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Résumé 

 

Ce travail de thèse s’articule autour de la fonctionnalisation de surfaces pour l’étude de 

protéines membranaires issues de la chaîne respiratoire en utilisant la spectroscopie 

différentielle, méthode qui est une des spécialités du laboratoire ainsi que la voltammétrie 

cyclique. Il s’agit d’un outil puissant pour l’analyse de molécules biologiques et qui donne des 

informations essentielles, notamment sur la réorganisation du squelette peptidique et sur 

l’absorption des différents acides aminés. Elle permet aussi de mettre en avant des systèmes 

catalytiques ayant une application potentielle pour une future biopile.  

 

Cette thèse contient trois parties. 

 

Dans un premier temps, l’étude de la cytochrome c oxydase de type ba3 de l’organisme 

Thermus thermophilus a été faite. Il s’agit d’une enzyme qui catalyse la réduction de 

l’oxygène en eau dans un organisme thermostable. Il a été décrit que lors le pH augmente, des 

interactions électrostatiques homotropes perturbent les potentiels de demi-vague de la 

protéine, entrainant une inversion des potentiels des hèmes b et a3. Dans cette partie, la 

spectroscopie différentielle a permis d’étudier les conséquences de ce changement d’un point 

de vue conformationel et sur la redistribution des charges dans les sites des cofacteurs. Des 

effets sont également visibles sur la réorganisation des hèmes, du squelette polypeptidique et 

des chaînes latérales d’acides aminés lors du transfert d’électrons. De plus, le transfert de 

protons couplé aux processus redox peut être visualisé dans ce spectre. Cette étude a mis en 

évidence le rôle crucial des propionates des hèmes dans le mécanisme de la protéine. 

 

Ensuite, l’interaction protéine-protéine entre deux hémoprotéines solubles de la chaine 

respiratoire du même organisme a été étudiée. Elle est déterminante pour les processus ou 

toutes autres réactions au sein des cellules biologiques. Ces interactions sont encore mal 

étudiées. Dans un premier temps, une caractérisation complète des deux protéines isolées est 

effectuée puis le complexe formé est analysé. Par l’apport de spectres différentiels, nous 

avons pu déterminer l’influence de l’interaction entre les deux cytochromes sur divers bandes 

qui refléteront la réorganisation des hèmes, du squelette peptidique et des chaînes principales 

des acides aminés.  
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Cette étude nous montre l’importance des propionates des hèmes, qui jouent un rôle crucial 

dans cette interaction, et nous a permis de caractériser l’interaction au niveau moléculaire.  

Ces deux parties nous ont permis de mieux décrire et de comprendre les interactions 

protéines-protéines et permettent, par la suite, l’étude de différentes protéines membranaires à 

l’aide de la technique d’immobilisation mise en place. 

 

Enfin, une application plus concrète de la fonctionnalisation de surface avec l’étude de la 

partie cathodique d’une biopile à biocatalyseurs optimisés a été réalisée. Ce projet nous a 

permis de mettre en place une nouvelle technique d’immobilisation de protéines, utilisant un 

réseau de nanoparticules d’or fonctionnalisées et nous permet de trouver des catalyseurs pour 

une éventuelle biopile. Elle nous donne accès, grâce à la voltampérométrie cyclique, au 

potentiel de demi-vague de la protéine étudiée et à la cinétique du transfert électronique. Cette 

méthode est d’abord mise au point sur la laccase de Bacillus subtilis qui est une 

glycoprotéine, puis sur deux protéines solubles le cytochrome c1 et c552 et ensuite appliquée 

sur une protéine membranaire le cytochrome ba3, déjà étudiés dans un premier temps. La 

spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier exaltée de surface nous confirme 

l’immobilisation et la pérennité de la protéine. Les potentiels de demi-vague obtenus pour le 

système immobilisé et ceux obtenus en solution sont comparés. Il a été possible pour le 

cytochrome ba3, de visualiser la dépendance pH trouvée en spectroscopie différentielle et de 

mieux décrire les phénomènes qui gèrent la dépendance due à l’activité catalytique. 
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«Un plan, quand il apparaît à l'esprit, le séduit et le captive, il 
est tout lumière, ordre et nouveauté ; puis, lorsque vient 

l'heure d'exécution et de travail, lorsqu'il faut ranger dans le 
cadre et dans les lignes régulières qu'il présente, la masse 
brute et informe des matériaux amassés, alors commence 

l'épreuve décisive. Rien de plus laborieux que le passage d'une 
conception abstraite à une œuvre effective.» 

 
Paul-Émile Littré « Préface au Dictionnaire de la langue 

française » (1872) 
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Chapitre I : 

Introduction  
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1. Motivation du projet 

Cette thèse s’articule autour de la fonctionnalisation de surfaces pour l’étude de protéines 

membranaires avec des techniques mises en place au laboratoire. Tout d’abord diverses 

protéines de la chaîne respiratoire venant de l’organisme Thermus thermophilus, sont étudiées 

soit de manières isolées, soit par des interactions protéine-protéine. La méthode utilisée est la 

spectroscopie infrarouge couplée à l’électrochimie qui est un outil puissant pour l’analyse de 

molécules biologiques. Elle donne des informations essentielles, entre autres sur la 

réorganisation du squelette peptidique et sur l’absorption des différents acides aminés. Puis, 

une application plus concrète est abordée avec l’étude d’une biopile à biocatalyseurs 

optimisés grâce aux protéines étudiées précédemment. Une laccase bactérienne est également 

caractérisée pour une éventuelle application à une biopile. Cette étude permet de mettre en 

place une nouvelle technique d’immobilisation de protéines, grâce à des nanoparticules d’or, 

sur une surface préalablement fonctionnalisée et ainsi obtenir, grâce à la voltampérométrie 

cyclique, le potentiel de demi-vague de la protéine. L’activité redox des protéines 

immobilisées et en solution est alors comparée pour exploiter leur efficacité catalytique dans 

des futurs biopiles. 
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2. La chaîne respiratoire  

2.1.Introduction 

La respiration cellulaire est étudiée dans la bioénergétique moderne. Une série des réactions 

chimiques sont entrepris dans la cellule afin d'accomplir la respiration. 

La chaîne respiratoire est constituée de fragments de sous-unités avec une structure et une 

fonction bien définies. Il existe, dans la nature, plusieurs variations de chaîne respiratoire. 

Deux types bien particuliers sont étudiés : la chaîne respiratoire mitochondriale et la chaîne 

respiratoire bactérienne qui est décrite succinctement. 

La chaîne respiratoire mitochondriale repose sur le rôle essentiel de la mitochondrie. La 

mitochondrie apparaît comme le siège du métabolisme cellulaire. Les organites, dont la taille 

est de l’ordre du micromètre, se composent de deux membranes, une externe et une interne. 

Au sein de la membrane interne, les protéines de la chaîne respiratoire impliquées dans la 

phosphorylation oxydative sont présentes. La membrane est imperméable à toutes les 

molécules polaires et à certains anions et cations. Elle est repliée sur elle-même de façon à 

créer de nombreuses invaginations. Les invaginations augmentent la surface de la membrane 

sans augmenter le volume de la mitochondrie, mais accroît la capacité de phosphorylation 

oxydative (voir figure 1.2.1). 

 

Figure 1.2.1 : schéma d’une mitochondrie. 
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La chaîne respiratoire bactérienne est généralement un modèle qui contient moins de sous-

unités que la chaîne respiratoire mitochondriale. Cependant, il existe deux types de chaîne 

respiratoire bactérienne : l’aérobie et l’anaérobie. Ces deux types ont des organisations très 

différentes de leurs cytochromes respectifs avec divers groupes prosthétiques. La chaîne 

respiratoire bactérienne est un système type pour l’étude de l’évolution biochimique du 

métabolisme énergétique et de la biosynthèse des cytochromes.(1)  

Il a été postulé qu’il existe un ancêtre commun capable de faire de la respiration aérobie et 

anaérobie.(2, 3) 

La chaîne respiratoire aérobie a une grande diversité dans les chemins de transfert d’électrons 

comparée à la chaîne respiratoire mitochondriale. En fonction de l’habitat naturel des 

bactéries et de leurs modes de métabolisme aérobie, la chaîne respiratoire peut exploiter des 

oxydases terminales uniques.(4, 5) Dans la respiration aérobie, la réoxydation des coenzymes 

réduits est assurée par le transfert des électrons par voie cytochromique vers le dioxygène. 

Chez les bactéries la composition en cytochromes de la chaîne respiratoire est très différente 

de celle des eucaryotes et varie en fonction de l'espèce et même pour une espèce donnée en 

fonction des conditions de culture. Indépendamment de la chaîne respiratoire utilisée, toutes 

les bactéries à respiration aérobie ont un métabolisme oxydatif. 

Certaines espèces bactériennes peuvent utiliser comme accepteur final d'électrons des 

composés minéraux oxydés du milieu de culture autre que le dioxygène. Il s’agit, par 

exemple, de composés azotés oxydés, nitrites NO2
- ou nitrates NO3

-. La respiration anaérobie 

nitrate correspond à un phénomène de dénitrification qui est une désoxygénation des ions 

nitrates. C’est une réaction dissimulatrice des NO3
- en NO2. Il existe plusieurs familles de 

bactéries dénitrificantes comme Pseudomonas ou Paracoccus denitrificans. L’organisme P. 

denitrificans sert de système modèle pour des systèmes mitochondriaux plus complexes.(6) 

Dans des conditions anaérobiques, l’organisme T. thermophilus exprime une chaîne 

respiratoire qui ressemble aux modèles mésophiles de l’organisme P. denitrificans. Ces 

respirations en anaérobies ont un rendement énergétique plus faible. Enfin, les chaînes 

respiratoires anaérobies ne coexistent pas dans les bactéries avec une chaîne aérobie.(7, 8)  

De manière générale, la chaîne respiratoire est donc formée de cinq complexes protéiques : 
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• La NADH : ubiquinone oxydoréductase ou Complexe I 

• La succinate déshydrogénase ou Complexe II 

• Le complexe bc1 ou Complexe III 

• La cytochrome c oxydase  ou Complexe IV 

• L’ATP synthase ou Complexe V 

Et contient également :  

• Le coenzyme Q10 ou ubiquinone Q 

• Le cytochrome c 

Au-delà du modèle classique de la chaîne respiratoire (voir figure 1.2.2), les complexes de la 

chaîne respiratoire mitochondriale sont organisés en supercomplexes, qui peuvent être 

constituées de deux copies du complexe I, une copie du complexe III et deux copies du 

complexe IV.(9) Cette organisation n'est pas commune à tous les organismes, où le nombre de 

copies de chaque complexe varie d'un organisme à l'autre. Le complexe V, l'ATP-synthase 

peut être actif, par exemple, en tant que monomère, (10) dimère ou assemblé au sein de 

grandes chaînes oligomères.(9) 

 

Figure 1.2.2 : Modèle classique de la chaîne respiratoire et de l’ATP synthase. La figure est un mélange de 

structures connues (bactérienne et mitochondriale). Elles sont basées sur les codes PDB : 3M9S 

(NADH:ubiquinone oxidoreductase); 1QLB (Fumarate reductase); 1ZRT (cytochrome bc1); 3HB3 (CcO); 1BMF 

(F1 : partie de l’ATP synthase).(11) 
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La phosphorylation oxydative est un processus indispensable dans le processus mis en jeu 

dans la chaîne respiratoire. Le principe chimiosmotique, qui permet de mieux comprendre la 

phosphorylation oxydative a été découvert par Peter Mitchell en 1961 (12) et récompensée en 

1978 par un prix Nobel. 

Il désigne le processus par lequel l’ATP (Adénosine Triphosphate) est formé lorsque des 

électrons sont transférés du NADH (nicotinamide adénine dinucléotide) déshydrogénase et du 

FADH2 (flavine adénine dinucléotide protonée) par une série de transporteurs pour former le 

gradient électrochimique de proton entre l’espace intermembranaire et la matrice 

mitochondriale. Les électrons de basses énergies libérés à la fin de la chaîne respiratoire 

réagissent ainsi avec les molécules d’oxygène et les protons présents dans la matrice 

mitochondriale afin de former des molécules d’eau. Les transporteurs d’électrons sont le 

complexe I et II jusqu’au complexe IV, accepteur terminal d’électrons, où le dioxygène est 

réduit en eau. Le transfert d’électrons consiste en une cascade de réactions d’oxydoréduction 

catalysées par les différents complexes protéiques. Les complexes se comportent comme des 

catalyseurs enzymatiques et de pompes à protons qui assurent le maintien d’un gradient de 

protons à travers la membrane à l’exception du complexe II. L’énergie, issue du gradient de 

protons et appelée force proton-motrice, est utilisée au niveau du complexe V pour la synthèse 

de l’ATP.  

2.2. Le complexe I 

Le complexe I ou nicotinamide adénine dinucléotide (NADH) déshydrogénase est la première 

et la plus large enzyme dans la chaîne respiratoire mitochondriale et bactérienne. Il catalyse 

l’oxydation du NADH et la réduction de l’ubiquinone Q couplée à la translocation de protons 

à travers la membrane interne des mitochondries ou du cytosol bactérien. L’énergie libérée 

par cette réaction, qui entraîne une chute de potentiel du NADH, permet le pompage de quatre 

protons à travers la membrane. L’équation décrit ce mécanisme où ��
� et ��

� désigne les 

protons qui passent du côté positif au côté négatif de la membrane. L’ubiquinone transporte 

les électrons du complexe I au complexe III.(13)   

 ���� � 	 � 5��
� � ���� � 	�� � 4��

�     Equation 1 
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2.3. Le complexe II 

Le complexe II ou succinate déshydrogénase possède 4 sous-unités pour un poids total de 125 

kDa dans la chaîne respiratoire mitochondriale. Il accepte deux électrons du succinate et 

catalyse la réduction de l’ubiquinone Q en ubiquinol (QH2). Le succinate est transformé en 

fumarate grâce à une flavine adénine dinucléotide (FAD) qui est une des réactions du cycle de 

Krebs. C’est cette flavine adénine dinucléotide protonée (FADH2) qui permet la formation de 

QH2. Ce mécanisme est décrit ci-dessous dans les deux équations. Cependant, le complexe II 

ne contribue pas à l’expulsion de protons vers l’espace intermembranaire à cause de la faible 

variation d’énergie libre de la réaction engendrée. Dans la chaîne respiratoire aérobie, le 

complexe II ou succinate : quinone oxydase est un membre du cycle d’acide citrique. Comme 

dans la chaîne respiratoire mitochondriale, il couple l’oxydation du succinate en fumarate et 

catalyse la réduction de la quinone en quinol. Il catalyse la réaction inverse mais sans 

expulsion de protons à travers la membrane. Pour le complexe II dans la chaîne respiratoire 

anaérobie nommé quinol : fumarate oxydase, la réaction est différente. Il couple la réduction 

du fumarate en succinate avec une oxydation de la quinol sans être impliqué dans un 

processus de transfert de protons.(14, 15) 

                                         ��������� � ��� � �������� � �����      Equation 2 

     ����� � 	 � 	�� � ���       Equation 3 

 

2.4. Le complexe III 

Le complexe bc1 appelé aussi complexe III ou ubiquinol-cytochrome c oxydoréductase est 

donc la troisième composante de la chaîne respiratoire mitochondriale. Cette enzyme est un 

dimère qui contient, au minimum, trois sous-unités catalytiques. Tout d’abord, un cytochrome 

b avec 2 hèmes nommés bL et bH. Ils sont liés de façon non covalente à la chaîne 

polypeptidique. L’hème bL a un bas potentiel et l’hème bH un haut potentiel. Puis un 

cytochrome de type c1, lié de façon covalente à la chaîne polypeptidique. Enfin une protéine 

Fer-Soufre, nommée Rieske formée par un cluster de type [2Fe-2S], qui est un centre mobile 

redox.   

La première structure cristalline découverte du complexe bc1 provient du cœur de bovin.(16) 

Par la suite d’autres structures cristallines provenant de différents organismes ont été résolues 
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comme par exemple Saccharomyces cerevisiae.(17) Une structure en 3D a également été 

réalisée en 2001.(18) Pour la chaîne respiratoire bactérienne, le complexe III venant de 

Rhodobacter capsulatus a été résolue (voir figure 1.2.3). (19) 

La sous-unité qui contient le cytochrome c1 est une des protéines étudiées dans notre thèse. Le 

cytochrome c1 de cœur de muscle a été découvert en 1940 par Yakushiji et al..(20) et 

confirmé quelques années plus tard par Keilin et al.(21) Il fait partie de la famille des 

cytochromes de classe I, famille qui décrit les cytochromes n’ayant qu’un seul hème de type 

c.(22) De manière générale, quatre classes de cytochromes c existent. La classe I inclut les 

cytochromes c solubles bas spin venant de la plupart des bactéries et des mitochondries avec 

un site d'attachement de l'hème vers le N-terminale. La classe II inclut les cytochromes c de 

haut spin et un certain nombre de cytochromes bas spin. Le site de l'attachement de l'hème est 

proche du C-terminale. Un exemple d'hème classe II est le cytochrome c556. La classe III 

comprend les cytochromes à hèmes multiples comme le cytochrome c7. Enfin la classe IV a 

été crée pour les protéines qui ont un autre groupe prosthétique, la flavocytochrome c est dans 

ce cas.(23, 24) 

 

Figure 1.2.3 : Structure du cytochrome bc1 de Rhodobacter capsulatus (à gauche) et représentation schématique 

du cycle Q (à droite) (code PDB : 1ZRT).(19, 25) 

Le mécanisme de cette enzyme se nomme cycle Q (voir figure 1.2.3). Ce cycle a été proposé 

par Peter Mitchell (26, 27) puis modifié par la suite (28-30) mais ce mécanisme est encore 

débattu aujourd’hui. Il est le même dans la chaîne respiratoire bactérienne ou mitochondriale. 

Ce dimère possède deux sites de liaison de quinone nommée Qo et Qi. Le site Qo est situé dans 

la membrane entre l’hème bL et le centre Fer-Soufre. Quant au site Qi localisé en dehors de la 

membrane, il est proche de l’hème bH pendant le cycle catalytique. Une molécule d’ubiquinol 
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se lie au site Qo et relâche ainsi deux protons et deux électrons. Une bifurcation se met en 

place. Le premier électron est transféré à la protéine Rieske, puis passe par le cytochrome c1. 

Enfin l’électron est livré au cytochrome c qui se trouvera en dehors de ce complexe qui lui-

même le transférera à l’accepteur terminal d’électron, le cytochrome c oxydase. D’un autre 

côté, le deuxième électron est amené par les deux hèmes de type b le bH puis le bL au site de 

liaison Qi. L’ubiquinone est alors réduit en une semiquinone qui est un anion radicalaire QH•-. 

Un deuxième cycle est nécessaire pour réduire cet anion en ubiquinol.(25) L’équation 

générale est décrite ci-dessous. 

   	�� � 2 ��� ��� � 2��
� � 	 � 2 ��� ��� � 2��

�      Equation 4 

 

A la fin de ces deux cycles, deux molécules de cytochrome c sont réduites et deux protons 

sont relâchés par le site Qi et quatre par le site Qo. A partir de là, ce complexe possède deux 

chemins alternatifs pour la réduction de l’oxygène en eau qui dépend de la pression partielle 

d’oxygène.(31, 32)  

 

2.5. Le complexe IV 

Le complexe IV ou la cytochrome c oxydase est un des deux oxydoréductases présente dans 

la chaîne respiratoire mitochondriale. Il est le dernier complexe de la chaîne de transport 

d’électrons, il est l’accepteur terminal d’électrons et catalyse la réduction de l’oxygène 

moléculaire en eau. Les quatre protons proviennent du cytochrome c et sont transférés un à 

un. Ce complexe expulse quatre protons vers l’espace intermembranaire. Le mécanisme est le 

même pour la chaîne respiratoire mitochondriale et bactérienne. 

     !� � 4�� � 4�" � 2��!                                  Equation 5 

 

Il existe trois familles d’oxydases de type hème-cuivre qui sont identifiées dans les différents 

organismes : les types A, B et C qui se différencient principalement par la structure du chemin 

de protons.(3) Ainsi, ces familles constituent trois lignes différentes d’évolution. Elles ont pu 

être mises en place grâce à la connaissance des séquences entières d’acides aminés des sous-

unités et des résidus clés impliqués dans le transfert de protons. Le premier type peut être 

divisé en deux sous-familles grâce aux résidus de l'hélice VI à la fin du chemin de protons D.  
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Elle contient des oxydases principalement de type mitochondriale. Le type A1 englobe les 

protéines avec un résidu Glutamate dans une séquence précises d'acides aminés. Le type A2 

possède une Tyrosine et une Sérine dans une autre séquence spécifique d'acides aminés. Le 

second type contient des oxydases de type ba3 qui sont les ancêtres de celles qui possèdent un 

résidu Glutamate. Le dernier type d’oxydases englobe les protéines de type cbb3. 

La première oxydase terminale à hème-cuivre a être caractérisée est la cytochrome c oxydase 

aa3 de P. denitrificans en 1995 avec une résolution de 2,8 Å issue de la chaîne respiratoire 

bactérienne.(33) La cytochrome c oxydase bactérienne est constituée de quatre sous-unités au 

contraire de la protéine mitochondriale qui est un dimère et qui possède treize sous-unités 

comme celle du cœur de bovin.(34, 35) Il faut également savoir que la formation de ce 

complexe dépend de l’apport d’oxygène et des conditions de fermentation. Il y a soit la 

génération du cytochrome b pour une faible pression partielle d’oxygène soit du cytochrome c 

pour une forte pression partielle d’oxygène.(36)  

2.6. L’organisme Thermus thermophilus 

Durant cette thèse, des protéines provenant d’une bactérie Gram négative sont utilisées. Ces 

bactéries sont extrêmophiles, ainsi elles vivent dans des cheminées hydrothermales appelées 

couramment fumeurs noirs, dans lesquelles les températures peuvent atteindre 350°C, des 

pressions de l’ordre de 200 bars et des pH très acides. Cependant, la température de 

croissance optimale pour cet organisme se situe entre 75 et 80 °C et à pH 7.(37) La souche la 

plus utilisée est la HB27 initialement isolée d’un environnement thermal naturel au Japon. 

C’est un organisme modèle pour la manipulation génétique et possède donc des applications 

dans le domaine biotechnologique. Une deuxième souche très populaire est la HB8.(38) La 

particularité de cette souche est qu’elle peut grandir dans des conditions anaérobiques en 

présence de nitrate, ce qui n’est pas le cas de la HB27. Le génome de ces 2 souches HB8 ET 

HB27 a été caractérisé indépendamment en 2004.(39)  

Ces organismes thermophiles sont aussi essentiels pour la détermination de structure 3D 

comme celle de la cytochrome c oxydase de type ba3 (40) ou de la partie hydrophile du 

complexe I.(41) Cet organisme est enfin très utilisé pour différentes études sur la 

thermostabilité des protéines isolées depuis près de 35 ans.(42)  
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Figure 1.2.4 : Schéma du transfert d’électrons dans T. thermophilus ; les flèches indiquent le passage d’un 

électron.(43) 

Les différentes protéines issues de l’organisme T. thermophilus et présentes dans la figure 

1.2.4 sont étudiées. Pour une faible pression partielle en oxygène, l’électron passe du 

cytochrome c552 à la cytochrome c oxydase. Pour une forte pression partielle en oxygène, 

l’électron passe directement au cytochrome caa3.(44) 

 

2.6.1.  Le cytochrome c1, fragment soluble du complexe III 

La structure du complexe bc1 de T.thermophilus n’est, à ce jour, pas encore connue.(45) Seule 

la protéine Rieske a été décrite.(46) Cependant, le cytochrome bc1 a été caractérisé d’un point 

de vue génétique par Mooser et al..(45) Ce cytochrome contient en fait quatre sous-unités au 

lieu de trois habituellement : le cytochrome c1, la protéine Rieske et le cytochrome b qui 

présentent des caractéristiques identiques à ceux des autres complexes bc1. La quatrième sous-

unité a une structure d’opéron et est nommé FbcX pour une masse de 17.6 kDa pour 150 

acides aminés. C’est une sous-unité hydrophobique mais sa fonction n’est pas précisément 

connue.(47)  

Ce cytochrome présente une topologie particulière car il présente une structure inhabituelle 

avec deux domaines hydrophiles : un domaine de type N-terminale hydrophile se finissant par 

un groupe amine (-NH2) et un domaine C-terminale se terminant par un groupe carboxylique 

(-COOH). Ces deux domaines solubles de 125 et 100 acides aminés sont séparés par une 

hélice transmembranaire de 13 acides aminés pour une masse de 26 kDa.(45) Ce domaine de 

type N-terminale est intéressant, il contient le site de liaison de l’hème et peut interagir avec le 

cytochrome c552. Cette interaction est de type hydrophobe d’après des mesures cinétiques.(45) 
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La structure du cytochrome c1 de T.thermophilus diffère légèrement de celles des autres 

cytochromes c1, mais ils possèdent tous 3 domaines : un domaine central et des domaines C-

terminale et N-terminale.(48) Les différences structurales entre chaque organisme sont 

apparemment liées aux interactions spécifiques entre le cytochrome c1 et les autres 

protéines.(49)  

Il faut enfin savoir que seul une partie soluble du fragment qui contient l’hème c avec une 

masse de 9.4 kDa est étudiée.(45) 

Il ne faut pas exclure que ce cycle Q pourra être modifié pour le cytochrome bc1 de 

l’organisme T.thermophilus. En effet la quatrième sous-unité n’était identifiée que dans cet 

organisme et pour l’instant son rôle n’est pas déterminé. 

 
2.6.2.  Le cytochrome c552 

Le cytochrome c552 de T.thermophilus possède un hème unique soluble. Il se compose de 131 

acides aminés pour une masse de 14.158 kDa.(50) Il fait partie également de la famille des 

cytochromes de classe I.  

De nombreuses études ont été menées sur le cytochrome c552 qui est très bien caractérisé.(51, 

52) Il possède une porphyrine de fer avec une bande α à 552 nm dans le domaine du Visible et 

qui donne le nom à cette protéine. En fait cette bande se scinde en deux, dans sa forme réduite 

grâce au centre Fe2+, avec une bande à 552 nm et un épaulement à 549 nm. La structure 

cristalline est connue.(44) Elle a permis de comprendre l’interaction du cytochrome c552 avec 

le cytochrome c oxydase, l’accepteur terminal d’électrons. Une résolution de 1,28 Å est 

publiée (voir figure 1.2.5).(53) En 2000 une résolution de 2,8 Å est réalisée à partir de la 

souche E.coli.(54)  
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Figure 1.2.5 : Représentation de la structure tertiaire du cytochrome c552 (code pdb : 1DT1 (54) ou 1C52 (53)) En 

rouge sont représentées les hélices α, en jaune les feuillets β, en vert les structures aléatoires, en  bleu la 

porphyrine et en orange le centre ferrique. 

Le cytochrome c552 contient trois domaines, un de type N-terminale, un de type C-terminale et 

un hème de type c. Cependant, l’intérieur de la molécule est très hydrophobe avec l’absence 

de molécules d’eau dans sa structure interne ce qui n’est pas commun aux autres cytochromes 

de classe I. Les molécules d’eau sont situées à la surface de la protéine. Cependant, elle ne 

possède pas de résidus Lysine chargés à la surface à proximité de l’hème contrairement aux 

autres cytochromes de classe I.(53) La région autour de l’hème est protégée par un segment 

peptidique apolaire constitué de la Met 63 et de la Leu 75 qui renforce la thermostabilité de la 

protéine.(53) A l’inverse, le cytochrome c552 de P. denitrificans possède lui des résidus 

Lysines chargés autour de la crevasse de l’hème ce qui gouverne l’interaction avec la 

cytochrome c oxydase.(55) Une autre caractéristique est sa grande stabilité à la dénaturation 

thermique décrite en 1977. Elle est probablement due à la pince du groupe C-terminale qui 

entoure l’hème comme une couche lipidique.(51, 56) 

D’autres différences peuvent être distinguées comme la présence du domaine C-terminale de 

la chaîne peptidique qui est normalement absent dans de nombreux cytochrome de classe I. 

Un tiers du domaine forme ici une pince supplémentaire et entoure l’hème. Les résidus Lysine 

se trouvent dans ce domaine, ils apporteront donc une grande stabilité à la protéine. Une autre 

particularité est la présence de feuillets β dans la protéine.(53) Sa grande stabilité lui permet 

également des applications d’ingénierie moléculaire.  
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Le cytochrome c552 peut être transformée en une péroxydase artificielle thermophile en créant 

des mutants se basant sur le mécanisme des péroxydases naturelles sans pour autant perdre sa 

thermostabilité naturelle. Ces péroxydases sont utilisées comme catalyseur qui utilisent le 

peroxyde d’hydrogène comme oxydant.(57) Il en découle que l’ingénierie sur des protéines 

thermophiles peut être une méthode intéressante pour produire des enzymes artificielles.  

