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Jumineuse en énergie chimique sous forme d’électrons. Le P680* transfére un électron a
une molécule voisine, la Phéo : ¢’est I’étape initiale du transport d’électrons entre le PSII
et le PSI appelée séparation de charge (Bricker et Ghanotakis, 1996). Par la suite, le
P680* passe 4 la forme oxydée P680". Cette perte d’électron du P680* sera comblée par
I’apport d’un électron provenant de la Tyr Z afin de re-réduire le P680". Cette derniére
passe a 1’état oXydé Tyr Z" qui 4 son tour est réduite par un électron du complexe de
Mn4Os5Ca. Ce dernier, le complexe de MnsOsCa, fonctionne comme donneur d’électrons
du P680 via la Tyr Z et passe par cinq niveaux redox pendant son cycle catalytique. Le
passage des états Sp & Sy, correspondant a la perte de quatre électrons, est induit par les
réactions photochimiques (oxydation du complexe de Mn4OsCa par la Tyr Z"). Le
niveau S4 une fois atteint, le complexe d’oxydation de 1’eau revient au niveau Sg en
prélevant quatre électrons sur deux molécules de H,O, libérant une molécule d’O; et

quatre H" dans le lumen (Figure 1.17).

Suite a la séparation de charges, 1’électron préalablement accepté par la Phéo est
transféré a la quinone Q4 qui est fixée a son site de liaison sur la sous-unité D2 du PSII.
Une fois la Q4 réduite, I’électron est transféré a la quinone Qg qui possede un site de
liaison a la sous-unité DI du PSIIL. Par la suite, un deuxiéme électron, provenant d’une
deuxiéme séparation de charges du P680, fera le méme trajet pour former 1’intermédiaire
Qg™ qui est alors complétement réduite. La Qg a la propriété d’étre plus stable, elle peut
donc accepter deux électrons avant sa protonation par deux protons H' provenant du
stroma formant ainsi le PQH,. Le PQH, peut diffuser dans la membrane du thylakoide,
laissant la place libre sur la protéine DI pour une nouvelle Qg. Ainsi, les PQH;
s’accumulent dans la membrane et forment le pool de PQH,. Les molécules de PQH;
diffusent vers le complexe du Cyt b¢/f ou elles vont transférer leurs électrons. Le
transfert d’électrons par le pool de PQH; contribue donc a la formation du gradient de
protons transmembranaire: pour chaque électron transféré, un proton H' est transporté a
travers la membrane. Les électrons passent ensuite du Cyt bg/f au PSI via la PC. Tous
ces cofacteurs de transport d’électrons depuis la Phéo forment ce qu’on appelle le c6té

accepteur du PSII (Figure 1.17).
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Figure 1.16 Transfert de ’énergie lumineuse absorbée par les antennes collectrices de
lumiére jusqu’au CR du photosystéme (d’apres : Raven et al., 2000).

Dans le cas du PSI, une fois regue I’énergie lumineuse déja absorbée par LHCI, le
P700 passe a I'état excité P700*. A ce niveau, la séparation de charges se fait entre le
P700* (le donneur primaire d’électrons) et une molécule de Chl a, notée Ay considérée
comme ’accepteur primaire d’électrons. En libérant un électron, le P700* passe a I’état
oxydé (P700"). Le P700" formé va ensuite récupérer un électron provenant de la PC, un
" transporteur mobile et donneur d’électrons du P700, qui se rattache a la protéine PsaF du
PSI du c6té du lumen (Jordan et al., 2001; Ke, 2001; Jensen et al., 2007). Les électrons
regus par la phylloquinone, A|, sont ensuite transférés a la Fd en passant par les centres
fer-soufre représentés par Fy, Fo et Fg (Figure 1.17) (Malkin et Niyogi, 2000). La
réduction de ’accepteur terminal d’électrons le NADP™ en NADPH, est catalysée par la
FNR (Figure 1.17).

Notons que pour les deux photosystémes I et I, les étapes du transfert d’électrons
meénent a des niveaux énergétiques toujours plus bas, réduisant graduellement la

probabilité d’une recombinaison de charges.

D’un autre c6té, ’ATP synthétase utilise 1’énergie du gradient de protons généré
par le PSII et le Cyt be/f pour libérer I’ATP synthétisé sur ses sites catalytiques. Ainsi,
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I’énergie chimique générée par la photosynthése est emmagasinée sous forme de
molécules d’ATP et de NADPH fournissant 1’énergie nécessaire a 1’assimilation de CO,
et la synthése des glucides pendant les réactions du cycle de Calvin-Benson (Heber

et al., 1986; Foyer et al., 1992; Raines, 2003).

Lower - ENERGY - Higher —___3p.

Figure 1.17 Schéma en Z des réactions de transfert d’électrons photosynthétique au
niveau de la membrane thylakoidale. Source : Wilbert Veit et Govindjee,
(2000).
http://www.life.illinois.eduw/govindjee/ZSchemeG.html

1.1.6 Les différentes voies de dissipation d’énergie

Les systémes d’antennes des photosystémes possédent la faculté d’absorber
I’énergie lumineuse du spectre visible (400 a 700 nm). L’absorption de I’énergie
lumineuse par les antennes collectrices de lumiére des PSI et PSII induit le passage des
molécules de I’état énergétique fondamental (Sy), ayant un faible niveau d’énergie, & un
état excité qui a un niveau d’énergie plus élevé. Dans le cas de la Chl possédant deux
bandes principales d’absorption de photons, on peut distinguer deux niveaux d’énergie
d’état singulet excité (‘Chl*). Le premier se forme par absorption de la lumiére rouge
(état singulet S;) et le deuxiéme par celle de la lumiére bleue (état singulet S,)
(Buchanan et al., 2000). Par ailleurs, chaque niveau d’excitation comprend plusieurs

sous-niveaux vibrationnels. Les molécules déja excitées ont toujours une tendance a
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retourner a leur état stable ou fondamental (Sp). Pour ce faire, il existe plusieurs voies
possibles de dissipation de ’énergie, en compétition les unes avec les autres ou le

processus dominant sera le plus rapide (Figure 1.18).

Cette énergie peut étre utilisée dans les processus photochimiques, ot s’effectue la
transformation de I’énergie lumineuse en énergie chimique d’ou le nom de « quenching
photochimique » (QP). Dans ce cas, 1’énergie d’excitation, générée par les photons
absorbés, est transférée aléatoirement au niveau des antennes collectrices de lumiére,
d’un pigment a ’autre jusqu’a atteindre la paire spéciale de la Chl a du CR du
photosystéme : le P680 et P700 dans le cas du PSII et PSI, respectivement (Figure 1.17).
C’est dans ce type de dimére de Chl a que s’effectue le processus de séparation de
charges initiant le transport d’électrons photosynthétique au cours de la phase

photochimique (voir sous-section 1.1.5).

Lorsque cette énergie ne peut pas étre dissipée par le CR sous forme de
photochimie, elle va étre dissipée par des voies connexes permettant ainsi de conserver
les molécules de Chl a un état stable. Elle peut étre réémise sous forme de fluorescence,
comme elle peut étre aussi dissipée sous forme de chaleur. Dans ce demnier cas, la
fluorescence et la photochimie seront réduites au profit de la dissipation thermique, on
parle alors de « quenching non photochimique » (NPQ) (Kramer et al., 2004). Notant
que ces voies de dissipation de 1’énergie sont interreliées, ainsi si ’'une de ces voies
diminue cela entraine un changement participatif des autres voies. En effet, ces
processus se produisent en concurrence, tel que n’importe quelle augmentation de
I’efficacité de ['une aura comme conséquence une diminution du rendement des deux

autres (Strasser et Butler, 1977).
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Figure 1.18 Diagramme de Jablonski simplifié de 1’absorption d’énergie et des
principales voies de dissipation d’énergie en photosynthése.

1.1.6.1 La fluorescence

La fluorescence est une émission naturelle qui traduit la capacité de certains
pigments a réémettre de la lumiére a certaines longueurs d’onde particuliéres par le
processus inverse de ’absorption. La fluorescence est trés utilisée dans le domaine de la
biologie comme outil d’analyse non invasif, notamment depuis la découverte de
molécules fluorescentes. Dans le cas des plantes, cette technique est d’autant plus
intéressante que les feuilles contiennent naturellement des molécules fluorescentes
que l'on appelle les fluorophores. Nous nous intéressons dans cette étude a la
fluorescence chlorophyllienne (630 - 800 nm). Bien qu’elle ne représente que 3 % de
I’énergie totale, elle fournit d’importantes informations sur le fonctionnement de
I’appareil photosynthétique et notamment celle de la phase lumineuse de Ia
photosynthese a travers 1’étude des réactions photochimiques et du transport d’électrons.

L’émission de fluorescence chlorophyllienne provient essentiellement de la Chl a

appartenant a ’antenne collectrice de lumiére du PSII. La majeure partie de la
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fluorescence (approximativement 90 %) a la température ambiante est originaire des
antennes du PSII (Krause et Weis, 1991; Govindjee, 2004). Cependant, I’émission de la
fluorescence par le PSI est faible comparativement et ne représente au plus que 10 % de
I”’émission totale. De plus, I’émission de fluorescence venant du PSII est variable avec le
changement dans la photochimie tandis que celle qui vient du PSI ne I’est pas. En 1931,
une augmentation de la fluorescence lors du transfert de la feuille de 1’obscurité a la
lumiére est décrite (effet Kautsky): a la lumiére, les accepteurs d’électrons du PSII
(quinones) sont rapidement réduits, induisant une fermeture des CR et conduisant a une
diminution du rendement de la photochimie et donc a une augmentation rapide de la
fluorescence qui atteint un maximum pendant une période de I’ordre de la seconde avant
de relaxer lentement (Kautsky et Hirsch, 1931). Un CR est dit ouvert quand les
accepteurs situés en aval dans la chaine de transport d’électrons sont disponibles, en
particulier les quinones Qa. Quand ces accepteurs sont tous réduits, ils ne sont plus
disponibles pour prendre en charge les électrons détachés au niveau du CR, qui est alors

dit fermé.

En effet, lorsqu’une molécule de Chl capte un photon, elle passe d’un état stable a
un état instable (niveau de haute énergie d’excitation). Pour retourner a un niveau
d’énergie plus faible (état plus stable), cette molécule de Chl excitée peut soit transférer
son énergie d’excitation a une molécule de Chl voisine qui devient excitée a son tour et
ainsi de suite jusqu’au CR, soit dissiper cette énergie sous forme de chaleur ou émettre
un photon sous forme de fluorescence (contribuant a la fluorescence de base, Fp). La
dissipation de 1’énergie par la fluorescence sera donc amplifiée puisqu’elle n’est pas
utilisée pour la photochimie, cela correspond a la fluorescence variable (F,). La
fluorescence variable (F,) dépend de I’état d’oxydoréduction des accepteurs primaires
du PSII, elle est donc dépendante de la capacité photochimique du PSII. Par conséquent,
lorsque 1’appareil photosynthétique est exposé a une lumiere d’intensité saturante, les Qa
sont dans un état réduit et induira la dissipation d’énergie par la fluorescence a un niveau

maximal Fp,.
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C’est a partir de ces paramétres que les chercheurs ont abouti a calculer le
rendement photochimique maximal de fluorescence (F,/Fy,). Ce paramétre est variable et
c’est a partir de ces variations que I’on peut extraire une information sur la capacité du
systetme photosynthétique a convertir ’énergie. Ce rendement ainsi que d’autres
parametres de fluorescence pourraient étre utilisés en pratique afin de détecter
suffisamment a I’avance le début de stress avant méme que la détérioration de la Chl et
’apparition des premiers signes visibles ne s’opérent chez les végétaux (Zarco-Tejada

etal., 2002).

Deux autres émissions lumineuses peuvent avoir lieu dans la molécule de Chl :

La phosphorescence qui est une émission & une longueur d’onde légérement supérieure
a celle de la fluorescence. Elle se produit aprés un transfert inter-systeme d’énergie

vibrationnelle vers un état triplet dont le temps de vie est beaucoup plus grand.

La luminescence est observée a I’obscurité, il s’agit d’une émission similaire a la
fluorescence, mais I’excitation des états singulets est produite a partir de la

recombinaison des charges entre le c6té donneur et le co6té accepteur d’électrons du PSIL.

1.1.6.2 La chaleur

Dans la plupart des cas, la fluorescence et la photocﬁimie seront réduites au profit
de la dissipation thermique, on parle alors de « quenching non photochimique » de la
fluorescence (NPQ). Le NPQ peut étre classé sous trois types : le « quenching de haute
énergie (qE) », le « quenching di a la transition d’états (qT) », et le « quenching dii & la
photoinhibition (ql) ».

Le quenching de haute énergie (qE)

C’est la composante majoritaire du NPQ qui dépend du gradient de protons ApH.
Il permet la dissipation de ’excés d’énergie lumineuse regue par la plante sous forme de
chaleur a travers le cycle des xanthophylles. Les xanthophylles impliquées dans ce

processus sont associées a ’antenne LHCII du PSII. Ce mécanisme est engendré par un
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faible pH dans le lumen, suite a une activité accrue du PSII, entrainant ainsi une
protonation des LHCII et une activation d’une déépoxydase, capable de convertir la
violaxanthine des LHCII en zéaxanthine (appelé cycle des xanthophylles), provoquant
un changement de conformation des antennes. Ces modifications de structure ont pour

conséquence une augmentation de la dissipation de 1’énergie par voie thermique

‘(Figure 1.19) (Gilmore, 1997).
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Figure 1.19 Cycle des xanthophylles se déroulant chez les plantes.

Le quenching dii a la transition d'états (qT)

Une partie des LHCII est mobile et elle peut se détacher du PSII et migrer dans la
membrane de thylakoide vers le PSI conduisant & une transition d’un état 1 (LHCII au
PSII) 4 un état 2 (LHCII au PSI). Cette migration est appelée transition d’état (qT)
(Allen, 1992; Wollman, 2001) et elle permet une redistribution de I’énergie lumineuse
entre les deux photosystémes et une diminution de I’absorption d’énergie lumineuse par
le PSII. La mobilité¢ des LHCII dépend de leur état de phosphorylation, contrdlée par une
kinase. L’activité de celle-ci dépend du niveau d’oxydo-réduction de la chaine de

transfert d’électrons. En effet, la forte réduction du pool de PQ active les protéines
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kinases entrainant la phosphorylation des LHCII qui perd alors son affinité pour le PSII
et s’en détache pour migrer vers le PSI (état 2). Le retour des LHCII vers le PSII (état 1)
est initié par D’activation des phosphatases suite a I’oxydation du pool de PQ

(Figure 1.20) (Tikkanen et al., 2006).
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Figure 1.20 Migration de ’antenne LHCII phosphorylée du PSII vers PSI et son
retour du PSI vers PSII (d’aprés : Allen et Forsberg, 2001).
Etat 1: LHCII non phosphorylée, associée au PSII. Etat 2: LHCII
phosphorylée associée au PSI.

Le quenching dii a 1a photoinhibition (gI)

C’est une voie dissipative thermique associée aux dommages importants de
I’appareil photosynthétique induit par la dégradation des protéines du PSII et en
particulier la protéine D1 qui constitue, en association avec la protéine D2, le cceur du
CR du PSIT (Miiller et al., 2001). Au-dela d’une quantité critique de lumiére absorbée

par le PSII, la dégradation de la protéine D1 est plus rapide que son remplacement,
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ce qui induit une accumulation de PSII inactifs. C’est principalement la disparition de
cette protéine D1 sous forte lumiere qui est la cause principale de la photoinhibition.
C’est dans le cas d’une exposition prolongée d’une intensité lumineuse trop forte que la
photoinhibition devient irréversible engendrant la fermeture et/ou la destruction des CR
de PSII ainsi que la dégradation des Chls qui seront a I’origine de la baisse de

fluorescence, d’ou le nom « quenching du a la photoinhibition » (Alves et al., 2002).

1.2 Effets de la toxicité des métaux : I’aluminium, un exemple d’étude

La présence des polluants dans I’environnement tel que les métaux constitue
une grande menace pour les écosystémes dont certains peuvent étre trés toxiques pour
les organismes vivants (Walker ef al., 1996). Les métaux sont présents naturellement
dans les roches, les sols et 1’eau. lls sont également libérés principalement dans
I’environnement par 1’activité humaine et par I’érosion. Certains de ces métaux sont
considérés essentiels tels que le cuivre (Cu), le zinc (Zn), le fer (Fe), le magnésium (Mg)
et le manganése (Mn) qui sont requis, en concentrations traces, pour différents processus
métaboliques a savoir I’activité de plusieurs enzymes comme cofacteurs. Toutefois,
a de fortes concentrations, ils deviennent toxiques. Cependant, d’autres métaux comme
I’aluminium (Al), le cadmium (Cd), le mercure (Hg) et le plomb (Pb) ne sont pas
essentiels au métabolisme cellulaire et sont toxiques (Rai et al., 1991; Raven ef al.,
1999). Ils se retrouvent dans I’environnement sous différents états d’oxydation qui sont

directement liés a leur degré de toxicité (Pinto et al., 2003).

I a été rapporté qu’a des concentrations toxiques, les métaux peuvent affecter la
photosynthése, qui est un processus important dans la croissance et le développement
des plantes (Walker et al., 1996). Les métaux exercent plusieurs effets inhibiteurs sur la
photosynthése a plusieurs niveaux structuraux et métaboliques (Bertrand et Poirier,
2005). Un tel dysfonctionnement des processus photosynthétiques, induit par la toxicité

"des métaux, peut avoir un impact néfaste pour la biosphére puisque la photosynthése
représente le principal producteur de matiére organique nécessaire pour la survie des

autres organismes des niveaux trophiques supérieurs des écosystémes.
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De ce fait, la pollution des écosystémes par les métaux a pris un grand intérét sur
les plans environnemental et scientifique. Parmi ces métaux, I’ Al a suscité une attention

particuliére, en raison de sa diffusion et de sa toxicité dans 1’environnement.

A I’échelle du monde végétal, au niveau physiologique, biochimique et cellulaire,
les effets de 1’Al ont été 1’objet de recherche, principalement & cause des problémes
d’acidification des sols. Dans ce type de sols acides, I’Al peut étre soluble et il posséde
alors une forte activité biocide principalement sous la forme AI’". Il peut s’accumuler
dans les plantes qui sont parmi les premiers organismes susceptibles d’étre affectés par
les polluants en affectant particuliérement la photosynthése (Moustakas et al., 1995;
Li et al., 2012). 1] peut donc étre consommé par I’homme et les animaux et provoquer

des problémes de santé chez ces derniers.

1.2.1 L’aluminium (Al)
1.2.1.1 L’élément aluminium : propriétés physico-chimiques

L’Al est un métal blanc gris appartenant a la famille du bore du groupe 13
du tableau périodique. L’Al élémentaire est un métal léger de densité 2,70 g.cm™, de
numéro atomique 13 et de masse atomique 27 g.mol?. 11 a une configuration
électronique ns’np' de sa couche périphérique montrant qu’il posséde trois électrons et
leur perte donne naissance au cation AI*". Le degré d’oxydation (+III) est le seul que
posséde I’ Al en solution (Atkins et Jones, 1998). Cette valence AP*" est la seule valence
la plus souvent rencontrée dans I’environnement et plus précisément dans les systémes
aqueux. Al’" est considéré comme un petit ion dont le rayon ionique effectif pour une
coordination 6 est de 0.5 A (Martin, 1991). Au contact d’un acide fort, des ions AlI**
peuvent se détacher pour étre libérés en solution (Reichl, 2002). A cause de son petit
rayon ionique et son potentiel d’oxydation élevé (+1.706 V), I’Al attire fortement les

anions (Martin, 1991).
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1.2.1.2 L’Al: sous quelle forme est-il toxique?

Pour des pH acides, la spéciation dominante de 1’Al correspond a son seul état
d’oxydation AI’*, généralement sous forme de complexe hydraté [Al (H20)6]*". Les
travaux menés par Campbell et Couillard (2004) ont révélé que 1’ion métallique libre est
reconnu comme étant la forme la plus biodisponible et 1’effet toxique d’un métal en
solution est lié a la concentration du métal sous cette forme. La biodisponibilité de 1’ion
libre dépend de plusieurs facteurs comme le pH, les concentrations en ions pouvant
compétitionner pour les sites de liaisons du métal et la présence de ligands pouvant
complexer le métal (Worms et al., 2006; Ryan et al., 2009; Lavoie et al., 2012). Ainsi, la
méme concentration de métal peut induire des effets trés différents dans des milieux
dont la composition chimique est différente. Dans les solutions aqueuses, la solubilité de
I’Al est fortement dépendante du pH. Ainsi, la forme et la concentration de 1’Al, dans ce
type de solutions, dépendent du pH. La concentration en Al soluble total augmente
fortement en dessous de pH 5.5. Dans ce cas, ou les valeurs de pH sont faibles
(pH < 5.5), la principale forme soluble est ’ion mononucléaire [Al (H,0)s]*" noté aussi
A", La toxicité de I’ Al en solution est mesurée par I’activité chimique de I’ion AI** qui
est trés mobile. Cependant, la solubilité de 1’Al est faible a pH compris entre 6.5 - 7.5.
11 se produit des augmentations substantielles de la solubilité quand le pH augmente ou
diminue (Kinraide, 1991).

1.2.1.3 Origines de contamination de I’environnement par I’Al

Origine naturelle

L’ Al est le troisiéme élément constitutif de I’écorce terrestre. Il représente prés de
8 % de la composition de la lithosphére aprés 1’oxygeéne (42 %) et le silicium (28 %).
Meétal tres réactif, il ne se rencontre pas a 1’état libre dans la nature, 1’Al se combine a
d’autres éléments pour former des composés : le plus souvent sous forme d’oxydes tels
que dans le minerai de bauxite, mais aussi sous forme d’aluminosilicates comme dans
I’argile et les micas. Le Canada est recouvert sur environ 75 % de sa superficie par des

tills glaciaires (c.-a-d. des minéraux primaires). Le feldspath, les micas, les amphiboles
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et les pyroxénes constituent des exemples de minéraux contenant de 1’Al et provenant

des tills glaciaires (Landry et Mercier, 1992).

Les sources naturelles de rejets d’Al dans les milieux comprennent I’altération et
I’érosion des roches, des dépots glaciaires et des sols et de leurs dérivés minéraux ainsi
que le dépot atmosphérique des particules de poussiére. Le dépdt atmosphérique d’Al
sur les terres ou sur I’eau est minime, comparativement aux rejets internes provoqués par
I’altération et I’érosion des roches, des sols et des sédiments (Driscoll et al., 1994).
L’altération chimique des minéraux du sol et 1’érosion des roches contenant de 1’Al
rejettent cette substance dans les sols et les cours d’eau, en partie sous forme d’Al*" et
d’autres substances anioniques et cationiques, selon le pH et la disponibilité d’ions de

complexation (Driscoll et Schecher, 1990).

D’autre part, les précipitations acides sont aussi responsables de la dissolution, de
la mobilisation et du lessivage de ’Al du milieu terrestre vers le milieu aquatique.
L’abaissement du pH augmente la solubilité de I’Al, principalement en A", ce qui
favorise son entrée dans les cours d’eau. Cet apport d’Al a des effets néfastes mesurables
sur la faune et la flore aquatiques (Lindsay, 1979; Driscoll et Schecher, 1990; Witters
et al., 1996). De méme, 1’ Al est présent a I’état naturel dans toutes les eaux de surface au
Canada et ailleurs. Dans I’eau de surface, la concentration maximale d’Al dissous

(0,24 mg.l'l) a été mesurée dans la riviére de la Paix, en Alberta (Germain et al., 1999).

Il n’existe aucune estimation fiable des quantités d’Al rejetées dans
I’environnement a 1’échelle mondiale par I’intermédiaire des processus naturels. Le
dosage de I’Al total et dissous rejeté au Canada et ailleurs dans le monde est une
opération difficile qui ne peut donner que des estimations grossiéres. En utilisant la
valeur du flux global de 2,05 g.m™ par année proposée par Garrels et al. (1975),
I’estimation d’une valeur totale des rejets d’Al (y compris les matieres particulaires) est
d’environ 20,45 millions de tonnes par année pour le Canada (Kirkwood et Nesbitt,

1991).
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Origine anthropique

Les pratiques humaines (agricoles, industrielles et activités urbaines) conduisent

aussi a ’enrichissement des sols et des eaux en Al :

- Rejets d’origine industrielle

La production d’Al et de ses composés ainsi que les industries liées aux multiples
utilisations sont les principales sources anthropiques de pollution. L.’industrie miniére,
I’agriculture, la combustion du charbon, les fonderies et les échappements des

automobiles contribuent également a la contamination de I’environnement par I’ Al.

Le rejet des déchets industriels, particuliérement ceux des alumineries, contribue a
la pollution des sols et des eaux par I’Al. Au Québec, il existe plusieurs usines de
production d’Al qui opérent plusieurs installations au Saguenay-Lac-Saint-Jean. Malgré
le traitement de leurs eaux usées, ces usines relarguent des concentrations assez
importantes d’Al dans le milieu environnant. Ces concentrations en Al varient entre 1 et
7 mg.I"! pour I’Al total dans les effluents d’usines (Roy ef al., 2000). De méme, au
Canada les rejets de 1’Al découlant de ’utilisation industrielle des sels d”Al ont totalisé
environ 8 800 tonnes en 1996, la majeure partie de ces rejets (8 124 tonnes) aboutissant
dans les eaux de surface (Germain ef al., 1999). Certains de ces rejets ont été éliminés
par épandage sur des terres agricoles (317 tonnes). De méme, les concentrations
moyennes d’Al mesurées dans les eaux usées rejetées dans les cours d’eau par les usines
de pates et papiers varient de 0,46 a 4,8 mg.l". Les concentrations moyennes totales

d’Al mesurées pour les autres types d’industries varient de 0,01 22,3 mg.I™".

- Les pratiques agricoles

L’utilisation de boues d’alun pour I’amendement des sols est la voie principale par
laquelle I’ Al pénétre dans le milieu terrestre. L.’ Al est contenu essentiellement dans des
produits utilisés pour la fabrication des engrais minéraux a savoir le nitrate d’Al et le

sulfate d’ Al (Germain ef al., 1999).
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- Traitement de I’eau potable

L’Al présent dans 1’eau potable provient essentiellement de 1’utilisation de
sels comme I’alun ou le chlorure de polyaluminium en guise de coagulants dans les
stations de traitement de 1’eau potable pour éliminer les composés organiques, les
micro-organismes et les particules (Santé Canada, 1998). La fréquence de détection de
I’Al dans les sites provinciaux et territoriaux variait de 35 % pour les Territoires du
Nord-Ouest en 1990-1992 (18 sites sur 52) a 100 % pour I’Ontario en 1996-1997
(124 sites sur 124) (Facey et Smith, 1993).

