles absorbent alors moins de lumiére,
comparativement aux membranes non immobilisées.

De plus, en comparant les résultats de la figure 23 avec ceux
obtenus a 22 OC sous les mémes conditions d'illumination (figure 24),
on observe que la dégradation de D] est retardée a des températures
plus froides comme le propose Richter et al. (1990). Effectivement, a
22 OC, 50 % de Il'inactivation du PSII des membranes libres est atteinte
aprés 2h (figure 24) comparativement a environ 12 h chez celles
entreposées a 4 OC (figure 23). Chez les thylacoides immobilisés, le
méme phénomene s'observe. A 4 OC, 50 % de l'activité
photosynthétique est inhibée aprés environ 40 h d'exposition a la
lumieére alors qu'22 OC, cela se produit suite a une dizaine d'heures
d'exposition. Le ralentissement de la dégradation de la protéine D1 a 4
OC comparativement a 22 OC (figure 23 et 24) semble plus marqué
chez les membranes natives (6 fois plus lent) en comparaison avec les
membranes immobilisées (4 fois plus lent). Il en est ainsi puisque les
thylacoides immobilisés sont moins touchés par les variations de
température (Bonenfant, D. et Carpentier, R., 1989).

Lorsque les membranes immobilisées sont exposées a la lumiére,
elles ont tendance a sécher a cause d'un phénoméne d'évaporation.

Rappelons qu'a la lumiere, les échantillons sont entreposés dans un bac
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non couvert (voir section 2.4). A 4 OC, un faible dessechement des
matrices de 20 L a la lumiére semble avoir lieu plus rapidement que
chez les matrices plus volumineuses, a cause du phénomeéne de
dispersion de lumiére plus important chez ces derniéres (figure 25).
Toutefois, 1'effet est plus prononcé si les matrices sont entreposées a

22 OC, sous les mémes conditions d'illumination (figure 26).

Le temps de vie plus court des plus petits volumes de matrice
provient effectivement d'un dessechement du matériel. En effet, la
figure 27 démontre la sensibilité des membranes immobilisées a
I'évaporation puisque les membranes hydratées (arrosées avec de
I'eau distillée) présentent un plus haut rendement photosynthétique
aprés 10 h d'entreposage a la lumieére. Ainsi, on peut supposer que les
résultats obtenus aux figures 25 et 26 seraient tous identiques, peu
importe le volume des matrices, si ce n'était pas du phénomeéne de

déshydratation.

3.2 Inhibition de l'activité photosynthétique par des polluants

Plusieurs composés toxiques ont un effet inhibiteur sur la
photosynthése, au niveau du transport d'électrons. Le mode
d’inhibition des deux principaux groupes, les herbicides et les métaux ,
a été élaboré a la section 1.5.1. En relation avec ces connaissances, la
sensibilité des membranes natives et immobilisées est étudiée en

présence de polluants, pour en connaitre leur limite de détection.
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Le tableau 6 regroupe la valeur des I5(Q, c'est-a-dire la
concentration de polluant pour laquelle 50% de I'activité
photosynthétique est inhibée, pour trois herbicides, deux métaux, un
sulfite et un nitrite. Ces valeurs sont obtenues a partir des tracés

d'inhibition présentés dans les pages suivantes.

Les valeurs de I5q (tableau 6) sont beaucoup plus faibles pour les

herbicides que pour les métaux, et encore plus que le sulfite et le
nitrite de sodium. Le degré de sensibilité des membranes pour les
inhibiteurs dépend de leur accessibilité au site d'inhibition. En effet, le
site d'action majeur des herbicides, situé entre QA et Qp (voir section
1.5.1.1) est facile a atteindre puisqu'il se trouve face a la région
stromatique (extérieur de thylacoide) (figure 2). L'accessibilité de la
poche de liaison de QB pour les herbicides est déterminé par la
structure chimique de 1'herbicide, spécialement ses dimensions
moléculaires, ses charges et son degré d'hydrophobie (Naber, ]J.D. et
Rensen, J.J.S.van, 1991). Les différences au niveau des I5(0 entre les
herbicides du tableau 6 sont alors principalement dues a des
variations au niveau de leur structure chimique. Pour les métaux,
leurs sites d'action étant multiples, certains demeurent moins
accessibles que d'autres (voir section 1.5.1.2). Tant qu'au sulfite de
sodium, son point d'attaque étant le complexe de dégagement
d'oxygene, situé sur le c6té luminal (intérieur du thylacoide), il est
beaucoup plus difficile a atteindre pour l'inhibiteur (Beauregard, M.,

1991).
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Tableau 6

Valeurs du I5g pour différents inhibiteurs

Inhibiteurs Iso (kM) Iso (uM)
membrane native membrane immobilisée
Herbicides:
Atrazine 1.8 0.5
Diuron 0.008 0.005
Bromoxynil 7 10
Métaux:
Mercure 30 00
Cuivre 100 40
Autres:
Sulfite de sodium 110 230