Le cytochrome c552 est le substrat naturel de la cytochrome c oxydase. Ces deux protéines ne 

contiennent pas de résidus chargés à leur surface, d’après leurs structures cristallines 

respectives. Cette interaction a été très bien étudiée en « Flux stoppé » mais aussi en RMN et 

par des calculs théoriques.(58) En fait c’est le CuA de la cytochrome c oxydase qui est son 

partenaire redox naturel. 

La partie soluble du cytochrome c1 apparait comme étant un donneur d'électrons compatible 

avec le c552. Des expériences de « Flux Stoppé » ont été réalisées pour prouver cette 

interaction, il en ressort que le manque de charges dans cette interaction montre l'importance 

des forces non électrostatiques pendant cette réaction.(45) 

 

2.6.3.  La cytochrome c oxydase de type ba3 

Le cytochrome ba3 ou cytochrome c oxydase est un des deux oxygènes réductases présent 

dans la chaîne respiratoire de l’organisme T.thermophilus. Elle fait partie de la famille de type 

B, mais également de la famille de type A. La famille de type B possède les mêmes résidus de 

type métal-ligand que ceux du cytochrome ba3.(59) Elle partage très peu de similitudes du 

point de vue de sa séquence d’acides aminés (moins de 20% identiques) avec les autres 

oxydases et il a été postulé qu’elle appartient au cluster de type SoxB.(60, 61) C’est une des 

oxydases avec une structure 3D bien connue.(32) 

Elle est caractérisée tout d’abord en 1995 par cristallographie avec un résolution de 3,8 Å (32) 

puis en 2000 avec une structure cristalline en 3D de résolution 2,4 Å par Soulimane et al.(40). 

Plus tard, une structure de résolution 2,3 Å est trouvée.(62) Enfin, tout récemment, une 

structure de 1,8 Å dans un environnement lipidique a été publiée par Tiefenbrunn et al.(63) 

Avant cela, le cytochrome c552 a été caractérisé ainsi que la sous-unité II contenant le centre 

CuA en 1999.(64) Il s’agit de la plus petite cytochrome c oxydase connue avec une masse de 

84.884 kDa pour 764 résidus (voir figure 1.2.6). 



15 
 

 

Figure 1.2.6 : Structure du cytochrome ba3 de T. thermophilus (code PDB : 1XME(62) ou 1EHK.(40, 65)). 

Cette protéine possède quatre centres redox : un accepteur d’électron binucléaire CuA, un 

hème b bas spin, un hème a3 haut spin et un centre mononucléaire CuB. Elle incorpore deux 

type d’hèmes différents : les hèmes b et a3 qui ont des propriétés spectrales très différentes ce 

qui permet donc l’analyse des propriétés redox de chaque hème séparément que ce soit en 

infrarouge ou en UV/Visible.(66, 67) En particulier, la détermination du potentiel de demi-

vague peut se faire pour chaque hème (hèmes b et a3).(68) Il est aussi possible d’isoler et donc 

de caractériser le CuA.(69) Ces centres redox sont répartis dans trois sous-unités. 

Cette protéine a trois sous-unités (32) nommées sous-unité I, II et IIa et avec un petit domaine 

périplasmique. La sous-unité I montre une certaine analogie avec les autres sous-unités I des 

autres oxydases, cependant elle possède 13 hélices transmembranaires et cette 13ième hélice 

montre des propriétés inhabituelles responsable de la stabilité thermique de la protéine. La 

sous-unité I contient l’hème b et le centre binucléaire a3-CuB. Le centre a3-CuB est 

responsable de la réduction de l’oxygène en eau.(70) Il contient cependant un atome 

d’oxygène supplémentaire dans le pont liant ces deux cofacteurs. La sous-unité II, qui est 

située du côté périplasmique, possède un site binucléaire de type CuA de plus que les autres 

sous-unités II. Il est responsable de l’interaction de type hydrophobe avec le cytochrome c552, 

la surface étant non chargée. (40, 61) Cette sous-unité est typique des protéines de type SoxB. 
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La sous-unité IIa, qui couvre la membrane, joue un rôle important dans le fonctionnement de 

cette enzyme, elle ne possède que 34 résidus d’acides aminés et est semblable à l’hélice 1 de 

la sous-unité II dans l’oxydase de type aa3 mais avec une polarité opposée. Contrairement aux 

autres cytochromes c oxydase, le domaine de liaison autour du CuA ne possède aucun résidu 

chargé négativement.(40) 

Une étude sur le cytochrome ba3 a plus particulièrement attiré notre attention. Sousa et al. 

(71) ont étudié le potentiel de demi-vague en fonction du pH (voir figure 1.2.7). En prenant 

deux longueurs distinctes qui correspondent à chaque hème pour la même transition 

électronique, ils ont pu montrer l’évolution de ces deux potentiels. Entre le pH 6 et 7.5, 

l’hème a3 a un potentiel plus haut que celui de l’hème b. Mais quand on augmente le pH, 

l’effet inverse est observé. L’hème a3 a un potentiel de réduction plus haut que l’hème b. 

L’équilibre du transfert d’électrons est déplacé vers l’état dans lequel l’hème a3 est réduit. Ces 

deux centres redox sont donc influencés par le pH. Cette inversion est due d’une part à une 

interaction électrostatique homotrope entre les deux hèmes et d’autre part aux interactions 

électrostatiques ou hétérocoopérativité que chaque hème a avec son centre protoné. Cette 

dernière interaction est appelée effet redox Bohr, effet qui interagit avec les centres redox et 

crée un réseau complexe de coopérativités quand le pH augmente.(72) On peut alors se 

demander si ces effets auront un impact sur les centres cuivre de la protéine. Le CuA est situé 

trop loin des deux hèmes pour subir leur influence. Le CuB n’absorbe pas dans le domaine 

UV/Visible, mais il interagit avec l’hème a3. Il est donc impossible pour le moment de 

conclure. 

 

Figure 1.2.7 : Dépendance en pH du potentiel de demi-vague des hèmes b et a3 du cytochrome ba3 de T. 

thermophilus. Les potentiels sont ici donnés par rapport à l’ENH (Electrode Normal à Hydrogène). Figure 

modifiée à partir de. (71) 
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Du point de vue de l’activité catalytique, il a été observé que cette protéine est plus active à 

des températures supérieures à 60 °C, la température physiologique de l’organisme T. 

thermophilus.(73) En effet, à cette température, l’activité catalytique de l’enzyme est 

augmentée et donc le cytochrome ba3 est réduit par le cytochrome c552.  

Il a été montré, avec l’aide de la cristallographie et grâce à l’affinité avec le Xe, que le canal 

de transport d’O2 ne gène pas le passage de l’oxygène vers le centre binucléaire contrairement 

aux canaux de transport d’O2 d’autres organismes comme P. denitrificans qui sont plus 

petits.(74) Pour lier l’oxygène, la protéine a besoin de se trouver dans son état réduit, qui est 

un intermédiaire important pour le cycle catalytique. L’état réduit n’entraîne généralement 

que très peu de changements structuraux.(75) Le cytochrome ba3 est une exception, des 

changements mineurs mais importants sont détectés autour du centre binucléaire. Un 

mouvement du centre binucléaire qui perdrait un atome d’oxygène est suspecté.(76) La forme 

réduite de la protéine se lie, par exemple, avec le cyanure. L’hème a3, dans son état réduit, a 

une affinité très forte avec le cyanure. Il subit donc des changements structuraux qui ouvrent 

l’hème a3 aux ligands. Cependant, la forme oxydée de la protéine ne réagit pas en présence de 

cyanure. Cet exemple montre encore une fois la particularité de cette protéine.(77)  

Le mécanisme des chemins de protons n’est que partiellement définit, de nombreuses études 

sont en cours sur le sujet. 

Le centre binucléaire catalytique est situé au milieu de la membrane ce qui implique 

l’utilisation de chemins de protons pour la réduction de l’oxygène et pour le transfert de 

protons à travers le côté négatif de la membrane tout en passant à travers la barrière 

hydrophobe. La structure cristalline suggère deux chemins de protons possibles, ils sont 

similaires à ceux identifiés par Iwata et al. pour le cytochrome aa3 de Paracoccus 

denitrificans (33) et nommés chemin de proton K et D. Ces noms viennent des deux résidus 

d’acides aminés, situés à l’entrée du canal, Asp 124(D124) et Lys 354(K354).(43) Il accumule 

en fait les molécules d’eau dans la piscine (water pool). Il a été postulé que cette piscine fait 

partie du chemin de sortie des protons et est l’accepteur primaire pour les protons pompés et 

pour les molécules d’eau formées par le centre binucléaire.(40, 78)  Le transfert d’électrons se 

fait à partir du cytochrome c qui délivre un électron au CuA, puis au site binucléaire a3-CuB 

via l’hème b. La formation de deux molécules d’eau nécessite quatre protons qui seront 

délivrés par les chemins de protons K et D. Le chemin de protons K sert à l’assimilation de 

protons couplés à la réduction du site binucléaire. Le chemin de protons D sert quant à lui au 
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transport de protons et à la réduction de l’oxygène. Il montre une efficacité moindre que 

l’autre chemin de protons K. Le chemin de protons D n’a pas de fonction. Plus récemment, 

cependant, il a été prouvé, grâce à une mutagenèse, que la protéine n’utilise qu’un seul 

chemin de protons, le chemin K. Ce résultat est analogue à celui de la famille de type A. Cet 

unique chemin délivre donc les protons au site actif pour la réduction de l’oxygène et 

participe au transfert de protons.(79) Une analyse génétique de l’autre chemin de protons 

montre que les résidus formés ne sont pas conservés et donc que ce chemin de protons n’est 

pas actif. Une double mutation à l’entrée de ces deux chemins de protons a montré que 

l’activité de la protéine n’a pas été modifiée. Des mutations ont été également faites sur le 

chemin de protons K comme la mutation de l’acide aminé Glu 15.(79) Les mutants Glu 15 et 

Thr 312 ont permis de mettre en évidence l’existence d’un seul chemin de protons. En effet, 

ces deux mutants retardent et inhibent l’oxydation et la réduction dans une partie du cycle 

catalytique.(80) Le chemin de protons K commence avec l’acide aminé Glu 15 puis passe via 

les acides aminés Thr 315, Thr 312 et la Ser 309 (voir figure 1.2.8).(79) 

 

Figure 1.2.8 : Proposition de structure du chemin de protons K. (79) 

Les mutations du chemin de protons K affectent l’hème b qui va passer de l’état ferrique à 

l’état ferreux beaucoup plus rapidement en inhibant le transfert d’électrons.  

L’énergie libre produite par la réduction de l’oxygène en eau est utilisée pour pomper les 

protons. Cependant, le chemin de sortie des protons n’est lui pas très bien caractérisé. 

L’efficacité de pompage est de 0,4-0,5 H+/e- (81) contrairement à d’autre cytochrome c 

oxydase mitochondriale qui montre une efficacité de 1 H+/e-.  
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En effet il a été montré que le chemin de proton est modifié pour l’organisme T.thermophilus 

probablement dû à l’His 384 qui change de configuration structurale pendant le cycle 

catalytique et que le site de pompage alterne entre l’état protoné et déprotoné pour chaque 

deuxième électron transféré au site catalytique.(82) 

 Le cytochrome ba3 possède cinq intermédiaires réactionnels, les 3 premiers nommés A, P et 

O ont  des propriétés communes avec les oxydases de type aa3. Les deux autres intermédiaires 

sont R et F. (83, 84) Le schéma 1.2.9 décrit les différentes transitions : 

 

Figure 1.2.9 : Schéma illustrant le cycle de réaction oxydatif de la cytochrome c oxydase de type ba3.(83, 84) 

R1 : enzyme totalement réduite  

A : intermédiaire de type ferreux oxy 

PR : intermédiaire peroxy 

FI/II  : intermédiaire de type oxy ferryl 

O : enzyme totalement oxydée 

YOH : Tyrosine 237 protonée 

YO- : Tyrosine 237 deprotonée 
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La Tyr 237 est un groupe critique dans le cytochrome ba3, elle est située près du centre 

binucléaire et est liée de façon covalente avec un ligand Histidine du CuB. (83) 

Pour la transition R↔A, après addition d’oxygène, la formation d’un complexe de type oxy 

avec un échange d’électrons et de protons dans les deux sens se réalise. Le rendement de la 

réaction est de 40%. Il y a une fixation de l’oxygène sur l’hème réduit a3 qui relâche du CO. 

Ce mécanisme est le même que pour le cytochrome aa3.(85)  

La transition A→PR implique une réduction du complexe oxy par trois électrons provenant de 

l’hème b et du CuB avec la rupture d’une liaison O-O de l’hème a3 formant ainsi l’oxy ferryl 

ou « peroxy » nommé PR. Ce PR a le même spectre caractéristique que le cytochrome aa3.(86) 

C’est dans cette transition que l’acide aminé Glu278, non conservé dans le cytochrome ba3, 

joue un rôle. 

La transition PR→F met en jeu la réduction de l’hème b sans perturber l’hème a3 comme c’est 

le cas dans le cytochrome aa3. Un proton est également utilisé pour former l’intermédiaire 

F.(87)  

Enfin, la dernière transition F→O va réduire l’oxy ferryl et permettre un transfert d’électron 

vers l’hème b puis vers le CuA et enfin vers le centre binucléaire. Il y a un transfert de protons 

pompés ou obtenus pendant cette transition. 

Il est intéressant de noter qu’il n’y a pas de pompage de protons pendant la transition 

A→PR→F ce qui peut expliquer le faible rendement du pompage (0,4-0,5 H+/e-). Pendant les 

transitions, F→O un ratio de 0,7 protons est échangé.(83) 
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3. La laccase ou CotA de Bacillus subtilis 

3.1.Structure 

 

 La CotA est une endospore responsable de la sporulation. Le nom Cot vient de l’opéron (un 

opéron est un ensemble de gènes dont la régulation de l'expression dépend d'une molécule dite 

opérateur). La CotA se compose de 25 polypeptides pour une masse moléculaire de 65 

kDa.(88) Malgré des similitudes avec les oxydases multi cuivres, on ne sait pas si le CotA a 

une activité oxydative dans Bacillus subtilis. La laccase de Bacillus subtilis fait partie de la 

famille des protéines multi cuivre « bleus », cette famille se caractérise par des protéines 

multidomaines qui utilisent des propriétés redox uniques de ces ions cuivres.(89) Elle présente 

des similitudes avec les oxydases multi cuivre au niveau des sites actifs.(88) 

La laccase se trouve essentiellement dans des champignons responsables de l’humification, 

mais aussi dans les plantes où elle intervient dans la synthèse de la lignine ainsi que dans les 

bactéries. 

La laccase est une glycoprotéine et appartient à la famille des oxydoréductases capables de 

catalyser chimiquement l’oxydation des composés phénoliques en réduisant le dioxygène en 

eau, c’est dans cette optique qu’elle est le plus souvent utilisée. Un intérêt majeur de cette 

laccase est sa capacité à réduire directement le dioxygène en eau, sans former du peroxyde 

d’hydrogène et pour des potentiels plus élevés que ce  qui peut être observé avec des 

catalyseurs à base de platine.(90) La grande stabilité de cette laccase et son importante activité 

catalytique en font un excellent candidat pour une biopile.(91, 92) 

L’autre avantage de la CotA est son activité dans une large gamme de températures.(93)  

La structure en 3D de la laccase bactérienne CotA a été déterminée à partir de la diffraction 

des rayons X avec une résolution de 1,7 Å (voir figure 1.3.1).(94-96) 
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Figure 1.3.1 : Représentation de la structure de la CotA, les atomes de cuivre sont représentés en magenta. (code 

PDB : 1GSK)(94-96) 

La laccase nécessite un médiateur pour pouvoir fonctionner de manière optimale. Le rôle de 

ce médiateur est très précis, une fois que le médiateur est oxydé par la laccase, il doit oxyder 

un autre substrat. Par ailleurs, le médiateur oxydé pourrait s'appuyer sur un mécanisme 

d'oxydation non disponible à l'enzyme, étendant ainsi la gamme de substrats accessible (voir 

figure 1.3.2).(97)  

 

Figure 1.3.2 : Rôle du médiateur dans la réaction catalytique.(98) 

Plus de cent médiateurs ont été décrits et Fabbrini et al.(99) ont démontré que le médiateur le 

plus adapté pour la laccase est le 2,2'-azinobis-(3-ethylbenzothiazoline-6-sulfonate) ou ABTS. 

Ce médiateur joue un rôle important dans la détermination du mécanisme d'oxydation du 

substrat grâce à la stabilité de sa forme oxydée ainsi que par la valeur de son potentiel redox. 

Il peut être oxydé en un radical cationique (ABTS.+) et en un radical dicationique (ABTS2+) 

qui répondent aux caractéristiques attendues d’un point de vue réactionnel et mécanistique. Il 

y a encore aujourd‘hui des désaccords dans les formes de réactivité de l’ABTS lors de son 

oxydation (voir figure 1.3.3).(99)  



23 
 

 

Figure 1.3.3 : Différents états oxydés de l’ABTS.(99) 

3.2.Mécanisme fonctionnel 

La laccase contient quatre centres actifs Cu2+/Cu+, qui sont classés en trois types T1, T2 et T3. 

Le site T1 est caractérisé par une bande d’absorption vers 600 nm qui correspond à la couleur 

bleue de la laccase. Cette bande possède des coefficients d’extinction molaire élevés. Cette 

absorption forte est due au transfert de charge métal-ligand de l’atome de soufre du ligand 

Cystéine vers l’atome de cuivre. Le site est entouré de deux Histidines, d’une Cystéine en 

position équatoriale et d’une Méthionine dans une position axiale, le tout décrivant une 

bipyramide trigonale. Sa fonction est d’extraire successivement quatre électrons au substrat ce 

qui est typique des laccases et donne la couleur bleue de la laccase.(94) 

Le centre trinucléaire est, quant à lui, composé d’un site T2 et de deux sites T3. Le site T2 

peut être caractérisé uniquement en RPE car le signal en UV/Visible est trop faible. Ce signal 

en RPE ressemble à celui des complexes Cu(II) tétragonaux, dans le cas de l’organisme 

Bacillus subtilis cette bande est absente car la distance entre le centre T2 et T3, qui est de 

l’ordre de 4 Å, est anormalement longue ce qui perturbe le signal.(94)  

Le site T3 a lui une bande d’absorption à 330 nm, mais avec un coefficient d’extinction 

molaire peu élevé. Il contient 2 ions cuivre attachés au ligand et se caractérise par son 

caractère diamagnétique. 
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Le centre est entouré de huit Histidines dont six sont coordinés avec le site T3. Un pont 

hydroxyde relie les deux atomes de cuivre. Enfin, ce centre intervient dans la réduction du 

dioxygène (voir figure 1.3.4). 

 

Figure 1.3.4 : Schéma des centres Cu de la laccase de Bacillus subtilis (Cu1 est le centre de type I, Cu4 le centre 

de type II et Cu2 et Cu3 sont les centres de type III).(94) 

Les trois ions Cu2+ du centre trinucléaire sont donc réduits à l’état Cu+. Enfin les sites T2 et 

T3 interagissent avec la molécule de dioxygène pour former un intermédiaire peroxo qui est 

ensuite réduit en un ion hydroxyle. 

Cette laccase contient aussi trois domaines de type cupredoxin. Ils sont liés par une boucle 

extérieure interdomaine. Cette boucle contribue à la stabilité de l’enzyme.(94) 
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4. Interaction protéine-protéine 

4.1.Introduction 

Un mot général décrit les interactions biologiques : l’interactome. L’interactome décrit toutes 

les interactions moléculaires possibles dans une cellule comme l’interaction protéine-protéine 

ou l’interaction ADN-ARN (voir figure 1.4.1). L’étude des ces interactomes permet de 

comprendre des mécanismes biologiques essentiels pour la cellule et plus particulièrement 

pour comprendre de nombreuses maladies humaines de type neurodégénérative. Une protéine 

n’agit jamais seule mais interagit avec d’autres pour assurer sa fonction. Pour la levure il a été 

montré que 88% de ces 2000 protéines, qui ont été purifiées, étaient sous forme de 

complexes.(100) De plus l’interaction protéine-protéine est aussi cruciale pour les processus 

de la chaîne respiratoire comme lors de la génération d’un gradient de protons pour la 

synthèse d’ATP.(101)  

 

Figure 1.4.1 : Exemple d’interaction entre deux protéines. 

Les interactions entre protéines sont caractérisées comme étant stables ou transitoires. Les 

interactions stables sont  associées avec des protéines qui ont été purifiées comme des sous-

unités multiples. L’hémoglobine et l’ADN polymérase sont des exemples d’interactions 

multiples de sous-unités qui forment des complexes stables. Les interactions transitoires sont 

attendues dans le contrôle de la majorité des processus cellulaires. Elles sont temporaires dans 

la nature et requièrent typiquement des conditions très spécifiques comme un changement 

conformationnel. Ces interactions peuvent être fortes ou faibles, rapides ou lentes.  

Les conséquences de ces interactions sont multiples. Elles peuvent altérer les propriétés 

cinétiques de l’enzyme, créer un nouveau site de liaison, désactiver ou dénaturer la protéine et 

démontrer des nouvelles fonctions que la protéine ne possédait pas en étant seule.(102) 
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Les protéines se lient les unes aux autres grâce à une combinaison de liaisons hydrophobes,  

de forces de van der Waals, et de ponts salins dans des domaines spécifiques de liaison de 

chaque protéine. Ces domaines peuvent être de petites ou de larges surfaces et peuvent varier 

de quelques peptides à des centaines d'acides aminés. La force de la liaison est influencée par 

la taille du domaine de liaison.(102) Il existe différents types d’interactions possibles entre 

deux protéines. Trois interactions attirent notre attention : électrostatiques, hydrophobes et 

hydrophiles.(103) La nature de la surface des deux protéines en interaction est primordiale. 

4.1.1. Interactions électrostatiques 

Les interactions électrostatiques sont fondamentales et omniprésentes pour la formation de 

liaison et de macromolécules.(104) Elles dominent de nombreux aspects du comportement 

des protéines.(105) Différentes analyses de structures ont montré un rôle central des 

interactions électrostatiques dans l’association protéine-protéine. Elles se font entre des 

résidus chargés uniquement. Les clusters de résidus polaires et chargés qui sont localisés dans 

l’interface protéine-protéine peuvent renforcer la stabilité du complexe, bien que l’ensemble 

des charges électrostatiques soit généralement déstabilisant pour les protéines.(106) Le 

complexe formé implique une désolvatation partielle des protéines qui interagissent. Il semble 

que les interfaces protéine-protéine peuvent être conçues de manière à optimiser les 

interactions entre les résidus chargés et polaires. Elles sont généralement très stabilisantes et 

directionnelles.(107) L’interaction entre les groupes Lysine du cytochrome c et les groupes 

carboxylate chargés négativement sont un exemple d’interaction électrostatique.(108) Enfin, 

elles peuvent créer, par exemple, des liaisons ioniques, Hydrogène ou covalentes.(109) Des 

ponts salins peuvent aussi être issus de l’interaction entre deux surfaces chargées. Ils sont 

généralement associés avec des liaisons Hydrogène et jouent un rôle crucial dans la liaison 

entre des protéines.(110, 111) 

4.1.2. Interactions hydrophobes - hydrophiles 

Le terme d’interactions hydrophobes est généralement relié aux interactions de London. Or, il 

manque les interactions de Debye qui sont tout aussi fortes que celles de London. Il est donc 

plus juste de parler d’effet hydrophobe qui est un ensemble d’interactions.  

Les effets hydrophobes sont fondamentaux dans la stabilisation de deux protéines 

associées.(112) Le terme effet hydrophobe est utilisé pour décrire l’association entre des 

résidus non polaires situés à la surface des protéines.  
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Un effet hydrophobe existe entre le cytochrome c552 et la cytochrome c oxydase de type ba3 

puisque leurs deux surfaces ne sont pas chargées.(40, 54) 

Les interactions hydrophiles et hydrophobes sont toutes les deux dues à une restructuration 

des molécules d’eau au voisinage des surfaces respectivement hydrophiles ou hydrophobes. 

L’origine de ces deux interactions n’a pas d’explication théorique satisfaisante dans la 

littérature.(103, 113, 114)  

Les surfaces polaires ou chargées ayant plus d’affinité pour l’eau sont dites hydrophiles et les 

forces susceptibles d’agir entre elles sont qualifiées d’interactions hydrophiles. L’interaction 

hydrophile résultante entre deux surfaces hydrophiles est répulsive. Certaines molécules non 

chargées et non polaires peuvent être hydrophiles si leur géométrie est favorable et si elles 

contiennent des atomes électronégatifs. 

La prédiction de tels complexes est très difficile car les mécanismes sont mal compris et très 

peu décrits, une combinaison d’approches expérimentales et théoriques est donc nécessaire 

pour comprendre ces mécanismes. 

 

4.2. Approche expérimentale  

Plusieurs méthodes permettent d’étudier ces interactions protéine-protéine. Tout d’abord la 

PCA (Protein fragment Complementation Assay) qui consiste à coupler chacune des protéines 

avec des fragments d'une protéine rapportrice. Elle permet d’identifier les interactions et les 

réseaux d’interaction, (115) tout comme la méthode FRET (Fluorescence Resonance Energy 

Transfer) qui permet de caractériser des interactions à l’intérieur et à l’extérieur de la 

cellule.(116) La détection d’un signal caractéristique reflète la proximité ou non de la protéine 

ciblée. Puis la spectroscopie de masse est également utilisée pour identifier les protéines 

présentes dans le complexe. Or ce procédé est coûteux et nécessite des complexes 

purifiées.(117) D’un point de vue expérimental, très peu de structures ont été déterminées par 

spectroscopie RMN (Résonance Magnétique Nucléaire) ou par diffraction des rayons X car 

ces complexes sont de nature transitoire et les protéines, mises en jeu, ont des masses 

moléculaires trop élevées.(118) Une autre méthode est la méthode TAP (Tandem Affinity 

Purification) qui est, en fait, la purification de complexes protéiques basée sur l’utilisation de 

protéines chimériques.(119, 120)  
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Cette méthode permet de créer des cartes d’interaction protéine-protéine et ainsi mieux 

comprendre le développement des cancers chez l’homme. En effet, des protéines sont 

impliquées dans le développement des cancers et certaines de ces protéines sont communes à 

d’autres animaux. En dressant la carte d’interaction de ces animaux, une base de travail est 

obtenue. La technique de double hybride permet également d’établir ces cartes, elle détecte 

une interaction physique entre deux protéines. 

D’autres méthodes d’analyses d’interaction protéine-protéine ont déjà été appliquées à l’étude 

de protéines membranaires. Tout d’abord la RPE (Résonance Paramagnétique Electronique) 

est utilisée pour étudier la dynamique des protéines.(121) L’utilisation des centres 

paramagnétiques, comme par exemple entre la cytochrome c oxydase et le cytochrome c, est 

nécessaire dans ce cas-là.(122) Enfin d’autres méthodes sont à envisager comme une mutation 

ou la cinétique fonctionnelle qui permettra de déterminer la nature de l’interaction entre deux 

protéines en se basant sur un modèle à deux pas. Ces interactions sont de type électrostatique 

et permettent de se renseigner sur l’efficacité du transfert d’électrons.(123) Certains 

paramètres rentrent alors en jeu comme la distribution de charges autour de l’hème qui joue 

un rôle majeur dans l’association entre deux partenaires redox. En effet, ces charges sont 

responsables du moment dipolaire électrostatique. Un autre paramètre concerne les contacts 

hydrophobes directs et les propriétés de l’interface qui sont importantes pour le transfert 

d’électrons.(48)  

Cette liste n’est pas exhaustive il existe bien d’autres méthodes pour décrire l’interaction 

protéine-protéine.(124)  

4.3.Approche théorique 

Les études théoriques pour l’étude de l’interaction protéine-protéine nécessitent l’utilisation 

de logiciels spécifiques qui combinent de la bioinformatique (« docking ») et de la biologie 

structurale pour prédire la formation et donc la configuration de ces complexes. Certaines 

études sont faites à partir de la base de données PDB (Protein Data Bank) avec des résultats 

plus ou moins conformes.(125) La première base de données qui a regroupé pour la première 

fois toutes les interactions possibles entre protéines est : DIP (Database of Interacting 

Proteins) en 2000 (126) remise à jour en 2004.(127) Depuis de nombreuses autres bases de 

données ont émergées telles que MINT (Molecular Interaction Database). Une autre méthode 

consiste à utiliser le criblage à haut débit pour des expériences in vivo ou in vitro.(128)  



29 
 

5. Biopile à biocatalyseurs optimisés – étude de la laccase  

5.1. Principe 

Parmi les différents axes du projet exposés dans cette thèse le développement d’électrodes 

pour biopiles s’inscrit dans l’air du temps. Les besoins énergétiques ne cessent de s’accroître 

et la baisse rapide de la disponibilité en ressources non renouvelables sensibilise au 

développement de moyens permettant de produire de l’énergie sans avoir à puiser dans ces 

ressources. Le grand défi de ce siècle est de trouver une alternative aux énergies fossiles, 

alternative qui devra être non polluante. La visée des biopiles à combustible est de produire de 

l’énergie électrique grâce à l’utilisation de molécules biologiques sans qu’une recharge 

extérieure en combustible soit nécessaire, et sans la nécessité de  changer  régulièrement  les  

batteries. Une biopile ne fonctionne pas avec des solvants classiquement utilisés en industrie 

mais avec des enzymes issues de produits biologiques (voir figure 1.5.1). Il y a divers types de 

piles à combustible comme la pile à combustible à hydrogène qui fonctionne avec un couple 

dihydrogène/dioxygène. Cependant la production de dihydrogène nécessite l’utilisation 

d’énergies fossiles ou de processus chimiques très couteux. La pile à combustible au méthanol 

ne répond pas à nos critères car elle produit du dioxyde de carbone et du monoxyde de 

carbone. Le premier système a été découvert en 1964, près de 50 ans après, ces dispositifs ne 

sont pas encore au point pour généraliser leur utilisation. 