1.2.2 Phytotoxicité de ’Al

Dans les sols acides (pH < 5.5), I’Al est la principale cause de toxicité pour les
plantes (Delhaize et Ryan, 1995; Kochian, 1995; Matsumoto, 2000). L’Al est
principalement solubilisé dans la solution du sol en espéces toxiques sous forme de
cation trivalent AI** (Matsumoto, 2000). Une fois libérée dans la solution du sol, cette
espéce chimique (AL’ devient, au-dessus d’un seuil de concentration, la principale
forme toxique d’Al pour les plantes cultivées (Delhaize et Ryan, 1995; Kochian, 1995;
Matsumoto, 2000). A" est la seule forme assimilée par les végétaux ou il n’a aucune
fonction biologique connue et ainsi, il n’est pas considéré comme élément essentiel
(Kochian et al., 2004; Poschenrieder et al., 2008). De ce fait, cette toxicité de I’Al est
considérée comme 1’une des principales contraintes environnementales qui limite la
croissance des plantes et la production de biomasse de plusieurs cultures des sols acides
(Moustakas et al., 1997; Matsumoto, 2000; Lidon et Barreiro, 2002; Rengel et Zhang,
2003; Kochian et al., 2004; Kochian et al., 2005). Les travaux de Delhaize et al. (1993)
sur le blé (Triticum aestivum L.), ont montré que I’AI*" provoque un certain nombre
d'effets indésirables sur les processus physiologiques et biochimiques. Les principaux
symptdmes que présente une plante cultivée en présence d’A** sont I’inhibition de la
croissance, la diminution de sa biomasse, ’inhibition de I’élongation des racines
associée a un arrét de la division cellulaire et des déformations caractéristiques.
L’exposition a long terme a I’Al entraine une carence de certains nutriments essentiels

tels que le phosphore, le calcium, le magnésium, le potassium et le fer, ce qui peut étre
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facilement détecté dans les plantes comme des symptomes de carence. De méme,
’apparition du retard dans le développement des jeunes pousses, de la chlorose et des
nécroses foliaires accompagné par une diminution de I’activité photosynthétique a été
illustrée (Foy, 1984; Delhaize et Ryan, 1995; Kochian, 1995; Wang et al., 2006, Zhang
et al., 2007; Poschenrieder et al., 2008).

1.2.2.1 Effets de I’Al sur la croissance des plantes

L’étude des effets du stress de I’Al sur la croissance et le développement des
végétaux a fait I’objet d’un intérét constant depuis des années. Les effets toxiques de
I’Al sur la croissance de la plante se manifestent par une réduction de la croissance des
racines et des parties aériennes (Foy, 1988; Moustakas et al., 1997; Matsumoto, 2000;
Lidon et Barreiro, 2002; Peixoto et al., 2002; Rengel et Zhang, 2003). L’inhibition de la
croissance racinaire est depuis longtemps considérée comme un bon indice de la toxicité
d’AP* (Foy, 1988). De ce fait, plusieurs travaux ont montré que I’ AI** réduit la biomasse
racinaire 4 un degré plus élevé que la biomasse aérienne (Thornton et al., 1987; Raynal
et al., 1990). Cependant, les études réalisées par Jiang et al. (2008), sur le comportement
des plantes de Citrus grandis soumises a I’effet de la toxicité de I’AP**, ont montré que
la masse de matiere seche des parties aériennes est affectée plus que celle des racines.
Les travaux de Silva ef al. (2012) ont montré que AP affecte la croissance des feuilles
des deux génotypes de riz en induisant la réduction de la taille et la biomasse des
feuilles. De méme, le nombre des feuilles diminue en fonction de 1’augmentation des
concentrations en AP’*. Il est toutefois important de noter que PAP" n’affecte pas la
croissance de toutes les plantes avec la méme sévérité (Moustakas et al., 1995; Zhang

etal., 2007).

Ces effets peuvent étre liés, entre autres, a la diminution de 1’absorption de I’eau et
des éléments nutritifs par les racines, a la perturbation de 1’homéostasie des éléments
minéraux essentiels pour la croissance des plantes, & la perturbation de 1’équilibre de
certaines hormones, notamment la cytokinine, hormone responsable de la division

cellulaire chez les plantes, 4 une action délétére de I’ A" sur la composition des parois
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cellulaires des racines, ainsi qu’a des perturbations de la machinerie photosynthétique,
notamment la structure des chloroplastes et la biosynthése de la Chl (Kochian, 1995;
Kochian ef al., 2005; Wang et al., 2006; Martins et al., 2013).

1.2.2.2 Effets de I’Al sur la photosynthése

La toxicité de I’Al affecte la photosynthése qui est un processus important dans la
croissance et le développement des plantes. Une fois absorbé par les racines, AP est
transporté vers les feuilles ou il va étre accumulé dans la cellule végétale et peut étre
ainsi localisé spécifiquement dans les chloroplastes causant des altérations de la

machinerie photosynthétique (Li et al., 2012).

En effet, certains travaux ont montré que la présence d’Al** dans les chloroplastes
affecte D’activité photosynthétique a différents niveaux. La diminution de la capacité
photosynthétique par Al’* peut étre due a I’inhibition du taux de photosynthése nette
(Reich et al., 1994, Yamamoto et al., 2002; Silva et al., 2012). Elle peut étre due
également & une désorganisation structurale des chloroplastes incluant des dommages
aux membranes thylakoidales (Moustakas et Ouzounidou, 1994; Pereira et al., 2000,
Akaya et Takenaka, 2001; Peixoto et al., 2002; Wang et al., 2006; Rafia et Sehrish,
2008). De méme, I’ A’ pourrait aussi induire une diminution de la teneur en Chl (Xiao,
2002; Shi, 2004; Chen et al., 2005). La fermeture des stomates causée par I’ AI** pourrait
étre une autre cause de la limitation de la photosynthése comme conséquence de la
restriction de I’assimilation du CO; dans les feuilles (Pereira et al., 2000; Zhang et al.,

2007; Jin et al., 2011; Silva et al., 2012).

Effets de I’Al sur les pigments photosynthétiques et I’absorption de la lumiére

La toxicité de 1I’Al peut affecter la concentration en pigments chlorophylliens.
Plusieurs études, faites sur de nombreuses espéces végétales, ont montré que I'AL**
induit une diminution de la concentration en Chl (Peixoto ef al., 2002; Chen et al., 2005;
Xiao et al., 2005, Jiang et al., 2008). Pereira et al. (2006) ont montré que I’ A" entraine

une diminution de la synthése de Chl en inhibant I’activité de 5-1’acide aminolévulinique
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(6-ALA) déshydratase (EC4.2.1.24) responsable de la formation de monopyrrole
porphobilonogéne, qui est une partie de la molécule de Chl. De plus, I’inhibition de la
biosynthése de la Chl diminue la taille des LHCII et LHCI et conséquemment peut
réduire leur capacité d’absorption de la lumiére. D’aprés Jiang et al. (2008) I’activité
photosynthétique est affectée suite & la diminution du contenu en pigments
photosynthétiques dans les feuilles de citrus soumises a I’effet de ’AI**. De méme, les
travaux d’Obki (1986) ont montré que I’augmentation de la concentration en Al’*
provoque une diminution proportionnelle de la photosynthése et de la concentration de

Chl chez les plantes de blé et de sorgho.

La toxicité de I’Al peut affecter également la composition en pigments
chlorophylliens. Le ratio du contenu entre la Chl a et la Chl » change sous I’effet de
’AP*. Le changement de ce ratio peut étre attribué a un changement de la taille des
antennes périphériques du PSII (contenant en majorité de la Chl b) par rapport aux CR
(contenant uniquement de la Chl a). En effet, une diminution de ce rapport Chl a/b a été
observée chez les plantes du riz et de soja soumises a I'effet de ' AI** (Roy et al., 1988;
Ying et Liu, 2005). De méme, les pigments autres que les Chls sont également affectés
par I'effet de PAI*. Les études faites par Peixoto et al. (2002) ont montré que la
concentration en caroténoides diminue en fonction de la présence d’AI** chez les
cultivars du sorgho. AI** peut méme induire une perte des caroténoides chez les plantes
de longane (Xiao et al., 2005), de soja (Milivojevic ef al., 2000) et de Lens culinaris
(Azmat et Hasan, 2008) soumises a un tel stress d’Al. Cependant, une augmentation du
contenu en caroténoides, comme pigments photoprotecteurs, est induite dans le cas de ce

type de stress appliqué sur les plantes d’orge (Abdalla, 2008).

L’absorption de I’énergie lumineuse par les Chlis est également affectée par PAP.
En effet, d’autres travaux ont mis en évidence I’altération de I’absorption de 1’énergie

lumineuse (Chen et al., 2005a; 2005b).
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Effets de I’Al sur ’activité photochimique de I’appareil photosynthétique

I est admis que les métaux peuvent induire une altération de Iactivité
photochimique des photosystémes I et II causant ainsi une diminution du taux de
transport d’électrons photosynthétique. Le PSII est généralement considéré comme la
cible la plus sensible a ’action toxique des métaux qui représentent la majorité des stress
environnementaux (Boucher et Carpentier, 1999; Juneau ef al., 2001; Carpentier, 2002;
Dewez et al., 2005). En effet, plusieurs travaux ont montré que la majorité des métaux,
sous forme de cations métalliques bivalents, a savoir Cd2+, Cu2+, Hg2+, Ni2+, Pb?* et Zn?*
interagissent avec les différentes composantes du PSII en altérant leurs structures et en
inhibant son activité photochimique. Les sites d’action de ces cations métalliques
peuvent étre sur le c6té donneur du PSII associé au CEO et/ou a des quinones sur le c6té
accepteur du PSII (Boucher et Carpentier, 1999; Juneau et al., 2001; Carpentier, 2002;
Plekhanov et Chemeris Yu, 2003; Sigfridsson et al., 2004; Dewez et al., 2005; Falier
et al., 2005; Boisvert et al., 2007). En effet, la plupart de ces cations métalliques
affectent le co6té donneur du PSII et plus précisément au niveau du CEO en inhibant
Pactivité du dégagement d’O, (Boucher et Carpentier, 1999; Juneau et al., 2001;
Carpentier, 2002; Plekhanov et Chemeris Yu, 2003; Sigfridsson et al., 2004; Dewez
et al., 2005; Falier et al., 2005; Boisvert et al., 2007). Cette inhibition peut étre due a
différents mécanismes d’action. Parmi ces mécanismes, mentionnons la substitution de
cofacteurs essentiels (Ca?*, CI) du complexe de Mn4OsCa impliqués dans la photolyse
de I’eau affectant ainsi le dégagement d’O,, comme c’est le cas du Cd qui se substitue au
Ca’" (Falier et al., 2005). D’autres métaux comme Ccu®, Hg™, Ni**, pb? peuvent
également engendrer le détachement des polypeptides extrinséques associés au CEO
causant I’inhibition de I’activité du dégagement d’O; et par la suite I’altération de
’activité du PSII (Boucher et Carpentier, 1999; Boisvert et al., 2007). Le c6té accepteur
du PSII peut aussi étre une cible sensible aux effets inhibiteurs des métaux. Par exemple,
le Cd peut se lier au site Qp causant I’inhibition du transfert d’électrons vers le PSI

(Sigfridsson et al., 2004).

Cependant, les principales cibles des cations métalliques trivalents comme Al

sur les composantes et ’activité des photosystémes I et II ne sont pas bien élucidées
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chez les plantes supérieures jusqu’a présent. De méme, il a été rapporté que I’inhibition
de la photosynthese sous ’effet du stress d’Al est associée a ’altération de 1’activité
photochimique du PSII (Peixoto et al., 2002; Mihailovic et al., 2008; Li et al., 2012).
Cette altération est due & I’inactivation ou la fermeture des CR du PSII par AI** et a
’inhibition du taux de transport d’électrons photosynthétique (Moustakas et al., 1995;
Moustakas et al., 1996; Chen et al., 2005; Mihailovic et al., 2008; Perreault et al., 2010).
L’inactivation des CR du PSII par Al** peut entrainer une diminution de la capacité de

séparation de charge au niveau du PSII (Perreault et al., 2010).

D’autres études ont démontré que le rendement photochimique maximal du PSII
(Fy/Fp) diminue sous l’effet de 'AL** (Jiang et al., 2008; Reyes-Diaz et al., 2010;
Jin et al., 2011; Li et al., 2012). De plus, AR peut aussi induire une diminution du
dégagement d’0O, et de la fluorescence variable chez ’algue verte Caulerpa taxifolia
(Thake et al., 2003). Li et al. (2012) ont suggéré que I’inhibition de 1’activité du PSII
dans les feuilles de tabac soumises a la toxicité de 1’ Al peut étre due a 1’interaction de
I’AI** avec le fer non hémique situé entre les deux quinones Qa et Qg. AP peut aussi
interagir avec les protéines du complexe du PSII provoquant un changement
conformationnel majeur au niveau de leurs structures secondaires (Nahar ef al., 1997).
Les travaux de Rai ef al. (1996,1998) ont rapporté que I’Al** peut également induire une

inactivation des PSII et PSI chez les cyanobactéries et les algues vertes.

D’autre part, plusieurs études ont montré que le complexe de PSI est également
I’'un des sites cibles de plusieurs cations métalliques divalents tels que le cd”, cu*,
Hg2+, Mg2+ et Pb**. I a été rapporté que ces cations affectent 1’activité photochimique,
inhibent le transport d’électrons entre la PC et P700 du c6té donneur de PSI, diminuent
la quantit¢é de P700 actif, altérent les antennes LHCI et peuvent provoquer aussi
un changement de conformation des structures secondaires des polypeptides du PSI
(Honeycutt et Krogmann, 1972; Wong et Govindjee, 1976; Sarvari et al., 1999,
Hermans et al., 2004; Wodala et al., 2012; Belatik et al., 2013; Deng et al., 2013).
En général, le PSI est considéré le complexe photosynthétique le moins sensible & ’effet

des métaux puisque I’inhibition de son activité se fait seulement & des concentrations
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supérieures a celles affectant le PSII (Tripathy et al., 1981; Tripathy et al., 1983;
Boucher et Carpentier, 1999; Zhou et al., 2006). Cependant, a I’échelle de plantes
supérieures Peffet de A" sur Pactivité photochimique du PSI ainsi que ses sites

d’action au niveau de ce complexe restent méconnus jusqu’a présent.

Effets de I’ Al sur la dissipation d’énergie associée aux photosystémes II et I

L’inhibition de I’activité photochimique des PSII et PSI entraine un changement
au niveau des mécanismes de dissipation d’énergie des photosystémes. Ainsi,
I’augmentation de la dissipation d’énergie sous forme non photochimique (NPQ) a été
observée chez les feuilles de Plantago almogravensis exposées a I’effet toxique de
I’AI’*. Cette augmentation de la dissipation thermique peut étre un moyen de protection
des structures photosynthétiques contre les effets néfastes de I’Al** dans le cas du stress
d’Al (Martins et al., 2013). Des effets similaires de 1’augmentation de NPQ ont été
observés chez plusieurs autres especes végétales soumises a ’effet de la toxicité de
PAPY Moustakas et al., 1996; Jin et al., 2011). De méme, I’augmentation de la
dissipation thermique a été observée chez des membranes de thylakoides exposées a
d’autres types de cations métalliques bivalents comme le Cu®*, Hg*" et Pb** (Boucher et

Carpentier, 1999).

Cette augmentation de la production de chaleur est aussi reflétée par les
mécanismes de quenching de fluorescence. En effet, ’exposition des algues Fuglena
gracilis a la toxicité de ’AP" a induit une diminution de la dissipation d’énergie sous
forme photochimique (QP) et une augmentation de la dissipation d’énergie sous forme
non photochimique (NPQ). Ainsi, il a été suggéré que ce changement de la dissipation
de I’énergie au niveau du PSII d’Euglena gracilis est di a I’inactivation de quelques CR
de PSII par AI’* causant I’augmentation de la voie de dissipation thermique (Perreault
et al., 2010). Des effets similaires de la diminution de QP et de I’augmentation de NPQ
ont été observés chez Festuca arundinacea soumise a effet de la toxicité de PAI** (Jin

etal,2011).
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1.3 Problématiques et objectifs du projet

Depuis la fin du XIX® siécle, le secteur industriel ainsi que la société humaine se
sont développés sans préoccupation des rejets d’éléments toxiques dans tous les
compartiments de 1’écosystéme : eau, sol et atmosphére. L’impact de ces rejets sur
]’environnement ne cesse de croitre depuis des années causant la pollution des milieux et
plus particuliérement la pollution des sols qui est devenue un probléme d’ordre mondial
prenant ainsi énormément d’ampleur. De ce fait, les dangers potentiels des pollutions
pour I’équilibre écologique et la santé publique sont considérés avec une inquiétude
croissante par les pouvoirs publics depuis quelques années. A titre d’exemple, au
Canada, la Loi canadienne sur la protection de ’environnement (LCPE 1999) ainsi que
d’autres lois pertinentes visant la prévention de la pollution et la protection de
I’environnement et de la santé humaine marquent véritablement la prise de conscience
nationale vis-a-vis des problémes posés par les contaminations de I’environnement
(Environnement Canada, 1999). De méme, au Québec, avec I’adoption du projet de
loi 72 (Protection des sols et réhabilitation des terrains contaminés), en mai 2002, la
problématique « sols pollués » devient une préoccupation essentielle. Ce projet de loi a
pour objet I’établissement de nouvelles régles visant la protection des terrains ainsi que
leur réhabilitation en cas de contamination (Ministre du Développement durable, de
I’Environnement et de la Lutte contre les changements climatiques du Québec, 2002).
Parmi les principaux polluants du sol, les métaux posent effectivement des problémes

particulierement préoccupants.

Face a ce constat, il est apparu nécessaire de se doter de moyens permettant de
caractériser et de suivre I’impact de ces polluants métalliques. Des méthodes analytiques
capables de détecter et de quantifier les contaminants majeurs de nature métallique ont
été développées et utilisées dans des programmes de diagnostic et de surveillance des
sols. Cependant, ces méthodes ne permettent pas d’évaluer les effets des contaminants
métalliques sur les organismes vivants. Dans ce contexte, il est évident que 1’observation
et I’étude des organismes vivants dans les milieux contaminés constituent 1’approche la
plus pertinente pour évaluer I’impact biologique des polluants potentiellement présents

(Fletcher, 1991). L’utilisation d’indicateurs biologiques est en fait une démarche
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couramment adoptée dans les procédures de surveillance de la qualité des eaux (Afnor,
2003, 2007), mais pour les sols, aucune méthode rapide, simple, de faible coit et

utilisable en routine n’est encore validée.

A cet effet, les végétaux, premiers éléments de la chaine alimentaire, pourraient
représenter d’excellents modéles pour analyser les symptdmes de toxicité lors
d’expositions & des polluants. En particulier, ’action d’un stress sur le métabolisme du
végétal peut étre décelée de maniere précoce par son effet sur la photosynthése. Ces
perturbations physiologiques peuvent donc constituer des biomarqueurs d’exposition qui
pourraient étre intégrés aux procédures d’évaluation de la qualité d’un sol (Prasad, et
Strzalka, 2002). La photosynthése est le principal processus, a la base de la chaine
trophique, qui peut étre affectée par différents facteurs environnementaux et notamment
par la présence d’éléments métalliques (Carpentier, 2002; Prasad, et Strzalka, 2002).
Parmi ces métaux, I’Al constitue un probléme toxicologique émergent au cours de ces
derniéres décennies. Son utilisation dans de nombreux domaines a savoir la médecine,
les systémes de traitement des eaux, I’industrie alimentaire, le cosmétique, I’agriculture,
etc., a entrainé un risque accru de contamination des écosystémes. Les effets de I’Al sur
I’environnement ont attiré [’attention des chercheurs, principalement a cause des
problémes d’acidification des sols. Dans un sol acide, ’Al peut étre soluble,
majoritairement sous la forme ionique AI**, et il posséde alors une forte activité biocide.
Plus particuliérement, la pollution par ’Al’** engendre des effets toxiques pour les
organismes photosynthétiques qui peuvent avoir une répercussion sur 1’ensemble de

I’écosystéme.

Malgré I’existence de plusieurs travaux de recherche qui se sont intéressés a
IPétude des effets toxiques de I’AI* sur Dactivité photosynthétique des plantes, les
résultats restent peu satisfaisants, et les sites et les mécanismes d’action de I’AI** restent
plutét méconnus et nécessitent plus d’investigations. 1l est important de noter qu’au
niveau des plantes supérieures, aucun travail de recherche n’a tenté de se lancer dans les
approches biophysiques et biochimiques afin d’identifier les sites et les mécanismes

d’action de ce cation trivalent, qui est, d’ailleurs, I’un des cations métalliques les moins
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élucidés dans ce domaine. Ainsi, la compréhension de ces mécanismes et la mise en

évidence des effets toxiques de cette forme métallique sur la photosynthése des plantes

supérieures demeurent un point fondamental important pour le développement des

connaissances et la gestion des problématiques environnementales permettant ainsi une

utilisation plus sécuritaire de 1’ Al dans les différents domaines.

De ce point de vue, les travaux envisagés dans le cadre de cette thése ont par

conséquent comme objectif principal de fournir de nouveaux éléments d’information

permettant de comprendre les mécanismes de toxicité de AL’ sur les propriétés

fonctionnelles et structurales de 1’appareil photosynthétique de 1’épinard. Pour y

parvenir, trois étapes sont envisagées :

(M

(D

Déterminer les sites d’action de I’Al*" au niveau du PSII et son effet sur 1’activité
photochimique et le transport d’électrons photosynthétique. A cet effet, des
échantillons des membranes thylakoidales seront traités par une gamme de
concentration d’Al*". Par la suite, les résultats des différentes analyses
spectroscopiques a savoir le dégagement d’O,, I’induction de fluorescence, le
déclin de fluorescence et la thermoluminescence seront traités et comparés avec
des résultats d’autres ions métalliques déja obtenus précédemment afin de suggérer
les sites potentiels de 1'AI*".

13" au niveau du PSII en se basant sur

Comprendre les mécanismes d’action de I’A
I’interaction entre ce cation trivalent et les différentes sous-unités protéiques
composant le PSII afin d’interpréter I’inhibition de I’activité photochimique et
d’évaluer les changements des propriétés structurales du PSII. Pour ce faire, des
échantillons de fractions membranaires enrichies en PSII seront exposés a 1’effet
de différentes concentrations d’Al’*. Les résultats obtenus par différentes
techniques spectroscopiques et biochimiques seront analysés et comparés avec

d’autres résultats obtenus précédemment et plus particuliérement ceux des ions

métalliques.
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(I) Investiguer les sites et les modes d’action de 1’ Al** sur Iactivité photochimique et
les propriétés structurales du PSI ainsi que le transporf d’électrons
photosynthétique. A cet effet, des échantillons des membranes thylakoidales et
des fractions membranaires enrichies en PSI seront soumis a 1’effet de différentes
concentrations en Al**. La consommation d’0,, la photooxydation du P700, la
fluorescence des pigments a basse température (77 K), I’électrophorése sur gel de
polyacrylamide SDS-PAGE et la FTIR seront les approches spectroscopiques et
biochimiques utilisées. Les résultats obtenus seront par la suite analysés et
comparés avec d’autres résultats des ions métalliques toxiques afin de nous
permettre de déduire les sites d’AI’" ainsi que les altérations fonctionnelles et

structurales du PSI induites par I’AI*".



CHAPITRE I1

DESTABILIZATION OF THE OXYGEN EVOLVING
COMPLEX OF PHOTOSYSTEM II BY AL*

Le contenu de ce chapitre a fait ’objet d’une publication en 2013 dans Ie
revue « Photochemistry and Photobiology » : Imed Hasni, Saber Hamdani et
Robert Carpentier, « Destabilization of the oxygen evolving complex of Photosystem II
by AP », vol. 89: 1135-1142. Dans ce méme numéro, notre article a été sélectionné
parmi les meilleures publications puisqu’il a été considéré comme un travail d’intérét
particulier pour les lecteurs de ce journal. De ce fait, il a fait I’objet d’un schéma
illustrant la page couverture du journal (voir page 77). A noter que cet article a regu plus

de 100 « téléchargements ».

2.1 Résumé de P’article

L’effet inhibiteur d’AI’" sur le transport d’électrons photosynthétique, dans les
membranes de thylakoides d’épinards isolées, a été étudié. A cet effet, différentes
techniques telles que le dégagement d’0;, [!’induction de la fluorescence
chlorophyllienne, le déclin de fluorescence et la thermoluminescence ont été utilisées
afin de caractériser le transport d’électrons au niveau du PSII en présence de ce cation
métallique toxique. Les résultats ont montré que les concentrations en Al**, inférieures a
3 mM, induisent une déstabilisation du complexe de MnsOsCa associé au CEO. Avec les
mémes concentrations d’Al**, une augmentation de I’amplitude relative de la premiére
phase (OJ) de la courbe d’induction de fluorescence et un retard de la cinétique du déclin
de fluorescence ont également été observés. Suite a I’interaction d’Al** avec le CEO,
une modification structurale des polypeptides transmembranaires du complexe de PSII a
été proposée, causant ainsi un retard de transfert d’électrons entre les quinones Q4 et Qg.
Au-dela de 3 mM, AI** affecte fortement I’induction de fluorescence et réduit de fagon

significative F,/Fp, et I’amplitude maximale du déclin de fluorescence. Ce quenching de
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la fluorescence chlorophyllienne a été attribué a la formation des espéces P680" suite a
I’inhibition du transfert d’électrons entre la Tyr Z (tyrosine 161 de la sous-unité D1) et
P680.
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2.2 Premier article scientifique

Destabilization of the Oxygen Evolving Complex of Photosystem II by AP

Imed Hasni, Saber Hamdani and Robert Carpentier*

Groupe de Recherche en Biologie Végétale (GRBV), Département de chimie, biochimie
et physique, Université du Québec a Trois-Riviéres, Trois-Riviéres, QC, Canada

* Author for correspondence (E-mail: Robert. Carpentier@uqtr.ca. Phone: 819-376-5011
ext. 3300. Fax: +1-819-376-5057)

Abbreviations: Chl, chlorophyll; DCBQ, 2,6-dichlorobenzoquinone; DCMU, 3-(3,4-
dichlorophenyl)-1,1-dimethylurea; F;, basal level of chlorophyll fluorescence; FI,
chlorophyll fluorescence induction; Fy,, maximal level of chlorophyll fluorescence;
Fy/Fm, maximum quantum yield of PSII; OEC, oxygen evolving complex; O-J, J-1, I-P,
three phases of Chl a fluorescence induction curve; P680, primary electron donor of
photosystem II; Pheo, pheophytin, PQ, plastoquinone; PQH,, plastoquinol, PSI,
photosystem I; PSII, photosystem II; Qs and Qg, primary and secondary quinone
acceptors of photosystem II; TL, thermoluminescence; Tyr D, tyrosine 160 of D2
subunit; Tyr Z, tyrosine 161 of D1 subunit.

ABSTRACT

The inhibitory effect of AP** on photosynthetic electron transport was investigated
in isolated thylakoid membranes of spinach. A combination of oxygen evolution,
chlorophyll fluorescence induction (FI) and decay and thermoluminescence

measurements have been used to characterize photosystem II (PSII) electron transport in
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the presence of this toxic metal cation. Our results show that below 3 mM, Al** already
caused a destabilization of the MnsOsCa cluster of the oxygen evolving complex (OEC).
At these concentrations, an increase in the relative amplitude of the first phase (OJ) of
FI curve and retardation of the fluorescence decay kinetics following excitation with a
single turnover flash were also observed. A transmembrane structural modification of

I** at the OEC is proposed to retard electron

PSII polypeptides due to the interaction of A
transfer between the quinones QA and Q. Above 3 mM, AIP*" strongly retarded
fluorescence induction and significantly reduced F,/F, together with the maximal
amplitude of chlorophyll fluorescence induced by a single turnover flash. This
chlorophyll fluorescence quenching was attributed to the formation of P680" due to

inhibition of electron transfer between tyrosine 161 of D1 subunit and P680.