Nitrite de sodium 4000 5000
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3.2.1 Les herbicides

L'atrazine est I'herbicide étudié a titre de représentant de la famille
des triazines. La figure 28 démontre que les concentrations d'atrazine
détectées se retrouvent entre 9 X 10-9 M et 5 X 10-4 M pour les
membranes natives et entre 5 X 10°9 M et 10-4 M chez les
immobilisées. L'ensemble du tracé met en évidence un meilleur seuil
de détection de la part des membranes immobilisées a I'atrazine. Cette
meilleure détection peut s'expliquer par le déplacement latéral des
centres réactionnels et les réarrangements intramoléculaires de
I'ensemble des transporteurs d'électrons, a l'intérieur des membranes
thylacoidiennes, engendrés par le support artificiel (section 3.1.2). Ces
changements favorisent possiblement davantage 1'accessibilité du site
de liaison QR. Ainsi, cette plus grande accessibilité du site d'inhibition
de l'atrazine chez les membranes immobilisées se manifeste par une
meilleur capacité de détection de leur part.

Les ISO des membranes natives et immobilisées en présence
d'atrazine, inscrits au tableau 6, soit 1.8 et 0.5 M respectivement, se
situent dans le rang des concentrations induisant 50% d'inhibition chez
les algues. En effet, chez les algues, la valeur du Ec50 (concentration
inhibant 50% de la croissance et de la photosynthése), se situent
généralement entre 0.04 et 1.0 ppm, correspondant a 0.2 et 4.6 uM
(Stratton, G.W. et Giles, J., 1990). Cette comparaison des résultats
prouvent la grande efficacité des membranes immobilisées a détecter

de trés faibles concentrations d'atrazine.
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Comme représentant de la famille des herbicides de type urée, c'est
le diuron qui est étudié. Les concentrations de diuron détectées par le
biosenseur a base de membranes photosynthétiques immobilisées se
situent entre 10-9 et 105 M et entre 10°9 et 5 X 10-5 M avec des
membranes libres (figure 29). La moyenne des points de chacune des
courbes de la figure 29 refléte une meilleure capacité de détection au
diuron par les thylacoides immobilisés et ce, de facon plus évidente
aux concentrations inférieures a 10-1 xM. Etant donné que le site
d'inhibition des dérivés urées est le méme que celui des dérivés
triazines (section 1.5.1.1), la plus grande efficacité des membranes
immobilisées a détecter le diuron s'explique alors avec les mémes
arguments que ceux apportés pour l'atrazine.

Tant qu'aux valeurs des I5g, en présence de diuron, chez les
membranes natives (0.008 xM) et immobilisées (0.005 M), elles sont
inférieurs a celle obtenue, par le calcul du dégagement d'oxygéne, chez

Spirodela oligorrhiza en présence de diuron (0.65 M) (Jansen, M.A.K.

et al., 1989). Ainsi, le biocapteur de phytotoxicité, tel que proposé,

offre également un meilleur rendement de détection au diuron.

Pour vérifier la sensibilité du biosenseur aux composés
phénoliques, le bromoxynil est choisi comme exemple. Cet inhibiteur
de la photosyntheése est décelé par les membranes libres et
immobilisées lorsqu'il est présent a partir de 10-9 et 10-8 M
respectivement (figure 30). Les membranes natives s'averent plus

efficaces pour révéler la présence de bromoxynil. Le moins bon
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rendement des membranes immobilisées se justifie par le fait que le
BSA prévient l'inhibition du transport d'électrons par les composés
phénoliques et non par les autres herbicides (Trebst, A., 1980). La
différence provient de l'interaction avec des acides aminés différents

dans la poche de liaison (section 1.5.1.1). Les acides aminés auxquels

se lient les phénols auraient probablement plus de groupements NH?
libres, avec lesquels le BSA se lie. Ces liaisons entre les NH? libres des
acides aminés et le BSA entraineraient un changement
conformationnel, nuisant aux liens éventuels des phénols.

Les Isp des membranes natives (7 xM) et des membranes

immobilisées (10 yM), transcrit au tableau 6, se situent dans un méme

ordre de grandeur que le I5(0 obtenu chez Spirodela oligorrhida (9

uM), en calculant l'inhibition de 1'oxygéne dégagée en présence de
bromoxynil (Jansen, M.AK. et al., 1989).