Un critère primordial est la miniaturisation des biopiles. En effet, que ce soit en médecine ou 

en informatique, les appareils doivent être le plus petit, le plus léger et surtout le plus stable 

dans le temps sans perte d’efficacité comme par exemple les stimulateurs cardiaques. Un 

autre domaine d’application est l’industrie alimentaire et l’agriculture où l’utilisation de 

différents combustibles permettra de diminuer les déchets. Grâce à l’absence de membrane 

échangeuse de protons due à la forte sélectivité des enzymes pour leur substrat respectif, la 

réaction du combustible avec l’oxydant est évitée ce qui permet de diminuer la taille et le coût 

de la biopile.(129, 130)  
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Figure 1.5.1 : Représentation schématique d’une biopile enzymatique.(131) 

De nombreux paramètres restent à améliorer, dans des conditions d’utilisation normal des 

piles et du rendement de transfert d’électrons aux électrodes, que ce soit au niveau de la 

quantité d’enzymes immobilisées par unité de surface, la stabilité des enzymes dans le temps. 

Les avancées récentes en nanotechnologie ont permis de redynamiser ce domaine, en effet les 

nanoparticules d’or et de carbone sont plus adaptées pour une immobilisation et présentent de 

nombreux avantages comme un bon rapport surface/volume, une bonne biocompatibilité et 

une conductivité élevée. Ces nanoparticules sont facilement modifiables et peuvent être 

adaptées spécifiquement à chaque protéine. 

5.1.1. Avantages des biopiles à biocatalyseurs optimisés 

Le plus gros avantage de ces biopiles vient de l’utilisation de la biocatalyse, cette biocatalyse 

a une efficacité catalytique très importante.(132) Elle nécessite des conditions d’utilisation 

extrêmement douces : pH neutres, température ambiante et milieux aqueux.(133) Elles 

peuvent enfin oxyder différents substrats présents dans la nature comme le glucose ou le 

fructose, (134), qui sont couramment utilisées, ce qui diminue les coûts de production. 
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5.1.2. Inconvénients des biopiles à biocatalyseurs optimisés 

Malheureusement l’utilisation de ces biopiles présente encore de nombreux inconvénients. Le 

plus grand inconvénient est que les enzymes ont une activité catalytique diminuée lorsqu’elles 

sont immobilisées. Puis, un autre problème est la durée de vie de ces biopiles qui est 

déterminée par la durée de vie des enzymes utilisées. Cette durée de vie ne dépasse pas les 

quelques jours sur un support solide et quelques heures en solution.(135) La taille des 

enzymes pose également un problème majeur. En effet la densité volumique n’est pas 

suffisante et donc la concentration d’enzymes par site est insuffisante par rapport à une pile 

classique. Un autre problème est l’oxydation incomplète du combustible. La densité de 

puissance est plus faible que celle des piles conventionnelles à cause de la difficulté de 

communication entre l’enzyme et l’électrode. En conséquence, l’énergie générée est très 

faible de quelques µW à 1 mW.cm-2 comparée à celle d’une pile à combustible classique qui 

génère 10 à 400 mW.cm-2. Cette énergie peut être augmentée en immobilisant plus d’enzymes 

aux électrodes et en optimisant l’efficacité du transfert d’électrons. 

5.1.3. Conception d’électrodes 

Une des avancées les plus significatives ces dernières années dans le domaine des biopiles est 

le développement des biocathodes et des bioanodes qui emploie le transfert direct d’électrons 

au lieu du transfert d’électrons indirect à l’aide de médiateurs. Des études sur la laccase (136, 

137) et sur la bilirubine oxydase (138) ont permis le développement de biocathodes en 

utilisant le transfert d’électron direct. La glucose oxydase a permis de son côté le 

développement de bioanode avec le même résultat.(139) 

La laccase de l’organisme Bacillus subtilis provient du laboratoire de Biologie Chimique 

dirigé par le Pr. Andrew Griffiths. Dr. Valérie Taly et Thomas Beneyton (U.M.R. 7006), qui 

ont préparé cette protéine et proposé la biopile décrite dans la figure 1.5.2. Cette biopile est 

composée dans sa partie anodique d’une alcool déshydrogénase (ADH) soluble ayant pour 

cofacteur la pyrroloqinoline quinone (PQQ). Cette enzyme peut extraire quatre électrons de 

son substrat. Pour le compartiment cathodique, ils ont utilisé une laccase bactérienne soluble 

issue d’un organisme extrêmophile qui présente donc une forte stabilité et une bonne 

efficacité catalytique.(140) 
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Figure 1.5.2 : Schéma de la biopile du projet du laboratoire du Pr. Andrew Griffiths et du Dr. Valérie Taly 

 

Nos collaborateurs ont développé une méthode de sélections de variants optimisés de laccase 

et d’ADH qui combine la compartimentation In Vitro (IVC) (141) et la microfluidique 

digitale.(142) Ces gouttelettes formées par microfluidique permettent de réaliser des 

sélections dans toutes les conditions désirées ce qui permet de mimer les conditions réelles 

d’utilisation des variants dans les biopiles. 
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6. Fonctionnalisation de surface 

La fonctionnalisation de surfaces est un domaine en pleine expansion, en effet elles confèrent 

à ces surfaces de nouvelles propriétés. De plus une large palette de fonctionnalisations est 

disponible et ne cesse de croître de jour en jour. La définition de la fonctionnalisation est le 

fait de changer les caractéristiques de surface d’une partie d’un dispositif pour modifier sa 

fonctionnalité et ainsi aboutir à des effets précis et souhaités. Les matériaux utilisés sont 

variés comme les nanotubes de carbone, les nanofils, les nanoparticules métalliques et semi-

conductrices. 

6.1. Immobilisation de protéines 

Tout d’abord les différents types d’immobilisation sont passés en revue, puis le cas des 

nanoparticules d’or utilisées comme médiateurs est mise en avant. 

6.1.1. Mécanisme de transfert d’électrons 

Le contact électrique entre le centre actif de la protéine et l’électrode joue un rôle central dans 

le design d’électrode enzymatique. Deux types de mécanisme de transfert d’électrons sont 

distingués. Dans tous les cas le transfert d’électrons doit se faire de manière la plus efficace 

possible. 

6.1.1.1. Transfert d’électrons direct 

Ce transfert d’électron direct doit se faire sans l’intervention de médiateurs entre le centre 

actif de la protéine et l’électrode mais très peu d’exemples utilisant ce type de transfert sont 

connus. Un médiateur est une espèce redox réversible électrochimiquement dite électroactive 

qui participe au transfert d’électrons. Dans ce cas, c’est donc la protéine qui joue le rôle 

d’électrocatalyseur et favorise le transfert qui se fait grâce à un effet tunnel (voir figure 1.6.1). 

Bien entendu, ce transfert dépend de la localisation du centre actif de la protéine qui doit être 

orientée de façon optimale et proche de l’électrode, ainsi la distance de transfert est optimale 

pour ce type de transfert.(133)  
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Figure 1.6.1 : Mécanisme de transfert d’électrons : (a) transfert d’électrons direct (effet tunnel) de la surface de 

l’électrode jusqu’au site actif de la protéine ; (b) Transfert d’électrons via des médiateurs redox.(143) 

 

6.1.1.2. Transfert d’électrons à l’aide de médiateurs 

En général, le site actif de la protéine est enfoui très profondément au sein du squelette 

protéique rendant le transfert d’électron difficile dû à la vitesse de transfert qui diminue de 

manière exponentielle avec la distance. Un lien entre le centre actif et l’électrode est créé et 

permet ainsi le transfert d’électrons. Des médiateurs qui doivent remplir un certain nombre de 

conditions sont utilisés. Tout d’abord ils doivent être stables dans les conditions de travail 

sans participer à la réaction et sans réagir avec l’oxygène. Ensuite, leur réaction doit être 

rapide et réversible d’un point de vue cinétique ou thermodynamique. Enfin, le potentiel 

redox de la protéine étudiée est déterminée par le potentiel d'oxydation du médiateur.(144)  

Enfin, le médiateur a généralement une concentration très inférieure à celle de la protéine 

étudiée. Les médiateurs les plus communément utilisés sont soit immobilisés sur l’électrode, 

soit dissouts dans le tampon. Cependant, la stabilité et leur facilité de diffusion loin de la 

surface limitent la durée des systèmes. 
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6.1.2. Différents types d’immobilisation 

L’immobilisation permet d’orienter de façon spécifique la protéine souhaitée, en tenant 

compte de la nature de la surface, de la stabilité et des propriétés des protéines (voir figure 

1.6.2). Les propriétés électrochimiques et optiques des protéines redox sont utilisées dans les 

différents cas listés ci-dessous.(145)  

 

Figure 1.6.2 : Différentes méthodes d’immobilisation : (a) adsorption physique ; (b) inclusion dans un 

polyélectrolyte ou dans un polymère conducteur ; (c) inclusion dans une monocouche auto assemblée (SAMs); 

(d) attachement non orienté sur une monocouche auto assemblée; (e) attachement orienté sur une monocouche 

auto assemblée; (f) attachement directement sur la surface du site actif.(146) 

De nombreuses études ont été menées par le passé en utilisant différentes méthodes telles que 

le greffage de relais redox sur la protéine, l’immobilisation d’enzymes sur des polymères 

électroactifs ou encore l’introduction des médiateurs faisant office de relais d’électrons ; (147) 

le contact électrique obtenu par le biais de ces méthodes est relativement inefficace soit parce 

que la modification de la protéine n’est pas optimale, soit parce que l’immobilisation de 

l’enzyme engendre une orientation qui n’est pas favorable à un transfert d’électron entre le 

centre actif de la protéine et l’électrode. 

Concernant l’attachement directement sur la surface de la protéine, il est soumis à plusieurs 

contraintes dont la plus importante est que la protéine ne se dégrade pas après son 

immobilisation. L’interaction entre la protéine et la surface peut être de type hydrophobe ou 

électrostatique qui dépend du pH et de la force ionique.(135) L’attachement orienté sur une 

monocouche auto assemblée se rapproche le plus de la technique voulue et reste celle la plus 
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couramment utilisée.(148, 149) On peut citer l’exemple de la laccase de T.versicolor qui a été 

récemment immobilisée sur une électrode de carbone vitreux.(150) Le principe est de mettre 

un modifiant sur une surface noble pour orienter de façon spécifique la protéine.  

 

6.1.3. Utilisation des nanoparticules d’or comme médiateur 

Une approche en utilisant les nanoparticules d’or comme médiateur est adoptée.(151) C’est 

une des procédures les plus prometteuses. En effet ces nanoparticules agissent comme un 

relais dans un transfert d’électron à longue distance. De nombreux exemples sont décrits dans 

la littérature avec diverses protéines comme la glucose oxydase, (152) la galactose oxydase, 

(153) la laccase (154) ou encore le cytochrome c.(155) Pour ces immobilisations, une 

monocouche de nanoparticules d’or a été déposée avec un taux de transfert tout à fait 

acceptable. La méthode utilisée a été décrite dans la publication de Murata et al.(156) qui 

utilise un réseau 3D de nanoparticule d’or sur une électrode. Ces nanoparticules présentent 

divers avantages comme une bonne biocompatibilité ce qui est primordial dans la mise en 

place de dispositifs électrochimiques car la durée de vie des protéines immobilisées augmente. 

La surface spécifique de ce réseau est exceptionnellement élevée ce qui augmente la 

sensibilité de la mesure et donc permet d’avoir une vitesse de transfert d’électrons et une 

vitesse de réaction élevée. De façon plus générale, il est possible de contrôler la taille des 

nanoparticules en fonction de la méthode de synthèse utilisée pour trouver la distance 

optimale entre la nanoparticule et le centre actif. La formation de couches est donc 

contrôlable. La variation de la taille du modifiant permet de changer sa flexibilité et la 

variation de la charge du modifiant est un critère intéressant dans la mesure où les charges de 

surface de la protéine ne sont pas forcément connues. Tous ces critères sont importants car ils 

influencent, de façon décisive, sur la conformation de la protéine adsorbée et sur son activité 

redox.(157, 158) Dans la publication de Murata et al(156), le cytochrome c est adsorbé à 

l’aide d’une interaction électrostatique entre les résidus Lysine de surface de la protéine et les 

alcanes thiols de l’acide carboxylique. 
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7. But de la thèse  

La recherche présentée dans cette thèse est centrée sur l’étude et la caractérisation de 

protéines issues de la chaîne respiratoire de l’organisme T.thermophilus étudiée par 

spectroscopie infrarouge et électrochimie grâce à la biofonctionnalisation de différentes 

surfaces. Notre but est de trouver et de caractériser des systèmes catalytiques ayant une 

application potentielle pour une future biopile. 

• Etude de la cytochrome c oxydase de type ba3 

La cytochrome c oxydase de type ba3 est la plus petite des cytochrome c oxydase connue. Elle 

est responsable de la réduction de l’oxygène moléculaire en eau. 

Cette protéine membranaire présente une dépendance pH de son potentiel de demi-vague très 

particulière. En effet, elle possède deux types d’hèmes différents qui ont des propriétés 

spectrales très différentes et qui ont chacun leur propre dépendance. Ainsi, grâce à notre 

technique de spectroscopie infrarouge couplée à l’électrochimie, la possibilité de comprendre 

et de mettre en avant les raisons de cette dépendance est possible. Des conséquences sur la 

conformation, sur les chaînes latérales d’acides aminés et sur la redistribution des charges 

dans les sites des cofacteurs sont attendues. 

• Interaction protéine-protéine 

L’interaction protéine-protéine est un phénomène très complexe encore peu compris de nos 

jours. Il met en jeu plusieurs interactions qui influencent de façon notable sur le complexe 

formé et sur ses caractéristiques spectroscopiques. 

Deux protéines solubles le cytochrome c1 et le cytochrome c552 de T. thermophilus sont 

étudiées. Leur interaction est caractérisée par une technique de spectroscopie infrarouge et 

d’UV/Visible couplée à l’électrochimie qui permet de mieux comprendre l’impact sur la 

réorganisation des hèmes, du squelette peptidique et des chaînes latérales d’acides aminés. 

Deux autres complexes différents sont aussi formés dans le but de prouver que l’interaction 

entre le cytochrome c1 et c552 est bien réelle. Pour cela, le cytochrome c du cœur de cheval est 

utilisé pour montrer qu’une interaction n’est pas toujours possible. 
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• Utilisation de nanoparticules 

Les protéines de la chaîne respiratoire caractérisées précédemment sont donc utilisées ici pour 

mieux comprendre le mécanisme des protéines et mettre en avant leur éventuelle efficacité 

catalytique dans une future biopile. Les biopiles représentent une alternative aux énergies 

fossiles. L’étude d’une glycoprotéine, la laccase de Bacillus subtilis, permet de mettre en 

place une technique d’immobilisation grâce à des nanoparticules d’or. Le but est de trouver 

une méthode d’immobilisation qui présente une stabilité et une cinétique de transfert 

électronique efficace.  
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1. Techniques de caractérisation 

Cette thèse s’articule autour de plusieurs techniques de caractérisation principalement dans le 

domaine de la spectroscopie, tout d’abord le domaine de l’UV/Visible et ensuite le domaine 

du moyen infrarouge. 

La figure 2.1.1 présente les différentes longueurs d’onde de toutes les radiations 

électromagnétiques connues. Le spectre électromagnétique est la décomposition du 

rayonnement électromagnétique selon plusieurs paramètres, tous ces paramètres étant reliés 

grâce à 2 formules. 

 

      � � ��           Equation 6 

���	 � � 	
  
           �′�ù � � � 

�        Equation 7 

où E représente l’énergie en J ; � la fréquence en Hz ; � la longueur d’onde en m ; c la vitesse 

de la lumière en m.s-1 ; h la constante de Planck en J.s 

Deux domaines sont utilisés:  

• Le domaine ultraviolet et visible (UV/Visible) se situant entre 200 et 800 nm. 

• Le domaine infrarouge. 

 

Figure 2.1.1 : Caractérisation du spectre électromagnétique.(1)  
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1.1.Spectroscopie UV/Visible 

Le principe de la spectroscopie UV Visible repose sur la transition d’un électron d’un état 

fondamental vers un état excité par excitation grâce à une interaction avec une onde 

électromagnétique. Le passage d’un état électronique à un autre état électronique d’énergie 

plus élevée nécessite l’absorption d’énergie sous forme de photons. Le principe du 

spectromètre UV/Visible consiste en une source munie de deux lampes qui permettent un 

continuum d’émission sur toute la gamme de longueur d’onde UV Visible : 

- Lampe au deutérium qui émet des longueurs d’ondes de 180 à 400 nm (UV) 

- Lampe au tungstène qui émet des longueurs d’ondes de 400 à 800 nm (Visible) 

Un monochromateur permet de sélectionner les longueurs d’ondes et donc de faire un 

balayage de la gamme en déplaçant ce monochromateur. Le faisceau de photons à la longueur 

d’onde sélectionnée traverse un miroir qui synchronise le mouvement du monochromateur, 

puis le faisceau traverse l’échantillon et/ou la référence, puis un amplificateur permet de 

comparer l’intensité en sortie par rapport à l’intensité d’émission (voir figure 2.1.2). 

 

Figure 2.1.2 : Schéma de principe du spectrophotomètre UV Visible. 

Le spectre d’absorption ainsi obtenu est caractérisé par un coefficient d’extinction molaire ε 

pour chaque longueur d’onde. La loi de Beer-Lambert dit que l’absorption est proportionnelle 

à la concentration c du produit et à la longueur � du chemin optique. Elle est décrite dans 

l’équation. 

 � � log ��� � � � � � 	     Equation 8 
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où A est l’absorbance ; I 0 l’intensité de la lumière incidente ; I  l’intensité de la lumière 

sortante ; ε le coefficient d’extinction molaire en L.mol-1cm-1 ; � le chemin optique en cm ; c la 

concentration en mol.L-1 

1.2. Spectroscopie infrarouge 

L’infrarouge correspond à des rayonnements de longueur d’ondes supérieures à celles de la 

lumière visible et inférieures à celles du domaine submillimétrique. La partie infrarouge du 

spectre électromagnétique se divise en 3 régions bien distinctes : le proche (13300 à 4000 

cm-1), le moyen (4000 à 450 cm-1) et le lointain infrarouge (450 à 10 cm-1). Lorsque la 

longueur d'onde apportée par le faisceau lumineux est voisine de l'énergie de vibration de la 

molécule, cette dernière va absorber le rayonnement et on enregistre une diminution de 

l'intensité réfléchie ou transmise. Le domaine infrarouge correspond au domaine d'énergie de 

vibration des molécules. Toutes les vibrations ne donnent pas lieu à une absorption, cela 

dépend aussi de la géométrie de la molécule et en particulier de sa symétrie. En effet, un 

changement du moment dipolaire est nécessaire. Pour une géométrie donnée on peut 

déterminer les modes de vibration actifs en infrarouge grâce à la théorie des Groupes.  

Dans un modèle très simplifiée, la position de ces bandes d'absorption dépend en particulier 

de la différence d'électronégativité des atomes et de leur masse. Par conséquent à un matériau 

de composition chimique et de structure donnée correspond un ensemble de bandes 

d'absorption caractéristiques permettant d'identifier le matériau. La lumière excitatrice 

provoque, pour chaque transition vibrationnelle, une multitude de transitions rotationnelles, 

qui va donner au pic de transition vibrationnelle l’allure d’une bande d’absorption. Pour une 

molécule non linéaire formée de N atomes, 3N-6 modes normaux de vibration sont trouvés. 

La fréquence d’oscillation d’un mode de vibration est déterminée par : 

       � �  �
�� ��

  ���	 ! � "#�"$"#%&$      Equation 9 

où � est la fréquence en cm-1 ; k la constante de force en N.cm-1 ; µ la masse réduite en kg 

Un mode normal de vibration est actif en infrarouge si le moment dipolaire de transition 

associée n’est pas nul. De nombreux modes de vibration peuvent être observés en 

spectroscopie infrarouge. On définit en fait 2 types de modes normaux de vibration 

principaux : les déformations et les élongations (voir figure 2.1.3). Les élongations mettent en 

jeu la longueur de la liaison, les déformations modifient l’angle de liaison.(2)  
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Figure 2.1.3 : Modes normaux de vibrations. (3) 

 

1.2.1. Spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier (IRTF) 

Comparée aux techniques traditionnelles, l’interférométrie est une méthode très compétitive. 

Toutes les fréquences de la source infrarouge sont traitées ensemble sans sélection préalable, 

ce qui permet de capter le spectre entier en moins d’une milliseconde. En spectrométrie IRTF, 

le signal enregistré (interférogramme) est obtenu à l’aide d’un interféromètre de Michelson 

dont un des miroirs subit une translation à vitesse constante. L’interférogramme enregistré à 

l’aide d’un seul balayage du miroir est constitué d’une combinaison complexe de sinusoïdes 

de fréquences différentes et dont l’intensité est fonction du signal reçu pour la radiation. Un 

traitement par transformée de Fourier conduit au spectre d’absorbance en fonction de la 

fréquence (voir figure 2.1.4). Le principe de Transformation de Fourier (TF) se base sur le fait 

que chaque fonction peut être décomposée en une somme de fonctions sinusoïdales, chaque 

fonction sinusoïdale étant définie par deux valeurs: sa fréquence ou longueur d’ondes et son 

amplitude. 

De par son principe, la spectrométrie IRTF autorise l’acquisition rapide de spectres 

extrêmement précis. Un spectromètre par transformée de Fourier ne décrit pas directement les 

raies d'un spectre, mais les fréquences spatiales qui transcrivent ces raies, dans un 



 

interférogramme. L'interférogramme 

inverse (voir figure 2.1.4). 

Figure 2.1.4 : Description du schéma d’un spectromètre infrarouge à transformée de Fourier

1.2.2. Réflexion Totale Atténuée

Les échantillons peuvent être étudiés en transmission ou en réflexion 

nommé RTA. 

Lorsqu’un faisceau lumineux arrive à l’interface entre 2 milieux d’indice de réfraction très 

différents, il peut subir une réflexion interne totale. Ce phénomène se produit lorsque la valeur 

de l’angle du rayon incident est supérieure à un certain angle cr

produit, une partie de ce faisceau pénètre dans le milieu d’indice de réfraction le plus faible 

avant de subir la réflexion : c’est l’onde évanescente. 

interagir avec les molécules étudiée

lumière incidente peut être absorbée par un échantillon et donc le rayon r

énergétique que le rayon incident. De cette manière, il devient possible de réaliser un spectre 

d’absorption.(4) C’est l’une des techniques de 

évoluée ces dernières années. 

C’est une méthode d’analyse de surface

pénétration de l’onde évanescente dans l’échantillon. Celle

 

interférogramme. L'interférogramme conclut au spectre par une transformation de Fourier 

: Description du schéma d’un spectromètre infrarouge à transformée de Fourier

Réflexion Totale Atténuée (RTA) 

Les échantillons peuvent être étudiés en transmission ou en réflexion grâce à un appareil 

Lorsqu’un faisceau lumineux arrive à l’interface entre 2 milieux d’indice de réfraction très 

différents, il peut subir une réflexion interne totale. Ce phénomène se produit lorsque la valeur 

de l’angle du rayon incident est supérieure à un certain angle critique. Lorsque la réflexion se 

produit, une partie de ce faisceau pénètre dans le milieu d’indice de réfraction le plus faible 

: c’est l’onde évanescente. C’est cette onde évanescente qui va 

interagir avec les molécules étudiées. Lors du passage dans le second milieu, une partie de la 

lumière incidente peut être absorbée par un échantillon et donc le rayon r

énergétique que le rayon incident. De cette manière, il devient possible de réaliser un spectre 

C’est l’une des techniques de la spectroscopie infrarouge qui a le plus 

 

C’est une méthode d’analyse de surface (voir figure 2.1.5). L’épaisseur analysée dépend de la 

pénétration de l’onde évanescente dans l’échantillon. Celle-ci peut aller de 0,5 à 5 µm. 
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u spectre par une transformation de Fourier 

 

: Description du schéma d’un spectromètre infrarouge à transformée de Fourier.(3) 

grâce à un appareil 

Lorsqu’un faisceau lumineux arrive à l’interface entre 2 milieux d’indice de réfraction très 

différents, il peut subir une réflexion interne totale. Ce phénomène se produit lorsque la valeur 

itique. Lorsque la réflexion se 

produit, une partie de ce faisceau pénètre dans le milieu d’indice de réfraction le plus faible 

C’est cette onde évanescente qui va 

Lors du passage dans le second milieu, une partie de la 

lumière incidente peut être absorbée par un échantillon et donc le rayon réfléchi est moins 

énergétique que le rayon incident. De cette manière, il devient possible de réaliser un spectre 

arouge qui a le plus 

. L’épaisseur analysée dépend de la 

ci peut aller de 0,5 à 5 µm.  
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Cela rend donc la Réflexion Totale Atténuée particulièrement intéressante pour l’analyse des 

échantillons purs, puisque le risque de voir les pics saturés est très faible. Elle permet enfin de 

faire varier les conditions expérimentales pendant les mesures et est également une technique 

très reproductible à condition de ne pas réclamer des sensibilités très importantes. La 

profondeur de pénétration de l’onde évanescente dans l’échantillon est caractérisée par la 

distance dp et décrit dans l’équation : 

 �' � � ()*
���+,-./ 01+(/ ()* 2²2       Equation 10 

où λ est la longueur d’onde en cm-1 ; n1 l’indice de réfraction interne ; n2 celui de 

l’échantillon ; θ l’angle d’incidence en radians 

 

Figure 2.1.5 : Représentation schématique du principe de la RTA.(3) 

 

1.2.3. Réflexion Totale Atténuée Exaltée de Surface (SEIRAS) 

Une application possible pour les mesures en RTA est la Réflexion Totale Atténuée Exaltée 

de Surface ou SEIRAS. 

L’effet SEIRAS (Surface-Enhanced Infrared Absorption Spectroscopy) a été découvert en 

1980 (5) bien après la découverte de l’effet SERS (Surface-Enhanced Raman Scattering).(6, 

7) Cette technique a été utilisée car elle ne montre exclusivement que le signal des protéines 

adsorbées avec une sensibilité de surface très haute.(8, 9) Il repose sur le principe d’une 

molécule sur une surface de métal qui voit une augmentation de son absorption en infrarouge 

de 10 à 1000 fois plus intense que lorsqu’elle n’est pas sur ce métal.  
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Cette exaltation dépend de la taille, de la forme et de la densité des particules sur le film de 

métal sélectionné. Depuis sa découverte, cet effet a été observé sur différents métaux. La 

réflexion totale atténuée est exclusivement utilisée ici,(10-12) mais cet effet peut aussi être 

observé en transmission (13, 14) ou en réflexion externe.(15) Le métal utilisé ici est l’or qui 

est déposé sur une surface de Si grâce à un métalliseur à pulvérisation cathodique. Les 

molécules chimisorbées présentent une augmentation plus importante que les molécules 

physisorbés.  

Le phénomène est encore en discussion aujourd’hui et il n’est toujours pas totalement 

compris.(16, 17) L’exaltation de surface semble reposer sur deux mécanismes différents : le 

mécanisme électromagnétique et chimique.(18, 19) Ces deux composantes sont présentes 

dans l’équation qui décrit l’absorption en infrarouge. Le modèle décrit par Osawa est utilisé 

ici.(12, 20) De manière générale en Infrarouge, l’absorbance A s’écrit : 

 � 3 45! 56* . 84 ² � 45! 56* 4 ²|8|² cos ²=               Equation 11 

où ∂µ/∂Q est la dérivée du moment dipolaire par rapport aux coordonnées normales ; E est le 

champ électrique qui excite la molécule ; θ est l’angle entre ces deux composantes 

La composante électromagnétique représentée par le champ électrique permet un 

accroissement du champ électrique local à la surface.(21) Le dépôt d’un film sur la surface ne 

se fait pas de manière continue mais avec la formation de petits îlots de métal ce qui implique 

une surface non parfaite. 