INTRODUCTION

Metals are important environmental pollutants that are toxic to biological systems.
Among the most widespread metals, aluminum is the most abundant and the third most
common element in the earth’s crust (1). In neutral or mildly acidic soils, aluminum
occurs primarily as insoluble forms and biologically inactive (2). However, in acid soils,
soluble forms of aluminum, mainly AI*" species, are released into the soil solution and
become phytotoxic above the threshold concentration (1,3-5). In addition, AP’ is both a
biologically nonessential and toxic element for plant growth (6). Therefore, aluminum
toxicity is one of the major environmental stresses limiting plant growth (2,7-11) and
biomass production of several crops in acid soils (3,10,12,13) which comprises at least

40% of the world’s arable lands (1,14).

In several plant species, Al*" is absorbed and translocated from roots to leaves
where it is accumulated especially in the chloroplast depending on the genotype and
time of exposure (15,16). Delhaize et al. (17) reported that AP’ causes a number of
adverse effects on physiological and biochemical processes. In leaves, one of such
processes affected by AI*" excess in acid sol solution is photosynthesis (15,18-22). The
presence of A" affects photosynthesis at various levels. It inhibits the net
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photosynthetic rate (11,23), reduces CO, assimilation (9,11,19-21,24-27), decreases
chlorophyll concentration (9,26,28-30) and damages the photosynthetic apparatus
(10,20,31) including structural damage of chloroplasts thylakoid membranes (19).

The light reactions of photosynthesis required for oxygen evolution and for the
production of NADPH and ATP are located in the thylakoid membranes. These
reactions take place in two major protein complexes called photosystem I and II (PSI
and II). PSII catalyzes the oxidation of water and the reduction in plastoquinone (PQ)
(32,33). Under illumination, the antenna complexes capture the photons and transfer this
excitation to the reaction center chlorophyll (P680) in PSII leading to the excited state
P680". Subsequently, P680" reduces pheophytine (Pheo) to form the couple P680 Pheo.
P680" is rereduced by tyrosine 161 of D1 subunit (Tyr Z) which then obtains an electron
from the MnsOsCa cluster of the oxygen evolving complex (OEC) that represents the
heart of the water-oxidizing machinery of photosynthesis (34,35). Furthermore, the OEC
is considered as a nano-sized manganese-calcium oxide localized in a protein
environment (36,37). The Mn4OsCa cluster has five oxidation states (Sy, Si, S», S3 and
S4). The advancement between each two successive states (S, to Sp+j) requires one
excitation quanta. When the state S4 is reached, the decomposition of two water
molecules occurs, thus releasing a molecule of O,. On the other hand, Pheo transfers one
electron to Qa, the primary quinine of PSII, following charge separation. Q4 can reduce
the secondary quinone, Qg, by transferring two successive electrons. Therefore, the

reduced form of Qg can accept two protons leading to the formation of plastoquinol.

Photosystem II plays an important role in plant photosynthesis and is often
affected by environmental stresses (38-41). Moreover, PSII is generally considered the
most sensitive target for toxic metals that cause the majority of environmental stress.
Several studies have reported the interaction of toxic bivalent cations such as Cd2+, Cu2+,
Hg®", Ni**, Pb*" and Zn®" with different sites of PSII (42-47). These sites may be either
on the donor side of PSII associated with the OEC or/and at the quinones on the acceptor
side. Therefore, as a result of this interaction, the inhibition of photosynthetic electron
transport has been noted (42-47).
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Similarly, the trivalent cation AI’* has also been reported to reduces
photosynthetic electron transport in PSII (24,48) and causes the closure of PSII reaction
centers (18,26). Li et al. (15) and Piexoto et al. (20) associated the photosynthesis
decrease under exposure to aluminum stress with impaired PSII photochemistry. Recent
studies have demonstrated that the maximum quantum efficiency of PSII as shown by
the ratio of variable fluorescence to maximum fluorescence (F,/Fy,) decreased under
aluminum stress (9,15,27,49). Thake et al. (50) observed that AI’" also induced a
decrease in oxygen evolution and variable fluorescence in the green algae Caulerpa
taxifolia. However, the knowledge obtained from previous studies of the inhibitory sites
of aluminum in the photosynthetic electron transport of higher plants remains very
limited and more investigations are needed to unveil the exact sites of actions of this

trivalent metal in PSII.

To provide more clarification on the inhibitory action of Al** in PSII, we have
analyzed the interaction of this toxic metal cation in isolated thylakoid membranes using
several spectroscopic techniques. Our results showed that AI*" disorganized the
Mn4OsCa cluster of the OEC and inhibited electron transfer on both the donor and

acceptor sides of the photosystem.

MATERIALS AND METHODS
Isolation of thylakoid membranes

Thylakoid membranes were isolated from fresh market spinach leaves (Spinacia
oleracea L.) according to Joly et al. (51). The resultant pellet was finally resuspended in
a medium containing 20 mM Hepes-NaOH (pH 7.6), 400 mM sucrose, 10 mM NaCl,
20 mM KCI, 2 mM MgCl,, and 20 mM KCI1 and stored at -80°C in the dark until use.

Chl concentration was calculated following the procedure outlined in Porra et al. (52).
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Oxygen evolution

The rate of oxygen evolution in the isolated thylakoid membranes was measured at
24°C under continuous saturating white light using Oxylab system (Hansatech
Instruments, Norfolk, England). The assay. medium contained 20 mM Mes-NaOH
(pH 6.2), 1 mM NaCl, 0.5 mM MgCl,, 0.35 mM 2,6-dichlorobenzoquinone (DCBQ) as
PSII electron acceptor, thylakoid membranes at 25 pg Chl.ml” and the specified AP
concentrations added as Aly(SO4)s.

Chl fluorescence induction

Chl fluorescence induction (FI) measurements were performed at room
temperature using Plant Efficiency Analyser (Hansatech, King’s Lynn, Norfolk, UK).
The assay medium contained 20 mM Hepes-NaOH (pH 7.6), 400 mM sucrose, 10 mM
NaCl, 20 mM KCI, 2 mM MgCl,, 20 mM KCl, thylakoid membranes at 25 pg Chl.m!™
and the specified concentrations of AI’". Dark-adapted samples were excited with
saturating red actinic light (peaking at 655 nm and intensity of 3000 pmol.m?s™)
provided by light emitting diodes. As the fluorescence signal during the first 40 ps is
ascribed to artifacts due to delay in response time of the instrument, these data were not
included in the analysis of FI traces. The signal at 40 ps is taken as F, the initial
fluorescence intensity. Variable fluorescence, F, (the difference between Fy and the
- maximal fluorescence, Fy, in dark-adapted samples), was used to calculate the F./Fp,

ratio.

Flash-induced Chl fluorescence decay kinetics

To detect the oxidation kinetics of Qa, Chl fluorescence rise and its relaxation in
the dark were measured with FL3500 Fluorometer (Photon Systems Instruments, Bmo,
Czech Republic). Samples were incubated for 1 min in complete darkness before
initiating the fluorescence measurements. Then, excitation with a 30 ps red actinic flash
was provided from a LED peaking at 625 nm and prompt fluorescence was measured for

1 min. The first measurement was taken 20 ps after the flash was given. The traces were
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averaged to estimate the half-times and relative amplitudes of the fluorescence decay

components using the following three exponential functions:
F(t)-F = Ae™™ + 4™ + 4™

where F(t) is the fluorescence value at time t, k, is the rate constant, A, is the relative
amplitude of the fluorescence relaxation phases and F' is the stable minimal fluorescence

at the end of the decay (53).

Thermoluminescence (TL)

Thermoluminescence measurements were carried out with a laboratory built
instrument. The description of the design and functional aspects are presented elsewhere
(54,55). All measurements were performed in the dark. Dark-adapted samples were
incubated for 120 s at 20°C. Following this step, temperature was brought down to 2°C
within 5-10 s and kept for 60 s. This incubation temperature was selected to avoid
freezing-induced damages to the OEC that usually gives rise to artifacts in thylakoid
membranes without cryoprotectant (54). An actinic single turnover saturating white flash
of about 1 us width from XE-ST Pump Flash unit (Walz, Effeltrich, Germany) was
applied to initiate charge separation in PSII. During the last step of the measurements,
linear warming of samples in total darkness activated the recombination of PSII charge
pairs that can be detected by the appearance of emission bands with characteristic
temperature optima. The data were analyzed using ThermoLit software developed in our
laboratory for working with Windows OS (55). This software is an upgraded version of

the original one.

RESULTS
Oxygen evolved

The effect of AI*" on the oxygen evolving activity of thylakoid membranes

isolated from spinach with DCBQ as artificial electron acceptor is shown in Fig. 1. The



54

inhibition increased progressively with the gradual increase in aluminum cation
concentration. A significant inhibition occurred at 2-3 mM with about 80% reduction in
the oxygen evolved. Above the latter concentration, the evolution of oxygen decreased
slightly until it reached 100% inhibition at 10 mM of AI** (Fig. 1). This inhibition by
AP’ was studied in detail using various techniques to establish the sites of action as

described below.

Chl fluorescence induction

The effects of Al** on Chl fluorescence properties of thylakoid membranes were
studied. Fy, the initial Chl fluorescence obtained in dark-adapted samples, and Fy, the
maximal Chl fluorescence measured under saturating illumination are shown in Fig. 2A.
Fo was increased in parallel with increasing AI** concentrations. This increase in Fo was
mainly observed above 3 mM of AI**. However, Fm decreased with the same range of _
AP’ concentrations (Fig. 2A). Low AI’*" concentrations (below 3 mM) did not exert a
significant effect on the maximal PSII photochemical quantum vyield, F./Fp.
Nevertheless, at higher aluminum cation concentrations, the decline of Fy, together with

the increase in Fy resulted in a significant decrease in F./Fy down to 0.30 at 15 mM

(Fig. 2B).

To get more information on the Chl fluorescence properties of A’ treated
thylakoid membranes, we analyzed the OJIP induction traces. These traces illustrate the
progressive reduction in the quinones located at the acceptor side of PSII with three
main phases corresponding to OJ, JI and IP (47,56-59). Typical induction traces were
observed for the control samples of thylakoid membranes which contain only two well-
defined phases as the I step is not apparent in the FI of thylakoid membranes (Fig. 3A
and B, trace 0) (51,60,61). The first phase (OJ) corresponds to the reduction in the
primary quinone electron acceptor of PSII, Qa, whereas the [P phase reflects the
reduction in the PQ pool together with reduction in the secondary quinone acceptor Qg
(61-63). Treatment with low AI*" concentrations (below 3 mM) increased the relative
fluorescence intensity at OJ phase and declined that of IP phase (Fig. 3A) suggesting
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that the rate of Qa- reoxidation by Qg was reduced (53,64,65). The increased OJ is even
clearer in Fig. 3B, where the FI traces are normalized at both minimal and maximal

values (V,curves).

Figure 3A shows that in paralle] with increasing AI** concentrations above 3 mM,
the FI was damped progressively suggesting that the OEC becomes unable to supply
electrons for PSII to reduce adequately the quinone acceptors of PSII thus decreasing the

maximal fluorescence yield.

Flash-induced variable fluorescence decay

To confirm the reduced rate of Qa- reoxidation under AI** concentrations shown
in Fig. 3, the decay of the variable fluorescence induced by a single turnover flash was
also studied using isolated thylakoid membranes. Typical fluorescence decay kinetics on
a logarithmic scale are shown in Fig. 4. The fluorescence rise induced by the flash is due
to the reduction in Q4 and the dark decay is owing to its reoxidation. The dark decay of
fluorescence in control samples fitted well with three exponential phases. The fast phase
reflects the reoxidation of Qa- by Qg (66-68). The middle phase reflects Qa- reoxidation
which is limited by diffusion of PQ molecules to an empty Qp pocket. The slowest phase
is attributed to charge recombination of Qa- with the S; and/or S; states of the MnsOsCa
cluster or with cytochrome b559 in inactive PSII centers (67,68). The amplitude and
half-time of each phase are shown in Table 1. The addition of 0.5-4 mM AP’* in
thylakoid membranes resulted in a slowdown of the decay of all phases as shown by
their increasing half-times (Table 1). In addition, a lowering of the total amplitude of the
flash-induced fluorescence, F, and therefore F, was observed with increasing A"
concentrations (Fig. 4). Essentially, there was a decrease in the relative amplitude of the
fast phase of the decay with a coincident increase in the relative amplitude of the slow
phase at AI** concentrations of 3-4 mM. With higher AI*" concentrations, the total
amplitude of fluorescence was greatly declined and the decay contained only a slow

phase (Fig. 4).
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Thermoluminescence

Thermoluminescence is a very powerful biophysical method used to characterize
more precisely the functioning of both PSII donor and acceptor side components
(54,69-71). It originates from the reversal of the photo-induced electron flow in PSII.
The recombination between the positively charged moieties trapped on the donor side,
especially those of S states of the MnsOsCa cluster, and the negative charges of the

quinones Qa- and Qg- at the acceptor sides of PSII generates the TL glow curves.

Thermoluminescence was used to characterize the effect of AI’" on the charge
recombination processes in thylakoid membranes. Figure 5 shows the TL glow curves
produced by a linear increase in temperature from 2 to 62°C at the rate of 0.5°C/s
following a 1 us single turnover white flash to initiate charge separation. The amplitude
of the TL signal reached a maximum at about 37°C in control thylakoids (Fig. 5A, solid
line). This important TL emission corresponds to the B band (peaks around 30 — 40°C)
and reflects the charge recombination between Qp- and S, state of the oxidized

Mn4OsCa cluster (71).

The B band intensity was drastically declined with increasing concentrations of
AP’*. Moreover, this was accompanied by an up shift of the peak position of B band to
higher temperatures that attained 43°C in the presence of 2 mM AP** (Fig. 5A). At
concentrations higher than 3 mM AI**, the B band was suppressed.

The changes in the amplitude and temperature maximum of TL emission of the
B band could be related to changes in either S, state of the Mn4OsCa cluster or
Qg reduction in the presence of Al’*. To identify the effects of AP’" addition on the
electron transport chain, the inhibitor 3-(3,4-dichlorophenyl)-1,1-dimethylurea (DCMU)
was added to block the electron flow from Qa- to Qg. Consecutively to the addition of
DCMU, the B band was abolished and a new major luminescent band appeared at a
maximum temperature of ~ 15°C (Fig. 5B, solid line). This band is the Q band that
arises due to charge recombination between the reduced electron acceptor Qa- and

S, states. Q band amplitude was strongly decreased when AP** concentration increased.
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However, compared to the B band, the peak position of this band did not show a clear
shift after addition of AI*".

A minor band, C band, also appeared at ~ 52°C in the glow curves of the control
samples (Fig. 5B, solid line). This emission band originates from the recombination
between Qa- and oxidized tyrosine 160 of D2 subunit (Tyr D). A higher concentration of
AI** enhanced the amplitude of this band compared to the control sample.

The results presented in Fig. 6 show that the percentages of TL peak intensity of
both B and Q bands were similarly declined with increasing AI>* concentration. At
2 mM AI’*, the amplitude of TL peak decreased to 70% and 82% for B and Q bands,
respectively, compared to that of the control. However, the C band shows an

enhancement in the peak intensity when increasing Al** concentration.

DISCUSSION

In this study, we used isolated thylakoid membranes to investigate the inhibitory
effect of the millimolar range of AI** concentrations on PSII activity and to gain more
information about its site(s) of action. Addition of 2-3 mM AI** was sufficient to
decrease the oxygen evolution activity by about 80%. Moreover, the oxygen yield was

completely lost at higher concentration (above 3 mM) (Fig. 1).

The loss of oxygen yield coincided with the inhibition of electron transfer at the
donor side of PSII. This inhibition was shown by a strong damping of the Chl FI in the
same range of Al’* concentrations (Fig. 3) and was also reflected by a decrease in F/Fp,
ratio (Fig. 2B). Similar results, including a reduced electron transport rate and a declined
F./Fn, were previously reported in several higher plants affected by AP* (9,15,20,26,49).
The decline in F,/F,, under aluminum stress was due to a reduction in Fm and an
increase in Fy (Fig. 2, see also ref. 9). The increase in Fy may be due to the formation of
inactive PSII reaction centers or to a reduced energy transfer from the antennae
complexes to the reaction centers of PSII owing to the dissociation of light-harvesting

chlorophyll a/b protein complexes from the reaction center complex of PSII (65,72-76).
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The FI traces obtained in the presence of Al** show that the OEC was unable to
supply electrons for PSII to reduce the PQ pool adequately. Inhibition of the OEC was
previously reported to suppress the IP phase of the fluorescence induction as observed
here (77). This inhibition is due to a disorganization of the Mn4OsCa cluster as
demonstrated by the simultaneous inhibition of the B and Q TL bands. Indeed, the
simultaneous decline of both TL bands (Fig. 6) is owing to the loss of the S; state of the
OEC as the common recombination partner for the quinone acceptors (Fig. 5). Hence,
the concentration profile of Al** for the inhibition of the TL bands (Fig. 6) precisely

followed that obtained from oxygen evolution measurements.

A careful analysis of FI traces has shown a relative increase in the OJ rise at Al**
concentrations below 3 mM (Fig. 3A). This was even clearer in the V, curves of Fig. 3B
and is indicative of retarded reoxidation of the primary PSII quinone acceptor Qa-.
The increase life-time for Qa- reoxidation was confirmed using the single turnover flash-
induced fluorescence decay kinetics measurements (Fig. 4). All three components of the
fluorescence decay were strongly retarded with increasing concentrations of Al*" in the
range from 0.5 to 4 mM (Table 1) that corresponded to the onset of inhibition of oxygen
evolution (Fig. 1). This retardation of Qa- to Qg electron transfer may indicate a binding
site at or near Qg. Indeed, Mohanty et al. (78) suggested that Cu** could induce a
structural alteration of the Qg binding protein. Also, Sigfridsson et al. (45) proposed that
Cd*" would directly bind in or close to the Qg binding site. Furthermore, Li et al. (15)
associated the inhibition of PSII in tobacco leaves affected by aluminum stress to a
reaction of AI’* with the nonheme iron located between Qu and Qg coinciding with the
decrease in the amount of iron in the chloroplast. A possible electrostatic effect of AP
could also have some influence at this site. However, it was shown that an alteration of
the OEC such as depletion of 17 and 24 kDa extrinsic polypeptides and/or Ca®" modifies
the Qa midpoint potential and increases the life-time for Q- reoxidation (67,79). This
long range modification was proposed to be implemented by conformational changes of
transmembrane polypeptides such as D1 and other polypeptides that are associated with
both the OEC and the Qg niche (53 and references therein). Therefore, though the
possibility of a direct inhibitory site at Qp cannot be fully eliminated, the retarded Qa-
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reoxidation observed here is likely associated with the destabilization of the MnyOsCa
cluster as also recently proposed to occur during iron depletion (64) or for nickel and
polyamine inhibition of PSII (47,53,65). The transmembrane conformational change
probably modifies the midpoint potential of both Qa and Qg. Indeed, the shift of the
temperature maximum of the B band of TL toward higher temperatures observed here
with elevation of AI’* concentration (Fig. 5A) can be explained by a change in the
midpoint potential of Qg as previously reported (80). This modification that occurred in
the PSII population that is still active in TL may represent a first event in the deleterious

action of the trivalent cation in its way to fully disorganize the OEC.

In concordance with our results, Msilini et al. (64) reported that the increase in
half-times of the fluorescence decay in iron depleted leaves originate from a mixture of
inactive and fully active reaction centers owing to inhibition of the Qa- to Qg electron
transfer. This can be assumed to correspond with a major proportion of PSII units
becoming of non-Qp reducing type. In relation to that, Table 1 shows the relative
amplitude of the fast component of the fluorescence decay kinetics due to Qa- to Qp
electron transfer decreased with 3-4 mM AI*". This decline coincided with an increase in
the relative amplitude of the slow phase (though its half-time was increased) that is
associated with charge recombination between Qa- and the S, state of the MnsOsCa
cluster (67). This increased proportion of reduced Q that is reoxidized through the slow
process of charge recombination likely reflects the formation of non-Qg reducing centers
and indicates a small population of PSII with the S, state of the OEC still available for

recombination at this concentration (3-4 mM).

Together with the strong damping and retardation of FI traces observed above
3 mM AP’* characterized by a decline of the initial slope of the fluorescence induction,
the total amplitude of the single turnover flash-induced fluorescence rise was also
strongly decreased and its rise was slowed down (Fig. 4). Such fluorescence quenching
likely originates from the recombination between Q4- and P680" in a fraction of the PSII
centers. It was reported that the inhibition or retardation of electron transfer between the

primary electron donor Tyr Z and P680" Jeads to an accumulation of P680" following
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illumination with a single turnover flash (81). The recent crystal structure analysis of the
OEC indicates that Tyr Z is not far from the MnsOsCa cluster and one of the four water
molecules bound to the MnsOsCa cluster is directly hydrogen bounded to Tyr Z (82).
Hence, the disorganization of the OEC by AI**, at concentrations above 3 mM, may also
alter the molecular surrounding of Tyr Z leading to the inhibition of electron transfer
from Tyr Z to P680".

In addition, the increasing intensity of the C band of TL due to recombination
between Qa- and Tyr D", observed with increasing AP concentrations, coincided with
the decline of B and Q TL bands (Figs. 5 and 6). Formation of the C band suggests that
the S, state was becoming affected and subsequently no longer available to recombine
with Qa- in a fraction of PSII complexes. However, a population of Qa- was still present
under these conditions and available to recombine with Tyr D*. This clearly indicates
that the initial charge separation following excitation with the single turnover flash and
leading to P6807Qa- state was still performing to provide the recombination partner for

Tyr D", Thus, the PSII reaction center was not affected by A" at least up to 4 mM.

CONCLUSIONS

In the present work, we have demonstrated that A" exerts its inhibitory action at
the donor side of PSII leading to the inhibition of oxygen evolution. Similar inhibition
was previously reported for several divalent cations such as Ni*, Zn**, Hg**, Cu®*, Pb2+
or Cd* (42,45,47,83) and some organic cations such as polyamines (53,65). This
inhibition is associated with the destabilization of the OEC including the disorganization
of the Mn4OsCa cluster. This is proposed to also result in impairment of Qg reduction by
Qa- and of P680" reduction by Tyr Z, leading to a loss of electron transport through both

acceptor and donor sides of PSII.
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FIGURES CAPTIONS

Figure 1. Inhibition of oxygen evolution activity (mean + SD, n = 15) in thylakoid
membranes measured at 24°C with DCBQ as electron acceptor at different

concentrations of A",

Figure 2. Effect of the addition of AI** on the Chl fluorescence parameters Fy, Fy, (A)
and Fy/F, (B) (mean = SD, n = 15).

Figure 3. (A) Chl fluorescence induction traces of dark adapted thylakoid membranes
treated with various AI’* concentrations obtained at room temperature. (B) Fluorescence
induction traces normalized at both initial and maximal intensities. Number adjacent to
traces represents Al’" concentrations (mM). Curves are the average of 15 independent

measurements with samples from three different batches.

Figure 4. Effect of various AI** concentrations on Chl fluorescence decay kinetics in
dark adapted thylakoid membranes at room temperature. Curves are the average of

15 independent measurements with samples from three different batches.

Figure 5. Thermoluminescence glow curves from thylakoid membranes treated with
different concentrations of AI*" in the absence (B band) (A) or presence (Q and C bands)
(B) of 50 uM DCMU. The samples were heated from 2°C to 62°C at a rate of 0.5°C/s.
Curves are the average of 15 independent measurements with samples from three

different batches.

Figure 6. Thermoluminescence peak intensity of the B band (closed circles), Q band

(open circles) (in %) and C band (open ftriangles) (in a.u.) at various AP’ concentrations.
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Table 1. Half-times (t;2) and relative amplitudes (A) of the Chl fluorescence decay
phases in thylakoid membranes. These data were obtained from decomposition of
the decay curves shown in Fig. 4. The values represent average of 15 independent

measurements with samples from three different batches.

Fast phase Middle phase Slow phase

Al (mm)  np(ms) A(%) tp(ms) A(%) hHp(ms) A (%)

0 0.20 70 1.7 21 245 9
0.5 0.19 64 1.6 26 347 10
] 0.37 77 15.3 15 2230 8
1.5 0.85 63 13.2 26 1290 11
2 8.45 61 90 21 1140 18
3 15.60 55 140 12 616 33
4 19.30 47 167 13 733 40
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CHAPITRE 111

MECHANISM OF INTERACTION OF AL** WITH THE PROTEINS
COMPOSITION OF PHOTOSYSTEM I1

Le contenu de ce chapitre a fait I’objet d’une publication en 2015 dans la revue
« PLOS ONE » : Imed Hasni, Hnia Yaakoubi, Saber Hamdani, Heidar-Ali Tajmir-Riahi,
Robert Carpentier, « Mechanism of interaction of AI** with the proteins composition of

photosystem II », vol. 10: e0120876.

3.1 Résumé de I’article

Afin d’élucider le mécanisme de ’action toxique d’Al** au niveau du PSII,
I'interaction de ce cation avec les sous-unités polypeptidiques des fractions
membranaires enrichies en PSII a été analysée. Différentes techniques biophysiques et
biochimiques, a savoir la mesure du dégagement d’O, (standard et par flash), I’induction
et I’émission de la fluorescence chlorophyllienne, I’électrophorése sur gel de
polyacrylamide SDS-PAGE et sur gel vert et la spectroscopie infrarouge a transformée
de Fourier (FTIR), ont été effectuées. Les résultats ont montré que les concentrations en
Al**, supérieures 4 3 mM inhibent considérablement I’activité du dégagement d’O, et
affectent I’avancement des états S du complexe de MnsOsCa. Cette inhibition est due au
détachement des polypeptides extrinséques et a la désorganisation du complexe de
Mn,405Ca associés au CEO du PSII. Ce fait a été accompagné d’une baisse significative
du rendement photochimique maximal du PSII (F,/Fy) avec un fort amortissement de
I’induction de fluorescence chlorophyllienne. Le transfert de I’énergie d’excitation des
antennes collectrices de la lumiére (LHCII) vers les CR de PSII a été affecté suite a
’altération des antennes LHCII. Ce dernier résultat a été démontré par la diminution de
I’amplitude du spectre d’émission de la fluorescence chlorophyllienne a basse
température (77 K), I’augmentation de Fy et méme confirmée par 1’électrophorése sur

gel vert. Les mesures de FTIR ont indiqué que interaction d’Al** avec les polypeptides



79

intrinséques et extrinseques du PSII induit des altérations majeures dans leurs structures
secondaires des polypeptides conduisant a des changements conformationnels. Cela a été
traduit par une réduction importante du pourcentage d’hélices o avec une augmentation
du pourcentage des structures feuillets B et pelotes statiques dans les complexes
PSII-AI**. Ces changements structuraux sont étroitement liés a altération fonctionnelle
de Dactivité du PSII illustrée par D’inhibition de I’activité du transport d’électrons au

niveau du PSII.
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ABSTRACT

The inhibitory effect of AP’ on photosystem II (PSII) electron transport was
investigated using several biophysical and biochemical techniques such as oxygen
evolution, chlorophyll fluorescence induction and emission, SDS-polyacrylamide and
native green gel electrophoresis, and FTIR spectroscopy. In order to understand the
mechanism of its inhibitory action, we have analyzed the interaction of this toxic cation
with proteins subunits of PSII submembrane fractions isolated from spinach. Our results
show that AL’ especially above 3 mM, strongly inhibits oxygen evolution and affects
the advancement of the S states of the Mn4OsCa cluster. This inhibition was due to the
release of the extrinsic polypeptides and the disorganization of the MnsOsCa cluster
associated with the oxygen evolving complex (OEC) of PSII. This fact was accompanied
by a significant decline of maximum quantum yield of PSII (F,/Fy) together with a
strong damping of the chlorophyll a fluorescence induction. The energy transfer from
light harvesting antenna to reaction centers of PSII was impaired following the alteration
of the light harvesting complex of photosystem II (LHCII). The latter result was
revealed by the drop of chlorophyll fluorescence emission spectra at low temperature
(77 K), increase of Fy and confirmed by the native green gel electrophoresis. FTIR
measurements indicated that the interaction of AI’" with the intrinsic and extrinsic
polypeptides of PSII induces major alterations of the protein secondary structure leading
to conformational changes. This was reflected by a major reduction of a-helix with an
increase of B-sheet and random coil structures in Al**-PSII complexes. These structural
changes are closely related with the functional alteration of PSII activity revealed by the
inhibition of the electron transport chain of PSII.