3.2.2 Les métaux

A la figure 31, les courbes d'inhibition des membranes natives et
immobilisées par le mercure sont tracées. Les concentrations de
mercure sont décelées a partir de 10-8 M et 10-7 M respectivement.
Ainsi, selon la figure 31, les membranes natives découvrent la
présence de plus petites quantités de mercure comparativement aux
membranes immobilisées. Etant donné la moins grande efficacité des
thylacoides immobilisés a détecter le mercure et, en considérant que

son principal site d'inhibition est le complexe de dégagement
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d'oxygéne (section 1.5.1.2), on peut supposer que l'immobilisation des
membranes, en engendrant un réarrangement intramoléculaire des
transporteurs, favorise l'accessibilité du site QB, tel qu'expliqué
précédemment, mais défavorise, par le fait méme, 1'accessibilité au
complexe de dégagement d'oxygene. Cette hypothése pourrait excuser
la moins bonne capacité des membranes immobilisées a déceler le
mercure. Notons que la matrice d'immobilisation protege également les
thylacoides contre le cadmium et le cobalt (Tripathy, B.C. et Mohanty,

P., 1981). Une étude réalisée par Gimmler, H. et al., (1991) sur l'effet
du HgCl7 sur la photosynthese chez des algues, accorde une valeur du

Isp égale a 60 yM pour Dunaliella parva et 80 M pour Dunaliella

acidophila a pH 7. En comparant ces valeurs de I5g avec celles

obtenues au tableau 6, soit 30 yuM chez les membranes natives et 60
uM chez les immobilisées, la capacité de détection du mercure par les

membranes immobilisées est tout de méme bonne.

Contrairement au mercure, les membranes immobilisées sont
meilleures pour détecter le cuivre que les natives (figure 32). Les
concentrations les plus faibles, ayant un effet négatif sur l'activité
photosynthétique des thylacoides libres et immobilisés sont de 10-7 et
10-8 M respectivement. La plus grande efficacité des membranes
immobilisées a révéler la présence du cuivre peut également
s'expliquer en relation avec ses sites d'inhibition (section 1.5.1.2). Le
site d'inhibition localisé au complexe de dégagement d'oxygéne étant

peu accessible selon l'hypothese soulevé précédemment, il n'en
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demeure pas moins que les autres sites, comme le centre réactionnel
du PSII et Qp, seraient devenus plus accessibles a l'inhibiteur suite a
I'immobilisation. Le meilleur rendement des membranes immobilisées

vis-a-vis le cuivre confirme 1I'hypothése de l'existence de sites
d'inhibition entre le PSII et Qp, soulevée dans un article de Droppa et

Horvath (1990). Les valeurs de I des thylacoides libres et
immobilisés sont respectivement de 100 et 40 M (tableau 6). La

comparaison avec la valeur obtenue chez Dunaliella parva (8000 M) a

pH 7 en étudiant I'effet du CuZ+ sur la photosynthése démontre
I'efficacité supérieure des membranes thylacoidiennes, tel qu'étudié, a
détecter de petites concentrations de cuivre. Toutefois, N. Takamura et
al. (1989) mentionnent que le cuivre inhibera plutdt la photosynthese
que les autres fonctions telles la respiration, la formation des pigments

ou la division cellulaire dépendamment des especes d'algues.

3.2.3 Autres polluants

Pour le sulfite de sodium (figure 33), les concentrations sont
dépistées a partir de 7.5 X 10-5 pour les thylacoides libres et a partir
de 10-5 pour les immobilisés. Pour le nitrite de sodium (figure 34), les
concentrations minimales engendrant une inhibition sont de 5 X 10-4
M pour les thylacoides libres et de 10-4 M pour les immobilisés.
L'ensemble des courbes démontrent un seuil de détection inférieur
pour les membranes natives. Toutefois, en présence de nitrite de

sodium (figure 34), le démarquage est beaucoup moins prononcé.
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Puisque le site d'inhibition des oxydes de soufre est au complexe de
dégagement d'oxygene (Beauregard, M., 1991) et que les membranes
natives sont de meilleures détecteurs pour ces inhibiteurs que les
membranes immobilisées, comme dans le cas du mercure, cela vient
renforcer 1'hypothése voulant que l'immobilisation défavorise
I'accessibilité au complexe de dégagement d'oxygéne suite aux
changements conformationnels engendrés (section 3.2.2). Cette
hypothése justifie alors le moins bon rendement des membranes
immobilisées pour déceler le sulfite de sodium. La moins grande
capacité des membranes immobilisées a détecter de tres petites
concentrations de sulfite de sodium et de nitrite de sodium s'explique
également par la barriere de diffusion que la matrice impose a ces
composés (figure 40). Pour ces inhibiteurs, une période d'incubation de
10 min en présence de membranes immobilisées n'est pas suffisante

alors qu'elle I'est pour des membranes natives (figure 39).

3.3 Temps d'incubation

Les courbes des figures 28 a 34 sont réalisées apres 10 min
d'incubation. Pour vérifier l'influence du temps d'incubation, une
étude comparative entre 5, 10 et 15 min d'incubation est realisée en

présence d'une concentration d'inhibiteur s'approchant de leur I5Q

respectif obtenue apres 10 min d'incubation.