Ces petits îlots jouent un rôle très important, en effet ils sont polarisés par un champ de 

photons incidents générant un champ électrique local intense. La molécule adsorbée induit 

donc des dipôles supplémentaires sur ces petits îlots. Il est très important de contrôler la 

déposition pour pouvoir avoir une exaltation de surface optimale. 

La composante chimique est liée à un accroissement de la dérivée du moment dipolaire à 

cause des interactions chimiques entre la molécule et le métal présents à la surface. 

Concernant l’angle entre ces deux composantes, il faut savoir que des molécules adsorbées 

sont plus souvent orientées de façon spécifique à la surface (voir figure 2.1.6). 



 

Figure 2.1.6 : Schéma expliquant le principe de la spectroscopie infrarouge par réflexion totale atténuée

Seuls certains modes seront donc exaltés, spécifiquement ceux qui ont une composa

dipolaire perpendiculaire.(12) 

Il faut noter que l’exaltation est 10 à 1000 fois moins importante qu’avec le 

L’exaltation de surface est obtenue en déposant un film métallique, typiquement Au ou Ag, à 

la surface du cristal.(23, 24)  

Cette technique permet de travailler avec des monocouches autoassemblées de thiols sur des 

surfaces en métal,(25, 26) pour détermine

solution.(26, 27)  

 

1.3. Etude de protéines grâce à la Spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier

1.3.1. Les bandes Amide 

L’infrarouge des protéines montre des bandes avec des absorptions spécifiques associées 

squelette peptidique. Les bandes infrarouge

listées dans le tableau 2.1.1, il y a 

 

 

 

 

 

: Schéma expliquant le principe de la spectroscopie infrarouge par réflexion totale atténuée

Seuls certains modes seront donc exaltés, spécifiquement ceux qui ont une composa

 

Il faut noter que l’exaltation est 10 à 1000 fois moins importante qu’avec le 

est obtenue en déposant un film métallique, typiquement Au ou Ag, à 

Cette technique permet de travailler avec des monocouches autoassemblées de thiols sur des 

pour déterminer l’équilibre acide-base de ces monocouches en 

Etude de protéines grâce à la Spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier

L’infrarouge des protéines montre des bandes avec des absorptions spécifiques associées 

. Les bandes infrarouge caractéristiques des protéines et des peptides sont 

, il y a neuf bandes Amide décrites. 
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: Schéma expliquant le principe de la spectroscopie infrarouge par réflexion totale atténuée. (22) 

Seuls certains modes seront donc exaltés, spécifiquement ceux qui ont une composante 

Il faut noter que l’exaltation est 10 à 1000 fois moins importante qu’avec le SERS.  

est obtenue en déposant un film métallique, typiquement Au ou Ag, à 

Cette technique permet de travailler avec des monocouches autoassemblées de thiols sur des 

base de ces monocouches en 

Etude de protéines grâce à la Spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier 

L’infrarouge des protéines montre des bandes avec des absorptions spécifiques associées au 

caractéristiques des protéines et des peptides sont 
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Bandes Longueur d’onde (cm-1) Assignement 

Amide A 3300-3250 Elongation (N-H) 
Amide B ~3100 Elongation (N-H), en résonance avec des 

harmoniques d’Amide II 
Amide I 1700-1600 80 % d’élongation (C=O); 10 % d’élongation (C-N); 

10 % de déformation (N-H) 
Amide II 1575-1480 60 % de déformation (N-H) 40 % d’élongation (C-N) 

Amide III 1330-1220 30 % de déformation (C-N); 30 % de déformation 

(N-H); 10 % d’élongation (C=O); 10 % de 

déformation (O=C-N); mixés avec d’autres modes 
Amide IV 767-625 40 % de déformation (O=C-N); 60 % d’autres modes 

Amide V 800-630 Déformation hors du plan (N-H) 

Amide VI 605-535 Déformation hors du plan (C=O) 

Amide VII ~200 Torsion du squelette 
Tableau 2.1.1 : Nom des bandes, longueur d’onde et assignements des bandes d’absorption en infrarouge du 

squelette peptidique des protéines.(28-31) 

Une partie de notre étude se fait sur la bande Amide I, qui est la bande la plus intense et donc 

la plus étudiée. Elle est composée à 80% par la vibration d’élongation de la liaison C=O issue 

de la liaison peptidique avec également une contribution de la vibration de la liaison C-N, qui 

augmente la hauteur des bandes. Cette bande se situe entre 1700 et 1600 cm-1. Elle indique 

clairement la structure secondaire de la protéine à cause de sa sensibilité aux liaisons 

Hydrogène, à l’interaction dipôle-dipôle et la géométrie du squelette peptidique.(29, 30) 

Ainsi, la forme et l'intensité sont directement reliées à la structure secondaire de la protéine. 

Elle est donc utilisée pour étudier la structure secondaire de la protéine. 

Cependant, d’autres cofacteurs rentrent également en jeu comme les acides aminés et les 

hèmes. 

 

1.3.2. Les acides aminés – caractérisation infrarouge 

Vingt acides aminés importants sont distingués. Leur masse moyenne est de 0.1 kDa. Le 

tableau présente la contribution individuelle des acides aminés principaux présents dans les 

protéines dont leur absorption est la plus intense entre 1800 et 1000 cm-1.  
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Acide aminé Vibrations ν(cm-1) ε (M-1cm-1) 
Asp -COOHs 

-COO-s,as 
-COO-s,sym 

1716 
1574 
1402 
1250 

280 
380 
256 

100-200 
Glu -COOHs 

-COO-s,as 
-COO-s,sym 

1712 
1560 
1404 
1250 

220 
470 
316 

100-200 
Arg -CN3H5

s,as 
-CN3H5

s,sym 
1673 
1633 

420 
300 

Lys -NH3
+def,as 

-NH3
+def,sym 

1629 
1526 

130 
100 

Asn -C=Os 
-NH2

def 
1678 
1622 

310 
160 

Gln -C=Os 
 

-NH2
def 

1670 
1687 
1610 
1590 

360 
 

220 
 

Tyr Ring, Tyr-OH 
Ring, Tyr-OH 

C-OHs 
Ring, Tyr-O- 
Ring, Tyr-O- 

C-O-s 

1612 
1518 
1245 
1602 
1498 
1269 

 
430 
200 
160 
700 
580 

His Ring 1596 70 
Phe Ring 1494 80 
Trp  1455 

1334 
 

Pro Ring-N 
H-Ring-N 

1424 
1456 

 

Tableau 2.1.2 : Absorption d’une sélection des différents acides amines en infrarouge (ν) avec leur 

coefficient d’absorption molaire (ε) s : élongation, sym : symétrique, as : antisymétrique, def : 

déformation.(32) 

 

1.3.3. Les hèmes 

Un hème est caractérisé par un centre métallique au cœur d’une porphyrine avec la présence 

d’un groupe farnésyl et de propionates. Les porphyrines qui sont des macrocycles 

tétrapyrroliques aromatiques, sont  des  molécules  qui participent à de nombreux processus 

biologiques sous leur forme métallées comme l’hémoglobine ou la myoglobine. Les 

hémoprotéines utilisent une molécule prosthétique, l’hème, pour interagir avec des ligands 

diatomiques et remplissent des fonctions essentielles comme le transport d’électrons. 
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1.3.3.1.Structure des différents hèmes 

Trois types d’hèmes principaux sont distingués. 

L’hème a est un cofacteur redox unique de la cytochrome c oxydase qui est vitale pour la 

respiration aérobie. Il est constitué d’un atome de Fer en son cœur entouré d’un ligand 

macrocyclique appelé porphyrine. Il diffère des hèmes b grâce à deux modifications 

chimiques.(33) Il a été isolé pour la première fois en 1951 par Otto Warburg. Il a montré qu’il 

est un composant actif de la cytochrome c oxydase.(34) La structure de l’hème a se 

caractérise par une chaîne isoprène nommée farnésène (voir figure 2.1.7). 

 

Figure 2.1.7 : Structure chimique de l’hème a. Les symboles sur les atomes de carbone de l’anneau porphyrine 

sont indiqués. 

L’hémoglobine ou la myoglobine sont des exemples de molécules contenant un hème b. 

Généralement, il est attaché à une apoprotéine par une liaison de coordination entre le fer 

hémique et un acide aminé de la chaîne latérale et participe  au  stockage  de  l’oxygène  dans  

les  tissus  musculaires  ainsi  qu’à  son transport   vers   les   mitochondries.(35) La structure 

se compose de deux chaînes de type vinyle situées à ses extrémités (voir figure 2.1.8). 
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Figure 2.1.8 : Structure chimique de l’hème b. Les symboles sur les atomes de carbone de l’anneau porphyrine 

sont indiqués. 

L’hème c diffère de l’hème b par le remplacement de ses deux chaînes vinyle par deux 

groupes thioéthers (voir figure 2.1.9). Tout comme l’hème b, l’hème c joue un rôle dans les 

réactions de transport d’électrons.(35) La structure a été publiée, pour la première fois, par 

K.G. Paul et al.(36) 

 

Figure 2.1.9 : Structure chimique de l’hème c. Les symboles sur les atomes de carbone de l’anneau porphyrine 

sont indiqués. 
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Grâce aux propriétés optiques de l’hème, la spectroscopie UV/Visible et Infrarouge donnent 

de précieuses informations. 

1.3.3.2.Caractérisation en UV/Visible 

Pour l’UV/Visible, deux bandes sont mises en avant (voir figure 2.1.10). Tout d’abord la 

bande γ dite de Soret, située entre 380 et 450 nm, est caractéristique de l’aromaticité de la 

molécule. Le maximum varie selon l’hème étudié.(33) Le coefficient d’extinction molaire de 

la bande de la forme réduite est très élevée (ε>105 M-1.cm-1). Puis, les bandes α et β ou bandes 

Q, qui sont au nombre de deux (Q0 et Q1) dans le cas des hèmes, sont situées entre 480 et 700 

nm. Leur coefficient d’extinction molaire est très variable mais généralement plus faible que 

celui de la bande de Soret (ε>104 M-1.cm-1). Leur intensité est dix à cent fois plus faible.(37) 
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Figure 2.1.10 : Spectre UV/Visible du cytochrome c1 à pH 8 sous sa forme réduite après ajout de dithionite de 

sodium.  

 

Ces deux bandes correspondent à des transitions électroniques de type π-π*. Elles dépendent 

de l’état d’oxydation du Fer, des substituants périphériques, des ligands axiaux, de l’état de 

coordination et des acides aminés voisins.(38) 
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1.3.3.3.Caractérisation infrarouge 

La nomenclature utilisée ici pour les modes des hèmes en infrarouge a été décrite par Spiro et 

Li.(39) Les différentes vibrations qui existent pour les différents hèmes sont répertoriées dans 

les tableaux 4.2.2 et 4.2.3. 

Vibrations Vibrations 
couplées 

Bande pour 
un hème de 

type a   
(cm-1) 

Bande pour 
un hème de 

type b   
(cm-1) 

Bande pour 
un hème de 

type c   
(cm-1) 

Nom 

ν(CaCm) δ(CaCmH) ou  
δ(CmX) 

1573-1553 1573-1553 1645-1593 ν37 

ν(CbCb) ν(CaCm), 
ν(NCa), 
ν(CbX), 

 
1570-1542 

 

1538-1533 
 

1570 ν38 

ν38x/y 
ν(CaCm)sym ν(NCa), 

ν(CbCb), 
ν(CaCm) 

1481-1478 1481-1478 1478-1455 ν39 

ν(CaCb) δ (CbX), 
ν(NCa),  

δ (CaCbCb) 

1406-1396 1406-1396 1406-1396 ν40 

ν(CaN) ν(CaCb), 
δ(CmX), δ 
CaCbCb) 

1387-1386  1393-1384 ν41 

ν(CmH) δ CbX), 
ν(CaN), 
νCaCb 

1244-1240 1244-1240 1262-1220 δ42 

Tableau 2.1.3: Bandes d’absorption infrarouge des hèmes a (40),b (41) et c (42) avec X : Substituant des 

porphyrines, ν : élongation, δ : torsion.(32) 

 

 

Vibrations Bande en cm-1 Hèmes 
ν(Cα=Cβ) 1620, 1626, 1613 a/b 
δ(=CH2)

s 1345, 1337 a/b 
ν(CbCα) 1118 a/b 
δ(=CH2)

as 1080 a/b 
Tableau 2.1.4 : Bandes d’absorption infrarouge des substituants vinyles pour les hèmes a et b avec ν : élongation, 

δ : torsion, sym : symétrique, as : antisymétrique.(32) 

 

1.4. Prédiction de la structure secondaire grâce à la spectroscopie infrarouge 

Quatre types de structure de complexité croissante existent pour caractériser une protéine. 

Tout d’abord la structure primaire, elle est la séquence des acides aminés qui forme une 

chaîne polypeptidique. 
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La structure secondaire est caractérisée par des motifs structuraux (hélice α; feuillet β ; 

aléatoire et boucles) dont la propriété principale est de stabiliser la structure de la protéine par 

un caractère répétitif de liaisons Hydrogènes intramoléculaires (voir figure 2.1.11). Les 

feuillets β reposent sur des liaisons hydrogènes en CO et NH entre la même chaine 

polypeptidique, ils imposent une conformation plane, donc bidimensionnelle. Les brins 

adjacents peuvent être de même sens (feuillet parallèle) ou de sens opposé (feuillet 

antiparallèle). Le changement de direction du feuillet β est réalisé par un élément structural 

commun appelé boucles. L'hélice α est formée par l'enroulement régulier d'une chaîne 

polypeptidique sur elle-même. Elle est stabilisée par des liaisons hydrogène entre les groupes 

NH et CO de la chaîne principale : tous les CO et NH de la chaîne principale sont unis par des 

liaisons non covalentes (liaisons faibles) des liaisons hydrogène.  

Ensuite la structure tertiaire qui se rapporte aux relations dans l'espace des différentes 

structures secondaires. Elle est maintenue par des liaisons (covalentes, Hydrogène ...) entre 

des acides aminés souvent très éloignés sur la chaîne primaire.  

Enfin la structure quaternaire, qui n’existe que pour les protéines qui contiennent plus d'une 

chaîne polypeptidique, présente un niveau supplémentaire d'organisation qui correspond à 

l’association spécifique de plusieurs chaînes peptidiques. La structure secondaire est la seule 

étudiée dans cette thèse. L’utilisation de la dérivée seconde pour déterminer la structure 

secondaire de la protéine est la méthode la plus couramment utilisée. La position des pics est 

donnée par le maximum de chaque pic négatif issu de la dérivée seconde. Cependant, la 

dérivation ne conserve pas l’aire de chaque composante individuelle. Une procédure 

d'ajustement de courbe peut être appliquée pour calculer quantitativement la superficie de 

chaque composante représentant un type de structure secondaire en se basant sur le maximum 

de chaque pic négatif originaire de la dérivée seconde.(43-46) La structure secondaire est 

étudiée uniquement sur la bande Amide I. Plus récemment, El Khoury et al. ont analysé la 

spécificité de la bande Amide VI pour les différents types de structure secondaire dans la 

région spectrale comprise entre 590 et 490 cm-1.(47) 
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Figure 2.1.11 : Représentation de différents éléments issus de la structure secondaire. 

H2O (cm-1) D2O (cm-1) Assignement 

1624-1642 1624-1637  Feuillets β 
1648 1645 Aléatoire 

1656 1653 Hélices α 

1663 1641 Hélices 310 

1667-1685 1663-1671 et 1683-1694 Boucles 

1691-1696 1675 Feuillets β 
Tableau 2.1.5 : Assignements des éléments de la structure secondaire des protéines par la déconvolution de la 

bande Amide I en infrarouge en H2O (48, 49) et en D2O.(43, 45) 

Le tableau 2.1.5 découle de la comparaison de plusieurs structures cristallines aux rayons X à 

haute résolution pour établir une corrélation entre les différentes bandes et les spectres 

obtenus.(50)  

1.5.Electrochimie 

La cellule électrochimique utilisée ici repose sur un système à trois électrodes (voir figure 

2.1.12) : une électrode de travail, une électrode de référence et une contre-électrode.  

Un montage comprenant seulement deux électrodes ne permet pas de contrôler précisément la 

tension à leurs bornes en présence d’un courant important les traversant. Le rôle de la 

troisième électrode ou contre-électrode est de permettre le passage du courant traversant 

l’électrode de travail, sans passer par l’électrode de référence.  
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Ainsi l’électrode de référence n’est pas polarisée et la portion de circuit entre l’électrode de 

travail et la référence ne contribue que faiblement à la chute ohmique due à la résistance non 

nulle de la solution électrolytique. 

Potentiostat

A

V

WE          Ref          CE

ii

 

Figure 2.1.12 : Représentation schématique d’un système à trois électrodes. WE représente l’électrode de travail, 

Ref l’électrode de référence et CE la contre-électrode. Le potentiel est contrôlé entre la WE et la Ref quand le 

courant est contrôlé entre la WE et la CE.(3) 

1.5.1. Cyclovoltammétrie 

 

La voltampérométrie cyclique est basée sur la mesure du courant résultant d’un balayage 

linéaire de potentiel entre des limites Einf et Esup. La programmation en potentiel est 

triangulaire et une vitesse de balayage v=dE/dt est imposée. Le résultat obtenu est une courbe 

i=f(E). Plusieurs cycles consécutifs peuvent être exécutés, chacun étant représenté par un 

tracé du courant enregistré en fonction du potentiel appliqué, appelé voltampérogramme (voir 

figure 2.1.13). 

 

 
Figure 2.1.13 : Principe de la variation de potentiel en voltampérométrie cyclique. 
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Le courant total mesuré est la somme de deux courants à l’interface électrode/solution : un 

courant capacitif lié à l’existence de la double couche électrochimique et un courant faradique 

dû à la réaction d’oxydoréduction et relié par l’équation :  

 > � > ? >@ � ABCAD ? ABEAD      Equation 12 

 

où i est le courant total en A ; ic et Qc le courant et la charge capacitif en A et en C ; i f et Qf le 

courant et la charge faradique en A et en C ; t le temps en s 

 

Le courant faradique varie avec la concentration en l'espèce électroactive et l'aire de 

l'électrode. Pour éliminer son influence, le courant est normalisé par rapport à l'aire de 

l'électrode et présenté sous la forme d'une densité de courant :  

 F � G
H       Equation 13 

Cette technique permet d’obtenir des voltampérogrammes tout à fait caractéristiques de la 

réaction qui se produit. Pour la figure 2.1.14, le voltampérogramme à gauche correspond à 

une espèce adsorbée à l’électrode et à droite à une espèce dissoute donc en solution. Notre but 

est d’avoir un voltampérogramme totalement symétrique, qui est caractéristique d’une espèce 

adsorbée, échangeant réversiblement et rapidement des électrons. Il faut également noter que 

le voltampérogramme d’une protéine est généralement difficile à obtenir du moins en 

solution. En effet, la raison principale est le facteur d’orientation de la protéine, elle ne 

s’oriente pas de manière uniforme sur la surface mais de manière aléatoire. Un autre problème 

est également l’accessibilité du centre actif de la protéine, qui est au cœur de la protéine, est 

donc non accessible sans médiateurs. Il ne faut pas oublier que la vitesse de transfert 

d’électrons de la protéine est plus faible que la plus petite vitesse de balayage. 

De ces graphiques, le potentiel de demi-vague E1/2 ou potentiel redox est extrait. Il se calcule 

de la manière suivante :  

 E1/2= IJKIL�        Equation 14 

 

où EO et ER les potentiels anodiques et cathodiques en V. 
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Figure 2.1.14 : Cyclovoltammogrammes caractéristique d’une espèce : a) adsorbée à la surface b) en solution. 

Le taux de couverture Γ est également calculé une fois la protéine adsorbée à la surface. Il se 

définit par le nombre de molécules adsorbées sur la surface divisé par le nombre de molécules 

sur une surface d’or polycristalline. La formule utilisée est la suivante : 

      Γ � B
(MN         Equation 15 

avec  

     � �  BOPQR       Equation 16 

où Q est la charge obtenue par intégration du pic cathodique ou anodique en C divisée par la 

vitesse de balayage ; n est le nombre d’électrons échangés ; F la charge d’une mole 

d’électrons en C ; A l’aire de la surface polycristalline après dépôt des nanoparticules en cm² ; 

QO est la charge obtenue par intégration du pic de la réduction de l’Au-O obtenu sur 

l’électrode polycristalline ; 390 µC.cm-2 est la constante pour une monocouche d’oxyde 

chimisorbée sur une surface d’or polycristalline.(51)  

 

1.5.2. La spectroscopie différentielle : la cellule OTTLE  

Le spectre d’absorbance des protéines peut donner des informations sur la structure 

secondaire de la protéine, mais aussi sur les fonctions de cette protéine. Or, les spectres 

d’absorbance des protéines pour deux états différents (états redox dans le cas de la chaîne 

respiratoire) sont presque indissociables à l’œil nu (voir figure 2.1.15). 
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Figure 2.1.15 : Spectre d’absorbance en infrarouge du cytochrome c oxydase de P. denitrificans à pH 8 dans sa 

forme oxydée (en bleu) et dans sa forme réduite (en rouge). Les deux spectres sont décalés pour une meilleure 

lisibilité. 

 

Dans le but d’obtenir un aperçu du mécanisme de la protéine grâce à la spectroscopie 

infrarouge, une technique spectroscopique différentielle a été développée pour visualiser les 

changements qui ont lieu pendant la réaction de la protéine. Le principe est d’appliquer, d’une 

part un potentiel oxydant pour avoir la forme oxydée de la protéine puis d’autre part 

d’appliquer un potentiel réducteur pour obtenir la forme réduite. Des spectres différentiels en 

absorbance (oxydé moins réduit) sont donc obtenus. Il faut noter que la réaction du système 

doit être réversible. D’autres techniques font intervenir les spectres différentiels comme les 

spectres différentiels induits par la lumière.(52) Cependant, la technique du spectre 

différentiel en absorbance est celle qui permet une meilleure compréhension de la dynamique 

des réactions électrochimiques. 

 

Cette technique a été réalisée dans une cellule électrochimique nommée OTTLE (Optically 

Transparent Thin-Layer Electrochemical cell). développée dans les années 90 (53) et adaptée 

par l’équipe du Pr.Petra Hellwig aux protéines membranaires (voir figure 2.1.16).(54) 

 



 

 

Figure 2.1.16

La cellule comprend un corps en PVC (c) avec quatre entrées. L’électrode de travail en or (e) 

est reliée à la première entrée grâce à une pièce en Pt, la contre électrode est directement 

connectée à la seconde entrée sans contact avec l’électrode de travail (d). La troisième entrée 

est la connexion de l’électrode de référence (g). 

remplissage de tampon dans la cellule. L’ensemble est maintenu entre deux fenêtres de CaF

transparentes (a) fixées sur un support en plexiglas (b). Les joints (f) assurent l’étanchéité d

la cellule. Après montage, l’épaisseur obtenue est de l’ordre de 5 à 10 

d’éviter la forte absorption de l’eau.

Le signal différentiel représente

réactions redox comme les changements conformationnels ou les redistributions des charges 

dans les sites des cofacteurs. Le signal reflète donc la réorganisation des hèmes, du squelette 

polypeptidique et des chaînes latérales d’acides aminés lors du transfert d’électrons. En 

le transfert de protons couplés aux processus redox peut être attendu dans ce sp

figure 2.1.17).  Plusieurs régions peuvent être mises en avant

correspond à la protonation-déprotonation des différents acides aminés, entre 1690 et 1620 

cm-1 pour la bande Amide I, entre 1560 et 1520 cm

1000 cm-1 pour la contribution du tampon. 

Cependant, ces spectres différentiels autorisent des assignements plus précis en utilisant 

diverses méthodes pour compléter les différentes conclusions. 

 

16 : Représentation schématique de la cellule OTTLE. 

La cellule comprend un corps en PVC (c) avec quatre entrées. L’électrode de travail en or (e) 

entrée grâce à une pièce en Pt, la contre électrode est directement 

entrée sans contact avec l’électrode de travail (d). La troisième entrée 

est la connexion de l’électrode de référence (g). Enfin, la dernière entrée permet le 

issage de tampon dans la cellule. L’ensemble est maintenu entre deux fenêtres de CaF

transparentes (a) fixées sur un support en plexiglas (b). Les joints (f) assurent l’étanchéité d

Après montage, l’épaisseur obtenue est de l’ordre de 5 à 10 

d’éviter la forte absorption de l’eau. 

signal différentiel représente le total des changements moléculaires concomitants avec les 

réactions redox comme les changements conformationnels ou les redistributions des charges 

es cofacteurs. Le signal reflète donc la réorganisation des hèmes, du squelette 

polypeptidique et des chaînes latérales d’acides aminés lors du transfert d’électrons. En 

le transfert de protons couplés aux processus redox peut être attendu dans ce sp

.  Plusieurs régions peuvent être mises en avant : entre 1750 et 1700 cm

déprotonation des différents acides aminés, entre 1690 et 1620 

pour la bande Amide I, entre 1560 et 1520 cm-1 pour la bande Amide II et entre 1200 et 

pour la contribution du tampon.  

Cependant, ces spectres différentiels autorisent des assignements plus précis en utilisant 

diverses méthodes pour compléter les différentes conclusions.  

 

a. Fenêtre CaF2 transparentes

b. Plexiglas 

c. PVC 

d. Contre électrode en Pt 

e. Electrode de travail en or de 4 µm

f. Joint 

g. Electrode de Référence  de type 
3M KCl  

69 

 

La cellule comprend un corps en PVC (c) avec quatre entrées. L’électrode de travail en or (e) 

entrée grâce à une pièce en Pt, la contre électrode est directement 

entrée sans contact avec l’électrode de travail (d). La troisième entrée 

a dernière entrée permet le 

issage de tampon dans la cellule. L’ensemble est maintenu entre deux fenêtres de CaF2 

transparentes (a) fixées sur un support en plexiglas (b). Les joints (f) assurent l’étanchéité de 

Après montage, l’épaisseur obtenue est de l’ordre de 5 à 10 µm ce qui permet 

le total des changements moléculaires concomitants avec les 

réactions redox comme les changements conformationnels ou les redistributions des charges 

es cofacteurs. Le signal reflète donc la réorganisation des hèmes, du squelette 

polypeptidique et des chaînes latérales d’acides aminés lors du transfert d’électrons. En plus, 

le transfert de protons couplés aux processus redox peut être attendu dans ce spectre (voir 

: entre 1750 et 1700 cm-1 qui 

déprotonation des différents acides aminés, entre 1690 et 1620 

bande Amide II et entre 1200 et 

Cependant, ces spectres différentiels autorisent des assignements plus précis en utilisant 

transparentes 

Electrode de travail en or de 4 µm 

de type Ag/AgCl 
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Par exemple, la mutation spécifique d’un acide aminé jouant un rôle, par exemple, dans le 

transfert de protons est envisageable. La comparaison entre la forme native et le mutant donne 

des indications cruciales pour déterminer l’acide aminé responsable de la réaction de 

protonation.(55) Un marquage isotopique d’un acide aminé est aussi envisageable pour 

pouvoir déterminer avec précision le signal spécifique d’une vibration.(56) Enfin un échange 

H-D (54) des protons labiles est possible, provoquant un déplacement de la bande Amide II et 

la création d’une bande Amide II’ et donc un changement dans les vibrations du squelette. En 

effet, l'échange H-D peut apporter des informations sur la localisation des acides aminés 

impliqués dans la réaction des protéines. La méthode est particulièrement efficace pour les 

résidus d’acides aminés protonés comme l’acide Aspartique et le Glutamique. 
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Figure 2.1.17 : Spectre différentiel infrarouge oxydé moins réduit du cytochrome c oxydase de P. denitrificans à 

pH 8. Les signaux positifs en bleu représentent la protéine dans son état oxydée et les signaux négatifs en rouge 

la protéine dans son état réduit.(3) 

 

1.5.3. Théorie de Laviron 

Pour obtenir des informations sur la cinétique de transfert électronique des espèces adsorbées, 

il est important d’étudier la théorie de E. Laviron.(57) Il a développé un modèle théorique 

considérant le transfert de charges des espèces électroactives adsorbées dans la limite de 

faibles perturbations alternatives.  
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Pour des espèces électroactives présentant un comportement d’adsorption de Langmuir, 

l’impédance faradique est représentée par une combinaison en série d’une résistance faradique 

et d’une capacité faradique. Le courant peut être défini par une fonction sans dimension : (57)  

   S � G
TU/

LVW(²XNΓV
� YZ+Γ[ \ Γ]2^1_ \ +Γ` \ Γ]2^�1_a        Equation 17 

où ψ est le courant en A ; F la charge d’une mole d’électrons en C ; R la constante des gaz 

parfaits en J.K-1.mol-1 ; T la température en K ; n le nombre d’électron échangé ; ν la vitesse 

de balayage en V.s-1 ; A l’aire en cm² ; ΓT la somme constante ; m est défini par l’équation ; 

Γo et ΓR sont les concentrations de surface de l’oxydant et du réducteur en mol.cm-² ; η donne 

le rapport de l'excès superficiel de la forme oxydée et la forme réduite de l'espèce adsorbée ; α 

une constante. 