INTRODUCTION

In higher plants, oxygenic photosynthesis is considered as one of fundamental
processes of life that transforms light into chemical energy. This process takes place in
photosystem II (PSII) embedded in the thylakoid membranes of the chloroplast. PSII

is a multisubunit membrane protein complex, composed of more than 25 intrinsic and
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extrinsic proteins, that catalyzes the oxidation of water and the reduction of
plastoquinone (PQ) [1-10]. The intrinsic proteins include several transmembrane
subunits such as D1, D2, CP43, CP47 and the a and P subunits of cytochrome b559
which constitute the reaction centre (RC) of PSII [11-13]. It has been shown that the
transmembrane intrinsic polypeptides are rich in a-helices as they contain at least
29 different transmembrane a-helices [14]. Deletion of these intrinsic proteins leads to

the complete loss of functional PSII and assembly [15].

On the luminal side of the thylakoid membrane, three extrinsic proteins associated
with PSII core participate intensively in the oxygen evolving activity: PsbO, PsbP and
PsbQ with apparent molecular masses of 33, 23 and 17 kDa, respectively [16-19]. These
extrinsic proteins are associated with the inorganic MnsOsCa cluster to form the oxygen
evolving complex (OEC) which is considered as the heart of the water-oxidizing
machinery of photosynthesis [20-22]. The Mn4OsCa cluster contains four Mn ions, one
Ca®", and five oxo and is bounded by two CI” ions that act as indispensable cofactors to
catalyze the oxygen evolving reaction [21-23]. The PsbO protein is known as the
"manganese stabilizing protein" (MSP) given its important role in the stabilization of the
Mn;OsCa cluster. It has been known that its depletion significantly retards the S states
transition in the Mn4OsCa cluster [17, 18, 24]. PsbP and PsbQ proteins seem to modulate
the functional roles of Ca** and CI” in oxygen evolution [17, 25-27].

Moreover, the OEC is associated with intrinsic transmembrane proteins to form
the PSII heterodimeric core that binds the redox-active cofactors involved in electron
transfer of PSII [28]. Roose et al. (2010) [29] suggested that the removal of the PsbP and
PsbQ extrinsic polypeptides may induce transmembrane alterations in the structure of
PSII complex leading to disruption of the Qa and/or Qg sites or modification of the

plastoquinone-plastoquinol exchange channel.

The PSII RC is surrounded by two systems of pigment-protein complexes
responsible for the light harvesting: the peripheral antenna called the light harvesting
complex of PSII (LHCII) and the inner antenna located close to the RC. LHCII is the
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most abundant membrane protein which binds chlorophyll (Chl) a and b. It has been
considered as a major peripheral antenna complex able to absorb light energy and
transfer it to the RC of PSII via the inner antenna [30-33]. This latter antenna includes
the CP47 and CP43 proteins which connect the PSII RC to the minor antenna proteins
CP29, CP26 and CP24 and LHCII in order to perform transfer of excitation energy from
LHCII to RC [2, 5, 34, 35].

Roose et al. (2007) [19] and Boekema et al. (2000) [36] have determined the
relation between different subunits of PSII. They claimed that the release of the extrinsic
proteins associated with the OEC affects the intrinsic core components of PSII.
Moreover, they suggested that the removal of the two extrinsic polypeptides PsbP and
PsbQ (of 23 and 17 kDa) may change the peripheral antenna proteins positions. Also, it
has been proposed that the removal of the third extrinsic polypeptides PsbO (of 33 kDa)
induce a destabilization in the dimeric structure of PSII leading to the conformational
changes, which may be important for the assembly and disassembly of the PSII complex

[19, 36].

The photochemical events are initiated by the absorption of the photons by the
antenna complexes, especially the LHCII. This excitation energy is rapidly transferred
by CP43 and CP47 toward the RC chlorophyll a (P680) leading to the formation of the
excited state P680". This state of P680 (P680°) is followed by a charge separation to
reduce pheophytin (Pheo) allowing the formation of the P680 Pheo™ pair. On the
acceptor side, one electron is transferred from the reduced Pheo™ to the primary quinone
of PSII, Q4 and then to the secondary quinone Qg. Following two successive electrons
Qg becomes fully reduced and can accept two protons to form the plastoquinol molecule
(PQH,). In parallel, the P680" radical is rapidly reduced by a redox active tyrosine Tyr Z
(Tyrosine 161 of D1 subunit) that extracts electrons from the MnyOsCa cluster of the
OEC. The Mn4OsCa cluster is characterized by five distinct oxidized states (Sg, Si, Sz,
S3, and S4), known as S states where S is considered as the dark stable state of the OEC.
In this site, water oxidation reaction is performed through the cycle of advancement of

S states and four successive quanta of excitation are required for the transition from
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So— S| — S; — S3 — (S4) — So. At the end of the S state cycle, especially the
transition from S4 to Sy is accompanied by oxidation of two water molecules and the

formation of oxygen molecule.

PSII complex has been considered to be the major target of several toxic metal
cations [37-42]. Among these, Al**, the solubilized toxic form of aluminum in acid soils,
represents one of the major environmental stresses [43-47]. Owing to its abundance,
aluminum, the third most common element in the earth’s crust, acts as a highly toxic
non-essential element for plants under its cationic form, AI’* [43, 44]. In several plant
species, AP* is absorbed by roots and translocated to the leaf tissues where it is
accumulated especially in the chloroplast [48]. At this level, the presence of AI*" affects
the photosynthesis process [45-49]. Several studies have showed that this trivalent cation
(AI’") inhibits photosynthetic electron transport in PSII and affects the PSII RC, causing
the impairment of PSII activity [47-51].

Recent study has demonstrated that Al** interacts with different sites of PSII in
isolated thylakoid membranes of spinach (Spinacia oleracea 1..), leading to inhibition of
oxygen evolution [42]. This inhibition was associated with the destabilization of the
OEC including the disorganization of the Mn4sOsCa cluster at the donor side. Similar
studies have associated this destabilization to the interaction of several cations such as
cd*, cu™, Hg2+, Ni%", Pb?* and Zn** with the luminal side of PSII causing the release of
the three extrinsic polypeptides of 17, 23 and 33 kDa associated with the OEC [37, 39,
41, 52, 53]. Further, Yruela et al. (2000) [53] have reported that the release of the OEC
proteins was accompanied by a destabilization and liberation of inner antenna proteins
CP47 and CP43 of PSII in the presence of high concentration of Cu®*. Also, Fagioni
et al. (2009) [54] have showed that the Cd and Cu alter the structure and organization of
the LHCII complex leading to a change in LHCII protein conformation.

In addition, Hasni et al. (2013) [42] have demonstrated that AI*" induces an
inhibition of electron transfer between Tyr Z and P680 causing the reduction of P680"

form. Thus, this may cause an impairment of Qg reduction by P680 leading to a loss of
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electron transport through acceptor side of PSII which induces a decrease of the
maximal fluorescence yield. Also, numerous studies have shown that the maximum
quantum efficiency of PSII (F,/Fy) decreases under aluminum stress [45, 48, 55, 56].
Furthermore, Li et al. (2012) [48] have suggested that the inhibition of PSII activity in
tobacco leaves subjected to aluminum stress may be due to the reaction of Al with the
non-heme iron located between Q4 and Qg. Nahar et al. (1997) [57] have reported that
the interaction of Ga®>" and AI**, at high concentrations, with proteins of i’SII causes a
major conformational change of protein secondary structure. However, in spite of these
studies, to our knowledge little information is available regarding the mechanisms of
interaction of AI** with PSII complex and its effects on the structural change of proteins,

proteins composition, and functionality of PSII complex.

In order to understand the mechanism of inhibitory action of AI** in PSII by
focusing on its effect on the relation between the secondary structure of PSII proteins
and the functional activity of PSII complex, we have analyzed the interaction of this
cation at various concentrations with intrinsic and extrinsic protein subunits of PSII
submembrane fractions isolated from spinach. For this purpose, different biophysical
and biochemical techniques have been used. Water oxidation, S states transitions, Chl
fluorescence induction and emission, electron transfer at both sides of PSII, polypeptides
composition of both OEC and LHCII were affected, and structural changes of PSII

complex have been noted.

MATERIALS AND METHODS
Thylakoid membrane preparation

Thylakoid membranes were isolated from fresh spinach (Spinacia oleracea L.)
leaves, obtained from a local market (IGA, Trois-Riviéres, Qc, Canada), according to
Joly et al. (2005) [58] and the Chl content was determined as described in Porra et al.
(1989) [59].
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Isolation of PSII submembrane fractions

PSII submembrane fractions were isolated from thylakoid membranes as described
elsewhere [60] with minor modifications. Following incubation of isolated thylakoid
membranes for 90 min in the dark at ice-cold temperature, Triton X-100 was added with
gently shaking for 1 min to obtain a final concentration of 1 mg Chl.ml™. The latter
solution was incubated 1 min in the dark and centrifuged for 4 min at 600 x g. The
resulting supernatants were centrifuged for 15 min at 35300 x g. The pellet was
suspended in a buffer containing 20 mM Mes-NaOH (pH 6.2), 15 mM NaCl, 10 mM
MgCly, and 400 mM sucrose and centrifuged at 4960 x g for 4 min. Collected
supernatants were centrifuged at 35300 x g for 15 min and their pellets were suspended
in the same buffer. This homogenate of pellets was centrifuged for 15 min at 35300 x g.
At the latest step, the new pellet obtained was suspended in the same buffer and the Chl

content was calculated following the procedure described in Porra et al. (1989) [59].

Oxygen evolution activity measurements

The rate of oxygen evolution of PSII submembrane fractions samples was
performed with Clark type electrode at 24°C under continuous saturating white light
using Oxylab system (Hansatech Instrument, Norfolk, England). The assay medium
contained 20 mM Mes-NaOH (pH 6.2), 1 mM NacCl, 0.5 mM MgCl,, 0.35 mM DCBQ
(2.5-dichlorobenzoquinone) as PSII electron acceptor, 25 ug Chl.ml' of PSII

submembrane fractions, and the specified AI*" concentrations added as Al (SOy)s.

Oxygen flash yields of isolated thylakoid membranes were recorded at room
temperature by a laboratory built polarographic oxygen rate electrode described in
Zeinalov (2002) [61]. The sample at 200 pg.ml™” of Chl concentration was incubated
3 minutes in the dark before measurements. At each measurement, the dark adapted
sample was illuminated by a train of 12 saturating (4J) single turnover flashes (10 ps).
The assay medium contained 40 mM Hepes-NaOH (pH 7.6), 10 mM NaCl, 5 mM
MgCly, 400 mM sucrose, and the specified concentrations of AI**. The oxygen yields of

the 12 flashes and their parameters were estimated using developed analytical solution
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for the fitting of experimental data as described previously in Messinger et al. (1997)
[62] based on extended Kok model [63].

SDS-polyacrylamide gel electrophoresis

PSII submembrane proteins were separated by polyacrylamide gel electrophoresis
(SDS-PAGE) using miniature slab gels (Bio-Rad Laboratories, Hercules, California)
containing 13% acrylamide and 6 M urea according to Laemmli (1970) [64]. Samples of
PSII submembrane fractions at 100 pg Chlml' were treated with different
concentrations of AI**, incubated for 5 min at room temperature in the dark and
centrifuged at 12400 rpm for 5 min in an Eppendorf microcentrifuge. The pellets were
washed twice in 20 mM Mes-NaOH (pH 6.2) centrifuged at 12400 rpm for 5 min and
then used for polypeptides separation in the gel. The Tris-alkali extraction of the 17, 23
and 33 kDa polypeptides was carried out basically as described in Nakatani (1984) [65]
and then concentrated against sucrose using Spectra/Por Molecularporous membranes
(Spectrum Laboratories, Inc., Rancho Dominguez, CA, USA). 10 pl of the different
samples of PSII submembrane fractions, treated with Al*" concentrations and the
Tris-alkali extraction, were loaded per lane onto the gel. Finally, SDS-polyacrylamide
gels containing separated polypeptides were stained with Coomassie brilliant blue and

analyzed with the Gel-Doc 2000 system (Bio-Rad Laboratories, Hercules, CA, USA).

Chl fluorescence induction

Chl fluorescence induction (FI) measurements were carried out at room
temperature using Plant Efficiency Analyser (Hansatech, Kings Lynn, Norfolk, UK).
The assay medium contained 20 mM Mes-NaOH (pH 6.2), 15 mM NaCl, 10 mM
MgCl,, 400 mM sucrose, PSII submembrane fractions at 25 pg Chl.ml” and the
specified concentrations of Al**. Samples were adapted for 1 min in the dark and then
excited with saturating red actinic light (peaking at 655 nm and intensity of 3000 pmol
photons m?.s™) provided by light emitting diodes. As the fluorescence signal during the
first 40 ps is ascribed to artifacts due to delay in response time of the instrument, these
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data were not included in the analysis of FI traces. The signal at 40 ps is taken as F, the
initial fluorescence intensity. Variable fluorescence, F, (the difference between Fy and
the maximal fluorescence, Fy, in dark adapted samples) was used to calculate the F,/F,

and F,/F ratios.

Low temperature (77 K) chlorophyll fluorescence measurements

Fluorescence emission spectra from isolated thylakoid membranes were measured
at 77 K using the Perkin-Elmer LS55 spectrofluorimeter equipped with an R928 red-
sensitive photomultiplier (Woodbridge, ON, Canada). The assay medium contained
20 mM Hepes-NaOH (pH 7.6), 10 mM NacCl, 2 mM MgCl,, 20 mM KCI, 400 mM
sucrose, 5 g Chl.ml™ and the specified AI** concentrations with the presence of 60%
glycerol. Chl fluorescence was excited at 436 nm and emission spectral was detected
from 650 to 800 nm as described by Rajagopal et al. (2002) [66]. The excitation and
emission spectral widths were fixed at 5 and 2.5 nm, respectively. Emission spectra were
corrected according to the photomultiplier sensitivity using the correction factor

spectrum provided by Perkin-Elmer. The spectra were normalized at 732 nm.

Native green gel electrophoresis

Separation of different chlorophyll-protein complexes of isolated thylakoid
membranes was performed following the method described previously [67]. The
samples of isolated thylakoid membranes were incubated in the dark for 5 min at
different AI** concentrations and then centrifuged at 10000 rpm for 10 min at 4°C in an
Eppendorf microcentrifuge. The pellets were washed the first time in ice cold 2 mM
Tris-maleate buffer (pH 7.0), then centrifuged at 12500 rpm for 15 min at 4°C. The
resulted pellets were washed second time in ice cold 2 mM Tris-maleate-10% glycerol
buffer (pH 7.0), then centrifuged at 12500 rpm for 15 min and finally solubilized for
30 min on ice in a buffer solution contained 0.45% (w/v) octyl glucoside, 0.45% (w/v)
decyl maltopyroside, 0.1% (w/v) lithium dodecyl sulfate, 10% (v/v) glycerol and 2 mM
Tris-maleate (pH 7.0) to adjust the ratio of total non-ionic detergents to Chl at 20:1
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(w/w). The unsolubilized fragments were removed by centrifugation at 11000 rpm for
5 min and the supernatant obtained was loaded onto a 5% stacking polyacrylamide gel.
Chlorophyll-protein complexes were resolved on a 12% separating polyacrylamide gel.

Gels were run at 4°C for 1-2 h at a constant current of 10 mA and then photographed.

FTIR spectroscopic measurements

Infrared spectra measurements were performed using the FTIR spectrometer
(Impact 420 model), equipped with deuterated triglycine sulphate (DTGS) detector and
KBr beam splitter, using AgBr windows. The concentration of PSII submembrane
fractions was 1 mg Chl.ml”. Samples were prepared by addition of A’ to the PSII
submembrane fractions at concentrations of 1, 2, 3, 4 and 5 mM. Spectra were collected
after 4 h incubation of PSII with AI** concentrations at room temperature in the dark
using hydrated films. Interferograms were accumulated over the spectral range

4000-600 cm™! with a nominal resolution of 4 cm™ and 100 scans.

Analysis of PSII protein secondary structure

Analysis of the seéondary structure of PSII proteins with the presence or not of
AP*" concentrations was carried out as described in Ahmed et al. (1995) [68]. For
determination of secondary structure of PSII proteins, the shape of the amide I band,
located around 1660-1650 cm™ was used. Spectral analysis was performed using the
GRAMS/AI Version 7.01 software of the Galactic Industries Corporation. The FTIR
spectra were smoothed and their baselines were corrected automatically. Thus the root-
mean square (rms) noise of every spectrum was calculated. By means of the second
derivative in the spectral region 1600-1700 cm™ five major peaks for free PSII and their
AP*" complexes were resolved. The spectral region was deconvoluted by the curve-
fitting method following the Levenberg-Marquadt algorithm, and the peaks corresponds
to a-helix (1654-1660 cm™), B-sheet (1637-1614 cm™), turn (1678-1670 cm™), random
coil (1648-1638 cm™) and B-antiparallel (1691-1680 cm™) were adjusted. The area of all
the component bands was measured with the Gaussian function, and then summed up

and divided by the total area [69].
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RESULTS
Oxygen evolution

Fig. 1 shows the effects of AI’* on photosynthetic oxygen evolution activity in
PSII submembrane fractions isolated from spinach. This parameter was measured with
DCBQ as specific artificial electron acceptor for PSII in the presence or not of A,
Oxygen evolution activity decreased significantly with increasing aluminum cation
concentration. A sharp 91% drop in the oxygen evolution occurred by the addition of
2mM of AL’ compared with the control. Above this concentration, the oxygen
evolution decreased slightly until it reached 99% at 5 mM of AI**. We note that the loss
of oxygen evolution activity under AI’" action was more pronounced in PSII
submembrane fractions compared to thylakoid membranes [see 42]. This difference is
likely due to a more accessible binding of AI*" in PSII submembrane fractions than in
thylakoid membranes due to their structural differences. In addition, PSII is considered a
more simple and specific system without interference from other components of the

thylakoid membrane.

Similar trends were observed during the measurements of flash-induced oxygen
evolution of dark adapted isolated thylakoid membranes from spinach in Fig. 2. The
flash-induced oxygen evolution patterns, for the control dark adapted thylakoid
membranes, show a typical period of four oscillations with first maxima on the third
flash. This periodicity is related to the advancement of the S states of the MnyOsCa
cluster in the OEC that generates an oxygen molecule at the third flash when samples are

excited after dark adaptation [63].

Addition of 0.5-5 mM AP’ in thylakoid membranes induced a decline in the
amplitudes of the flash-induced oxygen yields. This decline was accentuated with

increasing concentrations of AI*" and the oscillation pattern was also modified.

This effect was accompanied by modification of the parameters of oxygen yields

such as misses (zero-step advance), hits (one-step advance) and double hits (double-step
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advance) determined according to the Kok’s model. Data shows an increase in the
percentage of misses and double hits, and a decrease in the percentage of hits with
increasing AI*" concentrations (Table 1). This reflects the reduction and/or destruction of

oxygen evolving complex at the donor side.

PSII polypeptide profile in SDS page electrophoresis

In order to get more information about the interaction of AI’* with the
polypeptides composition of PSII submembrane fractions, especially the extrinsic
polypeptides associated with the OEC, we used the polyacrylamide gel electrophoresis.
The polypeptide profile of PSII submembrane fractions after various treatments of Al**
concentration is shown in Fig. 3. To identify the three extrinsic polypeptides of the OEC,
we incubated PSII submembrane fractions with Tris-alkali (pH 9.2), a specific treatment
that causes release of three extrinsic polypeptides of the OEC from their positions in
PSII complex. In lane 7, the positions that correspond to the extrinsic polypeptides
associated with the OEC are indicated by their specific molecular weight of 17, 23 and
33 kDa in the Tris-alkali supernatant fractions and were also used as reference added to
molecular weight standard in lane 1. Incubation of PSII submembrane fractions at low
AP** concentrations (up to 3 mM), led to a loss of 17 and 23 kDa oxygen evolving
extrinsic polypeptides, presented in lanes 3 and 4 as compared to the control in lane 2
(Fig. 3). However, as is distinctly seen, the band that represents the 33 kDa polypeptide
was gradually reduced in intensity with increasing AP’ concentrations. This polypeptide
was partially removed at low concentrations of AI*". Nevertheless, addition of higher
concentrations of AI*" (above 3 mM AI’") caused a dissociation of the 17, 23 and
33 kDa polypeptides associated with the OEC (Fig. 3, lanes 5, 6). Based on the above
data we note a correlation between the removal of extrinsic polypeptides associated with
the OEC and the loss of oxygen evolution activity observed in Figure 1 and
consequently the destabilization of OEC of PSII complex treated with AP¥*
concentrations. It is important to note that other polypeptides of PSII complex such as

proteins of LHCII antenna remained bound to the PSII core and are not removed or

degraded.
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Chl fluorescence induction

In order to evaluate the effects of Al*" in the electron transport chain of PSII,
chlorophyll fluorescence parameters of PSII submembrane fractions are measured.
Fig. 4 shows the variation of Fy, the initial Chl fluorescence obtained in dark adapted
samples, Fn, the maximal Chl fluorescence measured under saturating red-light
illumination, the F,/Fy and F,/F;, ratios. Result in Fig. 4A shows an increase in Fy
with increasing AI’* concentrations. This effect was mainly marked above 2 mM.
Nevertheless, with the same range of A" concentrations, Fy, registered a decline and
reaches a larger decrease at higher levels of concentrations (above 2 mM) (Fig. 4B). The
decline in Fp, and the increase of Fy coincided with a strong decrease in both F,/Fj, a
parameter that accounts for the simultaneous variations in Fy, and Fo in determinations of
the maximum quantum yields of PSII [70], and the maximal quantum yield of PSII
(Fv/Fn) (Figs. 4C, 4D). Addition of low concentrations of Al¥* (below 2 mM) to the
submembrane fractions of PSII did not affect significantly the values of the maximal
PSII photochemical quantum vyield, F,/Fn. However, at the same range of AP’
concentrations, F,/Fy showed a significant decrease. In addition, F,/Fy, and F,/Fy had
obvious decreases with increasing concentrations of AI’" above 2 mM, which can
respectively reach 35% and 74% of reduction at 5 mM Al** compared to the control.
This drop in F,/Fy and F,/F, ratios observed with AI*" concentrations correlates with the
inhibition of oxygen evolution and the removal of the three extrinsic polypeptides

associated with the OEC illustrated in Figures 1 and 3, respectively.

The OJIP traces of Chl fluorescence induction were obtained in order to elucidate
the effect of AI*" on the PSII photochemistry by characterizing the electron transport in
both donor and acceptor sides of PSII [71]. The OJIP trace represents the successive
reduction of the quinones located at the acceptor side of PSII [72] and it is composed
of three main phases corresponding to OJ, JI, and IP [73-75] (Fig. 5A). OJ phase
corresponds to the first phase and reflects the reduction of Qa, the primary quinone
electron acceptor of PSII. The second phase (JI) reflects an accumulation of the Qa-Qg-
form. Whereas, the last phase IP reflects the reduction of the plastoquinone pool together

with reduction of the secondary quinone acceptor Qg [58, 74, 75].
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Fig. SA shows that with increasing the Al*" concentration, the yield of the OJIP
curves was considerably decreased. This progressive decrease demonstrates a distinct
reduction of the PSII capacity for electron transport from OEC toward quinone
acceptors. This fact is well illustrated in Fig. 5B where the FI traces are normalized at
both minimal and maximal values (V, curves). Relative fluorescence intensity at
OJ phase gradually increased with low Al** concentrations (below 2 mM). This suggests
that the rate of Qa- reoxidation by Qg was delayed [42, 76-78]. When AP’
concentrations increased above 2 mM, the FI was damped progressively at all phases
suggesting that the destabilized OEC becomes unable to supply electrons for PSII to
reduce adequately the quinone acceptors of PSII thus decreasing the maximal

fluorescence yield.

Low temperature (77 K) Chl fluorescence emission spectra

In order to investigate the effect of AI** on the functional connection of the LHCII
antenna to the PSII RC and therefore evaluate the excitation energy transfer to the PSII
RC, we examined the changes in the 77 K Chl fluorescence emission spectra in isolated
thylakoid membranes in the presence of A" at various concentrations. At low
temperature (77 K) the chlorophyll fluorescence emission spectra of the control
thylakoid membranes exhibited the characteristic emission bands at 684, 692 and
732 nm. The emission band at 684 with shoulder at 692 nm is associated with the Chl a
of PSII and the prominent band at 732 nm characterises the Chl a related to PSI [79-81].
Fig. 6 shows Chl fluorescence emission spectra obtained with excitation at 436 nm and
also normalized at 732 nm. The relative amplitude of the peak at 684 nm gradually
decreased with increasing AI** concentration. This effect was more pronounced at higher
AP’* concentrations. This result can indicate an alteration of LHCII, and consequently a

decrease of excitation energy transfer from LHCII to PSII RC.
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Native green gel electrophoresis

To gain deeper insight into effect of AI*" addition on the chlorophyll-protein
complexes, green gel electrophoresis of isolated thylakoid membranes treated with
different concentrations of AI** was performed (Fig. 7). As shown in Fig. 7, lane 1, we
observed five major subunits of chlorophyll-protein complexes in the control of isolated
thylakoid membranes: RC PSI-LHCI, PSI core (core protein complexes of PSI),
PSII core (core protein complexes of PSII), LHCII (oligomers and monomers), small
complexes (SC) and free pigments (FP) [82]. This lane was used as a standard of the gel
electrophoretic analysis of isolated thylakoid membranes treated with different
concentrations of AI**. The addition of 1-5 mM AI’* in isolated thylakoid membranes
resulted in a gradual change in the electrophoretic pattern of the chlorophyll-protein
complexes. Addition of AI*" at low concentrations (below 3 mM), induced especially a
disturbance of the LHCII complex (Fig. 7, lane 3). This effect was observed at
concentrations of 2 and 3 mM Al**, and also affected other bands such as SC and FP
(Fig. 7, lanes 3, 4). Notably, at high concentrations of AP** (above 3 mM) we observed
the disappearance of the chlorophylls of both LHCII and SC complexes bands. This may
be due essentially to an important loss of the chlorophylls of LHCII and SC complexes
bands (Fig. 7, lanes 5, 6). In addition, results shown by SDS-gel electrophoresis
demonstrates that antenna proteins of LHCII complex remained bound to the PSII core
and are not removed which minimize the possibility of their degradation (Fig. 3).
Nevertheless, the LHCI complex band seemed not to be affected by the concentrations
of AP’*. Therefore, the alteration of the native structures of these chlorophyll-protein
complexes of PSII, especially LHCII complex, were correlated with many parameters
such as, the drop in fluorescence intensity in emission peaks at 684 nm at low
temperature (77 K), the increase of both Fy and misses percentage. Thus, these changes

resulted in a disturbance of the energy transfer from LHCII to PSII RC.