107

En comparant le temps d'incubaton, chez les thylacoides libres en
présence d'herbicides (figure 35), on s'aper¢oit qu'un temps
d'incubation de 5 min n'est pas suffisant pour atteindre le maximum
d'inhibition pour le diuron et le bromoxynil. Au contraire avec
I'atrazine , le méme pourcentage d'inhibition est obtenu apres 5, 10 et
15 min. Chez des membranes immobilisées (figure 36), on remarque
que pour le bromoxynil, apres S min d'incubation, la moitié du
pourcentage d'inhibition n'est méme pas encore atteinte. Pour le
diuron et l'atrazine, la différence entre S et 10 min est beaucoup
moindre. L'ensemble de ces résultats obtenus avec les herbicides
démontre la nécessité d'un temps d'incubation de 10 min. Une

incubation de 5 min supplémentaires n'apporte rien de plus.
Les herbicide atteignent Qg via les lipides ou la partie externe de la

protéine D1, prés du stroma. Alors, les différences au niveau du temps

requis pour chaque herbicide s'expliquent par différentes étapes
limitant le processus de diffusion ou de liaison (Ducruet, J.M. et al.,

1990).

Pour des métaux en présence de membranes natives (figure 37), on
remarque également qu'autant pour le cuivre que pour le mercure, 10
min d'incubation est suffisant. Notons la différence remarquable, pour
le mercure, aprées S min d'incubation comparativement a 10 et 15 min.
Ces résultats supposent une plus grande difficulté de diffusion de la
part du mercure. Chez les membranes immobilisées (figure 38), les

mémes résultats qu'avec les thylacoides libres s'observent. Toutefois,
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en présence de cuivre et de membranes immobilisées, un temps
d'incubation de 15 min apporte un plus haut pourcentage d'inhibition
comparativement a 10 min. On peut alors supposer que la matrice
d'immobilisation impose une barriére plus grande au cuivre qu'au

mercure.

Pour les autres polluants en présence de membranes libres (figure
39), on peut conclure que pour le nitrite de sodium, 10 min
d'incubation est le temps approprié tandis que pour le sulfite de
sodium, une période d'incubation de 5 min suffit. Le sulfite de sodium
diffuse alors plus facilement que le nitrite de sodium.

En présence de thylacoides immobilisés (figure 40), une période de
10 min d'incubation ne s'avére pas le temps optimal pour les deux
composés puisque 5 min supplémentaires apportent, dans les deux cas,
une légére augmentation du pourcentage d'inhibition. Ainsi, la matrice
d'immobilisation imposerait également une barriére de diffusion au

nitrite de sodium et au sulfite de sodium.

3.4 Inhibition par des échantillons industriels

En général, plusieurs polluants sont présents dans un
environnement aquatique pollué. Cette réalité suscite la nécessité
d'étudier l'effet combiné de différents polluants. Pour ce faire, deux
échantillons industriels dont les contenus furent analysés par une

entreprise de la région, ont été mis en contact avec le biosenseur. La
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liste des parametres analysés ainsi que leur concentration respective
pour les deux solutions sont transcrits au tableau 7.

Les courbes d'inhibition pour les échantillons #1 et #2 sont tracées
aux figures 41 et 42 respectivement. Pour 1'échandllon #1, le I5Q est
atteint lorsque qu'il est présent a une concentration de 1.5 % v/v dans
la cellule a dégagement d'oxygéne. A 1'opposé, pour 1'échantillon #2,
50% du contenu de la cellule doit étre composé de 1'échantillon pour
avoir 50% d'inhibition, en présence de membranes libres. Avec des
membranes immobilisées, ce pourcentage augmente a 70%.
L'échantillon #1 semble alors beaucoup plus toxique que 1'échantillon

#2.

La plus faible toxicité de la solution #2 peut étre attribuée, entre
autres, a la présence d'une plus grande concentration de calcium. En
effet, le calcium protége l'appareil a dégagement d'oxygéne contre
I'effet inhibiteur de plusieurs toxiques. Par exemple, Rashid et al.
(1991) ont démontré que les ions calcium préviennent l'inhibition des
PSII par le zinc. De plus, le calcium joue un réle structurel lors de
l'oxydation de I'eau (section 1.4.2.3). De par ce role, il est généralement
admis que le calcium stimule la photosynthése (Ghanotakis, D.F., 1990).
A la figure 42, on note une plus grande stimulaton engendrée par le
calcium chez les membranes libres que chez les immobilisées. Ces
résultats laissent croire que le calcium a de la difficulté a diffuser a

travers la matrice d'immobilisation.
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Parametres analysés pour deux échantillons industriels

CO3 (mg/L)