 

avec     Y � b`]
M c � + �

(�X2       Equation 18 

où k est le taux de transfert d’électrons en s-1 

De cette équation, k est extrait pour obtenir la formule suivante en admettant que α=0,5 : (57) 

 

     d � "�(�X�M
`]        Equation 19 

où n=1 ; T=298°K ; R=8.314 J.K-1.mol-1 ; ν est la vitesse de balayage en V.s-1 ; F=96320 

C.mol-1  

m est déterminé par la séparation entre les pics de la forme oxydé et réduit en prenant la 

valeur trouvée dans le tableau 2.1.6. Plus la constante de transfert d’électrons est élevée, plus 

les pics sont proches et plus le centre actif est proche et donc accessible, ce qui donne des 

informations précieuses sur l’efficacité de la modification. 
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1

Y
 

0,5 0,75 1 1,5 2 2,5 3 3,5 4 

n∆Ep(mV) 18,8 27 34,8 48,8 61,2 72,2 82,4 91,8 100,6 

 

1

Y
 

5 6 7 8 9 10 11 12 13 

n∆Ep(mV) 116,2 130 142,4 153,8 164 173,4 182 190 197,6 

Tableau 2.1.6 : Valeur de 1/m par rapport à la différence de potentiels entre les pics oxydés et réduits. 

Pour chaque vitesse de balayage, la différence de potentiel entre les pics oxydées et réduits est 

cherchée. La valeur de 1/m est alors déduite. Enfin la courbe de la vitesse de balayage par 

rapport à 1/m est tracée. La formule devient alors : 

 
�
" � (�M

`] � �
� � f      Equation 20 

La courbe trouvée est considérée comme une droite passant par l’origine. Le coefficient 

directeur de la courbe est alors : 

 
(�M
`] � �

�      Equation 21 

La seule inconnue ici est le coefficient k. Il est donc extrait. 

Il est important de souligner que cette méthode n’est valable que pour des vitesses de 

balayage élevées (supérieures à 0,5 V.s-1). 

1.5.4. Calcul de la largeur à mi-hauteur (LMH)  

La largeur à mi-hauteur se mesure entre les deux valeurs extrêmes du pic et est égale à la 

moitié de la valeur maximale. Elle est mesurée exclusivement pour le pic cathodique à une 

vitesse de balayage de 0.1 V.s-1. Dans le cas des espèces redox homogènes immobilisées sur 

la surface et qui mettent en jeu un processus électrochimique réversible, la largeur à mi-

hauteur est égale à 90.6 mV.(58) Une valeur plus grande suggère une orientation plus 

aléatoire de la protéine sur la surface et donc l’obtention d’un potentiel formel. Le potentiel 

formel est le potentiel obtenu dans les conditions expérimentales.(59)  
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1. Préparation des échantillons 

1.1. Echantillons de cytochrome c oxydase de type ba3 

Le cytochrome ba3 de T.thermophilus est préparé dans le laboratoire du Pr. James A. Fee 

(Department of Molecular Biology, The Scripps Research Institute, La Jolla, California, 

USA). Pour l’électrochimie en moyen infrarouge, la protéine est transférée dans un tampon 

phosphate (Kpi) 50mM contenant 100 mM de KCl, qui est notre sel de fond et avec 0.05 % de 

DDM (n−Dodecyl−β−maltoside) à pH 6.4, 7.5, 8 et 8.5. Le changement de tampon et la 

concentration de la protéine se sont effectués dans un dispositif d’ultrafiltration Microcon 

(Millipore, Billerica, MA 01821, USA) de 0.5 mL avec un seuil de coupure à 50 kDa dans 

une centrifuge 5804 R (Eppendorf, Le Pecq, France) à 5 °C. La protéine est lavée plusieurs 

fois avec le tampon choisi à une vitesse de 5000 tr/min pendant 40 min. La concentration de 

la protéine est estimée en UV/Visible entre 800 et 400 nm. La protéine étant dans un état 

oxydé, du dithionite de sodium (Na2S2O4.2H2O) est alors ajoutée pour obtenir sa réduction. 

La différence de la bande à 560 nm (forme réduite) moins celle à 590 nm (forme oxydée) avec 

∆ε560-590 nm = 26 mM-1cm-1 donne une indication de la concentration approximative de la 

protéine.(1) Les valeurs trouvées sont typiquement de l’ordre de 2 mM.  Pour l’étude avec les 

nanoparticules, la protéine est lavée 8 fois consécutivement avec un tampon phosphate 50 

mM à pH 6.4, 7.5, 8 et 8.5 suivant la même procédure que précédemment, sans mesurer la 

concentration finale de la protéine. 

1.2. Echantillons de cytochrome c552 et c1 

Le cytochrome c552 et le cytochrome c1 de T.thermophilus sont préparées par le Pr. Bernd 

Ludwig (Institute of Biochemistry, Molecular Genetics, Biocenter Goethe−Universität,  

Frankfurt, Germany). Pour l’électrochimie en moyen infrarouge, un tampon phosphate 50 

mM à pH 8 avec 100 mM de KCl, qui est notre sel de fond, est utilisé. Les protéines sont 

concentrées avec un dispositif d’ultrafiltration avec un seuil de coupure à 10 kDa. Comme 

précédemment la détermination de la concentration de la protéine s’obtient en soustrayant une 

bande de la forme réduite à une bande de la forme oxydée. Pour le c552 la bande à 552 nm est 

utilisée (∆ε552nm(réduite)-552nm(oxydée) = 21 mM-1cm-1) (2) et pour le c1 à 551 nm ∆ε551(réduite)-

540nm(oxydée) = 19.2 mM-1cm-1 .(3)   

Les coefficients sont plus faibles que ceux des autres cytochromes issus d’autres organismes. 

Les concentrations trouvées sont de l’ordre de 2 mM pour le c552 et de 5 mM pour le c1. Pour 

l’étude avec les nanoparticules, le tampon utilisé est phosphate 50 mM à pH 8.  
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1.3. Echantillons de laccase 

La laccase de l’organisme Bacillus subtilis provient du laboratoire du Pr. Andrew Griffiths 

(U.M.R. 7006, ISIS, Strasbourg, France). Cette laccase est préparée dans un tampon 

phosphate 50 mM, à pH 8 pour permettre l’étude avec les nanoparticules. 

1.4. Echantillons de cytochrome c de cœur de bœuf 

Le cytochrome c de cœur de bœuf (Sigma Aldrich, St Louis, Missouri, USA) est préparé dans 

un tampon phosphate 50 mM à pH 8. La concentration utilisée pour l’étude avec les 

nanoparticules est de l’ordre de 0.1 mM. 

1.5. Préparation des nanoparticules 

La spectroscopie UV/Visible est utilisée pour déterminer la taille moyenne des nanoparticules 

mesurée à partir de la bande plasmonique située vers 521 nm. Le rapport se fait entre 

l’absorbance maximale pour la bande plasmonique et la ligne de base (A521/A450). La valeur 

obtenue est alors comparée à celle des tables.(4) En fait, le nom complet est la bande 

plasmonique localisée. Cette bande, qui absorbe dans le visible, est liée à la présence de 

plasmons qui sont dus à des oscillations collectives des électrons de conduction de haute 

densité. Elle dépend de la taille des nanoparticules mais également de la fonction diélectrique 

et du milieu environnant de la nanoparticule. Ce plasmon se caractérise par une excitation 

localisée du plasmon d’électrons à l’intérieur des nanoparticules. Pour des nanoparticules 

d’une taille inférieure à 5 nm, cette bande n’est pas présente en raison de la réduction du 

chemin des électrons.(5, 6) 

Les nanoparticules fonctionnalisées avec du citrate de sodium sont synthétisées par Thomas 

Meyer (Stagiaire M2) suivant la procédure initiée par Turkevitch en 1951 (7) et affinée par 

Frens en 1972.(8) Une solution de HAuCl4 dans de l’eau milliQ est portée à ébullition puis 

une solution aqueuse de citrate de sodium est ajoutée. La température a été maintenue pendant 

15 min puis la solution est refroidie à température ambiante. Les nanoparticules ainsi 

obtenues sont concentrées par centrifugation à 10000 tr/min pendant 30 min et redispersées 

dans 1 % de son volume initial. Des nanoparticules d’une taille de 15 nm sont donc 

synthétisées. 

Pour les nanoparticules fonctionnalisées avec de l’acide thioctique, une procédure différente 

est utilisée par Thomas Meyer. Elles sont synthétisées selon la méthode de Brust-Schiffrin.(9) 
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Il s’agit d’une technique à froid qui nécessite un agent de transfert de phase afin de transférer 

les ions Au3+ de la phase aqueuse vers la phase organique dans le but de pouvoir les réduire 

avec NaBH4 en présence du ligand désiré. Une solution aqueuse de HAuCl4 est agité pendant 

30 minutes avec une solution de TOABr dans du toluène. L’acide-±-α-lipoïque ou acide 

thioctique est ajouté lorsque le sel d’or est transféré vers la phase organique. La solution 

diphasique obtenue est agitée 30 minutes à température ambiante, avant d’être refroidie dans 

un bain eau/glace. Une solution de NaBH4 est ensuite ajoutée à la solution et le mélange est 

agité pendant 3 heures à 3 °C. Les phases sont séparées par extraction et la phase aqueuse de 

couleur rouge est conservée. Des nanoparticules d’une taille inférieure à 2 nm sont donc 

obtenues à cause de l’absence de la bande plasmonique en UV/Visible. 

1.6. Préparation de l’électrode 

L’électrode d’or polycristalline de diamètre 2 mm est d’abord polie manuellement avec une 

poudre d’alumine de taille 1 et 0.05 µm puis passée pendant 15 min dans un bain d’ultrasons. 

Cette électrode est activée en la plongeant dans une solution de H2SO4 à 0.1 M et en 

maintenant un potentiel de +2.0 V pendant 5 s, -0.35 V pendant 10 s puis par 

voltampérométrie cyclique de -0.35 V à 1.5 V en faisant 100 scans à 4 V.s-1. Un 

voltampérogramme final est alors pris entre -0.35 V à 1.5 V à 0.1 V.s-1 pour être comparé à 

celui d’une surface d’or polycristalline.(10) Le voltampérogramme de la figure 3.1.1 se 

caractérise par un pic d’oxydation situé à 1.2 V et par un pic de réduction de l’Au-O à 0.9 V 

La surface réelle de l’électrode (ou aire microscopique) a été estimée par l’intégration du pic 

de réduction de l’Au-O à 0.9 V en prenant comme valeur 390 µC.cm-2 pour une monocouche 

d’oxyde chimisorbée sur une surface d’or polycristalline.(11) Tous les potentiels sont pris par 

rapport à une électrode de référence de type Ag/AgCl 3M KCl. 

Immédiatement après le nettoyage, la surface est séchée et une goutte des nanoparticules 

stabilisées avec du citrate de sodium est déposée sur la surface de l’électrode et séchée à l’air 

ambiant. Deux autres dépôts sont faits. L’électrode est ensuite plongée dans une solution de 

H2SO4 à 0.1 M et un voltampérogramme est fait entre -0.35 V à 1.5 V à 0.1 V.s-1 jusqu’à 

stabilisation du signal et la nouvelle surface d’or est estimée par intégration du pic de 

réduction de l’Au-O. Enfin, l’électrode est immergée, pendant une nuit, soit dans une solution 

de DTSP (dithiobis (succinimidyle propionate)) dans le diméthylsulfoxyde pour une 

concentration finale de 2 mM, soit dans une solution de 1 mM d’hexanethiol et 6-

mercaptohexan-1-ol dans l’éthanol (ratio 1:1).  
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Après avoir rincé l’électrode avec du tampon, 2 µL de protéine est déposée sur l’électrode 

pendant 8 à 10 h à 4 °C. Finalement l’électrode est lavée plusieurs fois avec du tampon 
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Figure 3.1.1 : Voltampérogramme de l’électrode d’or polycristalline nue à une vitesse de balayage de 0.1 V.s-1 

(dans H2SO4 0.1 M). 

 

Pour les nanoparticules fonctionnalisées avec de l’acide thioctique, le protocole est différent. 

L’électrode est tout d’abord trempée pendant 24 h dans une solution de 1 mM de biphényl-

4,4’-dithiol dans l’éthanol avant d’être replongée pendant 24 h dans la solution de 

nanoparticules d’or. Après avoir rincé l’électrode avec du tampon, 2 µL de protéine est 

déposée sur l’électrode avec la même procédure que précédemment. 

1.7. Etude en TEM (Transmission Electron Microscopy) 

Pour les mesures en TEM, une solution de cytochrome c1 de concentration 0.05 mM dans un 

tampon phosphate 50 mM à pH 8 est préparée dans laquelle est ajoutée un excès de DTSP. Le 

mélange est alors vigoureusement agité pour 3 heures à 4 °C. L'excès du modifiant est enlevé 

par centrifugation et 1 µL de nanoparticules d'or a été ajouté. Le mélange est de nouveau agité 

pour 3 heures et centrifugé pour 10 min pour enlever l'excès de protéines. Par la suite, le 

surnageant est retiré et les nanoparticules d'or précipitées sont redispersées dans un tampon 

phosphate 50 mM à pH 8. La centrifugation est de nouveau répétée. 5 µL de la solution sont 

déposés sur une grille de cuivre de taille 400 mesh. Pour pouvoir observer les protéines, 5 µL 

d'acétate d'uranyle sont ajoutés. Le microscope utilisé est un CM 12 (Philips, Pays-Bas) 

utilisant une tension accélératrice des électrons de 120 kV.  
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Les images des nanoparticules fonctionnalisées avec du citrate du sodium et celles avec la 

protéine immobilisée sont réalisées et analysées par Christian Blanck et Marc Schmutz de 

l’Institut Charles Sadron (Strasbourg, France). 
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2. Etudes spectroscopiques 

2.1. Eléments optiques pour les mesures en infrarouge  

Le choix des éléments optiques est primordial pour effectuer des mesures en absorbance en 

moyen infrarouge. Ces différents éléments sont listés dans le tableau 3.2.1. 

 MIR 

Source Globar 
Gamme de fréquence 4000-800 cm-1 

Séparatrice KBr 

Détecteur MCT 

Nombre de scans 256 

Vitesse de scans 20 kHz 

Fenêtres CaF2, diamant et Si (ATR) 

 

Tableau 3.2.1 : Vue d’ensemble des éléments optiques pour la gamme d’infrarouge utilisée. 

Les mesures en spectroélectrochimie sont faites avec un VERTEX 70 de chez Bruker Optics 

(Karlsruhe, Allemagne) de 4000 à 1000 cm-1 en utilisant un détecteur MCT (Mercury 

Cadmium Telluride) refroidi à l’azote liquide et une source Globar. Typiquement 256 scans 

sont enregistrés avec une résolution de 4 cm-1. Les fenêtres utilisées sont du CaF2 (Korth  

Kristalle GMBH, Allemagne). Pour les mesures en RTA, les mêmes paramètres sont 

appliqués pour le moyen infrarouge en utilisant un cristal de diamant ou un cristal de Si pour 

les mesures en SEIRAS. Tous les spectromètres sont purgés avec de l’air sec. 

2.2. UV/Visible  

Les différents spectres présents ici sont enregistrés avec l’aide d’un spectromètre Varian Cary 

Scan 300 (Agilent Technologies, Santa Clara, USA).  

Les spectres en absorbance utilisés pour déterminer la concentration des échantillons sont 

faits avec des cuvettes en quartz (Helma) d’une longueur de 1 cm. Les spectres différentiels 

en UV/Visible sont réalisés avec la cellule OTTLE sur le même appareil.  

Dans la cellule OTTLE, les fenêtres utilisées sont des fenêtres de CaF2 de 4 µm de chemin 

optique. Pour déterminer les potentiels de demi-vague, l’évolution de la bande de Soret et de 

la bande α durant la titration oxydative est suivie. Pour une meilleure équilibration, des 

médiateurs sont rajoutés. Les données sont collectées entre 200 et 800 nm à 8 °C.  
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Trois scans sont moyennés pour chaque potentiel. Le potentiel de départ est -500 mV jusqu’à 

500 mV avec des pas de 25 mV pour un temps d’équilibre qui varie selon la protéine étudiée. 

La valeur des absorbances versus potentiel appliquée à une longueur d’onde donnée est 

ensuite effectuée. L’analyse de ce graphique se fait grâce à une équation de type Nernst, d’où 

un potentiel de demi-vague est tiré :  

 ���� � ∑
��	


��
������

��
��

     Equation 22 

où Amax est le changement maximum en absorbance ; p est le potentiel appliqué en V ; Em est 

le potentiel de demi-vague du groupe rédox actif ou cofacteur en V ; n est le nombre 

d’électrons transférés (peut varier de 0,8 à 1) ; F est la constante de Faraday en C ; R est la 

constante universelle des gaz parfaits en J.mol-1.K-1 ; T est la température à laquelle s’est 

effectuée l’expérience en K. 

Ce potentiel de demi-vague est, en fait, le potentiel pour lequel la moitié des centres redox est 

réduit.  

2.3. Réflexion Totale Atténuée Exaltée de Surface 

L’utilisation de la Réflexion Totale Atténuée maintient les avantages de cette technique.(12) 

L’amélioration est assez forte pour obtenir des spectres à partir seulement d’une monocouche 

de protéines. 

Les mesures sont effectuées avec un cristal de Si modifié avec une surface d’or d’une 

épaisseur de 20 nm déposée à l’aide d’un métalliseur (courant 30 A, pression d’Argon de 0.06 

mbar, temps de dépôt 10 minutes) (Cressington 108 Auto, Watford WD19 4BX, England 

UK). Cette méthode permet de caractériser la surface obtenue sur l’électrode par dépôts 

successifs et ainsi de confirmer que les voltampérogrammes obtenus sont bien ceux de la 

protéine et donc que la protéine est adsorbée à la surface. La modification de surface est 

effectuée dans le même ordre que celle effectuée sur l’électrode. La durée du dépôt 

correspond au temps de séchage de la goutte. La vérification de l’attachement est faite en 

refaisant un spectre en lavant la surface avec le solvant utilisé.  
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2.4. Détermination de la structure secondaire  

La structure secondaire des différents cytochromes est déterminée à partir de la bande Amide 

I qui se situe entre 1700 et 1600 cm-1. La position de la vibration C=O, majoritaire dans la 

bande Amide I, dépend des liaisons Hydrogène et donc de la structure secondaire. Une 

régression est alors réalisée en utilisant un mélange de bandes Gaussienne et Lorentzienne 

grâce au programme Peakfit (Systat Software, San Jose, Californie, USA). Les paramètres 

utilisés sont originaires de la dérivée seconde extraite de la bande Amide I. Chaque bande, qui 

résulte de la régression, peut être assignée à la structure secondaire en se basant sur la 

fréquence de la bande obtenue.(13-15)  

L’aire de chaque bande donne alors le pourcentage de chaque élément structural. L’erreur 

standard de ces calculs est de l’ordre de 10 %. On suppose enfin que les coefficients 

d’extinction molaire sont égaux pour tous les éléments de la structure secondaire.(13-15) 

2.5. Électrochimie  

2.5.1. Spectroélectrochimie 

La spectroélectrochimie effectuée pendant cette thèse est effectuée grâce à la cellule OTTLE, 

elle repose sur un système à 3 électrodes. Une électrode de référence de type Ag/AgCl 3M 

KCl avec un potentiel de -208 mV par rapport à l’ENH est utilisée. Tous les potentiels sont 

référencés par rapport à une référence de type Ag/AgCl 3M KCl. La contre électrode consiste 

en un fil de platine. L’électrode de travail est une grille en or d’une épaisseur de 4 à 6 µm 

(55% transmission, 35x35 µm, Precision Eforming, New York, USA) et le potentiel appliqué 

sur l’électrode de travail est contrôlé par un potentiostat fait maison.  

2.5.2. Électrochimie classique 

Dans le cas de l’électrochimie classique, un système à trois électrodes est également utilisé. 

Comme précédemment, l’électrode de référence est de type Ag/AgCl 3M KCl et le fil de 

platine est la contre électrode. L’électrode de travail est une électrode en or polycristalline de 

diamètre 2 mm, son potentiel est contrôlé par un potentiostat VersaSTAT 4 (Princeton 

Applied Research, Metek, Tennesse, USA). 

Pour éviter une dénaturation des protéines utilisées durant la spectroélectrochimie, il est 

important de modifier chimiquement la surface en or.  
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Deux modifiants la cystéamine hydrochlorate et l’acide 3-mercaptopropionique à une 

concentration de 2 mM sont utilisés. L’électrode est plongé dans ces 2 modifiants pendant 20 

min à température ambiante puis rincé avec de l’eau MilliQ avant d’être déposé sur la fenêtre 

de CaF2 (voir figure 3.2.1). 

 

Figure 3.2.1 : Schéma de la grille d’or modifiée (en rouge : acide 3-mercaptopropionique ; en noir : cystéamine 

hydrochlorate ; en jaune : la grille d’or). 

Cependant, des protéines sont souvent très grandes et dans beaucoup de cas le centre actif est 

enfoui très profondément à l’intérieur. Le transfert d’électron entre l’électrode et le centre 

actif décroit de façon exponentielle avec la distance, ce transfert est donc très lent. Pour 

l’améliorer, l’utilisation de médiateurs est primordiale.  

Pour la spectroélectrochimie, un cocktail de 19 médiateurs est ajouté à chaque échantillon de 

protéine. Les médiateurs ont été choisis de façon adéquate pour couvrir un potentiel de -600 à 

+600 mV vs. Ag/AgCl 3M KCl et qui répond aux gammes de  potentiels pour les protéines 

étudiées (voir tableau 3.2.2). Ces médiateurs ont une concentration finale de 13 µM, ils n’ont 

donc aucune contribution dans les différents spectres. La concentration moyenne de nos 

protéines est de 2 mM. 
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Produits Em (mV) 

vs. Ag/AgCl 3M KCl 

Solvant 

(Ferrocènylméthyle)triméthylammonium 

iodide 

+607 Ethanol 

Acide 1,1’−ferrocène dicarboxylique +436 Ethanol 

Potassiumhexacyanoferrate(II) trihydraté +212 Eau 

1,1’−diméthylferrocène +133 Ethanol 

Quinhydrone +70 Ethanol 

Tetrachloro−1,4−benzoquinone +72 Acétone 

N,N,N’,N’−tétraméthyl−p−phénylenediamine +62 Eau 

2,6−dichlorophenolindophenol sel de sodium +9 Ethanol 

Hexaammineruthenium(III)chlorure -8 Eau 

Acide Anthraquinone sulfonique −2− sodium -23 Eau 

1,4-naphthoquinone hydraté -63 Ethanol 

Anthraquinone -108 Ethanol 

5−hydroxy−1,4−naphtoquinone -158 Ethanol 

Duroquinone -198 Ethanol 

Ménadione -220 Acétone 

2−hydroxyl−1,4 naphthoquinone -333 Ethanol 

Acide 9,10−antraquinone−2,6−disulfonique -433 Ethanol 

Rouge Neutre -515 Ethanol 

Méthyl viologène dichloride hydraté -628 Eau 

 
Tableau 3.2.2 : Liste des 19 médiateurs utilisés en électrochimie ainsi que leurs potentiels de demi-vague 

respectifs.(16) 
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1. Introduction  

Le cytochrome ba3 de T. thermophilus est la plus petite cytochrome c oxydase connue. Elle 

est très bien étudiée et c'est une des seules oxydases avec une structure en 3D bien connue.(1) 

Elle possède 764 résidus pour une masse de 84, 884 kDa. Cette protéine est l'accepteur 

terminal d'électrons, la dernière enzyme de la chaîne respiratoire. Elle est responsable de la 

réduction de l'oxygène moléculaire en eau.(2) Une caractéristique de cette protéine est la 

possibilité d'étudier la contribution de chaque hème individuellement (l’hème b et l’hème a3) 

que ce soit en infrarouge ou en UV/visible contrairement au cytochrome aa3.(3, 4)  

Il est alors intéressant, grâce à l'infrarouge couplé à l'électrochimie, de montrer les 

conséquences de ce changement d'un point de vue conformationel sur l’ensemble de la 

protéine et sur chaque hème de façon individuelle. Cette inversion de potentiel engendre donc 

des changements structuraux. En effet, le potentiel de demi-vague d’une protéine est 

déterminé par la nature du ligand axial relié à l’hème mais également par les groupes 

fonctionnels ionisables situés à proximité de l’hème. Il a été proposé que l’interaction entre 

les chaînes principales des propionates des hèmes et les charges positives des ions ferriques 

détermine la valeur du potentiel et joue un rôle dans le changement de conformation dû à 

l’état redox.(5) Les changements intervenants dans les propionates des hèmes sont les plus 

intéressants.  

Le chemin de protons K est équivalent dans la famille des oxygènes réductases de type A.(6) 

D’après la figure 4.1.1, ce chemin commence par un acide aminé Glutamate (Glu) situé dans 

l’interface du cytoplasme des sous-unités I et II jusqu’au cofacteur Histidine-Tyrosine dans le 

site actif. Un changement peut aussi intervenir dans cette liaison spécifique (« cross-link ») 

entre l’His 240 et la Tyr 237 (voir figure 4.1.1).(6, 7) Il intervient dans le mécanisme 

catalytique de la protéine puisqu’il est situé à la fin du chemin de protons K à côté du site 

binucléaire a3-CuB et influe le potentiel de demi-vague.(8, 9) Son rôle, dans le mécanisme de 

réduction de l’oxygène en eau, est de donner des électrons et des protons nécessaires pour 

casser la liaison de l’oxygène.(10) La Tyr 237 joue un rôle crucial dans cette protéine à cause 

de sa proximité avec le centre binucléaire. 
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Figure 4.1.1 : Représentation de la structure du cytochrome ba3 de T.thermophilus avec le chemin de protons, la 

présence du CuA, de l’hème b et a3 et des propionates des hèmes les entourant (à gauche) et proposition de 

structure du chemin de protons K (à droite) (codePDB : 3S8F).(8) 

Une étude a attiré notre attention. Sousa et al. ont étudié le potentiel de demi-vague en 

fonction du pH (voir figure 4.1.2).(11) Entre le pH 6 et 7.4 il a été montré que l’hème a3 a un 

potentiel plus haut que celui de l’hème b. Mais quand on augmente le pH, l’effet s’inverse. 

L’hème a3 a ainsi un potentiel de réduction plus haut que l’hème b. L’équilibre du transfert 

d’électrons est donc déplacé vers l’état dans lequel l’hème a3 est réduit. Ces deux centres 

redox sont donc influencés par le pH. Cette inversion est due d’une part à une interaction 

électrostatique homotrope entre les deux hèmes et d’autre part aux interactions 

électrostatiques (nommées également hétérocoopérativité ou effet Bohr) que chaque hème a 

avec son centre protoné.  

Le cytochrome ba3 à quatre pH différents est donc étudié : pH 6.4, 7.5, 8 et 8.5. D’après la 

figure 4.1.2, il y a deux phases dans la modification du potentiel, plus particulièrement pour 

l’hème b. Dans la première phase c'est-à-dire entre le pH 6.4 et 7.5, il y a probablement une 

déprotonation d’un groupe. Et dans la seconde phase, entre le pH 8 et 8.5, il y a 

vraisemblablement la déprotonation d’un autre groupe. Or, pour l’hème a3, ce comportement 

est plus habituel avec la possibilité d’une déprotonation d’un unique groupe.  
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Les spectres différentiels permettent d’identifier ce groupe et ainsi de comprendre ce 

comportement inhabituel. 

Ainsi, les pH 6.4 et 7.5, les pH 7.5 et 8, les pH 8 et 8.5 et les pH 8.5 et 6.4 sont comparés 

entre eux. 