FTIR spectra of AP’*-PSII complexes

FTIR spectroscopy is a very powerful technique applied to investigate the

secondary structure of several proteins, such as soluble and membrane proteins. Also, it
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has been used to determine the secondary structure of protein complexes having a
structural complexity and with high molecular weight such as protein complexes of PSII
[83-86]. The infrared amide I band in the 1700-1600 cm™ region shows a strong
absorption at 1658 cm™ that originates from the C=0 stretching vibrational mode in the
peptide group [87, 88]. This band is sensitive to the protein complexation and changes in
the secondary structure and it is widely used for studying protein conformation [86, 89].
In our present study, we have used FTIR spectroscopy in order to provide more detailed
information about changes in the secondary structure of the proteins of PSII

submembrane fractions induced by addition of Al**

. A quantitative secondary structure
analysis using the infrared absorption spectra and decomposition of amide I band of the
free PSII proteins and their AI’* complexes with various concentrations are performed
and the results are presented in Figs. 8 and 9. Based on the curve-fitting analysis method,
the secondary structure of the free PSII protein complexes contained 54% a-helix
(1658 cm™), 9% B-sheet (1626 cm™), 15% turn structure (1670 cm™), 4% B-antiparallel
(1687 cm™) and 18% random coil (1639 cm™). The addition of AI’* at low
concentrations (below 2 mM), induced a change in the secondary structure of the
PSII proteins due to the formation of an AI**-PSII complex. This change was shown by
a decrease of a-helix and an increase of B-sheet and random coil structures while the
turn and B-antiparalle] structures remained steady. With increasing Al*" concentration
above 2 mM, major changes of some conformational components were observed.
Compared to free PSII proteins, the secondary structure of the Al*-complex at 5 mM
showed a significant decrease of the a-helix content from 54% to 29%, accompanied by
an important increase of the B-sheet and random coil contents from 9% to 24% and 18%
to 29%, respectively. Nevertheless, both the turn and B-antiparallel structures were still
stable at the presence of A" even at high concentrations (Figs. 8, 9). This important
change of protein secondary structure in PSII complex in the presence of AP
demonstrates conformational changes of PSII proteins, which may be due to the

denaturation of these proteins of PSII complex that affected PSII function.
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DISCUSSION AND CONCLUSIONS

In this study, we used isolated PSII submembrane fractions to investigate in detail
the modes and the mechanisms of the inhibitory action of AI** in PSII complex by
analyzing the interaction of AI*" with protein subunits of PSIL It has been shown that
A’ exerts an inhibitory effect on PSII activity at concentrations of millimolar range
[42]. In fact, our results confirm the decrease of the oxygen evolution activity by the
addition of 2-3 mM of AI** (Fig. 1). This inhibition of oxygen yield was closely related
to the interaction of AI** with the donor side of the PSII causing the release of the two
extrinsic polypeptides of 17 and 23 kDa associated with the OEC at the luminal side
(Fig. 3) [17, 25, 26]. However, the latest extrinsic polypeptide of 33 kDa associated with
the OEC remained bound to PSII and not much affected by the presence of AI** at these
concentrations (Fig. 3). In addition, previous studies have demonstrated that the release
of these two extrinsic polypeptides of 17 and 23 kDa reduces the binding affinity of the
cofactors, such as Ca?* and Cl', for the OEC [17]. Also, several studies revealed that
these cofactors (Ca>" and Cl) are important to maintain the active conformation of
the OEC keeping the proper advancement of the S states of the Mn4OsCa cluster [41, 90,
91].

Under 2-3 mM of AI** treatment, the advancement of the S states of the MnsOsCa
cluster associated with the OEC was only slightly affected (Fig. 2). This could be
explained by the presence of the extrinsic polypeptides of 33 kDa which allows the
stabilization of the Mn4OsCa cluster and modulates the Ca** and CI™ requirements for
oxygen evolution [18]. Moreover, it has been shown that the absence of extrinsic
polypeptides of 33 kDa induces the release of two or four Mn ions leading to the loss of
the oxygen evolving activity [92]. At the same lowest AI*" concentrations (below
3 mM), a relative increase of the OJ rise in the OJIP curves was shown in Fig. 4B,
indicating a delay in reoxidation of the primary PSII quinone acceptor Qa-. This fact has
been confirmed by Hasni et al. (2013) [42] in thylakoid membranes treated with
concentrations of Al** below 3 mM. Indeed, it has been shown also that the removal of
17 and 23 kDa extrinsic polypeptides and/or Ca*" induces the modification in the Qa

mid-point potential, increasing the life-time for Q- reoxidation [93, 94].
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However, at high AI’** concentrations, especially at 5 mM, oxygen yield was
completely abolished. In addition, this effect was accompanied with a drastic decline in
the amplitudes of the flash-induced oxygen yields and a loss of characteristic oscillations
(Fig. 2). This change in the flash pattern might be explained by a severe reduction and/or
destruction of the total number of functionally active oxygen evolving centers [77, 78].
This indicates that the OEC was severely impaired. This impairment was associated, in
part, with the release of the three extrinsic polypeptides of 17, 23 and 33 kDa (Fig. 3).
Similar results were obtained with several cations metal such as Cd2+, Cu2+, Hg2+, Ni2+,

Pb** and Zn*" [37, 39, 41, 52, 53, 95, 96].

On the other hand, the pattern of oxygen evolution showed a rise in the values of
misses and of double hits (Table 1), suggesting that higher concentrations of AI** could
affect directly the MnyOsCa cluster and induce a delay of the transition between the
S states [97]. This may be due to the loss of Ca’* and/or Mn from MnsOsCa cluster.
Therefore, the cluster is disorganized and becomes not functional. This effect was
associated with the removal of the extrinsic polypeptides of 33 kD from the PSII
complex, which is considered as an important protein for the functional conformation of
the catalytic MnsOsCa cluster [98]. In addition, Miyao et al. (1987) [24] have
demonstrated that the depletion of PsbO retards significantly the transition between
S3-[S4] —So.

Shevela et al. (2006) [99] have proposed that the addition of bicarbonate causes a
delay in the transition between S states of MnyOsCa cluster. This delay is attributed to
the binding reaction of bicarbonate with Mn ions causing changes in the redox properties
of the OEC. Further, Posplail et al. (2003) [100] and Barra et al. (2005) [101] have
claimed that the inactivation of OEC by heat stress is related to the release of extrinsic
proteins from the thylakoid membrane, followed by progressive release of Mn atoms. In
concordance with our results, Sandusky and Yocum (1986) [90] have reported that some
monoamines induce an inhibition of oxygen evolution activity and affect the distribution
of higher S states of the MnsOsCa cluster. Our results are in agreement with several
works which demonstrated that addition of Cu®* affects both the MnsOsCa cluster and
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the extrinsic proteins of the OEC at the donor side of PSII [53, 102-105]. At 5 mM of
A", the complete loss of oxygen yield was accompanied by a total inhibition of
electron transfer from donor side to acceptor side of PSII. This was shown by a strong
damping of the Chl FI and was also reflected by a drastic decrease in F,/Fy and
Fy/Fpratios (Figs. 4A, 5C, 5D). In a recent paper, Hasni et al. (2013) [42] have
demonstrated that the decline in F,/Fp, together with the amplitudes of the OJ and
IP phases of the OJIP traces, in the presence of AP* in thylakoid membranes, was
associated with the impairment of OEC, reducing the electrons transfer to PSII and
consequently the decrease in the maximal fluorescence yield. In addition, Hasni et al.
(2013) [42] have demonstrated that the disorganization of the OEC by Al*, at
concentration above 3 mM, causes an alteration of the molecular surrounding of Tyr Z
leading to the inhibition of electron transfer from Tyr Z to P680". Consequently, the
inhibition of electron donation to PSII has promoted an accumulation of P680" species

quenching the fluorescence intensify of PS II at the peak of 684 nm (S1 Fig.).

This mechanism has been discussed in detail as described in Hasni et al. (2013)
[42]. Similar results have been recently reported in pea thylakoid membranes treated
with UV-B irradiation [106]. Further, our results strongly support the reports of Msilini
et al. (2011) [77], Hamdani and Carpentier (2009) [78] and Ait Ali et al. (2006) [107]
suggesting that the inhibition of the oxygen yields together with the damping of

Chl fluorescence may be caused by a reduced number of active PSII RC.

It is important to note that Fy increased with increasing AI** concentrations. This
increase may be due to the reduction in the energy transfer from the antennae complexes
to the RC of PSII [78, 108-110]. This suggests that the release of the extrinsic
polypeptides facilitates the interaction of AP" with the antennae complexes at the
luminal side of PSII resulting in an increase in Fy. This result is corroborated by an
increase in the percent of misses and the drop of the peak at 684 nm of the fluorescence
intensity emission at low temperature (77 K) (Table 1, Fig. 6). In addition, the results,
provided by the native green gel electrophoresis and SDS-gel electrophoresis, reflected

changes in the structure of the architecture of LHCII (Figs. 3, 7). In concordance with
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our data, similar results have been shown under Cd and Cu effects [31, 32, 54, 111,
112]. These changes are probably attributed to the denaturation of the LHCII antenna
proteins accompanied by the loss or degradation of the chlorophylls pigment under
AP treatment (Figs. 3, 7). Kochubey (2010) [113] demonstrated that heat stress causes
damage in the protein conformation, changing the ensemble structure of chlorophyll and
leading to disrupt energy transfer from the antennae complexes to the RC of PSII. In line
with these results, Hamdani and Carpentier (2009) [78] have also suggested that the
interaction of methylamine with the amino acids of the large hydrophilic loops of the
proximal antenna protein of CP47 and/or CP43 induces a conformational change leading
to the inhibition of the transfer of excitation energy from these complexes to the RC. In
addition, Roose et al. (2007) [19] and Boekema et al. (2000) [36] have suggested that the
release of the extrinsic proteins associated with the OEC may affect the intrinsic core
components of PSII. Moreover, the removal of the two extrinsic polypeptides PsbP and
PsbQ (of 23 and 17 kDa) has been proposed to affect the position of peripheral antenna
proteins. Roose et al. (2010) [29] have suggested that the removal of the PsbP and PsbQ
extrinsic polypeptides may induce transmembrane alterations in the structure of PSII
complex leading to disruption of the Qs and/or Qp sites or modification of the
plastoquinone-plastoquinol exchange channel. Besides that, the removal of the third
extrinsic polypeptides PsbO (of 33 kDa) might induce additional changes in the
positions of the peripheral antenna proteins and causes a destabilization in the dimeric

structure of PSII leading to the conformational changes [19, 36].

Therefore, the results described above demonstrated that the functional alteration
of PSII activity by Al’* effect should be closely related with structural changes within
PSII complex. To provide more detailed information about the changes of the secondary
structure content of PSII complex in the presence of N concentrations, we used FTIR
spectroscopy. With increasing AP’ concentrations, the main conformational components
obviously changed. This was caused probably by electrostatic interaction between
positive charges of AI** with protein groups leading to local perturbations of protein
structure [57]. These conformational changes are shown by a major secondary structural

alterations reflected by the decrease of the a-helix, and an increase of the B-sheet and
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random-coil structures, while no major alterations were observed for the B-anti and turn
structures (Figs. 8, 9). This suggests that the a-helix structure is modified simultaneously
with the B-sheet and random-coil structures. Therefore, this implies that a major
component of PSII complex was denatured. Our result also supports the finding of
Nahar et al. (1997) [57] and Nahar and Tajmir-Riahi (1996) [114] claiming the
interaction of some divalent and trivalent cations metal such as Hg2+, Cd2+, Pb%*, Ga**
and AI’" with proteins of PSII complex. According to these studies, analysis of FTIR
amide I band in the presence of these metal cations has showed especially, a decrease
of a-helix structures and an increase of B-sheet contents. Besides that, an increase
of random-coil structures was shown only under AI** and Ga’* treatments. These
alterations in the secondary structures led to major conformational changes of

PSII proteins [57, 114].

It is important to note that, in the presence of high A’ concentrations, a clear
relationship was observed between the loss of oxygen evolution activity, inhibition of
energy transfer from antennae complexes to RC on PSII and the modification of the
protein secondary structures. We propose that AI*" may disrupt polypeptides secondary
structure in PSII enriched submembrane fractions at high concentrations, causing
conformational changes of transmembrane intrinsic polypeptides rich in a-helices such
as D1, D2. CP43, CP47, LHCII and other intrinsic polypeptides associated with both the
OEC and the Qg niche [3, 31, 32]. This modification leads to reduction in the percentage
of a-helix structures. Moreover, we suggest that the removal of the three extrinsic
polypeptides of 17, 23 and 33 kDa may promote an increase in the percentage of
random-coil contents at the luminal side of PSII complex. This modification is
accompanied with a complete loss of oxygen evolution activity. At the same range of
AP concentration, we have observed a change in the LHCII structure, showed by an
increase of Fy and the percent of misses, in parallel with a decrease in the percentage of
a-helix structures and an increase of B-sheet contents leading to inhibition in the energy
transfer from LHCII to RC of PSII. All these transmembrane conformational changes
probably modify the mid-point potential of both Q4 and Qg and consequently cause an
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impairment of the quinone reduction on the acceptor side of PSII, resulting the inhibition

of electron transfer and consequently the drop in PSII activity.

To our knowledge, our study is the first detailed work that provides structural data

I** with the PSII complex. The set of results

about the interaction mechanism of A
demonstrate that the interaction of AI** with the intrinsic and extrinsic polypeptides of
PSII complex induces major alterations of the protein secondary structure leading to
conformational changes. These structural changes are closely related with the functional
alteration of PSII activity. At the donor side of PSII, these changes cause the release of
extrinsic polypeptides and disorganize the MnyOsCa cluster resulting in impairment of
the OEC which leads to a complete loss of the oxygen evolution activity. Indeed,
conformational changes of transmembrane intrinsic polypeptides cause especially an
alteration of LHCII, reducing the energy transfer to PSII RC. Therefore, this disruption
in polypeptides secondary structure of PSII probably affect other intrinsic polypeptides

causing an impairment of the quinone reduction on the acceptor side of PSII leading to

inhibition of electron transport activity.
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FIGURES CAPTIONS

Fig 1. Inhibition of oxygen evolution activity in PSII submembrane fractions under
effect of different concentrations of AI**. Each point represents the mean + SD of nine
independent measurements obtained from three different samples. Details are given in

"Materials and Methods" section.

Fig 2. Effect of various AI’" concentrations on the period of oscillation of the yield
of oxygen evolution. All traces have been normalized to the third flash in the control
sample. Each trace is the average of nine independent measurements with samples from

three different batches.

Fig 3. SDS-PAGE polypeptide profile of PSII submembrane fractions treated with
different concentrations of AP*". Lane 1, molecular weight standards; lane 2, control
PSII; lane 3, | mM AP’ treated PSII; lane 4, 2 mM AI** treated PSII; lane 5, 4 mM Al**
treated PSII; lane 6, 5 mM Al* treated PSII; lane 7, supernatant of the Tris-alkali treated
PSII; lane 8, Tris-alkali treated PSII. Numbers on the left side indicate the masses (in

KDa) of molecular markers. See details in the "Materials and methods" section.

Fig 4. Effect of the addition of various AP concentrations in PSII submembrane
fractions on the Chl fluorescence parameters. (A) Fyo; (B) Fn; (C) F./Fy and

(D) F./Fp,. The data are the mean + SD of nine independent measurements.

Fig 5. OJIP traces of Chl Fluorescence induction: (A) of PSII submembrane
fractions treated with different concentrations of Al*". (1) Control, (2) 1 mM,
3)1.5mM, 4) 2 mM, (5) 3 mM, (6) 4 mM, (7) 5 mM; (B) normalized at both initial
and maximal intensities. Each curve is the average of nine independent measurements.

See details in the Materials and Methods.

Fig 6. Changes in the Low temperature (77 K) chlorophyll fluorescence emission
spectra of thylakoids membranes exposed to different AP concentrations. The slit

widths for excitation and emission were set at 5 and 2.5 nm, respectively. Spectra were
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normalized at 732 nm. The presented spectra are representative of three separate

experiments.

Fig 7. Native green gel electrophoresis of chlorophyll-protein complexes isolated
from spinach thylakoid membranes treated with Al at various concentrations.
Lane 1: Control; lane 2: 1 mM AI’* treated thylakoid membranes; lane 3: 2 mM AP**
treated thylakoid membranes; lane 4: 3 mM AI’** treated thylakoid membranes; lane 5:
4mM AP’ treated thylakoid membranes; lane 6: 5 mM AI** treated thylakoid
membranes. Symbols on the left side indicate the following separated bands: PSI-LHCI,
a number of large PSI complexes with attached LHCI antenna; PSI core, core protein
complexes of PSI; PSII core, core protein complexes of PSII; LHCII OC, oligomeric
LHCII complexes; LHCII MC, monomeric LHCII complexes; SC, small complexes;
FP, free pigments. The electrophoretic patterns are representative for three independent

experiments.

Fig 8. Second derivative resolution enhancement and curve-fitted amide I region
(1700-1600 cm™) of IR spectra of PSII proteins in the presence of A" at various

concentrations. The presented spectra are representative of three separate experiments.

Fig 9. Variation of the composition of the main conformation components (%) of
PSII proteins in spinach PSII submembrane fractions treated with various Al¥

concentrations. The data are the mean + SD of three independent measurements.

Supporting Information

S1 Fig. Fluorescence emission spectra at room temperature of isolated thylakoid
membranes treated with different AP* concentrations. The slit widths for excitation
and emission were set at 5 and 2.5 nm, respectively. The Chl content of the samples was
adjusted to 5 pg.ml'. The presented spectra are representative of three separate

experiments.
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Table 1. Effect of the addition of A" concentrations on the oxygen flash yields
parameters for isolated thylakoid membranes treated with various concentrations

of AI’.

Parameters, % Al3+ concentration, mM

0 05 1 1.5 2 3 4
Misses (£2%) 139 138 139 14.6 149 169 203
Hits (£3%) 849 843 83.5 8.7 82.1 793 75.8
Double-Hits (£1%) 13 20 25 27 30 37 38

The data are average + SD from nine independent experiments.
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Figure 5
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Figure 6
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Figure 7
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Figure 8
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CHAPITRE IV

CHARACTERIZATION OF THE STRUCTURAL CHANGES AND
PHOTOCHEMICAL ACTIVITY OF PHOTOSYSTEM I UNDER AL** EFFECT

Le contenu de ce chapitre a fait I’objet d’une publication en 2015 dans la revue :
« Journal of Photochemistry and Photobiology B: Biology »: Imed Hasni,
Najoua Msilini, Saber Hamdani, Heidar-Ali Tajmir-Riahi, Robert Carpentier
« Characterization of the structural changes and photochemical activity of photosystem I
under AI*" effect », vol. 149: 292-299.

4.1 Résumé

L’effet toxique d’Al*" sur Pactivité photochimique du photosystéme I (PSI) a été
étudié en se basant sur Iinteraction d’Al*" avec les membranes de thylakoides et les
fractions membranaires enrichies en PSIL. A cet effet, différentes techniques
biophysiques et biochimiques telles que la mesure de la consommation d’O,, le
changement d’absorbance a 820 nm, I’émission de la fluorescence chlorophyllienne a
basse température (77 K), I’électrophorese sur gel de polyacrylamide SDS-PAGE et la
spectroscopie FTIR ont été utilisées pour caractériser les sites et les modes d’action de
ce cation au niveau du complexe de PSI. Nos résultats ont montré que la concentration
en AI’", supérieure 4 3 mM, induit des changements dans I’état redox de P700 reflétés
par ’augmentation de ’amplitude de la phase de photooxydation du P700 a I’état
stationnaire et un retard du taux de re-réduction de P700 caractérisé par une phase de
déclin plus lente, ce qui témoigne que I’AI’* a exercé une action inhibitrice sur le coté
donneur du PSI, plus particuliérement au niveau du PC. Par ailleurs, les résultats de
photooxydation du P700 mesurée en présence de DCMU avec ou sans MV suggérent
que la méme gamme de concentrations d’AI** altére le CR du PSI, ce qui est démontré
par la diminution de la quantité de la population active du P700. De méme, AP

perturbe la séparation de charge entre P700 et Ao, le premier accepteur d’électrons,
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entrainant ainsi I’inhibition du transfert d’électrons au niveau du c6té accepteur de PSI.
Ces effets inhibiteurs d’AI** ont été accompagnés d’une réduction du transfert de
I’énergie d’excitation des antennes collectrices de lumiére (LHCI) au CR du PSI, suite a
la déconnexion des antennes LHCI comme démontré par I’augmentation de 1’amplitude
relative des spectres d’émission de la fluorescence chlorophyllienne a basse température
(77 K). Tous ces résultats sont associés avec les mesures de FTIR indiquant des
changements conformationnels des structures secondaires des polypeptides du complexe
de PSI ou 25 % d’hélices a ont été transformées en feuillets B, feuillets B-antiparalléles
et coudes B. Ces changements structuraux au niveau des polypeptides du complexe de
PSI sont & l'origine de !’inhibition de ’activité photochimique du PSI, y compris

I’inhibition du transport d’électrons a travers les deux c6tés donneur et accepteur du PSI.
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Highlights

« Inhibitory sites of AI** were determined in PSI complex.

o AP" exerts multiple effects on the electron transport chain of PSI.

« AP*" induces a reduction in the energy transfer from the LHCI to the PSI RC.

« AI*"induced conformational change of the protein secondary structures in PSI.

Structural changes are associated with alterations of PSI photochemical activity.

ABSTRACT

The photochemical activity of photosystem I (PSI) as affected by ALY was
investigated in thylakoid membranes and PSI submembrane fractions isolated from
spinach. Biophysical and biochemical techniques such as oxygen uptake, light induced
absorbance changes at 820 nm, chlorophyll fluorescence emission, SDS-polyacrylamide
gel electrophoresis, and FTIR spectroscopy have been used to analyze the sites and
action modes of this cation on the PSI complex. Our results showed that AI*" above
3 mM induces changes in the redox state of P700 reflected by an increase of P700
photooxidation phase and a delay of the slower rate of P700 re-reduction which reveals
that AI*" exerted an inhibitory action at the donor side of PSI especially at plastocyanin
(PC). Furthermore, results of P700 photooxidation monitored in the presence of DCMU
with or without MV suggested that the same range of AI*" concentrations impairs the
photochemical reaction centers (RC) of PSI, as shown by the decline in the amount of
active population of P700, and disrupts the charge separation between P700 and the
primary electron acceptor Ay leading to the inhibition of electron transfer at the acceptor
side of PSI. These inhibitory actions were also accompanied by an impairment of the
energy transfer from light harvesting complex (LHCI) to RC of PSI, following the
disconnection of LHCI antenna as illustrated by an enhancement of chlorophyll
fluorescence emission spectra at low temperature (77 K). The above results coincided
with FTIR measurements that indicated a conformational change of the protein
secondary structures in PSI complex where 25% of a-helix was converted into f-sheet,

B-antiparallel and turn structures. These structural changes in PSI complex proteins are
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closely related with the alteration photochemical activity of PSI including the inhibition
of the electron transport through both acceptor and donor sides of PSI.

INTRODUCTION

In higher plant, photosystem I (PSI), a multisubunit pigment-protein complex
embedded in the thylakoid membranes of the chloroplast, catalyzes the light-driven
electron transfer from plastocyanin (PC) to ferredoxin (Fd) [1,2]. The PSI core complex
contains several transmembrane and stromal protein subunits denoted PsaA to PsaN
[3-5]. It has been shown that the transmembrane intrinsic polypeptides are rich in
a-helices among which 11 transmembrane a-helices are incorporated in PsaA and PsaB
subunits [4,6]. Moreover, major loop regions contain a-helices and B-sheet structures.
However, transmembrane a-helices are absent from the PsaC, PsaD and PsaE subunits
[6]. Besides that, P700, a primary electron donor that consists of a dimer of chlorophyll
a molecules, and five different electron carriers involved in photochemistry, namely Ay,
Aj, Fx (iron-sulfur center X) located in PsaA and PsaB protein subunits, and Fj,
Fg (iron-sulfur centers A, B) located in PsaC protein are included in the PSI core

complex [7].

The PSI core complex is surrounded by peripheral antenna which consists of
nuclear encoded chlorophyll binding proteins (Lhca) and form a light harvesting
complex (LHCI) responsible for the light harvesting in PSI complex. LHCI is a
membrane protein which binds chlorophyll a/b (Chl a/b) and carotenoids. It has been
considered as an antenna complex able to absorb light energy and transfer it to the
reaction center (RC) of PSI. LHCI is composed of four Lhca subunits (Lhcal, Lhca2,
Lhca3, and Lhcad) that are assembled into two functional heterodimers: Lhca2,3 and
Lhcal,4 which both contained red Chl forms [8-13].

Photochemical activity of PSI consists of harvesting photons and using their
energy for electron transfer through a series of redox centers. After absorption of the

photons by pigments in LHCI antenna complex, the excitation energy is transferred
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through antenna pigment molecules to the RC, P700, located in PsaA/B proteins of PSI
core complex leading to the formation of the excited state P700". This state of P700
(P7007) is followed by a charge separation, which reduces the primary electron acceptor
Ay (a Chl a molecule). On the acceptor side, one electron is transferred from the reduced
A0 molecule to the secondary electron acceptor Al (a phylloquinone molecule) and then
finally to the iron-sulfur clusters (Fy, Fa and Fp) leading to the reduction of the soluble
ferredoxin located at the stromal side [3,14,15]. In parallel, the formed P700" radical is
rapidly reduced by PC, a luminal mobile protein that receives electrons from cytochrome

be/f (Cyt be/f) [3,15-17].

PSI is considered to be sensitive to various environmental stresses [18-24,27-29].
Farhat et al. (2015) [23] reported that the Mg deficiency stress applied to Sulla carnosa
plants leaves causes an impairment of PSI photochemical activity accompanied by a
significant reduction in the abundance of the LHCI antenna and PsaA polypeptides of
PSI RC. These results are correlated with a decrease in the relative amount of oxidizable
P700. Indeed, Hermans et al. (2004) [24] associated the decrease of the P700
photooxidation amplitude to the loss of PSI centers in Mg deficient sugar beet leaves.
Further, several studies showed that PSI complex is also one of the targets of several
toxic divalent metal cations such as Cd**, Cu®**, Hg** and Pb*". It has been reported that
these cations affect photochemical activity, inhibit electron transport between PC and
P700 at the donor side, decreased the active P700 content, alter the LHCI antenna and
cause a conformational changes of the secondary structure polypeptides of PSI [18,22,
25-29].

Among the metal cation, Al species, a soluble form of aluminum released in acid
soils solution, is considered one of the major environmental stresses [30]. Under its
trivalent cationic form, A" acts as a highly toxic non-essential element for plants
growth causing a number of adverse effects on physiological and biochemical processes,
especially the inhibition of photosynthetic activity. At this level, it was shown that AP
inhibits photosynthetic electron transport in photosystem II (PSII), affects the PSII RC,

destabilizes the oxygen evolution complex (OEC), impairs light harvesting complex
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(LHCII) antenna of PSII and induces a conformational changes of the secondary
structure polypeptides of PSII [31-38].

Although numerous studies have reported detailed information about the target and
the action mode of AI** on PSII, our understanding of the mechanisms of action of Al**
at PSI complex remains quite limited. To our knoWledge, there is no report available
regarding the effect of Al on activity and structural organization of PSI in higher plant

leaves.

In this context, the present study is the first initiative to analyze the interaction of
this toxic cation (AI’") at various concentrations with PSI submembrane fractions
isolated from spinach to investigate its sites and modes of action on the PSI complex.
For this purpose, different biophysical and biochemical techniques have been used. Our
results revealed that electron transfer at the donor side of PSI, the amount of active
photooxidizable P700 and the charge separation between P700 and the electron carriers
at the acceptor side of PSI were affected. Moreover, a disconnection of LHCI antenna
complex and a conformational change in the polypeptides secondary structure of the PSI

complex have been noted.