Paramétre analysé Echantillon #1 Echantillon #2
Zn (mg/L) 0.083 4.155
Cu (mg/L) 0.047 0.084
Cr (mg/L) 0.050 0.064
Pb (mg/L) 0.050 0.109
Cd (mg/L) 0.019 0.026
Al (mg/L) 123 80
Na (mg/L) 2063 1370
Hg (ug/L) 0.55 0.61
CN total (mg/L) ---- ----
SD (mg/L) 6329 5062
SS (mg/L) 136/137 652
ST (mg/L) 7133 5746

 pH 10.86 8.65
Ca (mg/L) 24 161
As (mg/L) 0.110 0.022
SO4 (mg/L) 3218 2508
F (mg/L) 105 80
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D'autre part, D.F. Ghanotakis (1990) a également découvert une
compétition entre les ions sodium et calcium. Ainsi, la plus grande
concentration d'ions sodium dans 'échantillon #1 empécherait I'effet
stimulateur du calcium qui d'ailleurs, est présent en moins grande
quantité dans cette solution. La plus grande toxicité de 1'échantillon #1
pourrait alors s'expliquer par cette compétition entre les ions sodium
et calcium. Etant donné la similarité des courbes entre les membranes
libres et immobilisées a la figure 41, on peut également supposer que

le sodium diffuse facilement a l'intérieur de la matrice.

Les matiéres organiques dissoutes et en suspension peuvent
également affecter la biodisponibilité des polluants et, par le fait

méme, leur toxicité (McCarthy, J.F. et Bartell, SM., 1988).

3.5 Influence de la concentration en Chl sur l'inhibition

Comme abordé a la section 3.1.2, le seuil de détection du biocapteur
de phytotoxicité devrait étre plus bas vis-a-vis de trés petites
quantités de produits toxiques s'il renferme la plus petite
concentration en Chl possible.

Les figures 43 et 44 démontrent effectivement ce principe lors de
I'inhibition par l'atrazine et le cuivre respectivement, en fonction de la
concentration en Chl, chez des membranes libres et immobilisées. Dans
les deux graphiques, la facon dont les thylacoides sont immobilisés ne

semble pas jouer un role trés significatf.
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FIGURE 43. Effet de la concentration en Chl sur la sensibilité des
membranes natives a 67.5 X 10-8 M d'atrazine (0) et des membranes
immobilisées ou le rapport de Chl/BSA est d'une part constant (&) et

d'autre part variable (e) 2 9 X 10-8 M d'atrazine.
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FIGURE 44. Effet de la concentration en Chl sur la sensibilité des
membranes natives (o) a 10-5 M de cuivre et des membranes
immobilisées ou le rapport de Chl/BSA est d'une part constant (&) et

d'autre part variable (@), a 10-6 M de cuivre.



122

En présence de membranes natives, une diminution de la
concentration de Chl de 11 ug/mL a 3 yg/mL entraine une
augmentation du pourcentage d'inhibition par I'atrazine de 30% (figure
43) comparativement a seulement 20% par le cuivre (figure 44).

D'autre part, une augmentation de la concentration de 11 yg/mlL a
20 pg/mL provoque une diminution du pourcentage d'inhibition par
I'atrazine de 10% (figure 43) comparativement a 30 % en présence de

cuivre (figure 44).

Ces différences peuvent probablement s'expliquer par la plus
grande diversité des sites d'inhibition du cuivre. En effet, une méme
membrane thylacoidienne peut étre inhibée par plusieurs molécules
de cuivre en plusieurs endroits au niveau de la chaine de transport
d'électrons. Toutefois, une seule molécule de cuivre inhibant en un site
suffit pour inhiber la photosynthese. En plus d'étre inutiles, les autres
molécules de cuivre, sur d'autres sites d'inhibition, ne sont plus

disponibles pour inhiber d'autres thylacoides présents dans le milieu.

A faible concentration de Chl, la probabilité qu'un seul site
d'inhibition soit occupé par le cuivre sur chaque thylacoide est moins

grande qu'avec de l'atrazine se liant spécifiquement en un seul endroit

(QR). Ceci peut expliquer la plus faible augmentation de la capacité de
détection du cuivre pour des petites concentrations de Chl (20%)

comparativement a l'atrazine (30%).
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Pour de fortes concentrations de Chl, 1'efficacité médiocre des
membranes natives a détecter le cuivre peut s'expliquer, en plus de la
grande diversité de ses sites d'inhibition, par la possibilité
d'agrégations non spécifiques du cuivre sur les membranes libres
et/ou par des interactions électrostatiques aléatoires. Ces agrégations
et/ou ces interactions, engendrées par la non spécificité du cuivre le
rendent beaucoup moins disponible pour inhiber les membranes

photosynthétiques.

En présence de membranes immobilisées, la variation du
pourcentage d'inhibition pour différentes concentrations de Chl est
similaire que ces dernieres soient en contact avec de l'atrazine ou du
cuivre (figure 43 et 44). 1l en est ainsi puisque le BSA balancerait les
forces électrostatiques et empécherait 1'agrégation non spécifique du
cuivre avec les membranes a cause de leur accessibilité rendue moins
facile suite a l'immobilisation. De plus, on a démontré que
I'immobilisation défavoriserait 1'accessibilité au complexe de
dégagement d'oxygéne. Ceci a alors pour conséquence de diminuer le

nombre de site d'inhibition potentiel du cuivre.