Mais tout d’abord la protéine est caractérisée à pH 8 ainsi que les spectres contenant la 

contribution individuelle de l’hème b et a3. La publication d’Hellwig et al. sert de base à notre 

étude.(12)  

 

 

Figure 4.1.2 : Dépendance en pH du potentiel de demi-vague des hèmes b et a3 du cytochrome ba3 de T. 

thermophilus. Les potentiels sont ici donnés par rapport à l’ENH (Electrode Normal à Hydrogène) modifiée à 

partir de.(11) 
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2. Caractérisation du cytochrome ba3 à pH 8 

2.1. Spectre UV/Visible  

Un spectre UV/Visible est effectué pour le cytochrome ba3 à pH 8 pour la forme oxydée et 

réduite de la protéine. Le passage à la forme réduite se fait de manière réversible par un ajout 

de dithionite de sodium (Na2S2O4.2H2O). Ce spectre sert, d’une part à contrôler l’état redox 

de la protéine et d’autre part à déterminer sa concentration. La figure 4.2.1 présente les 

spectres du cytochrome ba3 pour sa forme oxydée et réduite. 
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Figure 4.2.1 : Spectres UV/Visible du cytochrome ba3 dans sa forme oxydée (en noir) et dans sa forme réduite 

(en rouge) après ajout de dithionite à pH 8. 

Des contributions individuelles de l’hème b et a3 sont attendues.(13, 14) La bande de Soret ou 

bande γ est observée à 413 nm pour la formé oxydée. Pour la forme réduite, la bande se 

scinde en deux. La bande à 427 nm est attribuée à l’hème b et celle à 441 nm à l’hème a3. 

Cette bande est la plus intense et elle est constituée de toutes les bandes γ de tous les hèmes. 

Puis, la contribution de la bande β est visible à 528 nm uniquement pour la forme oxydée. 

Cette bande est attribuée à l’hème b. Enfin, pour la forme réduite, à 558 et 611 nm, la bande α 

est présente. L’hème b est présent via la bande à 558 nm et l’hème a3 via celle à 611 nm.(15) 

Or, le CuB n’a pas d’absorption dans le domaine UV/Visible. Le CuA a lui une contribution 

dans le spectre, mais ces bandes sont masquées par la contribution plus intense des hèmes. 

D’après des études sur un fragment du cytochrome aa3, il possède trois bandes à 480, 530 et 

834 nm.(16, 17) 
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2.2. Etude du spectre différentiel du cytochrome ba3  

Le spectre infrarouge du cytochrome ba3 est caractérisé à pH 8. Le potentiel appliqué est de -

500 à +500mV vs. Ag/AgCl 3M KCl. Le temps d’équilibre a été mesuré en UV/Visible, il 

permet d’avoir la forme entièrement oxydée ou réduite. Après application du potentiel, la 

forme pleinement oxydée a été obtenue en 7 min et la forme réduite en 8 min. Les même 

temps d’équilibre ont été constatés pour tous les pH. 
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Figure 4.2.2 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du cytochrome ba3 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre 1800 et 1200 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

 

Ce spectre peut se découper en trois parties : entre 1710 et 1610 cm-1, entre 1600 et 1200 cm-1 

et enfin entre 1200 et 1000 cm-1. Les bandes sont consignées dans le tableau 4.2.1.Aucune 

contribution n’est constatée entre 1800 et 1710 cm-1 (voir figure 4.2.2). Le rapport signal sur 

bruit peut être déduit dans cette zone. 
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Position de la bande (cm-1) 
 

Etat 
redox 

Tentative d’attribution 
 

1708 
 

Ox v(C=O) propionate des hèmes 
1698 

 
Red v(C=O) propionate des hèmes 

1692 
 

Ox v(C=O) propionate des hèmes 

1688 
 

Red Amide I 

1678 Ox v(C=O) CHO-hème a3 /v(C=O) 
propionate des hèmes / v(CN3H5)

as 
Arg/ Amide I/ Asn, Gln 

1668 
 

Red v(C=O) CHO-hème a3/Amide I 

1664 
 

Red Amide I 

1656 
 

Ox Amide I 

1651 Red Amide I 

1646 
 

Ox Amide I 

1630 
 

Red v(CN3H5)
s Arg/ Amide I 

1618 
 

Red v(Cα=Cβ) groupe vinyl (hème b/a3) 
/Amide I 

1610 
 

Ox ν37 hème a3 

1590 
 

Ox Ring-O- Tyr 

1570 
 

Ox ν(COO-)as propionate des hèmes, 
Ring-O- Tyr, ν37 hème b, ν38x hème 

a3 
1554 Red v37 hème b 

1542 Red ν38y hème a3 

1536 Ox Amide II 

1528 Ox ν(COO-)as propionate des hèmes 

1518 Red Ring-OH Tyr 

1504 Ox Ring-O- Tyr 

1434 Ox ν(COO-)s Asp/Glu 

1418 Red ν(COO-)s Asp/Glu 

1404 Ox ν(COO-)s Asp/Glu 

1398 Red ν(COO-)s propionate des hèmes  

1380 Ox v41 hème a3 

1280 Red Hème 

1266 Ox δ42 hème b/a3/ ν(CO-)s Tyr 
Tableau 4.2.1 : Tentative d’assignements pour le spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe ba3 de T. 

thermophilus à pH 8 
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Dans la première région, des contributions des modes du squelette peptidique, des acides 

aminés et des hèmes sont attendus (voir figure 4.2.3). 
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Figure 4.2.3 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du cytochrome ba3 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre 1725 et 1600 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

Entre 1690 et 1610 cm-1, des vibrations C=O du squelette peptidique caractérisant la structure 

secondaire sont visibles. Ils viennent de la réorganisation du squelette après réduction et 

oxydation des cofacteurs de la protéine. Plusieurs éléments structuraux caractérisant la 

structure secondaire sont mis en avant. A 1656 et 1664 cm-1, la contribution des hélices α est 

visible. 

Les feuillets β sont également représentés par deux bandes négatives à 1630 et 1618 cm-1. La 

bande négative à 1651 cm-1 et celle positive à 1646 cm-1 sont caractéristiques de la structure 

aléatoire. Enfin, les boucles ont une contribution à 1688, 1678 et 1668 cm-1.(18, 19)  

Cependant, d’autres contributions sont visibles, comme celles des propionates des hèmes 

protonés. Ils ont quatre bandes bien distinctes à 1708, 1698, 1692 et 1678 cm-1.(20)  

Puis, des modes principaux d’acides aminés ont une contribution dans cette région (voir 

Chapitre II Techniques de caractérisation). L’Arginine, situé à proximité du site actif, 

contribue via deux modes de vibrations bien distinctes, une vibration ν(CN3H5) asymétrique à 

1678 cm-1 et une vibration ν(CN3H5) symétrique à 1630 cm-1. De plus l’Asparagine et la 

Glutamine contribuent à la vibration ν(C=O) à 1678 cm-1. 
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Enfin, des vibrations issues des hèmes individuels sont attendues dans ce spectre. La vibration 

v(Cα=Cβ) du groupe vinyle a été observe à 1620 cm-1 dans les modèles d’hème b et à 1618 

cm-1 pour l’hème a3. Ici, la vibration est présente à 1618 cm-1 et elle est donc assignée aux 

deux hèmes. Une vibration v(C=O) CHO à 1668 cm-1 est attribuée exclusivement à l’hème a3. 

Enfin, la vibration CaCm de l’anneau porphyrine est visible à 1610 cm-1 uniquement pour 

l’hème a3.(21)  

Les différentes vibrations qui existent pour les deux hèmes sont répertoriées dans les tableaux 

4.2.2 et 4.2.3 (voir chapitre II Techniques de caractérisation). La vibration ν38 et la vibration 

ν41 sont les seules qui diffèrent pour l’hème a3. La vibration CbCb (ν38) se coupe en deux à 

cause de la symétrie de réduction de l’anneau porphyrine mais seulement pour les hèmes de 

type a. Deux bandes avec des axes x et y décrivent l’orientation de cette coupure.(21) Pour la 

vibration CaN (ν41) elle est donc uniquement visible pour l’hème a3.(21) La vibration ν(C=O) 

du groupe formyle (CHO) oxydé ou réduit est exclusivement attribuée à l’hème a3. Elle 

dépend des liaisons Hydrogène avec les acides aminés voisins. 

Dans la deuxième région entre 1600 et 1200 cm-1, plusieurs contributions sont mises en avant 

(voir figure 4.2.4). 

1600 1500 1400 1300 1200

Nombre d'onde / cm-1

12
66

12
80

13
80

13
98

14
04

14
18

14
34

15
04

15
18

15
28

15
36

15
42

15
54

15
70

15
90

0,
00

05
 ∆

A
bs

 

Figure 4.2.4 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du cytochrome ba3 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre 1600 et 1200 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

La région des vibrations de type Amide II, composée à 60 % de déformation N-H et à 40 % 

d’étirement C-N, se situe entre 1570 et 1520 cm-1.  
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Les propionates des hèmes sont attendus dans la région Amide II mais ces bandes se 

chevauchent avec la contribution de chaines latérales des acides aminés déprotonées.  

Les propionates des hèmes se retrouvent ici mais avec une vibration de type ν(COO-) 

asymétrique. Elle se situe entre 1570 et 1530 cm-1. Dans notre cas, deux bandes leur sont 

attribuées à 1570 et 1528 cm-1. De même le vibration associée ν(COO-) symétrique a une 

bande à 1398 cm-1.(22)  

Des vibrations typiques de l’anneau porphyrine sont attendues qui pourront être distinguées 

pour chaque hème. Tout d’abord, la vibration CaCm nommée ν37 est attendue entre 1655 et 

1586 cm-1. D’après les modèles d’hème b, le signal est assigné à 1570 cm-1 dans sa forme 

oxydée et à 1554 cm-1 dans sa forme réduite. Une bande à 1610 cm-1 est présente pour l’hème 

a3.(20) Une autre vibration CbCb nommée ν38 est visible, à 1570 cm-1, elle est décrite pour 

l’axe x et à 1542 cm-1 pour l’axe y.(21) Puis une vibration CaN (ν41) est prévue entre 1389 et 

1319 cm-1 d’après les bandes identifiées en Raman. Ici elle se retrouve à 1380 cm-1 pour 

l’hème a3.(23) Enfin la vibration CmH (δ42) est observée entre 1268 et 1150 cm-1 pour les 

modèles d’hème b. Le signal positif à 1266 cm-1 est attribué à cette vibration pour les hèmes b 

et a3.(20)  

Pour finir, les modes de vibration des acides aminés ont également une contribution dans ce 

spectre comme les vibrations de l’acide Aspartique et Glutamique. Il n’y a pas de vibration de 

type ν(C=O) dans ce spectre parce qu’il n’y a pas d’acides Aspartique et Glutamique 

protonés. De même, la vibration ν(COO-) asymétrique de l’acide Aspartique et Glutamique 

ionisés n’est pas visible. Cependant, la vibration ν(COO-) symétrique protonée contribue 

grâce à trois bandes : deux bandes positives à 1434 et 1404 cm-1 et négative à 1418 cm-1.(24) 

Or, cette région est très complexe et beaucoup de signaux se chevauchent entre eux. Un acide 

Glutamique attire plus particulièrement notre attention. Il s’agit du Glu 15, situé à l’entrée du 

chemin de protons K (voir figure 4.1.1). Cet acide aminé peut subir des changements dus à la 

dépendance pH. 

D’autres acides aminés sont présents comme la Tyrosine. La vibration des chaînes latérales de 

l’anneau Tyrosine absorbe vers 1518 cm-1 et sa forme ionisée à 1560 et 1498 cm-1 d’après un 

assignement fait sur les acides aminés individuels.(25) Dans ce spectre, la contribution des 

chaînes latérales de la forme deprotonée est présente à 1590, 1570 et 1518 cm-1. Une autre 

vibration ν(CO-) symétrique d’une Tyrosine déprotonée est attendue dans une zone comprise 

entre 1280 et 1266 cm-1.  
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Cette dernière vibration dépend des liaisons Hydrogène ce qui induit un déplacement de la 

bande pouvant aller jusqu’à 10 cm-1. A ce pH, les Tyrosines sont probablement protonées. Ce 

signal reflète une dépendance pH des coefficients d’extinction molaire de la vibration due aux 

variations de l’environnement entourant cette Tyrosine.(26) Les bandes observées viennent 

probablement de la déprotonation/protonation d’un groupe Tyrosine couplée au transfert 

d’électron vers ou venant de l’hème b. Une autre explication est le changement 

d’environnement d’un groupe Tyrosine déprotoné couplé à l’hème a3. La Tyr 237 attire notre 

attention, elle est impliquée dans la liaison spécifique (voir figure 4.1.1.). Or, un marquage de 

cette Tyrosine est nécessaire pour déterminer sa contribution. 

Dans la dernière région, la contribution des vibrations P=O spécifiques du tampon est 

uniquement visible (voir figure 4.2.5). Elle est due à la déprotonation du tampon et corrélée 

aux échanges de protons avec la protéine et les médiateurs suite au transfert d’électrons (voir 

annexe 1).(27)  
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Figure 4.2.5 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du cytochrome ba3 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre 1200 et 1000 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

2.3. Plage de potentiels 

Le cytochrome ba3 offre la possibilité d’étudier, de façon séparé, la contribution individuelle 

des hèmes b et a3. En connaissant leurs potentiels respectifs, une plage de potentiel est 

applicable où il y a la contribution exclusive de l’un des deux hèmes.  
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Pour avoir la contribution de l’ensemble du cytochrome ba3, le potentiel à appliquer est -500 à 

+500 mV. Or, comme le potentiel de demi-vague de chaque hème change en fonction du pH, 

la plage de potentiels doit être modifiée (voir tableau 4.2.2). En connaissant les potentiels de 

l’hème b et a3, une moyenne est effectuée entre ces deux potentiels. Le résultat est donc le 

potentiel limite à appliquer selon la contribution majoritaire voulue. Puisque les deux 

potentiels s’inversent, les potentiels limites sont également à inverser. A pH 7.5, le potentiel 

de l’hème a3 est plus grand que l’hème b à l’inverse du pH 8. 

Quelque soit le pH, le temps d’équilibre pour la forme entièrement oxydée est de 7 min et 

pour la forme entièrement réduite de 9 min après application du potentiel. 

Contribution pH 6.4 pH 7.5 pH 8 pH 8.5 

Cytochrome ba3 -500/500 mV -500/500 mV -500/500 mV -500/500 mV 
Hème b -500/75 mV -500/25 mV 20/500 mV 15/500 mV 

Hème a3 75/500 mV 25/500 mV -500/20 mV -500/15 mV 
Tableau 4.2.2 : Plage de potentiels à appliquer pour obtenir la contribution individuelle des hèmes à différents 

pH. Les potentiels sont donnés vs. Ag/AgCl 3M KCl. 

 

2.4. Etude du spectre différentiel de l’hème b 

Les bandes sont consignées dans le tableau 4.2.3. 

La figure 4.2.6 présente le spectre différentiel dans une plage de potentiel où la contribution 

majoritaire de l’hème b est attendue. Les différentes bandes qui sont spécifiques à cet hème 

sont mises en avant. Cependant, elles sont uniquement issues de l’anneau porphyrine et des 

groupes vinyle. 
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Figure 4.2.6 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du cytochrome ba3 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre 1800 et 1200 cm-1 de -500 à +20 mV. 

 

Position de la bande (cm-1) 
 

Etat 
redox 

Tentative d’attribution 
 

1706 
 

Ox v(C=O) propionates des hèmes 
1694 

 
Ox v(C=O) propionates des hèmes 

1672 
 

Red v(C=O) hème propionates/ 
v(CN3H5)

as Arg/Asn/Gln 
1656 

 
Ox Amide I 

1646 
 

Ox Amide I 

1630 
 

Red v(CN3H5)
s Arg/Asn,/Lys/ His-H/ 

amide I 
1618 

 
Red v(Cα=Cβ) groupe vinyl (hème b)/ 

amide I 
1580 

 
Ox ν(COO-)as propionates des hèmes/ 

Ring-O- Tyr/ν37 hème b 
1546 Red v37 hème b 

1537 Ox Amide II 

1518 Red Ring-OH Tyr 

1504 Ox Ring-O- Tyr 

1280 Red Hème 

1266 Ox δ42 hème b/ ν(CO-)s Tyr 
Tableau 4.2.3 : Tentative d’assignements pour le spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe ba3 de T. 

thermophilus uniquement pour l’hème b à pH 8 
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A 1618 cm-1, outre la contribution de la structure secondaire, une vibration ν(Cα=Cβ) du 

groupe vinyle est claire. La vibration ν37 se retrouve également ici respectivement à 1580 et 

1546 cm-1 pour la forme oxydée et réduite. Enfin, la vibration δ42 est visible à 1266 cm-1.(20) 

Ces différentes bandes ont déjà été décrites précédemment. 

 

2.5. Etude du spectre différentiel de l’hème a3 

Les bandes sont consignées dans le tableau 4.2.4. 
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Figure 4.2.7 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe ba3 à pH 8 dans la région spectrale comprise 

entre 1800 et 1200 cm-1 de +20 à +500 mV. 

Certaines vibrations ne sont spécifiques qu’à l’hème a3, comme les groupes formyle (-CHO) 

(voir figure 4.2.7). 

La vibration ν(C=O) des groupes formyle de l’hème a3 est donc attendue ici. Pour la forme 

oxydée de l’hème, il y a une bande à 1676 cm-1 et pour la forme réduite à 1668 cm-1.(21) Ces 

bandes sont confirmées par des mesures effectuées en Raman.(15, 28)  

La vibration ν(Cα=Cβ) du groupe vinyle à 1618 cm-1 et la vibration δ42 à 1266 cm-1 sont 

également présentes pour cet hème.(20) La vibration ν37 est légèrement décalée à 1610 cm-1.  

Les vibrations ν38x, ν38y, discutaient antérieurement, sont également visibles à 1570 et 1546 

cm-1. Enfin à 1380 cm-1, la vibration ν41 est attendue. 
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A présent, grâce à ses attributions, les différents spectres différentiels sont comparés entre 

eux. 

 

Position de la bande (cm-1) 
 

Etat 
redox 

Tentative d’attribution 
 

1708 
 

Ox v(C=O) propionates des hèmes 
1700 

 
Red v(C=O) propionates des hèmes 

1676 Ox v(C=O) CHO-hème a3 /v(C=O) 
propionates des hèmes/ v(CN3H5)

as 
1668 

 
Red v(C=O) CHO-hème a3 

1656 
 

Red Amide I 

1630 
 

Red v(CN3H5)
s Arg/Asn,/Lys/ His-H/ 

amide I 
1618 

 
Red v(Cα=Cβ) groupe vinyl hème a3/ 

amide I 
1610 

 
Ox ν37 hème a3 

1570 
 

Ox ν(COO-)as propionates des hèmes/ 
Ring-O- Tyr/ ν38x hème a3 

1546 Red ν38y hème a3 

1504 Ox Ring-O- Tyr 

1380 Ox v41 hème a3 

1280 Red Hème 

1266 Ox δ42 hème a3/ ν(CO-)s Tyr 
Tableau 4.2.4 : Tentative d’assignements pour le spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe ba3 de T. 

thermophilus uniquement pour l’hème a3 à pH 8 
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3. Comparaison des spectres différentiels pour le cytochrome ba3 

A première vue, les spectres de la figure 4.3.1 sont comparables. Les zones où des 

changements ont lieu sont repérées. La première zone mise en avant est celle de la 

contribution des propionates des hèmes et de la structure secondaire entre 1708 et 1613 cm-1. 

La deuxième zone, entre 1565 et 1415 cm-1, correspond à la contribution des propionates des 

hèmes et des acides aminés comme les acides Aspartique, Glutamique et les Tyrosines. 
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Figure 4.3.1 : Spectres différentiels infrarouge (ox-red) du cytochrome ba3 à pH 6.4 (en noir), 7.5 (en rouge), 8 

(en bleu) et 8.5 (en cyan) dans la région spectrale comprise entre 1800 et 1200 cm-1 entre -500 et +500mV. Les  

deux zones sont représentées par un cercle noir. 

L’intensité du double différentiel n’est pas très élevée. Pour comparaison, le bruit de fond a 

une intensité de l’ordre de 10-6 en absorbance. Les spectres doubles différentiels sont donc 

utilisés. 

3.1. Entre le pH 6.4 et 7.5 

Entre ces deux pH, il y a, pour l’hème a3, une diminution de son potentiel qui passe de 323 à 

251 mV vs. ENH. Cette même diminution est visible pour l’hème b son potentiel varie de 238 

à 218 mV vs. ENH.  
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3.1.1. Etude du double différentiel pour la contribution de l’ensemble des hèmes 

entre le pH 7.5 et 6.4 

Pour permettre de voir les bandes influencées par ce changement de pH, le spectre double 

différentiel est effectué en soustrayant le pH 7.5 au pH 6.4. Les différentes bandes qui 

subissent un changement peuvent être visualisées. Les bandes qui seront positives 

correspondent aux vibrations présentes dans le pH 7.5 et celles négatives dans le pH 6.4. Pour 

obtenir ce spectre, les deux spectres différentiels ont été soustraits après normalisation par 

rapport à la bande Amide I située à 1630 cm-1. 
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Figure 4.3.2 : Double différentiel infrarouge (pH 7.5-6.4) du cytochrome ba3 entre 1800 et 1200 cm-1. 

Pour commencer, il faut plus particulièrement faire attention aux bandes fines qui 

apparaissent dans ce spectre, elles peuvent être simplement des artefacts issus de la 

soustraction des deux spectres. 

Le double différentiel montre la contribution de plusieurs bandes (voir figure 4.3.2), plus 

particulièrement dans la région Amide I, qui découle des signaux des hèmes mais également 

ceux du squelette peptidique. Il est clair que ce changement de pH affecte la structure 

secondaire de la protéine dans une moindre mesure cependant. Un changement plus important 

de la conformation n’est pas énergiquement favorable. 
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Dans la région Amide I, des acides aminés comme l’Arginine, l’Asparagine et la Glutamine 

sont également perturbés. Cependant, leur faible coefficient d’extinction molaire ne permet 

pas de les distinguer dans les bandes issues de la structure secondaire. 

Dans la région comprise entre 1708 et 1692 cm-1, la vibration ν(C=O) des propionates des 

hèmes est attendue. L’absence de bandes communes aux deux pH indique un changement. La 

bande à 1708 et 1700 cm-1 pour les deux pH suggère un changement d’environnement d’un 

des propionates des hèmes. De ce fait, le réseau de liaison Hydrogène entre les propionates 

des hèmes et les acides aminés joue ici un rôle important. Le déplacement de liaison 

Hydrogène explique ce changement d’environnement, ce même changement est visible pour 

les acides aminés dans la région Amide I. Un changement d’état de protonation et 

d’environnement est donc possible mais le spectre différentiel ne permet pas de conclure de 

manière définitive. Il faut tenir compte de la coopérativité entre les propionates des hèmes. 

Dans la région Amide II, entre 1600 et 1500 cm-1, des changements de l’environnement sont 

aussi visibles. 

La présence de bandes entre 1548 et 1390 cm-1, confirme notre hypothèse sur le changement 

d’environnement des propionates des hèmes. Les vibrations ν(COO-) asymétrique et ν(COO-) 

symétrique sont présentes dans ce spectre. Pour la vibration ν(COO-) asymétrique, la bande à 

1570 cm-1 ne se retrouve pas dans ce double différentiel, sa faible intensité dans le différentiel 

en est la cause. Or, la bande à 1528 cm-1 est déplacée à 1533 cm-1 ce qui suggère une nouvelle 

fois un changement d’environnement des propionates des hèmes. De plus, un déplacement de 

la bande de 1398 à 1394 cm-1 en augmentant le pH, pour la vibration ν(COO-) symétrique, 

soutient cette hypothèse. 

Pour le pH 7.5, une déprotonation des propionates des hèmes est envisageable, le pKa des 

propionates des hèmes est généralement de l’ordre de 4 à 5, un changement de protonation est 

donc possible.(29-31) De plus, à l’intérieur de l’hème, deux propionates nommés anneau A et 

D peuvent intervenir. D’après la structure autour de l’hème a3, les protons pompés transitent 

uniquement via un propionate de type A.(32-35)  

La contribution des vibrations ν(COO-) symétrique de l’Acide Aspartique et Glutamique est 

aussi intéressante. En passant au pH 7.5, deux bandes apparaissent à 1423 et à 1438 cm-1. 

L’absence de ces bandes à pH 6.4 peut traduire une déprotonation de ces acides aminés.  
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Il n’est pas possible de savoir si les acides aminés sont impliqués dans le mécanisme, ils 

peuvent être isolés et ne pas participer au transfert d’électrons. 

Il serait intéressant de regarder la contribution des Tyrosines. L’absence de bandes à 1515 

cm-1 et à 1280 cm-1 pour le pH 6.4 peut traduire une protonation des Tyrosines. Encore une 

fois, sans l’étude de Tyrosine marquée, la Tyrosine concernée ne peut pas être mise en avant. 

Ce changement d’environnement peut provenir de la Tyrosine qui est couplée au transfert 

d’électron provenant de l’hème b ou a3. 

3.2. Entre le pH 7.5 et 8 

Entre ces deux pH, l’hème a3 voit son potentiel diminué qui passe de 251 à 222 mV vs. ENH. 

Une augmentation du potentiel est visible pour l’hème qui varie de 218 à 231 mV vs. ENH. 

3.2.1. Etude du double différentiel pour la contribution de l’ensemble des hèmes 

entre le pH 8 et 7.5 

Pour obtenir ce spectre, les deux spectres différentiels ont été soustraits après normalisation 

par rapport à la bande Amide I située à 1630 cm-1. 
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Figure 4.3.3 : Double différentiel infrarouge (pH 8-7.5) du cytochrome ba3 entre 1800 et 1200 cm-1. 

Tout d’abord, les régions Amide I et II sont de nouveau perturbées par le changement de pH. 

Des modifications structurales sont attendues et sont visibles respectivement pour la région de 

l’Amide I et de l’Amide II.  
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Encore une fois, ces changements sont prévisibles, un changement de potentiel implique 

forcément une modification légère de la structure de la protéine (voir figure 4.3.3). 

Concernant les propionates des hèmes et plus particulièrement la vibration ν(C=O), des 

similitudes sont visibles au niveau des bandes présentes à pH 8 avec celles qui ont été mises 

en avant précédemment pour le pH 6.4. Un changement de l’environnement d’un des 

propionates des hèmes est donc attendu et plus particulièrement ceux entourant l’hème b. 

Cette hypothèse est appuyée par les vibrations ν(COO-) asymétrique et ν(COO-) symétrique 

des propionates des hèmes présentes entre 1550 et 1390 cm-1. Un déplacement de leurs bandes 

respectives de 1533 à 1528 cm-1 et de 1394 à 1398 cm-1 suggère un changement 

d’environnement. 

La contribution des vibrations ν(COO-) symétrique de l’Acide Aspartique et Glutamique est 

aussi visible. En passant au pH 8, un décalage intervient. La bande à 1438 cm-1 est déplace à 

1436 cm-1. Le décalage peut s’expliquer par un changement d’environnement. 

Enfin pour les Tyrosines, le passage au pH 8 peut conduire à une protonation à cause de 

l’absence de bandes à 1515 et 1280 cm-1. 

 

3.3. Entre le pH 8 et 8.5 

Entre ces deux pH, le potentiel de l’hème a3 passe de 222 à 199 mV vs. ENH. Pour l’hème b, 

le potentiel varie de 231 à 246 mV vs. ENH. 

 

3.3.1. Etude du double différentiel pour la contribution de l’ensemble des hèmes 

entre le pH 8.5 et 8 

Pour obtenir ce spectre, les deux spectres différentiels ont été soustraits après normalisation 

par rapport à la bande Amide I située à 1630 cm-1. 
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Figure 4.3.4 : Double différentiel infrarouge (pH 8.5-8) du cytochrome ba3 entre 1800 et 1200 cm-1. 

Des changements structuraux sont observés dans la région Amide I et II (voir figure 4.3.4). 

Concernant la vibration ν(C=O) des propionates des hèmes, un changement d’environnement 

est de nouveau suggéré avec une bande qui passe de 1708 à 1700 cm-1. Des changements dans 

cette zone ne sont pas étonnants. 

Quant aux vibrations ν(COO-) asymétrique et ν(COO-) symétrique des propionates des hèmes, 

un nouveau décalage de leurs bandes respectives de 1528 à 1533 cm-1 et de 1398 à 1394 cm-1 

soutient le changement d’environnement postulé précédemment. 

Pour les vibrations ν(COO-) symétrique de l’Acide Aspartique et Glutamique, l’absence de 

ces bandes à pH 8.5 peut traduire une déprotonation. 

Au sujet des Tyrosines, à pH 8.5, la présence de bandes à 1515 et 1280 cm-1 peut suggérer une 

déprotonation d’une Tyrosine ou un changement d’environnement de celle-ci. 

Un changement au niveau des propionates a d’abord été constaté. Ces changements d’état 

redox des différents acides aminés spécifiques sont à confirmer avec l’étude de la contribution 

individuelle de chaque hème. 
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4. Comparaison des spectres différentiels pour l’hème b 

 

Pour l’hème b, deux phases sont distinctes. Entre le pH 6.4 et 7.5, le potentiel de demi-vague 

diminue. Entre le pH 8 et 8.5, le potentiel de demi-vague augmente. Les spectres différentiels 

entre ces deux plages de pH sont étudiés. 