MATERIALS AND METHODS
Isolation of thylakoid membranes

Thylakoid membranes were isolated from fresh spinach (Spinacia oleracea L.)
leaves, obtained from a local market, according to Joly et al. (2005) [39]. The resultant
pellet was finally resuspended in a medium containing 20 mM Hepes-NaOH (pH 7.6),
400 mM sucrose, 10 mM NaCl, 20 mM KCI, 2 mM MgCl,, and 20 mM KCI and stored
at -80 °C in the dark until use. The Chl content was determined as described in Porra

et al. (1989) [40].
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Isolation of PSI submembrane fractions

PSI submembrane fractions were isolated from fresh spinach leaves obtained from
a local market according to the procedure of Peters et al. (1983) [41] with some
modifications [42]. The isolated fractions with 1 mg of Chl.ml™” were finally suspended
in a medium containing 20 mM Tricine-KOH (pH 7.8), 10 mM NaCl, 10 mM KCl, and
5 mM MgCl, and stored in the dark at -80 °C until use. The obtained PSI submembrane
fractions, with about 260 Chl/ RC, contain all the components of PSI complex including
the Cyt b¢/f complex and PC [41-43]. Chl concentration was calculated following the
procedure outlined in Porra et al. (1989) [40].

Oxygen uptake activity measurements

The rate of oxygen uptake in isolated thylakoid membranes samples was
performed with Clark type electrode at 24 °C under continuous saturating white light
using Oxylab system (Hansatech Instrument, Norfolk, England) as previously described
in Carpentier et al. (1984) [44]. The assay medium contained 20 mM Tricine-KOH
(pH 7.8), 10 mM KCI, 10 mM NaCl, 5 mM MgCl,, 50 uM 3-(3,4-dichlorophenyl)-1,1-
dimethylurea (DCMU), 0.1 mM DCPIPH,, an artificial electron donor of PSI at Cyt be/f
[45], 0.5 mM methyl viologen (MV) (an artificial electron acceptor of PSI), 1 mM
NaNs, 1 mM sodium ascorbate. To more specify the site(s) of action of AI’* at the
electron transport chain of PSI, especially at the donor side of PSI, two other different
artificial electron donors, DQH; and TMPD are used. 0.1 mM of TMPD, an artificial
electron donor of PSI at PC [45], was added to the same reaction mixture described
above which contained 20 mM Tricine-KOH (pH 7.8), 10 mM KCl, 10 mM NaCl,
5 mM MgCl,, 50 uM DCMU, 0.5 mM MV, 1 mM NaN3, | mM sodium ascorbate. The
reaction mixture used for assay of reduced duroquinone (DQH>), an artificial electron
donor of PSI at PQ pool [46], consisted of 20 mM Tricine-KOH (pH 7.8), 10 mM KCl,
10 mM NaCl, 5 mM MgCl,, 50 uyM DCMU, 0.5 mM MV, 1 mM NaN; and 1 mM
DQH,. DQH, was prepared immediately before use according to Izawa and Pan (1978)
[47]. In all the assays thylakoid membranes at 11 pg Chl.ml™ and the specified AI**

concentrations were used.
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Fluorescence measurements

Fluorescence emission spectra from isolated PSI submembrane fractions treated
with different AI** concentrations were performed at low temperature (77 K) in the
presence of 60% glycerol as described previously in Rajagopal et al. (2002) [48] using
the Perkin-Elmer LS55 spectrofluorimeter equipped with a red-sensitive photomultiplier
R928 (Woodbridge, ON, Canada). Chl fluorescence was excited at 436 nm and emission
spectra were detected from 650 to 800 nm. The excitation and emission spectral widths
were fixed at 5 and 2.5 nm, respectively. The Chl content of the samples was adjusted to
5 pg.ml™'. Emission spectra were corrected according to the photomultiplier sensitivity

using the correction factor spectrum provided by Perkin-Elmer.

Measurements of P700 redox state

P700 Photooxidation and dark reduction of P700%, an indicator of redox changes
of P700, were measured, at room temperature, as light induced absorbance changes at
820 nm (AA820) using a PAM-101 fluorometer (Walz, Effeltrich, Germany) equipped
with ED-P700DW, a dual-wavelength emitter-detector unit. The ED-P700DW unit
detects strictly the differential absorbance changes peaking at 820 nm ascribed for the
P700" radical absorption and removes the PC absorbance changes [49]. Far-red light of
78 umol.m™.s™, applied especially to oxidize P700, was obtained by passing the beam
from a Fiber-Lite light source (Microview, Thornhill, ON, Canada) through a RG-9 filter
(Schott, Mainz, Germany). The signals of absorbance changes (AA820) were recorded
with a computer connected to the PAM Data Acquisition System PDA-100 (Walz,
Effeltrich, Germany) and the sampling rate was 3 ms/point. The measurements were
performed in an assay medium contained 20 mM Hepes-NaOH (pH 7.6), 20 mM KCl,
10 mM NaCl, 2 mM MgCl;, and thylakoid membranes at a concentration of 500 pg
Chl.ml™ subjected to various concentrations of Al** and at different treatments: (1) in
the presence of DCMU (100 uM) alone, (2) in the presence of DCMU (100 uM)
together with MV (50 pM), or (3) without the both DCMU (100 uM) and MV (50 pM).
DCMU and MV were added to prevent reduction of P700 by electrons coming from
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PSII and to prevent charge recombination between reduced acceptor side and P700",

respectively.

Analysis of polypeptide composition of PSI complex by SDS-PAGE

The polypeptide composition of PSI submembrane fractions was analyzed by
sodium dodecyl sulfate urea polyacrylamide gel electrophoresis (SDS-PAGE) as
described previously in Hui et al. (2000) [19]. Electrophoresis was performed using
13% separating and 4% stacking gels of polyacrylamide. Aliquots of PSI submembrane
fractions, at a concentration of 5pg Chlml’, are treated with different AI’*
concentrations, added to equal volume of 2 x buffer (0.25 mM Tris-HCI, pH 6.8,
2% sodium dodecyl sulfate). After incubation for 30 min at 4 °C, they are used for
polypeptides separation in the gel. SDS-polyacrylamide gels containing separated
polypeptides were stained with Coomassie brilliant blue and analyzed with the Gel-Doc

2000 system (Bio-Rad Laboratories, Hercules, CA, USA).

FTIR spectroscopic measurements

Infrared spectra measurements were performed using the FTIR spectrometer
(Impact 420 model), equipped with deuterated triglycine sulphate (DTGS) detector and
KBr beam splitter, using AgBr windows. The Chl concentration of PSI submembrane
fractions was adjusted to 1 mg.ml™. Samples were prepared by addition of AP* at
different concentrations of 1, 3, 5, 7 and 10 mM to the PSI submembrane fractions. After
4 h incubation at room temperature in the dark, samples spectra were recorded using
hydrated films. Interferograms were accumulated over the spectral range 4000-600 cm™

with a nominal resolution of 4 cm™ and 100 scans.

Analysis of PSI protein secondary structure

Analysis of the secondary structure of PSI proteins, with or without AP at
different concentrations, was carried out as described in Ahmed et al. (1995) [50]. For
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determination of secondary structure of PSI proteins, the shape of the amide I band,
located around 1660-1650 cm™, was used [50,51]. Spectral analysis was performed
using the GRAMS/AI Version 7.01 software of the Galactic Industries Corporation. The
FTIR spectra were smoothed and their baselines were corrected automatically. Thus the
root-mean square (rms) néise of every spectrum was calculated. By means of the second
derivative in the spectral region 1600-1700 cm™ five major peaks for free PSI and their
Al complexes were resolved. The spectral region was deconvoluted by the curve-
fitting method following the Levenberg-Marquadt algorithm, and the peaks correspond
to o-helix (1658-1650 cm™), B-sheet (1640-1613 cm™), turn (1678-1663 cm™), random
coil (1648-1641 cm™) and B-antiparallel (1685-1679 cm™) were adjusted. The area of all
the component bands was measured with the Gaussian function, and then summed up

and divided by the total area [51].

RESULTS
Oxygen uptake rates

Fig. 1 shows the effect of aluminum cation addition on the rates of oxygen uptake
measured in isolated thylakoid membranes in the presence of DCPIPH,, an artificial
electron donor of PSI, MV as the electron acceptor and DCMU, as an inhibitor to block
electron derived from PSII. A significant inhibition of oxygen uptake was already
observed below 2 mM AI**. Increased concentrations of Al*" (above 2 mM) induced a
gradual decline of the oxygen uptake rates until it reached 89% of inhibition at 10 mM

of AI** as compared to control sample.

In order to identify the target site(s) of AI*" at the electron transport chain of PSI,
the activity of oxygen uptake has been measured by using various artificial electron
donors acting at different sites: DQH; at PQ pool, DCPIPH; at Cyt b¢/f, and TMPD at
PC [45,46] together MV as electron acceptor and in the presence of DCMU, as an
inhibitor to block electron derived from PSII (Table 1). Regardless of electron donors,

the oxygen uptake rate was decreased with increasing AP’ concentrations. However, this
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inhibition of oxygen uptake was more pronounced when TMPD was used and a sharp
drop of 95% occurred by the addition of 4 mM of AI’* as compared to a decrease of 69%
and 77% in the presence of DQH; and DCPIPH,, respectively.

Redox state of P700

To study the action of AP’* on the photochemical activity of PSI, the
photooxidation and dark re-reduction of P700 were analyzed using the absorbance
changes at 820 nm (Figs. 2 and 3). Fig. 2 illustrates the oxidation and re-reduction
kinetics of P700 measured in isolated thylakoid membranes treated only with various
concentrations of AI**. The photo-oxidation kinetics of P700 in control samples showed
a biphasic pattern. The first fast phase characterised by a rapid increase in the level of
oxidized P700 was followed by a dip reflecting a partial reduction of P700" by the
electron derived from PSII. This is likely due to the competition between the
photooxidation and the re-reduction of P700. After that, the second slower phase of the
oxidation of P700 was established with a stable steady state level. Even though 1 mM
AI** is known to alter a fraction of PSII complexes [37,38], addition of 1 mM AI** keeps
the biphasic pattern of P700 photooxidation owing to the remaining functional PSII
centers that still could donate electrons to reduce a proportion of P700". However, the
amplitude of the second phase of P700 photooxidation increased. Under higher Al
concentrations, above 3 mM, PSII activity was inhibited [37,38] and therefore the
inhibition of electrons generated by PSII to PSI led to a suppression of the biphasic
pattern. At the same range of AI’* concentration, the amplitude of P700 photooxidation
phase increased markedly with increasing AI** concentrations. The dark reduction of
oxidized P700 is established when the FR light was turned off and P700 was recovered
through the reduction of P700". The control sample was characterized by a fast decay
phase of P700" reduction. Similarly, at 1 mM AI**, the reduction phase remains fast due
to the remaining functional population of PSII centers that can provide electrons to
reduce P700". Nevertheless, addition of high concentrations of AP’ induced a decrease
in the rates of P700" reduction reflected by a slower phase at 10 mM AP’ (Fig. 2). These
results can indicate that AI’" exerts an inhibitory action at the donor side of PSI,
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especially at PC, leading to a delay in the electron transfer from donor side to RC of PSI
to reduce P700".

Fig. 3A shows the photooxidation of P700 in isolated thylakoid membranes
samples treated with DCMU alone that blocks the electron flow from PSII to P700". In
 control samples a slow phase leading to a steady state level was observed. Addition of
AP strongly declined the amplitude of the slow phase of P700 photooxidation even at
the lowest Al**concentrations used (below 3 mM). It is important to note that the
addition of AI** concentrations above 3 mM completely damped the signal of P700
photooxidation. This delay of the rate of P700 photooxidation to reach steady state level
and the reduction of the level amplitude of photooxidized P700 may be a result of the
inhibition of the photochemical charge separation which occurred between P700, the
primary electron donor of PSI, and the primary electron acceptor A at the acceptor side
of PSL

To quantify the maximal amount of active P700 population, we added MV to
DCMU to the reaction mixture [14] (Fig. 3B). MV is considered as a very effective
electron acceptor that strongly competes with Fd for electrons from iron-sulfur clusters
of PSI and consequently suppresses the charge recombination [14,52-54]. As compared
to control sample treated with DCMU alone, addition of MV to DCMU accelerated the
photooxidation of P700 which rapidly attained the steady state level and increased the
P700" level of control samples (Fig. 3B). In the presence of AI**, the amplitude of P700
photooxidation decreased progressively with increasing AP’ concentration. At 10 mM
Al*", the remaining activity showed a decline in the active population of P700. However,
the extent of this effect was less pronounced as compared to treatment with DCMU
alone. This reduction of photooxydized P700 amount can indicate a decline in the active
population of P700 of which a fraction of P700 in PSI RC was affected by Al*" and

became not functional.
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Chl fluorescence emission spectra

In order to investigate the effect of various Al** concentrations on the excitation
energy transfer from LHCI to PSI RC, we examined the functional connection of the
LHCI antenna to the PSI RC using the Chl fluorescence emission spectra at low
temperature (77 K) in isolated submembrane fractions of PSI (Fig. 4). The 77 K
fluorescence emission spectra of the PSI submembrane fractions showed a characteristic
peak at 730 nm (Fig. 4). As previously reported that in plants, the two dimers Lhca2,3
and Lhcal,4 which composed the outer antenna system of PSI (LHCI), are the origin of
this characteristic peak. They both contain red Chl forms and emit a peak with a
maximum around 730 nm at 77 K because they have similar biochemical and
spectroscopic properties [13,55]. The relative amplitude of this peak gradually increased
with increasing AI** concentrations. This effect was more pronounced at higher Al**
concentrations. These results suggest that LHCI is a target of Al** effect which leads to a

decrease of excitation energy transfer from LHCI to PSI RC.

Polypeptide composition of PSI complexes

In order to get more information about the effect of AI’* addition on the
polypeptide composition of PSI complex, the SDS-PAGE profile of PSI submembrane
fractions was analyzed (Fig. 5). As shown in Fig. 5, lane 2, we observed many bands in
the control of isolated PSI submembrane fractions mainly: PsaA/PsaB subunits, two
heterodimers Lhca2,3 and Lhcal,4 polypeptides and the three extrinsic proteins at the
stromal side: PsaD, PsaE and PsaC. The reaction center proteins PsaA and PsaB, with
apparent molecular weights of approximately 60 kDa in SDS-PAGE, remained stable at
1 mM AP* (Fig. 5, lane 3). At high concentrations of AI’", the bands that represent the
PsaA/PsaB polypeptides are gradually reduced in intensity (Fig. 5, lanes 6 and 7).

It is interesting to note that addition of AP*" did not results in a prominent
degradation of Lhca2,3 and Lhcal,4 polypeptides, with an apparent molecular weight of
21-25 kDa. In addition, results shown by SDS-gel electrophoresis demonstrate that
several small polypeptides of PSI such as extrinsic polypeptides PsaD, PsaE and PsaC
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seemed not to be affected by the concentrations of AI*. It seems that AI** affects PsaA
and PsaB polypeptides, the major components of PSI RC, and consequently PSI function

can be altered.

FTIR spectra of AI’*-PSI complexes

The conformational changes of the polypeptides in PSI submembrane fractions
upon AI’* addition were studied using the FTIR spectroscopy. This technique was
widely used to give detailed information about the secondary structures of PSI proteins
[28,43,56,57]. The decomposition of amide I bands and the quantitative secondary
structures analysis measured from control (free PSI) and AI**-PSI complexes with
different AI*" concentrations are presented in F ig. 6 and Table 2. Our results show that
the structure of free PSI sample contained 51% of a-helix, 27% of B-sheet, 13% of
B-antiparallel and 8% of turn as previously reported by Rajagopal et al. (2003), Belatik
et al. (2013) and Yaakoubi et al. (2014) [28,43,57]. From the lowest AI** concentration,
some changes in the structural components of the amide I band were observed. These
modifications were shown by a decrease of a-helix and an increase of both B-sheet and
B-antiparallel structures, while the turn structures practically remained stable. Increasing
AP’" concentration induced a greater conformational change of the structural components
in AI**-PSI complexes. Indeed, addition of 10 mM Al** concentration caused a decrease
“of a-helix to 38% and an increase of B-sheet, B-antiparallel and turn structures to 33%,
18% and 11%, respectively. These conformational changes observed may be due to the
alteration of PSI complex proteins in the presence of AI’* which indicate a partial

protein destabilization that can affect PSI function.

DISCUSSION

It has been reported in previous studies that AP’ exerts an inhibitory effect on the
photochemical activity of PSII complex in isolated thylakoid membranes and in PSII
submembrane fractions [32,34,37,38]. However, there is a lack of information about the

site(s), and the mode(s) of the Al’* interaction with PSI complex. In this study, both
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isolated thylakoid membranes and PSI submembrane fractions were used to investigate
the effect of AI>" addition on photochemical activity and structural properties of PSI

complex.

In order to evaluate the effect of AI’* at various concentrations on the electron
transport chain of PSI complex, we have measured oxygen uptake rates in isolated
thylakoid membranes using DCMU, as an inhibitor to block electron derived from PSII,
MYV, as an artificial electron acceptor, and DQH;, DCPIPH, or TMPD as artificial
electron donors that are acting at different sites (Table 1). DQH, and DCPIPH; donate
electrons at PQ pool and Cyt be/f complex, respectively, but TMPD is oxidized by PC
[45,46]. Results have showed that AI** induced a decrease of oxygen uptake rates with
all artificial electron donors. The inhibition of oxygen uptake was more pronounced with
TMPD than with DQH, and DCPIPH,; (Table 1). This can be explained by the binding
of A" with free PC population, which are preferentially accessible to TMPD. This

I** inhibits electron transport at the donor side of PSI and especially at

suggests that A
PC which becomes unable to supply electrons reduce adequately the P700°. This
inhibition on the donor site of PSI was confirmed by the photooxidation and dark
reduction of P700 experiments without DCMU and MV (Fig. 2). Govindachary et al.
(2007) [14] have demonstrated that inhibition of electron transport on the donor side of
PSI was necessary to obtain a more complete oxidation of the photooxidizable P700. In
line with this data, our results presented in Fig. 2 have showed an increase of P700
photooxidation in the presence of AI** which indicates that electron transfer was
inhibited on the donor side of PSI. Further, the dark reduction of P700", that reflects the
P700" reduction by electrons transferred from Cyt be/f to P700" via PC [15], presented a
much slower rate phase in AI** treated samples, especially at 10 mM, as compared to
control, thereby confirming the inhibition of electron transport particularly between PC
and P700. In concordance with our results, studies have reported that toxic divalent
cations such as Hg?* and Pb*" affect the donor side of PSI, following the binding on PC

which becomes inactive, and consequently causing an inhibition of electron transport

between PC and P700 [18,25,28]. Also, Jajoo et al. (2008) [58] showed that oxalate, an
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organic anion, inhibited PSI activity by binding on the donor and the acceptor sides of
PSIL.

To evaluate the photooxidation of P700 under AI** treatment, we measured P700
absorbance changes measurements at 820 nm. MV, an artificial electron acceptor, was
used to accept electrons from iron-sulfur clusters F4/Fp and consequently suppresses the
charge recombination [14,52-54]. In the presence of MV, the measured activity reflects
only non- functional P700. Our results have showed that AI** concentrations decreased
the amount of photooxidizable P700 (P700™"). This effect, observed either in the presence
or the absence of MV, presumably indicates a decline in the amount of active population
of P700 following a partial damage of the photochemical RC of PSI. However, it is
important to note that under high AI’** concentrations, the remaining fraction of active
P700 represents a large proportion (Fig. 3B). In concordance with our data, Msilini et al.
(2013) [59] have demonstrated that iron deficiency declined the amount of active P700
population in lettuce plant leaves in the presence of MV and DCMU. Comparable
change in the amount of active P700 was also observed under salt stress [60]. Further,
Hermans et al. (2004) [24] reported that the decrease of the P700 photooxidation
amplitude was associated to the loss of PSI centers in Mg-deficient sugar beet leaves.
Moreover, the decline in the photochemical activity of PSI RC may be associated to the
changes in the integrity of PsaA/PsaB subunits and therefore, the decrease of the fraction
of active P700 population (Figs. 3 and 5). Farhat et al. (2015) [23] associated the
impairment of PSI photochemical activity by Mg?" deficiency in Sulla carnosa plants
leaves to a significant reduction in the abundance of the LHCI antenna and PsaA
polypeptides of PSI which are correlated with the decrease of the relative amount of

photooxidizable P700.

Despite the decrease in the amount of photooxidizable P700 under AI®" treatment,
it is important to note the accelerated rate of P700 photooxidation and the early onset of
its steady state level in isolated thylakoid membranes subjected to DCMU together with
MV treatment as compared to results obtained with DCMU alone which demonstrate a
delay of the rate of P700 photooxidation to reach steady state level (Fig. 3A and B).
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These results suggested that addition of AI** concentrations may induce a decrease of
the rate of charge separation between P700 and the primary electron acceptor Ag leading

to the inhibition of electron transfer at the electron carriers on the acceptor side of PSI.

The effect of Al*" addition on LHCI function and organization was analyzed by
chlorophyll fluorescence emission and SDS gel electrophoresis. It is well known that
LHCI isolated from higher plant is composed two functional heterodimers, Lhca2,3 and
Lhcal,4. They both emit in the red, with a maximum around 730 nm at 77 K [13,55]. A
significant change was observed in the chlorophyll fluorescence emission spectra of PSI
submembrane fractions treated with AI’* concentrations. The relative amplitude of
emission spectra, measured at low temperature (77 K), increased with increasing Al**
concentrations. This increase may be due to the reduction in the energy transfer from the
LHCI antenna complex to the PSI RC probably as a result of the disconnection of LHCI
antenna from the RC of PSI (Fig. 4). LHCI disconnection from PSI RC has been also
shown upon illumination and heating stresses [61-64]. Given that the bands in the SDS
gel electrophoresis attributed to Lhca2,3 and Lhcal,4 polypeptides remained stable
under AI** addition, we suggest that LHCI antenna are not degraded but probably are

denatured following the conformational changes of their structure thus leading to their

disconnection from PSI RC (Fig. 5).

It is worth to mention that the functional alteration of PSI activity under AI**
addition could be closely related to structural changes. In this context, we used FTIR
spectroscopy to characterize the secondary structure of PSI proteins complex in the
presence of AP**. Addition of AP’ obviously altered the main conformational
components of PSI complex. These changes are shown by the conversion of a-helix to
B-sheet, B-antiparallel and turn structures of the polypeptides. This effect can be carried
out especially at the transmembrane intrinsic polypeptides rich in a-helices such as PsaA
and PsaB subunits, LHCI and other associated intrinsic polypeptides [4,6,9,65]. These
conformational changes demonstrate that AP’ alter the protein secondary structures
revealing that a reorganization of PSI domain has occurred including proteins and

pigments within PSI RC and LHCI. This can lead to the denaturation of PSI proteins
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(Fig. 6). The observed structural changes were probably related to the electrostatic Al¥-
proteins interaction [66]. The interaction of cations with PSI proteins was also reported
in the presence of Pb** and spermine, a heavy metal and an organic cation, respectively
[28,57]. Moreover, Hu et al. (2004) [20] have suggested that the conformational changes
of protein secondary structures in PSI complex were accompanied by energetic
disconnection of LHCI from PSI core and denaturation of PSI complex under heat
stress. All these alterations led to inhibition of PSI photochemical activity reflected by
the loss of electron transport through both acceptor and donor sides of PSI.

CONCLUSION

In our current study, we have demonstrated that AI*" addition altered the
secondary structure of PSI polypeptides leading to conformational changes. This was
due to the interaction of AI*" with the polypeptides of PSI complex. These structural
changes were closely related with the functional alteration of PSI activity in which Al**
exerts multiple effects on the electron transport chain of PSI. Indeed, AI*" affected the
donor side of PSI, especially PC, leading to inhibition of electron transport between PC
and P700. In addition, Al** induced a partial damage of the photochemical RC of PSI
associated to a decline in the amount of active population of P700 and inhibited the rate
of charge separation between P700 and the primary electron acceptor A, leading to the
inhibition of electron transfer between the electron carriers on the acceptor side of PSI.
These modifications were accompanied by a disconnection of LHCI antenna causing a

reduction of energy transfer from LHCI to PSI RC.
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FIGURES CAPTIONS

Fig. 1. Effect of different AI** concentrations on oxygen uptake activity in isolated
thylakoid membranes measured at 24 °C in the presence of DCPIPH; as electron donor
and MV as electron acceptor. Each point represents the mean = SD of 9 independent

measurements. See Section 2 for details.

Fig. 2. Original traces of the FR light induced photooxidation and re-reduction kinetics
of P700 monitored as absorbance changes at 820 nm in isolated thylakoid membranes
treated with different A" concentrations. The numbers adjacent to the curves indicate
AP*" concentrations. Upward and downward arrows indicate the time at which the
FR light was turned on and off, respectively. Each curve is the average of 9 different

measurements. See Section 2 for details.

Fig. 3. (A) P700 photooxidation kinetics curves monitored as absorbance changes at
820 nm induced by FR light in isolated thylakoid membranes treated with different
concentrations of AI’* in the presence of 100 uM DCMU alone, and (B) in the presence
of 100 uM DCMU together with 50 uM MV. The numbers adjacent to the curves
indicate the concentrations of AI*". Upward arrow indicates the FR light on. Each curve

is the average of 9 different measurements.

Fig. 4. Changes in the fluorescence emission spectra measured at low temperature
(77 K) in PSI submembrane fractions submitted to different Al** concentrations. The slit
widths for excitation and emission were set at 5 and 2.5 nm, respectively. Each curve
is the average of 9 different measurements and a typical spectrum is presented. See

Section 2 for details.

Fig. 5. SDS gel of the polypeptide composition of PSI submembrane fractions treated
with various concentrations of Al**. Lane 1, molecular weight standards; lane 2, control
PSI; lane 3, 1 mM AI’* treated PSI; lane 4, 3 mM AP’* treated PS; lane 5, 5 mM AI’*
treated PSI; lane 6, 7 mM AP treated PSI; lane 7, 10 mM Al’" treated PSI. Numbers on

the left side indicate the molecular markers masses (in KDa). See details in Section 2.
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Fig. 6. Curve-fitted amide I band region (1700-1600 cm™) of IR spectra and secondary
structure determination of the amide I band in PSI submembrane fractions treated with
AP** at various concentrations. Presented spectra are representative of three separate

experiments.
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Table 1. Inhibition of oxygen uptake activity (%) in isolated thylakoid membranes under
effect of various A" concentrations in the presence of different artificial electron
donors: DCPIPH; (0.1 mM), DQH; (1 mM) and TMPD (0.1 mM). 100% oxygen uptake

means 0% inhibition. See Section 2 for details.

APP* (mM) Oxygen uptake rates (%)
DCPIPH, - MV DQH, - MV TMPD - MV
0 100 £ 2.1 100x0.7 100 0.7
1 41+13 41120 22+0.3
2 31£1.0 38+1.8 60.1
3 26+1.8 33+2.0 5+0.2
4 23+0.6 3115 501
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Figure 6

a-helix 5142.0%
Free PSI Banti 13t1.2%
- B-sheet 2811.4%
n tum 81.3%
2 "p]
Q
°° P
(p -
0
- -
a-helix 4840.7%
AI*.PS| Banti  14£0.T%
1mM f-sheet 30£0.5%
3 tum 940.3%
-}
A
©
-
o
© -
2 o-helix 44£1.9%
o | AI"-PSI Banti 1641.0%
Q| 3mM B-sheet 31:0.9%
g 3 wum  940.6%
©
2 o 2\ 5
: 2%
o -/®
< < -
a-helix 41:2.4%
AI*-PSI panti  1641.0%
5mM B-sheet 32t0.7%
tum  10£0.9%
a-helix 38432%
AI*. PSI Panti  18£14%
10mM B-sheet 3311.0%
tum  11:1.2%

Wavenumber, cm-!