3.6 Influence de la température sur l'inhibition

La tolérance aux fluctuations de température est un important
indice de stabilité. La température est un facteur important controlant

le taux de photosynthese chez les plantes. Le taux de photosynthése
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augmente jusqu'a la température optimale, au-dela de laquelle il
décline rapidement (Davison, LR., 1991). Il est probable qu'une
diminution de la température entraine un changement au niveau de la
fluidité membranaire, défavorisant l'efficacité du transport d'électrons.
Ces changements affecteraient particuliérement le PSII puisqu'il est
I'élément le plus thermolabile de 1'appareil photosynthétique (Davison,
I.R., 1991). A des températures supérieures a l'optimale, il est la cause

d'une diminuton du rendement photosynthétique.

La figure 45 démontre le niveau de tolérance aux fluctuations des
températures des thylacoides libres et immobilisés. L'augmentation de
la tolérance chez les préparations immobilisées y est clairement
démontrée. Les membranes immobilisées sont particuliérement
stables entre 20 et 35 OC. Pour les membranes natives, on observe une
augmentation de l'activité photosynthétique jusqu'a 30 OC. Pour des

températures supérieures, c'est effectivement le déclin.

Les figures 46 et 47 présentent les courbes d'inhibiton par
I'atrazine et le cuivre en fonction des fluctuations de température.
Chez les membranes libres, les changements au niveau de la fluidité
membranaire provoqués par des températures inférieures a la
température optimale, tel que déja proposé, affectent le pourcentage
d'inhibition engendré par le cuivre (figure 47) et non par l'atrazine

(figure 46). En effet, la figure 47 démontre la moins grande capacité
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d'inhibition par l'atrazine: 22.5 X 10-7 M chez les membranes natives
et 9 X 107 M chez les immobilisées.
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des thylacoides libres a détecter le cuivre, a de basses températures.

Ce résultat peut s'expliquer en admettant que les changements au
niveau de la fluidité membranaire a de basses températures
affecteraient 1'accessibilité du cuivre a ses sites d'inhibition et non
celle de l'atrazine. Ce probléme ne se présente pas chez les membranes
immobilisées puisque l'immobilisation protége les membranes contre
les fluctuations de températures (figure 45).

Des études supplémentaires avec d'autres polluants seraient
toutefois nécessaires pour savoir si l'on peut toujours utiliser les
membranes immobilisées comme biocapteur sans se soucier des

fluctuatons de températures.

3.7 Influence du pH sur l'inhibition

La figure 48 démontre que le pH optimal des membranes libres est
de 7.0 tandis que celui des thylacoides immobilisés est de 6.0. Le ratio
de l'oxygene dégagée a pH 4.0 et a pH optimal (pH 7.0) est plus élevé
chez les fragments membranaires libres (12.0) qu'avec les immobilisés
(2.5) ou le pH optimal est de 6.0. Ceci démontre la grande protection
apportée par l'immobilisation aux fluctuations de pH.

La forte inhibition du transport d'électrons a des pH basiques serait
engendrée par une inactivation du complexe de dégagement
d'oxygeéne. Ceci serait attribué au fait que les hauts pH externes
affectent le pH interne (a l'intérieur des thylacoides). Et, c'est ce

nouveau pH interne qui inactive le complexe de dégagement d'oxygéne
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(Trebst, A., 1980).

Les figures 49 et 50 démontrent l'inhibition par l'atrazine et le
cuivre respectivement en fonction du pH. Le pourcentage d'inhibition
par l'atrazine est affecté par les pH inférieurs a 6 et ce, autant en
présence de membranes natives qu'immobilisées. Giardi, M.T. et al.
(1989) ont obtenu des résultats similaires, soit une diminution de
I'affinité de l'atrazine pour son site d'inhibition a des pH inférieurs a
5.5. Selon cette équipe de chercheurs, il est bien connu que les
molécules d'atrazine ne sont pas stables a ces pH puisqu'elles se
transforment facilement en hydroxy-atrazine. L'hydroxy-atrazine est
un métabolite non toxique pour les thylacoides. Il provient de la

dégradation de produits d'atrazine (Giardi, M.T. et al., 1989).

En présence du cuivre, le pourcentage d'inhibition est encore plus
touché par les variations de pH comparativement a l'atrazine. Ce
phénomeéne pourrait s'expliquer de la méme maniére qu'avec
I'atrazine. Probablement que les molécules de cuivre forment, entre pH
4 et 9, des complexes non toxiques pour les thylacoides avec des
contres ions. Par exemple, a partir de pH 6.4, le cuivre se complexe en
Cu(OH)2 (Ringbom, A., 1967).

La diminution du pourcentage d'inhibition présente a des pH
supérieurs a 6.0 (figure 50) peut également se justifier par

I'inactivation du complexe de dégagement d'oxygene a pH basique, tel
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que mentionné plus haut. En effet, étant donné que le cuivre a un effet
inhibiteur au complexe de dégagement d'oxygene, alors, une
inactivation de ce dernier par des pH élevés sous-entend une plus
faible possibilité d'inhibition par le cuivre puisque ce site est déja
inhibé par le pH.