 

De nouveau, les spectres différentiels ne permettent pas de conclure, l’étude du double 

différentiel apporte donc plus d’informations (voir figure 4.4.1). Deux zones sont mises en 

avant, en premier celle de la contribution des propionates des hèmes et de la structure 

secondaire entre 1708 et 1589 cm-1 et en second celle de la contribution des propionates des 

hèmes et des acides aminés comme les acides Aspartique, Glutamique et la Tyrosine entre 

1528 et 1392 cm-1.  
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Figure 4.4.1 : Spectres différentiels infrarouge (ox-red) du cytochrome ba3 à pH 6.4 (en noir), 7.5 (en rouge), 8 

(en bleu) et 8.5 (en cyan) dans la région spectrale comprise entre 1800 et 1200 cm-1 pour la contribution de 

l’hème b uniquement. 
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4.1. Entre le pH 6.4 et 7.5 et entre le pH 8 et 8.5  

4.1.1. Etude du double différentiel pour la contribution de l’hème b entre le pH 

7.5 et 6.4 et entre le pH 8.5 et 8 

Pour obtenir ce spectre, les deux spectres différentiels ont été soustraits après normalisation 

par rapport à la bande Amide I située à 1630 cm-1. L’hème b est entouré par les principaux 

propionates des hèmes d’après la structure cristalline. Des changements de ces propionates 

sont donc observables ici. 

 

Figure 4.4.2 : Doubles différentiels infrarouge du cytochrome ba3 entre 1800 et 1200 cm-1 pour la contribution 

de l’hème b  a) entre le pH 7.5 et 6.4 et b) entre le pH 8.5 et 8. 

Tout d’abord, le double différentiel montre la contribution de plusieurs bandes (voir figures 

4.4.2), dans la région Amide I issue du squelette peptidique. Il est clair que ce changement de 

pH affecte la structure secondaire de la protéine comme constaté précédemment. Dans la 

région Amide II, entre 1600 et 1500 cm-1, des changements de l’environnement sont aussi 

visibles. 

Dans la région comprise entre 1706 et 1700 cm-1, la vibration ν(C=O) des propionates des 

hèmes est attendue. L’absence de bandes communes aux deux pH indique un changement. 

Entre le pH 7.5 et 6.4, un déplacement de la bande suggère un changement d’environnement 

des propionates des hèmes. De même entre le pH 8 et 8.5, un décalage conduit à un 

changement d’environnement.  
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Le réseau de liaison Hydrogène entre les propionates des hèmes et les acides aminés joue ici 

un rôle important. Le déplacement de liaison Hydrogène explique ce changement 

d’environnement 

Un changement d’état de protonation et d’environnement est donc possible mais le spectre 

différentiel ne permet pas de conclure de manière définitive. 

Les vibrations ν(COO-) asymétrique et ν(COO-) symétrique sont également intéressantes à 

étudier. Pour la vibration ν(COO-) asymétrique, la bande à 1570 cm-1 ne se retrouve pas dans 

ce double différentiel. Entre le pH 6.4 et 7.5, la bande à 1529 cm-1 est déplacée à 1533 cm-1 et 

entre le pH 8 et 8.5 la bande passe de 1528 à 1533 cm-1 ce qui renforce une nouvelle fois un 

changement d’environnement des propionates des hèmes. De plus, entre le pH 8 et 8.5, un 

déplacement de la bande de 1398 à 1405 cm-1, pour la vibration ν(COO-) symétrique, soutient 

cette hypothèse. 

Concernant la contribution des vibrations ν(COO-) symétrique de l’Acide Aspartique et 

Glutamique, entre le pH 6.4 et 7.5 la bande à 1423 est déplace à 1418 cm-1 et entre le pH 8 et 

8.5 elle passe de 1420 à 1425 cm-1. La présence de ces bandes à ces différents pH peut induire 

une protonation de ces acides aminés. Le Glu 15, impliqué dans le mécanisme de transfert 

d’électrons, ne change pas d’état de protonation car il est trop loin de l’hème b. 

Enfin pour les Tyrosines, un changement d’état de protonation, selon le pH étudié, est 

constaté. Or, l’hème b n’est pas entouré de Tyrosines qui sont impliqués dans le mécanisme 

de la protéine. La présence des bandes à 1515 et 1280 cm-1 peut conduire à une déprotonation 

en passant au pH 7.5. L’absence de ces bandes peut traduire d’une éventuelle protonation. De 

ce fait, les Tyrosines sont certainement déprotonées à pH 7.5 et 8 et protonées à pH 6.4 et 8.5. 

Pour l’hème b, une modification de l’environnement des propionates des hèmes est attendue 

d’après la structure (voir figure 4.1.1.).  

Ici, il y a deux phases dans le changement de potentiel, ce qui peut impliquer un changement 

d’état de protonation d’un acide aminé bien spécifique. Sans l’étude d’acides aminés marqués, 

il n’est pas possible de l’identifier. En complément du changement d’environnement des 

propionates des hèmes, la contribution d’une Tyrosine peut être envisagée. 

 

 



112 

 

5. Comparaison des spectres différentiels pour l’hème a3 

Pour l’hème a3, la dépendance pH est, dans ce cas, plus habituelle. Entre 1708 et 1624 cm-1, 

une zone est mise en avant qui correspond à la contribution des propionates des hèmes et de la 

structure secondaire. Entre 1577 et 1456 cm-1, une deuxième zone est mise en avant avec la 

contribution des propionates des hèmes et des acides aminés comme les acides Aspartique, 

Glutamique et la Tyrosine. 
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Figure 4.5.1 : Spectres différentiels infrarouge (ox-red) du cytochrome ba3 à pH 6.4 (en noir), 7.5 (en rouge), 8 

(en bleu) et 8.5 (en cyan) dans la région spectrale comprise entre 1800 et 1200 cm-1 pour la contribution de 

l’hème a3 uniquement. 

Les deux pH extrêmes sont donc comparés pour cet hème. L’étude du double différentiel est 

de nouveau utile dans ce cas présent (voir figure 4.5.1). 

5.1. Entre le pH 6.4 et 8.5 

5.1.1. Etude du double différentiel pour la contribution de l’hème a3 entre le pH 

8.5 et 6.4 

Pour obtenir ce spectre, les deux spectres différentiels ont été soustraits après normalisation 

par rapport à la bande Amide I située à 1630 cm-1. 
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Figure 4.5.2 : Double différentiel infrarouge (pH 8.5-6.4) du cytochrome ba3 entre 1800 et 1200 cm-1 pour la 

contribution de l’hème a3 uniquement. 

 

Le premier changement attendu ici concerne la région Amide I, qui définit la structure 

secondaire de la protéine (voir figure 4.5.2). Il est clair qu’un changement de potentiel 

implique un changement de conformation comme les autres spectres différentiels le 

suggèrent. Comme précédemment, ce changement est minime mais il existe. Un autre 

changement dans la zone Amide II confirme ce changement de conformation. 

Concernant les propionates de l’hème et plus particulièrement la vibration ν(C=O) des 

propionates des hèmes, deux bandes sont mises en avant à 1710 cm-1 pour le pH 8.5 et à 1700 

cm-1 pour le pH 6.4. Ces bandes suggèrent un changement d’environnement d’un des 

propionates de l’hème comme observé auparavant. 

Ce changement est confirmé dans la zone où les vibrations ν(COO-) asymétrique et ν(COO-) 

symétrique des propionates de l’hème interviennent. En effet, un déplacement a lieu de 1529 à 

1533 cm-1 pour la vibration ν(COO-) asymétrique. Pour la vibration associée, un décalage est 

constaté de 1400 à 1398 cm-1. 

Pour la contribution des vibrations ν(COO-) symétrique de l’Acide Aspartique et Glutamique, 

des bandes sont attendues à 1434 et 1418 cm-1. A pH 8.5, ces bandes sont bien présentes ce 

qui signifie une protonation d’un acide aminé à ce pH.  
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En passant au pH 6.4, ces bandes sont absentes, il passe vraisemblablement à l’état déprotoné. 

L’acide aminé Glu 15 peut subir ce changement d’état de protonation, l’étude de cet acide 

aminé marqué peut confirmer notre hypothèse. 

L’absence de bandes qui peuvent être attribuées aux Tyrosines signifie qu’elles ne changent 

pas d’état de protonation pour cet hème. Ce résultat est étonnant, dans la mesure où l’hème a3 

est entouré de Tyrosines cruciaux pour le mécanisme de la protéine.  

Pour l’hème a3, un changement d’environnement des propionates des hèmes n’est pas 

surprenant, ces propionates entourent l’hème d’après la structure (voir figure 4.1.1). Encore 

une fois, leur rôle est primordial dans cette dépendance pH. Une conséquence sur l’activité de 

la protéine peut être envisagée. 
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6. Conclusion 

Tout d’abord, cette dépendance pH influe sur la structure de la protéine, de nombreux 

changements dans la région des bandes Amide I et II confirment cette hypothèse. Cependant, 

ce changement de conformation est minime mais est suffisant pour influencer le potentiel de 

demi-vague. 

Un changement au niveau des propionates a d’abord été constaté. Les changements des 

bandes des propionates des hèmes à différents pH peuvent être dus à la déprotonation et à la 

protonation ou causés par un changement d’environnement des propionates des hèmes 

respectivement protonés ou déprotonés. Pour pouvoir distinguer ses deux possibilités, un 

assignement des modes de vibrations d’un propionate spécifique est envisagé. Ces 

propionates sont en interactions très fortes avec des acides aminés et avec une partie de la 

structure de la protéine.(36) Une mutation de ces acides aminés qui interagissent peuvent nous 

apporter des réponses. Le potentiel de demi-vague d’une protéine est déterminé par la nature 

du ligand axial relié à l’hème mais également par les groupes fonctionnels ionisables situés à 

proximité de l’hème.(5) Il a été proposé que l’interaction entre les chaînes principales des 

propionates des hèmes et les charges positives des ions ferriques détermine la valeur du 

potentiel et joue un rôle dans le changement de conformation dû à l’état redox. Ce potentiel 

varie avec le pH à cause de la présence de l’anion propionate qui régule le potentiel.(29, 30) 

De plus, certains cytochromes c mitochondriales subissent un changement de conformation 

dont le plus important se situe à la base de l’hème et localisé dans les groupes propionates. En 

conséquence, un changement de conformation entraîne une modification dans les propionates 

des hèmes et donc dans le potentiel de demi-vague. Le changement de potentiel est relié aux 

interactions homotropiques spécifiques pour cette protéine. Certains potentiels de cytochrome 

acquièrent une dépendance pH quand leurs pKa sont déplacés par l’oxydation des hèmes.(37) 

La contribution des résidus lors de la dépendance pH est fonction de la force des interactions 

avec l’hème et avec son état de protonation. Une réorientation des propionates est également 

envisagée ici. En effet, si les propionates sont partiellement protonés, les protons sont libérés 

lors de l’oxydation de l’hème contribuant ainsi à la dépendance pH.(38) Il est clair, que pour 

l’hème b et a3, un phénomène complexe entre en jeu qui dépend de l’état de protonation des 

deux hèmes mais également de l’orientation des propionates. 

Puis, de nombreux acides aminés peuvent subir un changement d’état de protonation. Le rôle 

de l’état de protonation est encore peu clair sur les potentiels de demi-vague des hèmes 
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comme l’influence des interactions entre les hèmes sur les potentiels de demi-vague.(39, 40) 

Une prudence est donc de mise dans nos interprétations. 

Une hypothèse est que, pour le Glu 15, il peut être influencé mais uniquement pour l’hème a3. 

Sa distance trop grande avec l’hème b explique cette constatation. Un changement de 

protonation n’est pas étonnant, en effet le Glu 286 du cytochrome c oxydase change quatre 

fois d’état de protonation durant le cycle catalytique.(41) Un changement du pKa est envisagé 

ce qui implique un changement de conformation qui a pour effet la stabilisation de la forme 

déprotonée. 

Plus étonnamment, aucune Tyrosine n’est perturbée pour l’hème a3. Cet hème est entouré de 

Tyrosines mais ici aucun changement n’est constaté. Or, pour l’hème b, des Tyrosines 

subissent des probables changements d’état de protonation. Il est plus probable que ce 

changement intervient pour une Tyrosine isolée. 

Une conclusion définitive n’est pas envisageable, l’étude de mutants spécifique de sites 

cruciaux pour le mécanisme de transfert d’électrons est nécessaire. L’étude de mutants de la 

Tyrosine et de l’acide Glutamique est à envisager pour appuyer nos conclusions et plus 

particulièrement de la Tyr 237 et du Glu 15. Tout récemment, une publication de 

Koutsoupakis et al. a montré que l’absorption de protons s’accompagne de la protonation de 

deux Tyrosines : la Tyr 136 et la Tyr 133.(42) L’étude de ces deux Tyrosines peut nous aider 

à mieux comprendre la dépendance pH. 
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Chapitre V : 

Interaction  

protéine-protéine 
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1. Introduction  

Dans ce chapitre, l’interaction protéine-protéine est étudiée. Le complexe bc1 ou complexe III 

est la troisième composante de la chaîne respiratoire. La structure cristalline du complexe bc1 

de T.thermophilus n’est à ce jour toujours pas connue. Il contient quatre sous-unités : le 

cytochrome c1, la protéine Rieske, le cytochrome b et un opéron nommé FbcX.(1) Le 

fragment soluble utilisé ici contient uniquement l’hème c. Le cytochrome c1 a été découvert 

en 1940 de façon indépendante.(2, 3) Il contient deux domaines: un domaine N-terminale et 

C-terminale. C’est ce dernier domaine qui est intéressant car il contient le site de liaison qui 

interagira avec le cytochrome c552.  

Le cytochrome c552 est un transporteur mobile de la chaîne respiratoire. Il est le substrat 

naturel de la cytochrome c oxydase. Sa particularité est qu’il ne possède pas de résidus 

chargés à sa surface à proximité de l’hème.(4) Sa structure cristallographique est très bien 

caractérisée,(5) cependant, son spectre infrarouge couplée à l’électrochimie n’est à ce jour pas 

encore connu. Une autre grande caractéristique est sa thermostabilité qui la rend intéressante 

pour des applications d’ingénierie moléculaire. 

 

Figure 5.1.1 : Schéma du transfert d’électrons dans T. thermophilus ; les flèches indiquent le passage d’un 

électron.(6) 

Trois complexes différents sont donc formés dans le but de prouver que l’interaction entre le 

cytochrome c1 et c552 est bien réelle. Pour cela, du cytochrome c du cœur de cheval est 

utilisée, une protéine bien étudiée et qui sert de modèle à de nombreuses études. Une 

interaction entre ces deux cytochromes précédemment étudiés et ce cytochrome c est 

intéressante. Le complexe c-c552, le complexe c1-c et le complexe c1-c552 sont donc étudiés 

(voir figure 5.1.1). Pour chaque complexe, le potentiel de demi-vague est trouvé et le spectre 

différentiel est effectué dans le but de voir et de comprendre la contribution de chaque 

cytochrome.  
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Le complexe c-c552 est un système de contrôle, aucune interaction n’est possible. 

Le complexe c1-c sert à mieux comprendre le mécanisme par lequel le cytochrome c 

transporte des électrons du cytochrome c1 à la cytochrome c oxydase.(7) Rieder et Bosshard 

ont montré que les Lysines qui entourent la cavité de l’hème du cytochrome c sont protégées 

de l’acétylation par la formation de ce complexe.(8) De plus, en modifiant certaines Lysines, 

la vitesse de réaction diminue de façon significative.(9) 

Le complexe c1-c552 sert également à mieux comprendre le transfert d’électrons qui se produit 

entre le cytochrome c1 et son partenaire redox, le cytochrome c552. L’interaction est de nature 

hydrophobe d’après la nature de la surface des protéines.(10, 11) 

2. Le cytochrome c1, fragment soluble du complexe bc1 de Thermus thermophilus  

2.1. Spectre UV/Visible  

Un spectre UV/Visible a été mesuré pour le cytochrome c1 à pH 8 pour la forme oxydée et 

réduite de la protéine. Le passage à la forme réduite se fait de manière réversible par un ajout 

de dithionite de sodium (Na2S2O4.2H2O). Ce spectre sert, d’une part à contrôler l’état redox 

de la protéine et d’autre part à déterminer sa concentration. La figure 5.2.1 présente les 

spectres du cytochrome c1 pour sa forme oxydée et réduite. 
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Figure 5.2.1: Spectres UV/Visible du cytochrome c1 à pH 8 dans sa forme oxydée (en noir) et dans sa forme 

réduite (en rouge) après ajout de dithionite. En encart, un zoom entre 500 et 600 nm. 
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Trois bandes peuvent être distinguées pour ce spectre. Tout d’abord la bande γ, appelée 

également bande de Soret, est observée à 408 nm pour la forme oxydée et à 422 nm pour la 

forme réduite. Cette bande, qui est la plus intense, est caractéristique des hémoprotéines et 

elle est généralement constitué de toutes les bandes γ de tous les cofacteurs présents. Dans 

notre cas, il y a un seul cofacteur qui contribue. Puis, la contribution de la bande α aussi 

appelée bande Q à 528 nm pour la forme oxydée est visible. Or, pour la forme réduite, le 

déplacement de cette bande Q à 523 nm est caractéristique des hèmes réduits est constaté.(12) 

La bande qui apparaît à 552 nm est spécifique de l’hème c1. (13) Ce spectre est typique pour 

les protéines avec un hème c.  

 

2.2. Spectroscopie différentielle UV/Visible : détermination du potentiel de demi-

vague 

Le potentiel de demi-vague de la protéine est effectué dans le but de le comparer à celui 

obtenu pour le complexe. Ce potentiel est très différent et plus bas que celui du cytochrome c1 

dans le complexe bc1.(13) Il est normal que le potentiel d’une sous-unité isolée se déplace par 

rapport à sa valeur dans la protéine. La cause principale de ce déplacement est la perte des 

interactions avec la protéine. La figure 5.2.2 montre les spectres du dosage du cytochrome c1 

dans la cellule OTTLE pour des potentiels entre de -300 à +300 mV. La bande de Soret se 

situe, dans ce cas-là à 417 nm. Les bandes Q sont situées à 520, 547 et 552 nm.  

Le calcul du potentiel se fait donc sur la bande de Soret et sur les deux bandes situées à 547 et 

552 nm. Après application du potentiel, la forme pleinement oxydée a été obtenue en 5 min et 

la forme réduite en 4 min. Cependant, le temps d’équilibre peut varier lorsque la valeur du 

potentiel de demi-vague de la protéine est proche. Il est alors ici de 15 min, lorsque le spectre 

UV/Visible est stable et ne subit plus de changements.  

Le potentiel obtenu pour le cytochrome c1  est Em=-60 mV±5.7 pour n=1 (voir figure 5.2.3). 

Cette valeur est proche de celle obtenue par Ritter et al. (13) pour l’organisme P. 

denitrificans : Em=-45 mV. Si le dosage est oxydatif ou réductif, la valeur du potentiel est 

rigoureusement la même. 
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Figure 5.2.2 : Spectres du dosage du cytochrome c1 à pH 8 pour un potentiel de -300 à +300 mV entre 400 et 600 

nm. Le dosage est ici réductif. 
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Figure 5.2.3 : Courbe de titration redox du cytochrome c1 à pH 8 effectuée sur la bande de Soret, le potentiel de 

demi-vague obtenu est : Em=-60 mV±5.7 pour n=1. 

2.3. Spectroscopie différentielle infrarouge  

Le spectre du cytochrome c1 de T. thermophilus a été enregistré à pH 8 dans une zone 

spectrale allant de 1800 à 1200 cm-1 entre -500 et +500 mV.  
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Figure 5.2.4 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du cytochrome c1 à pH 8 dans la région spectrale comprise 

entre  1800 et 1200 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

 

Dans le spectre de la forme oxydée moins réduite, les signaux positifs sont associés à l’état 

oxydé de la protéine et les signaux négatifs à l’état réduit. Lors de la réaction redox, le spectre 

donne de précieuses informations sur les modifications structurales de la protéine, sur les 

réactions de protonation et de déprotonation, ce spectre étant dominé par les bandes Amide I, 

II et par divers acides aminés. Les différentes bandes sont répertoriées dans le tableau 5.2.1. 

Des contributions des différents modes de l’hème et de l’environnement entourant l’unique 

cofacteur sont attendues. Ce spectre n’a jamais été décrit auparavant pour cet organisme, 

toutefois il a été partiellement attribué pour l’organisme P. denitrificans.(13) La nomenclature 

utilisée ici pour les modes des hèmes a été décrite par Spiro et Li.(14) 

 

 

 

 

 

 



 

 

126 

 

 

Position de la bande (cm-1) 
 

Etat 
redox 

Tentative d’attribution 
 

1690 
 

Ox v(C=O) propionates des hèmes / Amide I 
1671 

 
Red ν(CN3H5)

as Arg /Amide I 

1657 
 

Ox Amide I 

1645 
 

Red Amide I/ vibration CaCm (v37) 

1630 
 

Ox ν(CN3H5)
s Arg /δ(NH3

+)as Lys/ Amide I 

1610 
 

Red Vibration CaCm (v37)/Amide I 

1593 
 

Ox Vibration CaCm (v37)  

1570 Ox ν(COO-)as propionates des hèmes / ν(COO-)as 
Asp+Glu/ vibration CbCb (v38)/ Amide II 

1535 
 

Red ν(COO-)as propionates des hèmes / ν(COO-)as 
Asp+Glu/Amide II 

1520 
 

Ox Tyr-OH 

1504 
 

Ox Tyr-O- 

1434 
 

Red ν(COO-)s Asp+Glu 

1420 
 

Ox ν(COO-)s Asp+Glu 

1407 Red ν(COO-)s Asp+Glu 

1393 Ox Vibration CaN (v41) 

1358 Red ν(COO-)s propionates des hèmes 

1331 Ox ν(COO-)s propionates des hèmes 

1310 Ox ν(COO-)s propionates des hèmes 

1290 Ox ν(CC) Glu 

1260 Ox Vibration CmH (δ42) 

1250 Red δ(COH) Tyr 

1240 Red Vibration CmH (δ42) 

1220 Red Vibration CmH (δ42) 
Tableau 5.2.1 : Tentative d’assignements pour le spectre différentiel infrarouge (ox-red) du cytochrome c1 de T. 

thermophilus à pH 8. 

 

Ce spectre se décompose en trois zones spectrales bien distinctes : entre 1700 et 1600 cm-1, 

entre 1600 et 1200 cm-1 et entre 1200 et 1000 cm-1. Entre 1800 et 1700 cm-1, aucune 

contribution n’est à noter (voir figure 5.2.4). 
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Figure 5.2.5 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du cytochrome c1 à pH 8 dans la région spectrale comprise 

entre  1720 et 1600 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

Entre 1700 et 1600 cm-1, des signaux typiques de la réorganisation des éléments structuraux 

couplés au transfert d’électrons sont aussi attendus (voir figure 5.2.5). Ils proviennent de la 

bande nommée Amide I, qui est composée à 80 % de l’élongation de C=O du squelette 

peptidique.  

Dans la région de l’Amide I, comprise entre 1700 et 1610 cm-1, six bandes sont distinguées. 

La bande positive, située à 1657 cm-1, est celle qui est la plus intéressante. En effet, elle 

représente les éléments structuraux de type hélice α.(14, 15) Il faut savoir que le cytochrome 

c1 est dominé par ces hélices α.(16). A 1690 cm-1, la contribution des boucles est visible, et à 

1630 cm-1, celle des feuillets β. Des signaux négatifs sont aussi visibles et caractérisent la 

structure secondaire. La contribution des boucles est visible à 1671 cm-1. Enfin à 1645 cm-1, la 

participation de la structure aléatoire issue du squelette peptidique est attendue.  

Cependant, des signaux de l’hème c sont aussi attendus. Une bande positive à 1690 cm-1 

représente la vibration ν(C=O) d’un des propionates des hèmes protonés.(17, 18) A 1645 

cm-1, outre la contribution de la structure secondaire, la vibration de type CaCm de l’anneau 

porphyrine de l’hème nommé ν37 est présente.(19)  

Pour les acides aminés à 1671 cm-1, la contribution de la vibration ν(CN3H5) asymétrique de 

l’Arginine et sa vibration associée ν(CN3H5) symétrique à 1630 cm-1 est attendue.  
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Les chaînes latérales de cet acide aminé peuvent être trouvées à proximité des centres actifs. 

A 1630 cm-1, une bande qui correspond à une vibration δ(NH3
+) asymétrique de la Lysine, 

mais avec un coefficient d’absorption molaire très faible, est visible.(20) 
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Figure 5.2.6 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du cytochrome c1 à pH 8 dans la région spectrale comprise 

entre  1600 et 1200 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

Dans la deuxième région située entre 1610 et 1200 cm-1, d’autres contributions de l’hème sont 

à espérer (voir figure 5.2.6). La vibration CaCm (ν37) est visible à 1610 cm-1 par une bande 

négative et à 1593 cm-1 par une bande positive.  

La région des vibrations de type Amide II se situe entre 1570 et 1520 cm-1.Cette bande est 

composée à 60 % de déformation N-H et à 40 % d’élongation C-N. Les propionates des 

hèmes déprotonés sont attendus dans la région Amide II mais ces bandes se chevauchent avec 

la contribution de chaines latérales des acides aminés déprotonées.  

Une bande négative présente à 1535 cm-1 est probablement relative à la vibration ν(COO-) 

asymétriques des propionates des hèmes. Une autre bande, positive est attendue à 1570 

cm-1.(18) Quant à la vibration ν(COO-) symétriques, elle est attendue entre 1358 et 1310 cm-1.  

A 1570 cm-1, la contribution de la vibration CbCb de l’anneau porphyrine de l’hème nommé 

ν38 est discernable.(17)  

Un signal positif à 1393 cm-1 est dans la zone où la vibration CaN nommé ν41 est située.  
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Enfin, la vibration de type CmH nommé δ42 de l’hème c a un signal positif à 1260 cm-1 et 

négatif à 1240 et 1220 cm-1 qui dépend de l’environnement des liaisons Hydrogène.(21)  

Les Tyrosines contribuent avec la vibration du cycle (C-C) vers 1520 et 1504 cm-1. Il reflète 

la sensibilité des modes de l’anneau lors de la protonation du groupe phénol. D’autres bandes 

peuvent être attribuées à des vibrations de la Tyrosine. Enfin à 1250, la vibration δ(COH) de 

la Tyrosine est présente.(22)  

Dans cette zone spectrale, des signaux typiques de la contribution des chaînes latérales 

d’autres acides aminés sont attendus (voir chapitre II Techniques de caractérisation). Le signal 

positif à 1570 cm-1 et négatif à 1535 cm-1 reflètent les vibrations ν(COO-) asymétrique 

d’acides Aspartique et Glutamique. Les bandes correspondantes aux vibrations ν(COO-) 

symétrique des acides aminés de type Aspartique et Glutamique se situent entre 1434 cm-1 et à 

1407 cm-1.(23) Ces deux acides aminés sont forcément déprotonés à ce pH. Pour l’acide 

Glutamique, une bande à 1290 cm-1 représentant la vibration ν(CC) est observée. Cependant, 

la contribution d’autres bandes sont également à prendre en compte. Pour pouvoir avoir une 

assignation précise de chaque acide aminé, l’étude de différents mutants est à envisager.  

Dans la région spectrale comprise entre 1200 et 1000 cm-1, la contribution du tampon 

phosphate est la seule attendue (voir annexe 1). Ce tampon cause des vibrations P=O 

spécifiques à 1160 et 1088 cm-1 (voir figure 5.2.7). Elles sont dues à la déprotonation du 

tampon et corrélées aux échanges de protons avec la protéine et les médiateurs suite au 

transfert d’électrons.(24)  
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Figure 5.2.7 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du cytochrome c1 à pH 8 dans la région spectrale comprise 

entre  1200 et 1000 cm-1 entre -500 et +500 mV. 
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3. Le cytochrome c552, substrat naturel de la cytochrome c oxydase 

3.1. Spectre UV/Visible  

Un spectre UV/Visible pour le cytochrome c552 à pH 8 a été réalisé pour la forme oxydée et 

réduite de la protéine. Les conditions sont les mêmes que précédemment. Ce spectre sert à 

contrôler l’état redox de la protéine et à déterminer sa concentration.  
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Figure 5.3.1 : Spectres UV/Visible du cytochrome c552 à pH 8 dans sa forme  oxydée (en noir) et dans sa forme 

réduite (en rouge) après ajout de dithionite. En encart un zoom entre 500 et 600 nm. 