CHAPITRE V

DISCUSSION GENERALE ET CONCLUSIONS

La pollution des sols est un fardeau environnemental qui touche plusieurs pays.
Parmi les principaux polluants générés par les activités industrielles et miniéres ainsi que
par les déchets urbains dus aux activités humaines, les métaux posent effectivement des
probléemes particulicrement préoccupants. N’étant pas dégradables dans le sol, les
métaux peuvent y persister longtemps et constituent un danger potentiel par
bioaccumulation le long de la chaine trophique. A cette catégorie appartiennent
différents éléments parmi lesquels 1’Al a retenu plus d’attention ces derniéres décennies
par ses effets toxiques sur 1’environnement et la santé humaine. L’ Al est connu comme
’'un des polluants métalliques n’ayant aucun role métabolique connu et ne semble pas
biologiquement essentiel ou bénéfique au métabolisme des étres vivants (Alia et
Saradhi, 1991). Dans les sols acides, qui représentent 40 % des terres cultivées dans le
monde (Kochian, 1995), I’Al peut étre soluble majoritairement sous la forme ionique
trivalente AI’*. Cette forme cationique de 1’Al (A’ présente un potentiel toxique
important tant pour les plantes qui sont directement exposées que pour la santé humaine
via I’entrée dans la chaine alimentaire par la production agricole, ainsi que pour le
milieu naturel dans son ensemble. Sous ces conditions, AI** est considéré ’un des stress
environnementaux majeurs affectant la croissance des plantes et plus particulierement la
photosynthése, principal processus a la base de la chaine trophique. En effet, I’impact
toxique de PAP sur la photosynthése a fait 1’objet de nombreuses études qui ont
démontré I’inhibition de I’activité photosynthétique a différents niveaux. Cependant, les
mécanismes de son action toxique sur I’appareil photosynthétique des plantes

supérieures ne sont pas encore bien connus et nécessitent donc d’étre précisés.

L’objectif principal de notre projet de recherche portait sur la caractérisation des
sites et des mécanismes de toxicité de ’AI’" sur les propriétés fonctionnelles et

structurales de I’appareil photosynthétique. Les résultats obtenus ont permis d’élucider
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trois principaux aspects. Le premier aspect consistait a déterminer les sites d’action de
PAP" au niveau du PSII et leurs effets sur lactivité photochimique et le transport
d’électrons photosynthétique. Le second aspect consistait & appréhender les mécanismes
d’action toxique de I’Al** au niveau de PSII en se basant sur son interaction avec les
différentes sous-unités protéiques composant le PSII afin d’interpréter ’inhibition de
’activité photochimique et d’évaluer les changements des propriétés structurales du PSII
induites par PAI**. Le troisiéme aspect comportait sur 1’étude des sites et des modes
d’action de P A" sur Pactivité photochimique et les propriétés structurales du PSI ainsi
que sur le transport d’électrons photosynthétique. Les résultats obtenus démontrent

I’atteinte des objectifs visés.

5.1 Sites d’action d’AI>® au niveau du PSII et son effet sur Dactivité
photosynthétique

Dans les travaux du chapitre II, Iinteraction entre AI’" et les membranes de
thylakoides a été caractérisée par la mesure du dégagement d’O,, I’induction de la
fluorescence chlorophyllienne, le déclin de fluorescence chlorophyllienne induite par
flash et la thermoluminescence. Les objectifs spécifiques de cette étude consistaient a

identifier les sites d’action potentiels d’Al*" et son effet sur I’activité photosynthétique.

La mesure du dégagement d’O, standard a été utilisée afin de vérifier I’effet AP
sur Iactivité du CEO. Les résultats ont montré qu’a faible concentration d’Al’,
inférieure 2 1 mM, I’inhibition du dégagement d’O; a été négligeable, alors qu'elle s’est
accentuée avec 1’augmentation progressive de la concentration en AP**. Par contre,
environ 80 % de I’activité de dégagement d’O, est perdue avec 2 & 3 mM d’ AP,
Au-dela de ces concentrations, le dégagement d’O; a diminué légérement jusqu’a ce
qu’il ait atteint une inhibition compléte a 10 mM d’AP** (Fig. 1). Ceci suggére que le
CEO est altéré. De méme, ces mesures de 1’inhibition de I’activité de dégagement d’O,
reflétent une inhibition du transport d’électrons au sein du PSII avec la présence de

DCBQ (2,6-dichlorobenzoquinone) comme accepteur d’électrons.
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L’effet inhibiteur d’ A’ sur Iactivité de transport d’électrons a été caractérisé plus
en détail avec ’analyse des propriétés de la fluorescence chlorophyllienne dans les
échantillons des membranes de thylakoides isolées. Les paramétres de la fluorescence
chlorophyllienne F, (la fluorescence maximale observée dans des échantillons
préadaptés dans le noir et illuminés avec une lumiére rouge actinique) et Fy (le niveau de
fluorescence initial) ont ét¢ mesurés avec des membranes de thylakoides traitées avec
différentes concentrations en A (Fig. 2A). La fluorescence initiale Fy, observée avec
les CR dans un état ouvert, a augmenté considérablement en présence d’une forte
concentration d’Al’", au-deld de 3mM (Fig.2A). L’augmentation de F, est
probablement due a la formation des CR inactifs de PSII ou a une réduction de transfert
d’énergie des antennes collectrices de lumiére vers les CR de PSII en raison de leur
dissociation du CR de PSII (Aro et al., 1993; Yamane et al., 1997; Ralph et Burchett,
1998; Ekmekgia et al., 2008; Hamdani et Carpentier, 2009; Zaghdoudi et al., 2011).
Cependant, la fluorescence maximale F,,, observée lorsque les CR sont dans un état
fermé, a diminué énormément avec la méme gamme de concentration en AI*" utilisée
pour les mesures de Fy. Sous I’effet des fortes concentrations en AP, supérieures a
3mM, le ‘déclin de Fy, et I’augmentation de F, ont entrainé une baisse importante du
rendement photochimique maximal du PSII, F,/F,, (Fig. 2A).

Les propriétés de la fluorescence chlorophyllienne en présence d’Al’** ont été
analysées plus en détail au niveau de la cinétique d’induction de fluorescence. Les tracés
d’induction de fluorescence (Fig. 3A, chapitre III) illustrent la réduction progressive des
quinones localisées du c6té accepteur du PSII avec trois phases désignées OJ, JI et IP
(Nakatani, 1984; Lazar, 1999, 2006; Zhu et al., 2005; Boisvert et al., 2007). Dans les
tracés d’induction de fluorescence des extraits de la membrane thylakoidale, non traités
avec Al**, le point I n’apparait pas et par conséquent seulement deux phases sont
observées OJ et IP alors que la phase JI est considérée négligeable (Fig. 3A and B, trace
0) (Bukhov et al., 2004; Joly et al., 2005; Boisvert et al., 2006). La premiére phase (OJ)
refléte la réduction de la quinone acceptrice primaire du PSII, Q4, alors que la seconde
phase (IP, ici JP) est attribuée a la réduction du pool de PQ combinée a celle de la

quinone acceptrice secondaire Qg (Boisvert et al., 2006; Joly et Carpentier, 2009; Joly
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et al., 2010). Les résultats ont montré que le traitement des échantillons des membranes
de thylakoides par une faible concentration d’Al** (inférieure 2 3 mM) a provoqué une
augmentation de I’intensité relative de la fluorescence chlorophyllienne au niveau de la
phase OJ alors qu’au niveau de la phase IP une diminution de ’intensité relative de la
fluorescence chlorophyllienne est observée (Fig. 3A), ce qui indique que le taux de
réoxydation Qa par Qg a été retardé (Beauchemin et al., 2007; Hamdani et Carpentier,
2009; Msilini et al., 2011). Ce fait est davantage illustré dans la Fig. 3B ou les tracés
d’induction de fluorescence normalisés aux valeurs minimales et maximales (V,) ont
révélé que les faibles concentrations en Al ont engendré une augmentation de la phase
0OJ indiquant clairement que le transfert d’électrons entre Qa- et Qg est retardé. Au-dela
de la concentration de 3 mM en A13+, I’intensité de la fluorescence a diminué
progressivement en fonction de I’augmentation de la concentration (Fig. 3A), ce qui
suggere que le CEO est devenu incapable de fournir les électrons au PSII pour réduire
convenablement les quinones localisées du coté accepteur diminuant ainsi le rendement

de la fluorescence maximale.

Afin de confirmer la réduction du taux de réoxydation de Qa- et par conséquent le
retard de transfert d’électrons entre les deux quinones Qa et Qp du c6té accepteur du
PSII sous Ieffet inhibiteur d’Al** déja indiqué dans la Fig. 3, nous avons eu recours
a la technique de la cinétique de déclin de fluorescence induite suite & 1’application d’un
flash de lumiére saturante. Les cinétiques du déclin de fluorescence des extraits de
membranes thylakoidales en présence d’Al’", sont montrées sur une échelle
logarithmique de temps (Fig. 4). La montée de fluorescence induite par le flash est due a
la réduction de Q4 et le déclin subséquent a I’obscurité est relié a la réoxydation de Qa

(Putrenko et al., 1999).

L’analyse quantitative du déclin de la fluorescence a I’obscurité des échantillons
de contrdle a été faite selon une équation a trois fonctions exponentielles représentant
trois phases exponentielles (Tableau 1). La phase rapide est associée a la réoxydation de
Qa- par Qg (Pospisil et Tyystjarvi, 1999; Putrenko et al., 1999; De Wijn et Van Gorkom,
2001). La phase moyenne est attribuée a la réoxydation de Q4- dans les CR du PSII dans
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le cas ot le site Qg est vide et elle est limitée par le temps de diffusion des molécules de
PQ au site de liaison de Qp vide. La phase lente est attribuée a la réoxydation de Qa- par
la recombinaison de charges des états S, et/ou S; du complexe de MnsOsCa ou bien par
le cytochrome b559 dans les CR de PSII inactifs (Putrenko et al., 1999; De Wijn et
Van Gorkom, 2001). L’amplitude et le temps de demi-vie de chacune des phases sont
démontrés dans le Tableau 1. L’addition des concentrations de 0,5 4 4 mM d’A*" aux
échantillons des membranes de thylakoides a entrainé un ralentissement de toutes les
phases comme indiqué par ’augmentation du temps de demi-vie comparativement a
I’échantillon du contréle (Tableau 1). De méme, 1’amplitude relative de la phase rapide
de la cinétique de déclin de fluorescence, attribuée a la réoxydation de Qa- par Qg, a
diminué avec 3-4 mM d’Al*" ce qui a entrainé un retard de transfert d’électrons entre Qa
et Qgp. Ce retard de transfert d’électrons entre Q4 et Qg peut indiquer qu’il existe un site
de liaison au niveau de Qg ou a ses environs. De ce fait, un effet électrostatique possible
d’AP** pourrait également avoir une certaine influence sur ce site. Cette diminution de
I’amplitude relative de la phase rapide a coincidé avec une augmentation de I’amplitude
relative de la phase lente qui est associée a la recombinaison de charge entre Q4 et 1’état
S, du complexe de MnsOsCa (Putrenko et al., 1999). Cette proportion élevée de Qa
réduite, qui est réoxydé lentement par le processus de recombinaison de charge, reflete
probablement la formation des centres Qg non réducteurs et indique qu’il reste une petite
population de PSII avec les états S, intacts du complexe de MnsOsCa qui sont encore
disponible pour la recombinaison de charges a cette concentration de 3 a 4 mM. A fortes
concentrations d’Al**, "amplitude totale de la fluorescence a été grandement diminuée

et le déclin contenait seulement une phase lente (Fig. 4).

Egalement, I’amplitude totale de la montée de fluorescence induite par flash Fy, et
par conséquent F,, a aussi €té diminuée avec I’augmentation des concentrations en Al
alors que le déclin de la fluorescence a 1’obscurité est visiblement plus lent. La perte
apparente de I’amplitude de fluorescence indique un déclin rapide de la fluorescence qui
survient bien avant le début des mesures de déclin de fluorescence. Le déclin dans le
rendement de fluorescence induite par flash est attribué a une recombinaison entre Qa-

et P680" dans une fraction des CR de PSII. Les CR de PSII avec P680" sont connus pour
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avoir un rendement de fluorescence proche de Fy (Deprez ef al., 1983). L’accumulation
de P680" aprés un seul flash actinique est observée seulement lorsque le transfert
d’électrons entre le donneur primaire Tyr Z et le P680" est retardé ou inhibé (Britt,
1996). Une étude récente de la structure cristalline du CEO indique que la Tyr Z se
trouve a proximité du complexe de MnyOsCa et I’une des quatre molécules d’eau liées
au complexe de MnsOsCa est directement liée a la Tyr Z par un atome d’hydrogéne
(Kawakami er al., 2011). Par conséquent, la désorganisation du CEO par AI*, a
des concentrations supérieures a2 3 mM, peut également affecter 1’environnement
moléculaire de la Tyr Z conduisant a I’inhibition du transfert d’électrons de la Tyr Z vers

P630".

La thermoluminescence a été utilisée pour caractériser les processus de
recombinaison des charges entre les deux c6tés donneur et accepteur du PSII dans les
membranes de thylakoides en présence d”Al’*. Pour initier la séparation de charge, une
pré-illumination des échantillons des membranes thylakoidales, avec un seul flash
actinique blanc de 1 ps, a été faite. En appliquant, par la suite, un accroissement linéaire
de la température de 2 a 62 °C avec un taux de 0.5 °C/s, I’amplitude du signal de
thermoluminescence a augmenté considérablement pour atteindre son maximum & une
température moyenne (Ty) de 37 °C dans les échantillons contréles (Fig. SA, tracé
continu, chapitre II). La bande majeure d’émission observée correspond a la bande B
(30 °C - 40 °C) attribuable a la recombinaison entre Qg- et I’état S, du complexe de
MnsOsCa (Sane, 2004). L’intensit¢ de cette bande B a diminué grandement avec
I’augmentation de la concentration en AI’*. Les changements dans I’amplitude de la
bande B peuvent étre reliés a des changements dans les propriétés de 1’état S, du
complexe de MngsOsCa. En paralléle avec la baisse de I’intensité de la bande B, un
décalage de Ty, vers les hautes températures a été observé avec ’augmentation de la
concentration en AI’* atteignant 43 °C 4 2 mM. Ce décalage de la Ty, de la bande B peut
étre expliqué par un changement dans le potentie]l redox de Qg. Cela est di
probablement aux changements conformationnels des polypeptides transmembranaires
du complexe de PSII a savoir D1 et d’autres polypeptides qui sont associés a la fois au

CEO et au site de Qg ce qui peut engendrer par conséquent des modifications dans les
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potentiels redox de Qa et Qp. Cependant, a fortes concentrations AP ‘ supérieures a

3 mM, la bande B a ét¢ complétement supprimée (Fig. SA, tracé continu, chapitre IT).

Afin d’identifier les effets de 1’addition d’AI*" sur la chaine de transport
d"électrons, ’inhibiteur DCMU 3-(3,4-dichlorophényl)-1,1-diméthyluréa a été ajouté
pour bloquer le transfert d’électrons entre Qa- et Qp. Consécutivement & 1’ajout de
DCMU, la bande B a été supprimée et une nouvelle bande luminescente majeure avec
une Ty, de 15 °C est apparue (Fig. 5B, tracé continu, chapitre II). Cette nouvelle bande
majeure d’émission observée est la bande Q qui provient de la recombinaison de charges
entre Q- et ’état S, du complexe de MnsOsCa (Homann, 1999). L’amplitude de la
bande Q a diminué fortement en fonction de I’augmentation de la concentration en Al*".
Cependant, aucun décalage de Ty, de la bande Q n’a été observé suite a ’addition d’Al*",
De méme, les pourcentages des intensités des deux bandes B et Q diminuent
progressivement de fagon similaire lorsque la concentration en AP’" augmente (F ig. 6).
Cette baisse simultanée des deux bandes démontre DIeffet inhibiteur d’Al’" sur la
recombinaison de charges. Cette inhibition est due principalement a la perte des états S,
du complexe de MnsOsCa en tant que partenaire commun de recombinaison pour les
deux quinones Qs et Qp (Fig.5). En effet, la perte des états S, a engendré la
désorganisation du complexe de MnsOsCa et par conséquent la déstabilisation du CEO
et I’inhibition de son activité. Cette inhibition a été déja démontrée par la suppression de
la phase IP des courbes de I’induction de fluorescence (Fig. 3) (Pospisil et Dau, 2000).
De plus, une bande luminescente mineure avec une Tp, de 52 °C est apparue dans les
échantillons contréles de membranes de thylakoides en présence de DCMU (Fig. 5B,
tracé continu). La bande mineure d’émission observée est la bande C, attribuée a la
recombinaison de charge entre Qa- et la forme oxydée de la Tyr D (Vass et Govindjee,
1996). En comparaison avec le contréle, I’amplitude de cette bande s’est améliorée en
augmentant la concentration en AP*". L’augmentation de Iintensité de la bande C s’est
accompagnée par la diminution de I’intensité des deux bandes B et Q en fonction de
I’augmentation de la concentration en Al**, ce qui suggére que I’état S, est affecté et par
la suite, il n’est plus disponible pour recombiner avec Qa-. Cependant, une population de

Qa- est toujours présente dans ces conditions et encore disponible pour recombiner avec
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Tyr D", Ceci indique clairement que la séparation de charge initiale suivant 1’excitation
avec le flash saturant engendre 1’état P680"Qa- qui continue toujours a étre le partenaire

de recombinaison avec Tyr D”.

5.2 Mécanismes d’action d’Al*>* sur le PSII

Dans les travaux du chapitre III, les interactions entre AI’* et les fractions
membranaires enrichies en PSII ont été caractérisées moyennant différentes techniques
spectroscopiques et biochimiques, a savoir la mesure du dégagement d’O, standard, la
mesure du dégagement d’O, aprés flash, I’induction de la fluorescence, 1’électrophorése
sur gel de polyacrylamide SDS-PAGE, I’électrophorese sur gel vert, la spectroscopie de
fluorescence a basse température (77 K) et la spectroscopie infrarouge a transformée de
Fourier (FTIR). Les objectifs spécifiques de cette étude consistaient & déterminer les
mécanismes d’action d’AI’* au niveau moléculaire et son effet sur Iactivité et la

structure du PSII.

Afin de vérifier Pactivité du CEO suite 4 I’addition d’AI’**, les mesures du
dégagement d’O; standard ont été effectuées sur des fractions membranaires enrichies en
PSII. Les résultats ont montré que I’activité du dégagement d’0O, diminue
significativement avec 1’augmentation de la concentration en AI*". En effet, I’addition de
2 mM d’AP" inhibe le dégagement d’0, de 91 % par rapport a I’échantillon de contrdle
alors qu’elle a atteint les 99 % a 5 mM (Fig. 1, chapitre III). Notons que I’inhibition de
I’activité de dégagement d’O, observée dans les fractions membranaires enrichies en
PSII en présence d’AI*" a été plus prononcée que celle mesurée avec les membranes
thylakoidales (Boucher et Carpentier, 1999). Cette différence est probablement due a
une liaison plus accessible d’AI** dans les fractions membranaires enrichies en PSII que
dans les membranes de thylakoides en raison de leurs différences structurales. Toutefois,
I’utilisation des fractions membranaires purifiées de PSII représente un systeme d’étude
plus simple et plus spécifique, ne subissant pas d’interférence de la part des autres
composantes de la membrane thylakoidale. Ces résultats suggeérent qu’il y a une

interaction possible et directe entre AI*" et le CEO.
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Les mesures du dégagement d’O; aprés flash viennent confirmer I’effet inhibiteur
d’Al** sur le CEO (Fig. 2, chapitre III). Le patron d’oscillation du dégagement d’0,
aprés flash pour I’échantillon du contréle montre une période typique de quatre
oscillations avec un maximum du dégagement d’O, observé au troisiéme flash (qui
correspond a [’état S, aprés une incubation de [’échantillon & la noirceur). Cette
périodicité est liée a I’avancement des états S du complexe de MnyOsCa associé au CEO
qui génere une molécule d’O; au troisiéme flash (Joly et Carpentier, 2009). L’addition
d’AP** aux échantillons des membranes de thylakoides a induit une inhibition du
dégagement d’O,, démontrée par une diminution dans les amplitudes des rendements
d’0O,. Cette diminution est plus prononcée avec I’augmentation de la concentration en
AP’". De méme, les patrons d’oscillation du dégagement d’O, ont été modifiés en
fonction du nombre de flashs. A fortes concentrations d’Al**, particuliérement & 5 mM,
le rendement de 1’0, a été complétement aboli. Cet effet a été accompagné d’une baisse
drastique dans les amplitudes des rendements d’O, induite par flash et une perte des
patrons d’oscillation (Fig. 2, chapitre III). Ce changement peut étre expliqué par une
majeure réduction et/ou destruction du nombre total des centres fonctionnels actifs du
CEO, ce qui indique que le CEO a été sévérement altéré (Mohanty et al., 1989; Joly et
Carpentier, 2009). L’analyse quantitative des données expérimentales des patrons
d’oscillation du dégagement d’O; aprés flash a permis de déterminer mathématiquement
les probabilités de transition des états S (coups simples, coups manqués et coups
doubles) du complexe de MnsOsCa selon un modéle, de résolution d’équations avec
matrice, proposé par Messinger et al. (1997). Les résultats ont montré que 1’addition
d’Al** a entrainé une augmentation du pourcentage des coups manqués (« misses »: pas
d'avancement des états S) et de coups doubles (« double hits »: avancement double des
états S) ainsi qu’une diminution du pourcentage des coups simples (« hits »: avancement
simple des états S) enregistrés lors de la mesure du dégagement d’O,. Ces modifications
sont plus prononcées en fonction de I’augmentation de la concentration en AP
(Tableau 1, chapitre III). En effet, I’ajout des concentrations de 2-3 mM d’AlI*" a affecté
légérement ’avancement des états S du complexe de MnsOsCa. Cependant, & fortes
concentrations d’Al*", I’augmentation considérable des valeurs des coups manqués et

des coups doubles suggérent que N peut affecter directement le complexe de
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MnyOsCa causant un ralentissement dans I’avancement de ses états S. Ceci peut étre du
probablement au détachement de Ca®" et/ou Mn du complexe de MnsOsCa. Par

conséquent, le complexe de MnyOsCa devient désorganisé et n’est plus fonctionnel.

Pour élucider I’étendue de I’action inhibitrice d’Al** sur le CEO et plus
spécifiquement sur les protéines extrinséques, des électrophoréses sur gel de
polyacrylamide ont été effectuées sur des échantillons des fractions membranaires
enrichies en PSII traités avec différentes concentrations d’Al*". Les résultats ont montré
I’absence de deux polypeptides correspondant aux polypeptides extrinséques PsbQ et
PsbP du CEO de poids moléculaire de 17 et 23 kDa respectivement, en présence de
faibles concentrations en AI’". Ceci démontre qu’il existe une corrélation entre le
relachement des deux polypeptides extrinséques PsbQ et PsbP et I’inhibition de I’activité
du dégagefnent d’0, au niveau du PSII sous leffet d’Al** (Fig. 3, colonnes 3 et 4,
chapitre III). En effet, I’absence de ces deux polypeptides (17 et 23 kDa) est capable de
diminuer I’affinité entre les ions Ca>" et CI” avec le CEO (Seidler, 1996). Ces cofacteurs
(Ca® et CI") sont essentiels pour le maintien de la conformation du CEO (Vrettos et
Brudvig, 2002; Van Gorkom et Yocum, 2005). Cependant, la bande correspondante
au troisiéme polypeptide extrinséque PsbO de poids moléculaire 33 kDa, connue comme
la protéine stabilisatrice du complexe de MnsOsCa (Bricker et Frankel, 1998), a été
affectée partiellement et reste liée au complexe de PSII (Fig. 3, colonnes 3 et 4,
chapitre III), ce qui explique la légére altération dans I’avancement des états S du
complexe de MnyOsCa (Tableau 1, chapitre III). A fortes concentrations d’Al*, les trois
polypeptides ont été perdus au niveau des positions apparentes correspondant aux
polypeptides extrinséques associés avec le CEO PsbQ, PsbP et PsbO, respectivement
(Fig. 3, colonnes 5 et 6, chapitre III). Les positions apparentes des trois polypeptides
extrinséques ont coincidé avec les polypeptides arrachés par le traitement de PSII avec le
Tris-alkali qui enléve spécifiquement les trois polypeptides extrinseques du CEO (Fig. 3,
colonnes 7 et 8, chapitre III) (Seidler, 1996). Ce résultat est en parfaite concordance avec
ceux obtenus par le dégagement d’O, apres flash a fortes concentrations en AP, En
effet, ’enlévement de la protéine extrinséque PsbO (de 33 kDa) du complexe de PSII est

associé a la désorganisation du complexe de MnyOsCa et I’inhibition de son activité,
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ce qui est & ’origine du ralentissement de la transition des états S. D’autres études ont
montré qu’en absence du polypeptide 33 kDa (PsbO), deux a quatre atomes de Mn
peuvent disparaitre provoquant 1’inhibition de I’activit¢ du CEO (Wyman et Yocum,
2005). De plus, !’enlévement de ce polypeptide de 33 kDa (PsbO) ralentit
significativement la transition entre les états S3 -[S4]—So (Miyao et al., 1987). Ainsi,
I’interaction d’AlI’" avec les fractions membranaires enrichies en PSII a causé
effectivement le relachement des polypeptides extrinséques et la désorganisation du
complexe de MnsOsCa associés au CEO du c6té donneur du PSII en affectant la stabilité

du CEO et par conséquent, I’inhibition de I’activité¢ du dégagement d’O,.

L’effet d’AP" sur Iactivité du transfert d’électrons a été caractérisé avec ’analyse
des propriétés de la fluorescence chlorophyllienne dans les échantillons des fractions
membranaires enrichies en PSII. Les résultats ont montré que la fluorescence initiale F,
observée avec les CR dans un état ouvert, a augmenté considérablement avec
I’augmentation de la concentration en AI’* (Fig. 4A, chapitre III). Par ailleurs, la
fluorescence maximale Fy,, observée lofsque les CR sont dans un état fermé, a diminué
énormément aprés 1’addition d’une forte concentration en AI’* (5 mM) (Fig. 4B,
chapitre III). Ce déclin a coincidé simultanément avec la diminution du rendement
photochimique maximal du PSII, F,/Fy, et du ratio F\/Fy (Fig. 4C et D, chapitre III), un
paramétre plus sensible au niveau des variations simultanées de F, et Fy pour la
détermination du rendement photochimique maximal (Kana et al., 2002; Govindachary
et al., 2004). De plus, a fortes concentrations d’Al**, les diminutions enregistrées au
niveau des ratios F,/F,, et F,/Fy ont corrélé parfaitement avec I’inhibition totale du
dégagement d’O, et I’enlévement des polypeptides extrinséques, ce qui suggere que le
CEO est la cible principale d’Al*". En effet, I’interaction d’AI’* avec les polypeptides
extrinseques est capable d’affecter I’activité du CEO et par la suite I’altération du

rendement photochimique du PSII.