Ce phénomeéne ne s'observe pas en présence d'atrazine puisque son
site d'inhibition se situe au niveau de QB plutdt qu'au complexe de

dégagement d'oxygéne. QB n'est pas dégradé par des pH élevés.

Etant donné que le probleme provient possiblement d'une
transformation de la part des inhibiteurs a différents pH en complexes
moins toxiques pour les thylacoides, que ces derniers soient libres ou

immobilisés n'apportent aucune différence.

Des recherches supplémentaires seraient souhaitables pour
connaitre I'effet du pH sur l'inhibition par d'autres polluants. Selon les
résultats obtenus jusqu'a maintenant, il semble que l'emploi de
membranes immobilisées comme biosenseur de phytotoxicité nécessite

une connaisance du pH de l'eau polluée, pour interpréter les résultats.
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3.8 Discussion générale

Le rendement photosynthétique des membranes immobilisées peut
étre influencé par plusieurs facteurs. Parmi ceux-ci, il y a la
concentration ionique des tampons, la concentration de l'accepteur
d'électrons et la quantité de BSA par rapport a celle de Chl.

La présence de fortes concentrations ioniques est souhaitable lors
de l'extraction puisque les ions protegent l'activité photosynthétique
en maintenant l'empilement des membranes thylacoidiennes. La
concentration optimale de DCBQ est variable selon la concentration en
Chl. Pour 11 gg Chl/ml, elle est de 400 xM. Tant qu'a la quantité de
BSA par rapport a celle de Chl, elle doit étre suffisante afin que le BSA
puisse jouer son plein role d'agent protecteur contre 1'effet inhibiteur

du glutaraldéhyde.

Les thylacoides immobilisés sont toujours plus stables que les
extraits non traités, quelles que soient les conditions d'entreposage. Le
degré de stabilité est toutefois influencé par la température et la
lumiere. Les conditions offrant la meilleure stabilité sont celles ot les
échantillons sont conservés a 4 OC et a I'obscurité.

L'immobilisation dans une matrice de BSA et de glutaraldéhyde
permet une grande stabilité aux fluctuations de température en les
protégeant contre les variations de la fluidité membranaire

engendrées par une diminution de la température. De plus, la matrice
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d'immobilisation apporte également une protection contre les

variations de pH.

Parmi les polluants étudiés, les membranes immobilisées ont un
seuil minimal de détection plus bas que les membranes libres pour
l'atrazine, le DCMU et le cuivre. Elles peuvent également détecter la
présence de bromoxynil, de mercure, de sulfite de sodium et de nitrite
de sodium. Leurs I5 face a ces polluants est toujours plus bas ou, au
moins, aussi bas que ceux retrouvés dans la littérature.

Pour ce qui est de I'habileté du biosenseur a base de membranes
immobilisées a préciser la présence d'une pollution engendrée par
plusieurs polluants, elle est aussi bonne et parfois meilleure que celle

des membranes natives.

Le principal facteur influencant la sensibilité des membranes
immobilisées face aux produits toxiques est l'accessibilité de leurs sites
d'inhibition. L'immobilisation favoriserait, par les changements
- conformationnels qu'elle induit, I'accessibilité du site QR et du centre
réactionnel du PSII tout en défavorisant l'accessibilité aux sites
d'inhibition situés au complexe de dégagement d'oxygene. Pour un
méme site d'inhibition, la structure chimique du polluant dont dépend
l'interaction avec les acides aminés joue aussi un role sur la sensibilité

du biosenseur a base de membranes photosynthétiques. Enfin, le seuil
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de détection d'un tel biocapteur peut étre améliorée en diminuant la

quantité de Chl présente.



CHAPITRE 4

CONCLUSION

Le but ultime de cette étude était de vérifier I'applicabilité des
membranes photosynthétiques immobilisées en tant que biosenseur
de phytotoxicité.

Les résultats démontrent que l'utilisation des membranes
thylacoidiennes immobilisées comme biocapteur permet un
avancement significatif au niveau de la biotechnologie du biosenseur.
La principale raison découle de la meilleure stabilité, offerte par les
membranes immobilisées, aux conditions d'entreposage ainsi qu'aux
fluctuations de température et de pH. Cette amélioration de la stabilité
devrait permettre la réalisation de bioessais sur le terrain.

De plus, I'emploi de membranes immobilisées diminue de beaucoup
la fréquence des manipulations reliées a leur préparation grace a la
longévité de leur activité photosynthétique sous des conditions
d'entreposage. La matrice d'immobilisation ralentit également leur
dégradation sous des conditions d'illuminatiuon. Mais le plus
important, c'est l'intervalle de temps (les deux premiéres heures) ou il
n'y a aucune dégradation du matériel biologique exposé a la lumiere.

Cette période de grande stabilité permet la prise de mesures de
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phytotoxicité non seulement sur le terrain mais également sous la

lumiére du jour.