Les tracés d’induction de fluorescence chlorophyllienne ont été analysés afin
d’élucider Peffet d” A" sur Iactivité du transport d’électrons des deux cotés donneur et

accepteur du PSII. Ces tracés illustrent la réduction progressive des quinones localisées
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du coté accepteur du PSII avec trois phases désignées OJ, JI et IP (Fig. SA, chapitre III)
(Zhu et al., 2005; Lazéar, 2006). La premiere phase (OJ) refléte la réduction de la
quinone acceptrice primaire du PSII, Q4, alors que les phases (JI) et (IP) peuvent étre
attribuées a la réduction de la quinone acceptrice secondaire Qg et du pool de PQ
respectivement. La phase JI est considérée négligeable dans les fractions membranaires
enrichies en PSII (Joly et Carpentier, 2009). L’addition d’Al** aux échantillons des
fractions membranaires enrichies en PSII a provoqué une atténuation de 1’induction de
fluorescence. Cette atténuation est plus prononcée avec I’augmentation de la

concentration en AI** (Fig. 5A, chapitre III).

Pour expliquer I’effet inhibiteur d’A** sur les différentes phases de réduction des
quinones sur le coté accepteur du PSII, les tracés d’induction de fluorescence ont été
normalisé€s simultanément aux valeurs minimales et maximales (tracés V). Ces tracés
ont montré qu’a faibles concentrations d’AI** (inférieure 4 3 mM) une augmentation de
la phase OJ s’est produite reflétant ainsi que la réoxydation de Qa- par Qg dans les
fractions membranaires enrichies en PSII est retardée (Fig. 5B, chapitre III). Dans ce
contexte, il a été démontré que le détachement des deux polypeptides extrinséques de
poids moléculaires 17 et 23 kDa et/ou Ca** a induit la modification du potentiel redox de
Qa, ce qui a augmenté la durée de vie de la réoxydation de Qa- (Krieger ef al., 1993;
Putrenko ef al., 1999). A fortes concentrations d’Al**, une forte inhibition de I’induction
de fluorescence, observée au niveau des phases OJ et IP (Fig. 5A et B, chapitre III),
témoigne d’une incapacité du CEO a fournir des électrons pour réduire les quinones
acceptrices du c6té accepteur du PSII. Par conséquent, le transfert d’électrons du coté
donneur vers le c6té accepteur du PSII est affecté causant ainsi 1’altération de 1’activité
photochimique du PSII. Ces résultats sont en parfaite concordance avec les diminutions
enregistrées au niveau des ratios F,/Fy, et F,/Fo, ’inhibition totale du dégagement d’O; et
I’enlévement des polypeptides extrinséques. Hasni et al. (2013) ont démontré que la
déstabilisation du CEO par les fortes concentrations en AI’" (supérieure 4 3 mM)
provoque une altération de I’environnement moléculaire de la Tyr Z causant 1’inhibition
du transfert d’électrons entre la Tyr Z et P680" dans les CR de PSII. Par conséquent,
cette inhibition de transfert d’électrons entre le donneur primaire Tyr Z et le P680" a
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favorisé une accumulation des espéces P680", ce qui explique ’atténuation de I’intensité
du pic de la fluorescence chlorophyllienne de PSII a 684 nm observée suite a I’ajout
d’AP* (S1 Fig., chapitre III). Plusieurs études suggerent que |’inhibition de I’activité du
CEO simultanément avec 1’atténuation de 1’induction de fluorescence chlorophyllienne
peut étre due a la réduction du nombre de CR de PSII actifs (Ait Ali et al., 2006;
Hamdani et Carpentier, 2009; Msilini et al., 2011).

La fluorescence chlorophyllienne & basse température (77 K) a été utilisée pour
déterminer 1’effet d’AI’* sur le transfert d’excitation des antennes LHCII au CR de PSII
et par conséquent évaluer ’état de connexion des antennes LHCII avec le CR du PSII. A
température cryogénique, deux bandes principales caractérisant le spectre d’émission de
la fluorescence chlorophyllienne de !’échantillon du contrdle: une premiere bande
apparait & 684 nm avec un petit épaulement a 692 nm, attribuable a la Chl a du PSII,
alors que la deuxiéme bande apparait & 732 nm et elle est caractéristique de la Chl a du
PSI. L’addition d’AI** aux échantillons des membranes de thylakoides a diminué
considérablement I’amplitude de la bande de 684 nm. Cet effet est plus prononcé avec
I’augmentation de la concentration en AI** (Fig. 6, chapitre III). Ce résultat indique qu’il
y a une altération des antennes LHCII et par conséquent une diminution du transfert de
I’énergie d’excitation des antennes LHCII au CR de PSII. Cette diminution du transfert
de I’énergie d’excitation est corrélée parfaitement avec 1’augmentation de Fy et du
pourcentage des coups Iﬁanqués suite a ’ajout des concentrations élevées d’AP". Cela
suggere que le détachement des polypeptides extrinseéques facilite 1’interaction d’AP*
avec les antennes du c6té du lumen du PSII. Cette interaction peut induire des altérations

structurales des antennes et par la suite I’inhibition du transfert de I’énergie d’excitation.

Pour élucider I’action d’ AP’ sur la structure des complexes pigments protéines,
des électrophoreses sur gel vert ont été effectuées avec des échantillons des membranes
de thylakoides traités avec différentes concentrations d’AP’*. Les résultats ont montré
que le profil électrophorétique de ces complexes pigments protéines, et plus
particulierement celui de LHCII, a changé graduellement en fonction de I’augmentation

de la concentration ajoutée en AI’*. En effet, a fortes concentrations d’ AP’ ’absence des
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Chls de la bande de LHCII a été observée (Fig. 7, colonnes 5 et 6, chapitre III). Ceci est
di probablement a la perte ou la dégradation de la Chl sous I’effet d’Al**. Ces résultats
ont coincidé avec ceux obtenus avec 1’électrophorése sur gel de polyacrylamide
SDS-PAGE qui ont démontré que les polypeptides correspondant & LHCII restent liés au
CR du PSII ce qui élimine la possibilité de leur dégradation. Tous ces résultats ont
montré que I'AP’" a engendré des changements dans la structure de LHCII. Ces
changements sont attribués probablement a la dénaturation des protéines de LHCII
accompagnée par une perte ou une dégradation des pigments chlorophylliens.

13" sur la structure

La spectroscopie FTIR a été utilisée pour déterminer I’effet d’A
secondaire protéique des fractions membranaires enrichies en PSII. Le spectre FTIR des
fractions membranaires enrichies en PSII est composé principalement d’une bande large
de forte intensité 4 1658 cm™, appelée la bande amide I, attribuable a 1’étirement de la
liaison C=0 (Krimm et Bandekar, 1986; He et al., 1991). Cette bande amide I, objet de
notre étude, est largement utilisée vu sa sensibilité aux changements de conformation
dans les structures secondaires des polypeptides suite a la complexation des protéines
(Surewicz et Mantsch, 1988; De Las Rivas et Barber, 1997). L’analyse quantitative de la
structure secondaire des fractions membranaires enrichies en PSII et de ses complexes
avec les différentes concentrations en AL’" a été réalisée afin d’estimer le degré de
modification structurale des polypeptides. La structure secondaire des polypeptides du
PSII libre est composée de 54 % d’hélices a (1654-1660 em™), 9% de feuillets B
(1614-1637 cm™), 15% de coudes B (1670-1678 cm™), 18 % de pelotes statiques
(1638-1648 cm™) et 4% de feuillets B-antiparalléles (1680-1691 cm™). L’addition
d’AP’* a induit des changements dans la structure secondaire des polypeptides des

I**. A fortes concentrations d’AI** (5 mM), une altération majeure

complexes PSII-A
dans la structure secondaire des polypeptides du complexe PSII-AI’" a été observée. En
effet, les hélices o ont diminué drastiquement de 54 a 29 %. Simultanément, les
structures des feuillets B et des pelotes statiques ont augmenté considérablement de 9 a
24 % et de 18 a 29 %, respectivement pour le méme complexe PSI-AI 4 5 mM.
Cependant, les structures coudes B et feuillets B-antiparalléles restent stables (Figs. 8

et 9, chapitre III). Ces résultats indiquent que I’AI** a induit des changements
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conformationnels importants des structures secondaires des polypeptides du PSII de
fagon simultanée. Ces changements simultanés témoignent qu’une composante majeure
du complexe de PSII a été dénaturée affectant ainsi sa fonction (Fig. 9, chapitre III).
Ceci peut étre dii probablement a une interaction électrostatique des charges positives

d’APP" avec les groupements fonctionnels des polypeptides de PSII.

Mécanisme d’action proposé

Il est important de noter que I’inhibition de I’activité fonctionnelle du PSII par
AI** est en étroite liaison avec les changements structuraux du complexe de PSII. En
effet, en présence de fortes concentrations d’Al*, une parfaite corrélation a été observée
entre |’inhibition de I’activité du dégagement d’O,, la réduction du transfert d’énergie
d’excitation a partir des antennes LHCII au CR de PSII et les changements
conformationnels importants des structures secondaires des polypeptides du complexe
de PSII. Nous proposons qu’a la suite de son addition a I’échantillon du PSII a fortes
concentrations, AI*" est capable d’altérer la structure secondaire des polypeptides du
PSII entrainant des changements conformationnels des polypeptides intrinséques
transmembranaires riches en hélices a, tels que D1, D2. CP43, CP47, LHCII et d’autres
polypeptides intrinséques associés a la fois au CEO et au site du Qg (Liu et al., 2004,
Dekker et Boekema, 2005; Lucinski et Jackowski, 2006). Cette modification a conduit &
la réduction du pourcentage des structures hélices a. En outre, nous suggérons que le
détachement des trois polypeptides extrinseques PsbQ, PsbP et PsbO, de poids
moléculaires de 17, 23 et 33 kDa respectivement, peut favoriser I’augmentation du
pourcentage des structures pelotes statiques du c6té du lumen du complexe de PSII.
Cette modification est accompagnée d’une inhibition totale de I’activité de dégagement
d’0,. De méme, les fortes concentrations d’Al’* sont capables de changer la structure
secondaire des polypeptides de LHCII, en affectant leur stabilité par la diminution du
pourcentage des structures hélices o et 1’augmentation du pourcentage des structures
feuillets B causant ainsi 1’inhibition du transfert de 1’énergie d’excitation du LHCII vers
le CR du PSII. Cette inhibition est démontrée par I’augmentation du F, du pourcentage
des coups manqués ainsi que par la diminution de la bande d’émission de la fluorescence

chlorophyllienne a 684 nm mesurée 4 basse température (77 K). Tous ces changements
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conformationnels transmembranaires modifient probablement le potentiel redox des
deux quinones Q4 et Qg ce qui provoque une altération au niveau de leurs réductions sur
le coté accepteur de PSII, entrainant 1’inhibition de transfert d’électrons et par
conséquent 1’inhibition de 1’activité de PSII. Dans ce contexte, Roose et al. (2010)
ont suggéré que le détachement des deux polypeptides extrinséques PsbP et PsbQ,
e poids moléculaires 23 et 17 kDa respectivement, peut induire des altérations
transmembranaires dans la structure du complexe de PSII entrainant la perturbation des
sites de Qa et/ou Qp ou la modification du canal d’échange plastoquinone-plastoquinol.
Par ailleurs, le détachement du troisiéme polypeptide extrinseque, PsbO (de 33 kDa),
peut induire des changements dans les positions des protéines des antennes
périphériques et provoque une déstabilisation de la structure dimérique du PSII
entralnant ainsi des changements conformationnels (Boekema et al., 2000; Roose ef al.,

2007).

Finalement, I’ensemble de ces résultats démontre que I’inhibition de I’activité
fonctionnelle du PSII est en étroite liaison avec les changements structuraux du

complexe de PSII induits par AI**.

5.3 Effets de PAP" sur Pactivité photochimique et les propriétés structurales
du PSI

Dans les travaux du chapitre IV, I’interaction d’AI’* avec les membranes
thylakoidales et des fragments membranaires enrichis en PSI a été caractérisée par des
approches spectroscopiques et biochimiques a savoir la mesure de la consommation
d’0,, la photooxydation du P700, la spectroscopie de fluorescence des pigments
chlorophylliens a basse température (77 K), 1’électrophorése sur gel de polyacrylamide
SDS-PAGE et la FTIR. Les objectifs spécifiques de cette étude consistaient a étudier
Peffet d’AI’* sur Iactivité photochimique et les propriétés structurales du PSI ainsi que
sur Iactivité de transport d’électrons photosynthétique tout en déterminant ses sites et

ses modes d’action.
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L’effet inhibiteur d’ A" sur I’activité du transport d’électrons a été caractérisé par
les mesures de la consommation d’O, dans les membranes de thylakoides traitées avec
différentes concentrations d’AI**. Les résultats ont montré que ’AI’* a inhibé le
transport d’électrons tout au long de la chaine de transfert d’électrons au niveau du PSL
Cette inhibition est plus prononcée avec I’augmentation de la concentration en Al**

(Fig. 1, chapitre IV).

Afin d’identifier les sites d’action potentiels d’Al’** au niveau de la chaine de
transfert d’électrons du PSI on a mesuré le taux de consommation d’O, en utilisant
différents donneurs d’électrons artificiels a savoir DQH,, DCPIPH, et TMPD dont les
sites d’action sont différents. DQH, et DCPIPH, sont deux donneurs d’électrons au
niveau du pool de PQ et du Cyt bg/f respectivement, alors que le TMPD est un donneur
d’électrons au niveau de la PC (White et al., 1978; Izawa, 1980). Les résultats obtenus
ont montré que ’AI** a inhibé le taux de consommation d’0, avec tous les donneurs
d’électrons, mais avec des degrés d’inhibition différents (Tableau 1, chapitre IV). Ces
effets indiquent qu’il existe une inhibition du transport d’électrons, mais de fagon
différente d’un donneur a l’autre. Cette inhibition est plus prononcée avec TMPD
comparée aux deux autres donneurs (DQH, et DCPIPH;). Ceci peut étre expliqué par
I’interaction d’AI’* avec les PC libres qui sont accessibles a I’action du TMPD. Cette
interaction témoigne d’une incapacit¢é du PC a fournir des électrons pour réduire
adéquatement les P700" et par conséquent, une inhibition du transport d’électrons au

niveau du c6té donneur du PSI.

Pour valider I’interprétation de ’effet inhibiteur d’AP" sur le c6té donneur du PSI
et plus particuliérement au niveau du PC, les cinétiques de photooxydation et la
re-réduction de P700 ont été caractérisées par la mesure du changement d’absorbance a
820 nm sur des échantillons de thylakoides traités avec différentes concentrations
d’AI*". Les résultats ont montré que I’amplitude de la phase de la photooxydation de
P700 a I’état stationnaire a augmenté considérablement en fonction de 1’augmentation de
la concentration en AI**. Ceci indique que le transfert d’électrons a été inhibé sur le coté

donneur du PSI. La phase de réduction sombre de P700", attribuée a la réduction de
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P700" par les électrons provenant du Cyt be/f via la PC, est caractérisée par une phase de
déclin rapide démontrant une réduction rapide de P700" pour 1’échantillon du controle.
L’addition d’AI’* a entrainé une diminution du taux de réduction de P700" caractérisée
par une phase de déclin plus lente. Cet effet est plus clair avec ’ajout de 10 mM d&’AL**
(Fig. 2, chapitre IV). Ce résultat confirme que I’ AI*" affecte le c6té donneur du PSI, plus
particulierement au niveau du PC causant ainsi une inhibition du transfert d’électrons
entre le coté donneur du PSI et le P700. Par conséquent, la réduction de P700" est
retardée ou méme inhibée. Nos résultats sont en parfaite concordance avec ceux obtenus
avec d’autres types de cations métalliques divalents comme Hg** et Pb*". En effet, ngr
et Pb®" affectent le coté donneur du PSI en se liant avec la PC, qui devient par la suite
inactive, causant ainsi I’inhibition du transport d’électrons entre la PC et le P700 (Wong
et Govindjee, 1976; Hermans et al., 2004; Belatik et al., 2013).

Afin d’élucider d’autres sites d’action d’Al** au niveau du PSI et leurs effets sur
Iactivité photochimique du PSI, la photooxydation du P700 des échantillons des
membranes de thylakoides traités avec différentes concentrations d’Al* en présence de
DCMU a été analysée par la mesure du changement d’absorbance a 820 nm. Le DCMU
est utilisé pour bloquer le flux d’électrons provenant du PSII. Les résultats ont montré
qu’en présence de DCMU seule, I’addition d’Al’* a entrainé un retard considérable dans
la vitesse de la photooxydation de P700 & atteindre son état stationnaire ainsi qu’une
diminution du niveau de I’amplitude des P700 photooxydées (Fig. 3A, chapitre IV).
L’ajout du MV, un accepteur artificiel d’électrons trés efficace qui a pour effet de
favoriser le transport linéaire d’électrons en évitant la recombinaison de charge, a
accéléré la photooxydation du P700 et par conséquent 1’état stationnaire est rapidement
atteint. De plus, le niveau de ’amplitude du P700 a augmenté (Fig. 3B, chapitre IV). Le
ralentissement de la vitesse de photooxydation du P700 a atteindre 1’état stationnaire
sous Peffet d’Al*" suggére que ’AI’* a affecté le taux de séparation de charges entre
P700 et Ao, le premier accepteur d’électrons, entrainant une inhibition du transfert

d’électrons au niveau des transporteurs d’électrons sur le cdté accepteur du PSL



178

Afin d’estimer la quantité de la population active de P700, les mesures du taux de
photooxydation du P700 ont été effectuées en se basant sur le paramétre du changement
d’absorbance a4 820 nm mesuré sur des échantillons des membranes de thylakoides
traités avec différentes concentrations en AI’" en présence de MV et de DCMU. Les
résultats ont montré que [I’amplitude de la photooxydation du P700 a diminué
progressivement avec ’augmentation de la concentration en Al’" affectant ainsi la
quantité totale de P700 photooxydé & I’état stationnaire (Fig. 3B, chapitre IV). Cela
indique que I’AI** est capable d’affecter une fraction de la population active de P700
dans le CR du PSI, en diminuant sa quantité, causant ainsi un dommage partiel du centre
photochimique de PSI et par conséquent la diminution de 1’activité photochimique du
PSI. Cependant, il est important de noter qu’a fortes concentrations en Al’* une grande
proportion de P700 reste active comparée a la population de P700 affectée par AP*

(Fig. 3B, chapitre IV).

La fluorescence chlorophyllienne a basse température (77 K) a été mesurée sur des
échantillons des fractions membranaires enrichies en PSI afin d’étudier I’effet d’ A" sur
le transfert de I’énergie d’excitation du LHCI vers le CR du PSI et d’examiner ainsi
I’état de connexion des antennes LHCI avec le CR du PSI. A température cryogénique,
on obtient une bande caractéristique a 730 nm provenant de I’émission des Chls rouges
contenues dans les deux hétérodimeéres, Lhca2,3 et Lhcal,4, qui constituent les antennes
LHCI. Les résultats ont montré que I’amplitude relative du spectre d’émission de la
fluorescence a 730 nm a augmenté en parallele avec I’augmentation de la concentration
en AI* (Fig. 4, chapitre IV). Ce résultat est dii 2 une réduction dans le transfert de
I’énergie d’excitation depuis les antennes LHCI vers le CR du PSI, ce qui témoigne

probablement d’un détachement des antennes LHCI du CR.

Pour élucider I’effet d’ A" sur la composition polypeptidique du complexe de PSI,
des électrophoréses sur gel de polyacrylamide ont été effectuées avec des fractions
membranaires enrichies en PSI traitées avec différentes concentrations en AI’". Les
résultats ont montré que les deux polypeptides du CR de PSI, PsaA et PsaB de poids

moléculaire approximative de 60 kDa ont diminué d’intensité progressivement en
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fonction de I’augmentation de la concentration en AI** (Fig. 5, chapitre IV). Ceci laisse
suggérer qu’il existe une corrélation entre la diminution de I’activité photochimique du
CR de PSI et le changement de I’intégrité de ces polypeptides (PsaA et PsaB) ainsi que
la réduction de la population de P700 active. Cependant, les polypeptides Lhca2,3 et
Lhcal,4, avec des poids moléculaires apparents de 21 a 25 kDa, n’ont présenté aucun
changement avec 1’ajout d’AP’*. Ceci suggére que les antennes LHCI, avec ses deux
hétérodiméres Lhca2,3 et Lhcal,4, n’ont pas été dégradées, mais elles ont été
probablement dénaturées suite & des changements de conformation dans leurs structures

causant ainsi leur détachement du CR (Fig. 5, chapitre IV).

La FTIR a été utilisée pour caractériser effet d’AI** sur les structures secondaires
des polypeptides du complexe de PSI. Dans notre étude, on s’est basé sur la bande
protéique amide I du spectre FTIR des fractions membranaires enrichies en PSI. Cette
bande amide I, attribuable a 1’étirement de la liaison C=0, est une bande large de forte

! énormément utilisée vu sa sensibilité aux changements de

intensité & 1655 cm’
conformation dans les structures secondaires des polypeptides suite a la complexation
des protéines (Surewicz et Mantsch, 1988; De Las Rivas et Barber, 1997). L’analyse
quantitative de la structure secondaire des fractions membranaires enrichies en PSI et de
ses complexes avec les différentes concentrations en AI’* a été réalisée afin d’estimer le
degré de modification structurale des polypeptides du PSI (Fig. 6, chapitre IV). La
structure secondaire des polypeptides du PSI libre est composée de 51 % d’hélices a
(1650-1658 cm™), 28 % de feuillets p (1613-1640 cm™), 8% de coudes B (1663-
1678 cm™) et 13 % de feuillets P-antiparalléles (1679-1685 cm™). Suite a ’addition
d’une forte concentration d’AP’* (10 mM), une altération majeure dans la structure
secondaire des polypeptides du PSI a été observée. En effet, les hélices o ont diminué de
51 & 38 % alors que les structures des feuillets B ont augmenté de 28 a 33 % pour le
complexe PSI-AI** (10 mM). En paralléle avec cette augmentation, les structures coudes
B et feuillets B-antiparalléles ont augmenté aussi de 8 a 11% et de 13 a 18%
respectivement, pour le méme complexe PSI-APP" (10 mM) (Fig. 6, chapitre IV). Ces
résultats témoignent que I’AI’* a induit des changements conformationnels des

différentes structures secondaires des polypeptides du PSI. En effet, la conversion des
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hélices a en feuillets B, coudes P et feuillets B-antiparalléles suggére que, plus
particuliérement, les polypeptides intrinséques transmembranaires riches en hélices a a
savoir PsaA, PsaB, LHCI et autres polypeptides, sont les plus affectés par les
modifications structurales induites par Al’*. Ces altérations observées au niveau des
structures secondaires des polypeptides du PSI en présence d’AI** ont mis en évidence
une réorganisation du complexe de PSI causant ainsi la dénaturation de sa structure
protéique. Ceci est probablement dii & une interaction électrostatique d’A*" avec les
polypeptides du PSI et plus précisément au niveau du groupe fonctionnel C=0. Ainsi,
toutes ces modifications sont a I’origine d’une inhibition mesurable de I’activité
photochimique du PSI associée & une réduction du transfert d’énergie d’excitation et de

’activité du transport d’électrons photosynthétique du PSI.

5.4 Perspectives de recherche

Les mécanismes de toxicité d’AI’* chez les plantes supérieures et plus précisément
au niveau de la machinerie photosynthétique restent trés peu explorés et rarement
discutés dans la littérature jusqu’a présent. C’est dans ce contexte que notre étude a été
faite en contribuant & l’avancement des connaissances dans le domaine de la
photosynthése tout en se servant d’une panoplie de techniques biophysiques et
biochimiques sophistiquées et répondant 4 nos objectifs. A notre connaissance, notre
étude est la premiere qui a permis d’élaborer un modéle sur les sites d’action des effets
toxiques d’ AP et d’interpréter ses mécanismes d’inhibition sur I’activité photochimique
des photosystémes I et II et le taux de transport d’électrons photosynthétique. De plus, la
comparaison de la sensibilit¢ des deux photosystémes vis-a-vis les effets toxiques
d’A1**, tant du point de vue structural que fonctionnel, nous a permis de constater que le
PSI est moins sensible & I’effet d’AI’" que le PSII puisqu’il nécessite une concentration

plus importante pour étre inhibé.

Ainsi, les travaux de notre étude présentés aux chapitres II, III et IV, discutés
précédemment et qui révélent un aspect relativement original, ouvrent de nombreuses

perspectives :
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Dans les deux premiéres parties de notre étude (chapitre II et III), nous avons
montré que I’AI’" est capable d’inhiber Iactivité du PSII en se fixant sur différents sites.
Cette inhibition est due principalement & la déstabilisation du CEO suite & son
interaction avec Al** causant ainsi la désorganisation du complexe de MnsOsCa et le -
détachement des polypeptides extrinséques. Cependant, les sites de fixation d’Al** ainsi
que son mode d’interaction au niveau des différentes structures du CEO demeurent
ambigus, ce qui souléve également plusieurs points qu’il serait nécessaire de clarifier. A
cet effet, il serait intéressant d’étudier la structure cristalline du CEO en présence d’AP,
en se basant sur des expériences de cristallographie aux rayons X, afin de mieux élucider
les mécanismes d’action d’Al*" sur le plan moléculaire. De méme, il pourrait également
étre intéressant d’étudier I’interaction entre AL** et les polypeptides extrinséques isolés
par différentes techniques spectroscopiques a savoir, la spectroscopie FTIR et le
dichroisme circulaire (CD), afin de mieux éclaircir les modes d’interaction d’ A" avec
ces structures. Il est important de noter que cette étude est faisable uniquement avec les
polypeptides extrinseques déja commercialisés dont les structures restent natives apres

leur isolation.

Dans la troisiéme partie de notre étude (chapitre IV), on a mis en évidence 1’effet
inhibiteur ’AP’" sur I’activité du PSI tout en précisant les différents sites d’action
d’Al**. Parmi les sites potentiels d’Al3+, nous avons identifié la PC comme site
d’inhibition, mais le mécanisme d’interaction moléculaire reste encore indéterminé. A
cet effet, il serait intéressant de clarifier ce point avec des expériences de cristallographie

aux rayons X, de FTIR et de CD qui seront faites sur la molécule de PC isolée.

De plus, le marquage isotopique d’AI’* dans les extraits de PSI et PSII pourrait
étre envisagé comme une étude complémentaire afin de préciser les sites de liaison

d’AP*" avec les différentes composantes des deux photosystémes.

Sur le plan de la pratique sanitaire, environnementale et économique, il pourrait
étre intéressant d’extrapoler cette étude sur les plantes a incidence économique a savoir

le riz, le blé et le mais in vivo.
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Dans le méme contexte, Chen et al. (2008) ont démontré que les polyamines et
plus particuliérement les putrescines sont capables de protéger les plantes soumises au
stress de 1’Al dans des conditions in vitro. Il serait donc important de s’intéresser au
développement de diverses approches concernant 1’utilisation de ce genre de molécules
biologiques, telle la putrescine, pour protéger I’appareil photosynthétique contre la

o e, “+ . -
toxicité de I’ A’ in vivo.

Enfin, le demier point qui me semble nécessaire d’étre élucidé puisqu’il constitue
un probléme toxicologique émergent, sur le plan environnemental et sanitaire, au cours
de ces dernieres années et qui est trés peu documenté, est la détermination des effets des
nanoparticules d’Al et leurs mécanismes de toxicité au niveau de 1’appareil

photosynthétique et les comparer aux mécanismes d’action d’Al*".
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