D'autre part, il devient avantageux d'utiliser des membranes
photosynthétiques immobilisées puisqu'elles sont souvent plus
sensibles a de trés petites quantités de polluants que les membranes
libres. Cette plus grande efficacité de détection de plusieurs produits

toxiques a lieu possiblement grace a la plus grande accessibilité du site

QR, engendré par le processus d'immobilisation induisant des

changements conformationnels. Qp étant le site d'inhibition de la

plupart des herbicides et de plusieurs métaux, l'immobilisation des

membranes ne peut étre qu'avantageuse.

La méthode d'immobilisation permet de diminuer le seuil minimal
de détection en permettant la présence de treés faibles quantités de
Chl. Toutefois, a cause de la perte d'activité photosynthétique
engendrée par l'immobilisation, plus la concentration en Chl est petite,
plus il devient difficile d'y voir l'inhibition provoquée par l'ajout de
polluants. Ce sont les limites de 1'appareil a dégagement d'oxygéne qui
en sont responsables. La diminution du rendement photosynthétique
due a I'immobilisation devient également un facteur limitant lors de la
prise de mesures a des températures tres froides et a des pH trés
acides puisque ces conditions provoquent une perte d'activité

supplémentaire. Pour minimiser ces contraintes, il importe de toujours
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utiliser des épinards ou autre matériel photosynthétique d'une grande
fraicheur, pour qu'aprés l'immobilisation l'activité soit la plus élevée

possible.

Une des limites de l'emploi de membranes photosynthétiques
immobilisées en tant que biosenseur est leur manque de spécificité. En
effet, un tel biocapteur permet de dépister la présence ou 1'absence de
potentiel toxique d'un effluent sans toutefois déterminer le ou les
polluants responsables de la toxicité.

Par contre, si la tendance des résultats obtenus lors des études de
I'influence de la température et du pH sur l'inhibition par l'atrazine et
le cuivre se confirmerait par l'étude d'autres polluants, le biosenseur
de pollution tel que proposé, apporterait une certaine sélectivité entre
les polluants organiques et inorganiques.

Quoi qu'il en soit, ces bioessais étant peu couteux, rapides (une
dizaine de minutes), simples, reproductibles et réalisables sur le
terrain, ils permettront d'assurer un controle tres serré de la qualité
de I'eau en assurant une vérification réguliere de son potentiel
toxique. Suite a la détection d'une toxicité, il est évident que des
analyses plus poussées peuvent étre nécessaires pour identifier les

polluants.

Ainsi, un biosenseur de phytotoxicité a base de membranes
photosynthétiques immobilisées répond aux critéres sur lesquels est

basé le choix d'un bioessai soit: la sensibilité, la simplicité, la
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reproductivité, la rapidité, le cout et la représentativité. Il est
généralement admis qu'il existe une similitude au niveau de I'appareil
photosynthétique d'une espece a l'autre. C'est ce principe qui permet
de qualifier les membranes d'épinard comme étant un matériel

biologique représentatif du milieu.

Avant de caractériser un tel biosenseur de commercial, il importe
de poursuivre la recherche. Il est nécessaire d'étudier le mode
d'inhibition d'autres métaux étant donné la diversité de leurs sites
d'inhibition. D'autres études sur l'inhibition a différentes températures
et a différents pH permettraient de préciser s'il est nécessaire, lors de
la réalisation de biotests, de se soucier de la température et du pH de
I'échantillon. Il faudrait également vérifier si 1'élément de toxicité
apporté par le pH peut s'ajouter aux parametres détectés. De plus une
meilleure connaissance du comportement des mélanges de polluants,
tel que retrouvés sur le terrain, s'avére primordiale. Certains composés
tels le calcium stimuleraient I'appareil photosynthétique. De plus,
certains composés en s'associant avec les matiéres en suspension
deviendraient moins biodisponibles. Il importe alors de vérifier si le
potentiel toxique obtenu avec le biosenseur a base de membranes
photosynthétiques immobilisées est représentatif du degré de
pollution phytotoxique en le comparant avec celui obtenu par d'autres

bioessais.
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L'indice recherché par les mesures de phytotoxicité est le niveau de
toxicité. En laboratoire, le parameétre de base exprimant le niveau de
toxicité d'un échantillon a été le I5q. Toutefois, dans la perspective ou
ce type de biocapteur est avantageux pour vérifier réguliérement et
rapidement le potentiel toxique des effluents, le parameétre de base
devrait s'obtenir également le plus rapidement possible. Etant donné

que le I5(p se détermine a partir de plusieurs mesures, il serait plus

profitable de rechercher simplement le % d'inhibition.

Connaissant les concentrations correspondant aux normes
environnementales, on peut vérifier leurs valeurs, exprimées en
pourcentage d'inhibition, pour ensuite les comparer avec le
pourcentage d'inhibition obtenu a 1'aide du biotest a base de

membranes photosynthétiques immobilisées.
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