Le spectre présente une bande d’absorption intense nommée bande de Soret, à 415 nm dans la 

forme oxydée et à 416 nm pour la forme réduite (voir figure 5.3.1). Pour les bandes Q, il y a 

une contribution très faible dans le spectre de la forme oxydée. Pour la forme réduite, une 

première bande se situe à 520 nm. La deuxième bande comporte une contribution majoritaire 

à 552 nm et un épaulement à 548 nm. C’est cette bande qui sera à l’origine du nom de la 

protéine.(5, 25). 

 

3.2. Spectroscopie différentielle UV/Visible : détermination du potentiel de demi-

vague 

Le potentiel de demi-vague de la protéine est effectué dans le but de le comparer à celui de la 

littérature et à celui obtenu pour le complexe.  
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La figure 5.3.2 montre les spectres du dosage du cytochrome c552 dans la cellule OTTLE pour 

des potentiels allant de -500 à +500 mV. Deux bandes sont utilisées parmi les cinq pour la 

détermination du potentiel de demi-vague. A 423 nm, la contribution de la bande de Soret qui 

permet de trouver ce potentiel est visible. Comme vu précédemment les bandes Q se scindent 

en deux bandes. L’épaulement a une intensité plus faible car son coefficient d’absorption 

molaire est trop faible. 

Le temps d’équilibre pour la forme entièrement oxydée est de 5 min et pour la forme 

entièrement réduite de 4 min après application du potentiel. Il est ici de 15 min lorsque la 

valeur du potentiel de demi-vague est proche.  

Le potentiel obtenu pour le cytochrome c552 est Em=-29 mV± 2.8 pour n=1 (voir figure 5.3.3). 

La valeur trouvée par Fee et al. qui est de -49 mV, potentiel déterminé par adsorption sur une 

surface d’or.(5) La différence entre les deux potentiels peut s’expliquer par la méthode 

utilisée, en effet l’adsorption modifie le potentiel de façon conséquente. Si le dosage est 

oxydatif ou réductif, la valeur du potentiel est rigoureusement la même. 
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Figure 5.3.2 : Spectres du dosage du cytochrome c552 à pH 8 pour un potentiel de -500 à +500 mV entre 400 et 

600 nm. Le dosage est ici oxydatif. 
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Figure 5.3.3 : Courbe de titration redox du cytochrome c552 à pH 8 effectuée sur la bande de Soret, le potentiel de 

demi-vague est : Em=-29 mV±2.8 pour n=1. 

3.3. Spectroscopie différentielle infrarouge  

Le spectre du cytochrome c552 de T. thermophilus a été enregistré entre 1800 et 1200 cm-1 à 

pH 8 entre -500 et +500 mV. Les différentes bandes sont répertoriées dans le tableau 5.3.1. 

Des contributions des différents modes de l’hème et de l’environnement entourant l’unique 

cofacteur sont attendues. Ce spectre n’a jamais été décrit auparavant.  
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Figure 5.3.4 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du cytochrome c552 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre  1800 et 1200 cm-1 entre -500 et +500 mV. 
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Position de la bande (cm-1) 
 

Etat 
redox 

Tentative d’attribution 
 

1716 Ox v(C=O) Asp+Glu 
1707 Red ν(C=O) propionates des hèmes 

1695 
 

Ox v(C=O) propionates des hèmes 

1686 
 

Red v(C=O) propionates des hèmes /Amide I 

1674 
 

Ox ν(CN3H5)
as Arg/Amide I/v(C=O) propionates 

des hèmes 
1665-1650 

 
Red/Ox Amide I 

1645 
 

Red Amide I/ vibration CaCm (v37) 

1640 Ox Amide I 

1630 
 

Red ν(CN3H5)
s Arg /δ(NH3

+)as Lys/Amide I 

1625 Ox δ(NH2) Asn+Gln/Amide I 

1610 
 

Red Vibration CaCm (v37)/Amide I 

1597 Ox Vibration CaCm (v37) 

1577 Red ν(COO-)as Asp+Glu 

1565 
 

Ox ν(COO-)as propionates des hèmes /ν(COO-)as 
Asp+Glu/ CbCb vibration (v38) /Amide II 

1554 Red Amide II 

1545 
 

Ox Amide II 

1535 
 

Red ν(COO-)as propionates des hèmes / ν(COO-)as 
Asp+Glu/Amide II  

1520 
 

Ox Tyr-OH 

1504 
 

Ox Tyr-O- 

1435 Ox ν(COO-)s Asp+Glu 

1430 Red ν(COO-)s Asp+Glu 

1420 
 

Ox ν(COO-)s Asp+Glu 

1410 Red ν(COO-)s Asp+Glu 

1402 Ox ν(COO-)s Asp 

1384 
 

Red Vibration CaN (v41) 

1366 Ox ν(COO-)s propionates des hèmes 

1346 Red γ(CH2) Lys 

1333 Red ν(COO-)s propionates des hèmes 

1310 Ox ν(COO-)s propionates des hèmes 

1295 Ox ν(CC), δ(CH) Tyr 

1260 Ox Vibration CmH (δ42) 

1250 Red δ(COH) Tyr 

1240 Red Vibration CmH (δ42) 
1217 Ox δ(CH) His 

Tableau 5.3.1 : Tentative d’assignements pour le spectre différentiel infrarouge (ox-red) du cytochrome c552 de T. 
thermophilus à pH 8. 

 



 

 

134 

 

 

Ce spectre se décompose en trois zones spectrales bien distinctes : entre 1720 et 1600 cm-1, 

entre 1600 et 1200 cm-1 et entre 1200 et 1000 cm-1. Entre 1800 et 1720 cm-1, aucune 

contribution n’est à noter (voir figure 5.3.4). 
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Figure 5.3.5 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du cytochrome c552 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre  1720 et 1600 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

Dans cette première région, des contributions des vibrations C=O du squelette peptidique qui 

caractérisent la structure secondaire de la protéine sont attendues (voir figure 5.3.5). Cette 

protéine est majoritairement composée d’hélices α comme le suggère la structure 

cristalline.(5) Sept bandes sont mises en avant qui décrivent chacune des éléments 

structuraux. La bande négative à 1665 cm-1 représente la participation des hélices α. Les 

feuillets β contribuent par des bandes négatives à 1645, 1630 et 1610 cm-1 et positives à 1640 

et 1625 cm-1 D’autres contributions sont bien entendu attendues, comme celles des boucles et 

de la structure aléatoire du squelette peptidique. A 1686 et à 1674 cm-1, l’apport des boucles 

est visible. La structure aléatoire contribue elle à 1650 cm-1.(14, 15, 26)  

Dans cette région, des signaux typiques pour la vibration ν(C=O) des propionates des hèmes 

protonés sont présents. Des signaux négatifs à 1707 et 1686 cm-1 et positifs à 1695 et 1674 

cm-1 sont caractéristiques de cette vibration. 
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Des modes de l’anneau porphyrine sont aussi visibles comme la vibration CaCm (v37). 

Généralement, sa contribution est attendue entre 1655 et 1586 cm-1, dans notre cas elle est à 

1645 cm-1.(27)  

Pour finir, des contributions des modes principaux d’acides aminés sont claires. Les 

vibrations ν(C=O) des chaînes latérales de l’acide Aspartique et Glutamique protonées sont 

présentes à 1718 cm-1. Cette vibration dépend des liaisons Hydrogène formées avec les 

groupes COOH. Comme dans le cytochrome c1, la contribution d’acides aminés qu’ont les 

deux protéines en commun se retrouve ici. L’Arginine contribue via deux modes de vibrations 

distinctes, une vibration ν(CN3H5) asymétrique à 1674 cm-1 et sa vibration associée ν(CN3H5) 

symétrique à 1630 cm-1. L’Asparagine et la Glutamine ont une bande à 1630 cm-1 qui 

représente la vibration ν(C=O) et à 1625 cm-1 pour la vibration δ(NH2). Enfin, dans cette zone 

spectrale, un dernier acide aminé la Lysine a une bande à 1630 cm-1 grâce à sa vibration 

δ(NH3
+) asymétrique mais avec un coefficient d’absorption plus faible que la bande de 

l’Arginine.(28, 29)  
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Figure 5.3.6 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du cytochrome c552 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre  1600 et 1200 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

Cette seconde région voit la contribution de diverses vibrations de l’hème et de divers acides 

aminés (voir figure 5.3.6). Pour commencer, la bande Amide II a plusieurs bandes positives et 

négatives dans une région allant de 1570 à 1520 cm-1.  

Comme vue dans la première région spectrale, la contribution de l’anneau porphyrine, grâce à 

la vibration v37 à 1610 et 1597 cm-1, se retrouve ici.(27)  
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La vibration v38 est présente à 1565 cm-1(17) ainsi que la vibration v41 à 1384 cm-1.(30) Enfin, 

une bande positive à 1260 cm-1 et négative à 1240 cm-1 caractérise la vibration δ42.(17)  

D’autres signaux complémentaires sont aussi espérés dans cette zone comme la vibration 

ν(COO-) asymétrique des propionates des hèmes qui a une bande positive à 1565 cm-1 et 

négative à 1535 cm-1. De plus, sa vibration associée ν(COO-) symétrique est attendue entre 

1366 et 1310 cm-1.  

La dernière contribution provient des différents acides aminés. Pour commencer, une bande 

positive à 1520 cm-1 et une négative à 1504 cm-1 décrit la vibration de l’anneau de la 

Tyrosine. Ces bandes ont un coefficient d’absorption très fort.(31) D’autres signaux de 

Tyrosine sont visibles. A 1295 cm-1, la vibration ν(CC) et δ(CH) et à 1250 cm-1 celle de la 

vibration δ(COH) sont présentes.(22) Puis, la contribution des acides Aspartiques et 

Glutamique est présente. La contribution de la vibration ν(COO-) asymétrique est 

généralement espérée entre 1580 et 1560 cm-1. Une bande est présente à 1577 et à 1565 cm-1 

mais également à 1535 cm-1 avec un coefficient d’absorption plus faible. La vibration 

associée ν(COO-) symétrique donne quatre bandes à 1435 et 1410 cm-1. Cependant, à 1402 

cm-1 la vibration 
ν(COO-) symétrique est visible uniquement pour l’acide Glutamique.(20, 28) 

Ces différentes attributions sont basées sur l’étude des acides aminés individuels. Pour finir, la 

contribution d’autres acides aminés comme par exemple, la Lysine qui a une contribution à 

1346 cm-1 avec sa vibration γ(CH2).(32) Enfin, l’Histidine contribue dans ce spectre à 1217 

cm-1 grâce à sa vibration δ(CH).(33)  

Dans la dernière région spectrale comprise entre 1200 et 1000 cm-1, la contribution des 

vibrations P=O spécifiques du tampon est la seule attendue. Elles sont dues à la déprotonation 

du tampon et corrélées à l’absorption de protons par la protéine et des médiateurs suite au 

transfert d’électrons.(24) 

L’étude des différents complexes est maintenant possible. 
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4. Les complexes  

4.1. Le complexe c-c552  

D’après la littérature, il n’existe aucune interaction possible entre le cytochrome c 

mitochondrial et le cytochrome c552 de T.thermophilus. Leur surface n’est pas optimale pour 

une telle interaction, le cytochrome c étant composé de résidus Lysine qui entoure la cavité de 

l’hème.(34) Le cytochrome c552 nécessite une surface hydrophobe pour qu’une interaction soit 

possible. Il s’agit d’un système de contrôle. On doit observer une simple superposition des 

deux signaux. Pour corroborer ces informations, le potentiel de demi-vague du complexe 

formé est étudié.  

 

4.1.1. Spectroscopie différentielle UV/Visible : détermination du potentiel de 

demi-vague 

Le potentiel de demi-vague du complexe est comparé à celui des deux cytochromes isolés. La 

figure 5.4.1 montre les spectres du dosage du complexe c-c552 dans la cellule OTTLE pour des 

potentiels allant de -500 à +500 mV.  
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Figure 5.4.1 : Spectres du dosage du complexe c-c552 à pH 8 pour un potentiel de -500 à +500 mV entre 350 et 

600 nm. Le dosage est ici oxydatif. 

Tout d’abord la bande de Soret possède deux bandes à 419 et à 402 nm. Enfin, les bandes Q 

présentent également deux bandes à 549 et 519 nm (voir figure 5.4.1).  
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Le temps d’équilibre pour la forme entièrement oxydée est de 5 min et pour la forme 

entièrement réduite de 4 min après application du potentiel  Il est ici de 15 min lorsque la 

valeur du potentiel de demi-vague est proche.  

Les valeurs trouvées sont de : Em1= -35 mV±10.9 pour n=1 et Em2= 50 mV±1.9 pour n=1 

(voir figure 5.4.2). Ces valeurs sont à rapprocher de celles obtenues par nos soins pour le 

cytochrome c et c1 et celles obtenus par Moss et al. avec la même cellule (35) (Em(c552)= -29 

mV et Em(c)= 45 mV). 

Si les deux cytochromes isolés ont des valeurs très éloignées l’une de l’autre, les deux 

potentiels sont donc observés. A l’inverse, si les potentiels sont séparés par moins de 50 mV 

d’écart, un signal large et moyen est visible car ils ne peuvent pas être différenciés. Ici, les 

potentiels sont suffisamment éloignés, ils peuvent donc être différenciés. Un calcul pour 

trouver une seule valeur du potentiel marche également dans ce cas. 

Nos premières conclusions sont que les deux potentiels des deux cytochromes sont présents et 

ne sont pratiquement pas influencés car leurs potentiels sont retrouvés. Le cytochrome c552 

s’oxyde et se réduit également vu qu’il n’y a pas d’interaction. En regardant le spectre du 

dosage, la bande à 419 nm a d’abord une décroissance avant de croitre lorsque le potentiel 

augmente. Si le dosage est oxydatif ou réductif, la valeur du potentiel est rigoureusement la 

même. 
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Figure 5.4.2 : Courbe de titration redox du cytochrome c-c552 à pH 8 effectuée sur la bande de Soret, les 

potentiels de demi-vague sont : Em1=-35 mV±10.9 pour n=1 et Em2= 50 mV±1.9 pour n=1. 
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4.1.2. Spectroscopie différentielle infrarouge-comparaison avec l’addition 

arithmétique 

Le spectre du complexe c-c552 de T. thermophilus a été enregistré à pH 8 entre 1800 et 1200 

cm-1 entre -500 et +500 mV (voir figure 5.4.3). Ce spectre est directement comparé à 

l’addition arithmétique, car les potentiels de demi-vague ne sont pas affectés. 

Les deux spectres sont comparés dans la figure 5.4.3. Le spectre arithmétique est pris comme 

référence et est normalisé par rapport à la bande à 1692 cm-1 pour pouvoir mieux comparer les 

deux spectres. 

Le spectre infrarouge de l’addition arithmétique des deux cytochromes est identique à celui du 

complexe formé. Comme constaté précédemment avec les potentiels de demi-vague, les 

spectres se ressemblent ce qui confirme qu’il n’y a pas d’interaction entre ces deux 

cytochromes. 
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Figure 5.4.3 : Spectres différentiels infrarouge (ox-red) du complexe c-c552 (en rouge) et de l’addition 

arithmétique (en noir) à pH 8 dans la région spectrale comprise entre 1800 et 1200 cm-1 entre -500 et +500 mV. 
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4.2. Le complexe c1-c  

De nombreuses études ont été effectuées sur l’interaction entre le cytochrome c1 de différents 

organismes, comme la levure, P. denitrificans, Rhodobacter sphaeroides, mais jamais 

T.thermophilus et le cytochrome c de avec diverses techniques comme la RMN,(36) la 

cristallographie(37) et la RPE.(38)  

Le cytochrome c possède majoritairement des résidus Lysines chargés positivement à sa 

surface. Ces charges apparaissent comme étant assez flexibles ce qui rend les interactions 

électrostatiques à longue distance faible.(39) Il doit réagir avec des groupes carboxylates issus 

de son partenaire redox. Il est aussi connu que le cytochrome c subit un changement de 

conformation minime pendant le transfert d’électrons et donc pendant la formation du 

complexe.(39) Dans le cytochrome c1, les résidus localisés autour de la crevasse de l’hème 

contribuent à cette interaction.(40) D’après des études de différents mutants, l’interaction est 

donc purement électrostatique et de nature coulombienne.(8, 41-43) Le transfert d’électrons se 

fait d’hème à hème. Cette interaction est décrite depuis 1976 mais sans l’apport de la structure 

cristalline elle était difficilement explicable.(44)  

La première structure cristalline a été réalisée en 2002 par Lange et Hunte (voir figure 5.4.4), 

mais pour le cytochrome bc1 de l’organisme Saccharomyces cerevisiae.(45) Dans ce cas-là, 

l’interaction est gouvernée par des forces non polaires et donc les interactions sont 

hydrophobes créant un site de contact très compact important pour l’orientation du complexe. 

Les contacts directs sont dominés par des forces électrostatiques qui stabilisent le complexe. 

De plus, des interactions cations-π sont très importantes pour la liaison du complexe.(46) Il en 

résulte donc qu’un modèle à deux pas est nécessaire pour décrire l’association entre deux 

partenaires redox.  

Le rapprochement des deux partenaires se fait par des interactions électrostatiques à longue 

distance. Une fois les deux partenaires assez proches, des interactions hydrophobes à courte 

distance entrent en jeu pour permettre un transfert d’électron rapide. Ces interactions ne 

conduisent à aucun changement dans les potentiels redox des deux hèmes.(47, 48)  

Dans notre cas, un fragment soluble du cytochrome c1 est utilisé et surtout avec un autre 

organisme que ceux des études menées.  
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Figure 5.4.4 : Description de l’interaction hème-hème entre le cytochrome c1 de Saccharomyces cerevisiae et c 

de cœur de bœuf.(45) 

4.2.1. Spectroscopie différentielle UV/Visible : détermination du potentiel de 

demi-vague 

Le ou les potentiels de demi-vague du complexe sont déterminés et comparés à celui des deux 

cytochromes isolés. La figure 5.4.5 montre les dosages du complexe c1-c dans la cellule 

OTTLE pour des potentiels allant de -500 à +500 mV.  

Comme précédemment, quatre bandes sont mises en avant. La bande la plus intense est la 

bande de Soret, elle a deux bandes à 417 et à 402 nm. Enfin, les bandes Q sont visibles à 550 

et 520 nm. 

Le calcul du potentiel se fait sur les quatre bandes. Après 5 min, la forme oxydée est visible et 

après 6 min la forme réduite. Un temps d’attente de 20 min est nécessaire lorsque le potentiel 

de demi-vague est proche de sa valeur.  
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Figure 5.4.5 : Spectres du dosage du complexe c1-c à pH 8 pour un potentiel de -500 à +500 mV entre 400 et 600 

nm. Le dosage est ici oxydatif. 

Les valeurs trouvées sont : Em1= -82 mV± 12.1 pour n=1 et Em2=70 mV± 4.9 pour n=1 (voir 

figure 5.4.6). Ces valeurs sont à rapprocher de celles trouvées pour les hèmes individuels 

(Em(c1)= -60 mV et Em(c)= 45 mV). Un calcul pour trouver une seule valeur du potentiel 

marche également dans ce cas. Si le dosage est oxydatif ou réductif, la valeur du potentiel est 

rigoureusement la même. Nous constatons que les potentiels sont légèrement perturbés. 
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Figure 5.4.6 : Courbe de titration redox du complexe c1-c à pH 8 effectuée sur la bande  de Soret, les potentiels 

de demi-vague sont : Em1=-82 mV±12.1 pour n=1 et Em2= 70 mV±4.9 pour n=1. 
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4.2.2. Spectroscopie différentielle infrarouge  

 

Le spectre du complexe c1-c de T. thermophilus entre 1800 et 1200 cm-1 à pH 8 entre -500 et 

+500 mV est réalisé. Il serait aussi intéressant de le comparer à l’addition arithmétique des 

deux cytochromes. Les bandes observées ont été consignées dans le tableau 5.4.1. 
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Figure 5.4.7 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c à pH 8 dans la région spectrale comprise 

entre  1800 et 1200 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

 

Trois zones spectrales sont distinctes : de 1710 à 1615 cm-1, de 1610 cm-1 à 1200 cm-1 et de 

1200 à 1000 cm-1. Aucune contribution n’est visible entre 1800 et 1705 cm-1 (voir figure 

5.4.7). 
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Position de la 
bande (cm-1) 

 

Etat 
redox 

Tentative d’attribution 
 

Cytochrome 
c1 

Cytochrome 
c 

1702 Ox v(C=O) propionates des 
hèmes 

  

1693 
 

Red v(C=O) propionates des 
hèmes / Amide I 

 X 

1684 Ox v(C=O) propionates des 
hèmes / Amide I 

  

1667 
 

Red Amide I   
1657 

 
Ox Amide I X  

1645 
 

Red Amide I/ vibration CaCm 
(v37) 

X  

1630 
 

Ox ν(CN3H5)
s Arg /δ(NH3

+)as 
Lys/ Amide I 

X  

1621 Red δ(NH3
+)as Lys/Amide I   

1615 Ox Amide I  X 
1610 

 
Red Vibration CaCm (v37) X  

1593 
 

Ox Vibration CaCm (v37)  X X(Red) 
1575 Ox ν(COO-)as propionates des 

hèmes / ν(COO-)as 
Asp+Glu/ vibration CbCb 

(v38)/Amide II 

  

1535 
 

Red ν(COO-)as propionates des 
hèmes / ν(COO-)as 
Asp+Glu/Amide II 

X X 

1520 
 

Ox Tyr-OH X X 

1513 Red Tyr-OH  X 

1504 
 

Ox Tyr-O- X X 

1430 
 

Red ν(COO-)s Asp+Glu  X 

1420 
 

Ox ν(COO-)s Asp+Glu X X 

1393 Ox Vibration CaN (v41) X  

1384 Red Vibration CaN (v41)  X 

1376 Ox Vibration CaN (v41) X  

1366 Ox ν(COO-)s propionates des 
hèmes 

 X 

1358 Red ν(COO-)s propionates des 
hèmes 

X X 

1310 Ox ν(COO-)s propionates des 
hèmes 

  

1252 Ox Vibration CmH (δ42)   

1237 Red Vibration CmH (δ42)   
Tableau 5.4.1 : Tentative d’assignements pour le spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c de T. 

thermophilus avec l’attribution individuelle des bandes pour le cytochrome c1 et c à pH 8. 
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Figure 5.4.8 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c à pH 8 dans la région spectrale comprise 

entre  1710 et 1600 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

Les deux cytochromes sont majoritairement dominés par des hélices α, il n’est donc pas 

étonnant d’en trouver dans ce complexe (voir figure 5.4.8).(5, 16) La bande Amide I 

contribue entre 1690 et 1610 cm-1. Il faut noter également que le nombre de bandes présentes 

pour chaque élément structural n’a pas de rapport avec son pourcentage dans la structure 

secondaire mais a un rapport avec les changements qui interviennent en fonction de la 

réaction redox. Les feuillets β contribuent avec plusieurs bandes à 1693, 1630, 1621 et 1615 

cm-1. A 1684, 1667 et 1645 cm-1, la présence des boucles et de la structure aléatoire du 

squelette peptidique est claire. Enfin, les hélices α participent avec la bande à 1657 cm-1.  

Les propionates des hèmes sont également présents à 1702 et 1684 cm-1 avec des bandes 

positives correspondant à la vibration ν(C=O) et à 1693 cm-1 avec une bande négative issue de 

la même vibration.  

Outre ces bandes, des vibrations provenant de l’anneau porphyrine et des chaînes latérales 

d’acides aminés sont attendues. La vibration ν37 caractéristique de l’anneau porphyrine est 

présente à 1645 cm-1.(27) L’acide aminé Arginine contribue à 1630 cm-1 grâce à sa vibration 

ν(CN3H5) symétrique et l’acide aminé Lysine a deux bandes à 1630 et 1621 cm-1 dues à sa 

vibration δ(NH3
+) asymétrique.(49)  
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Figure 5.4.9 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c à pH 8 dans la région spectrale comprise 

entre  1600 et 1200 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

Pour la seconde région entre 1610 et 1200 cm-1, la bande Amide II contribue principalement 

entre 1575 et 1520 cm-1 (voir figure 5.4.9). 

Des vibrations associées aux propionates des hèmes sont visibles dans la région amide II, 

mais il y a un chevauchement de certaines bandes avec les vibrations des chaînes latérales des 

acides aminés. La vibration ν(COO-) asymétrique des propionates des hèmes est caractérisée 

par deux bandes. Une bande positive est présente à 1575 cm-1 et une autre négative à 1535 

cm-1. La vibration ν(COO-) symétrique est visible à 1366 et 1310 cm-1 avec une bande 

positive et à 1358 cm-1 avec une bande négative.  

Des vibrations de l’anneau porphyrine sont aussi visibles dans cette zone spectrale. La 

vibration CaCm (ν37) contribue à 1610 et 1593 cm-1. A 1575 cm-1, la vibration CbCb (ν38) est 

visible. Puis la vibration CaN (ν41) participe au spectre grâce à trois bandes 1393, 1384 et 

1376 cm-1. Enfin, à 1252 et 1237 cm-1, la contribution de la vibration CmH (δ42) est visible.  

Pour finir, la présence de vibrations des chaînes latérales d’acides aminés est claire. Les 

vibrations ν(COO-) asymétriques de l’acide Aspartique et Glutamique se retrouvent à 1575 et 

1535 cm-1, ainsi que leurs vibrations ν(COO-) symétriques à 1430 et 1420 cm-1. 

La Tyrosine est visible à 1520, 1513 et 1504 cm-1 grâce à sa vibration de l’anneau Tyrosine. 

D’autres acides aminés sont présents comme l’Alanine et la Valine.  
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Pour la région entre 1200 et 1000 cm-1, la contribution des vibrations P=O spécifiques du 

tampon domine le spectre comme dans les autres protéines.  

Il est intéressant à présent de comparer ce spectre du complexe avec l’addition arithmétique 

des deux cytochromes isolés.  

4.2.3. Comparaison avec l’addition arithmétique 

Les deux spectres sont comparés dans la figure 5.4.10. Les spectres ne se ressemblent pas ce 

qui confirme qu’une interaction est présente.  

 

1750 1700 1650 1600 1550

Nombre d'onde / cm-1

15
54

15
65

15
80

15
75

15
96

15
93

16
00

16
25

16
14

16
07

16
10

16
15

16
52

16
21

16
45

16
44

16
63

16
57

16
67

16
84

16
750,
00

1 
∆A

bs

 

Figure 5.4.10 : Spectres différentiels infrarouge (ox-red) du complexe c1-c (en rouge) et de l’addition 

arithmétique (en noir) à pH 8 dans la région spectrale comprise entre 1750 et 1550 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

Le spectre arithmétique est pris comme référence et est normalisé par rapport à la bande à 

1692 cm-1 pour pouvoir mieux comparer les deux spectres. 

On note quelques différences principalement dans la zone spectrale comprise entre 1684 et 

1575 cm-1 (voir figure 5.4.10). Cette zone spectrale regroupe les bandes Amide I et Amide II 

et d’autres bandes comme les propionates des hèmes. Ce changement dans cette zone 

spectrale n’a rien d’étonnant puisqu’un changement de conformation est attendue pour la 

formation de ce complexe.  
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Les différences et les nouvelles bandes sont consignées dans le tableau 5.4.2. Trois nouvelles 

bandes apparaissent qui ne sont pas présentes pour le complexe mais qui apparaissent lors de 

l’addition arithmétique. Ces bandes sont situées à 1600, 1565 et 1554 cm-1 et proviennent 

toutes du cytochrome c. Elles sont attribuées principalement aux vibrations ν(COO-) 

asymétriques de type carboxylate pour les acides Aspartique et Glutamique. Il n’est pas 

étonnant de voir ces vibrations dans cette zone spectrale, elles sont généralement situées dans 

une gamme très large. De plus, ces bandes dépendent également des liaisons Hydrogène. Les 

liaisons Hydrogène jouant un rôle dans la structure tertiaire du complexe, un changement de 

la structure du complexe est donc envisagé. Cependant, cette conclusion n’est pas définitive, 

ces trois bandes se situant dans une région spectrale complexe, un assignement définitif ne 

peut se faire que grâce à un marquage de ces deux acides aminés.  

Position de la 
bande dans le 

complexe (cm-1) 
 

Etat 
redox 

Position de la 
bande pour 
l’addition 

arithmétique 
 (cm-1) 

 

Etat 
redox 

Tentative d’attribution 
 

1684 Ox 1675 Ox v(C=O) propionates des hèmes / 
Amide I 

1667 
 

Red 1663 Red Amide I 

1657 
 

Ox 1652 Ox Amide I 

1645 
 

Red 1644 Red Amide I/ CaCm vibration (v37) 

1621 Red 1625 Red δ(NH3
+)as Lys/Amide I 

1615 Ox 1614 Ox Amide I 

1610 
 

Red 1607 Red Vibration CaCm (v37) 

  1600 Ox ν(COO-)as Asp+Glu (carboxylates) 

1593 
 

Ox 1596 Red Vibration CaCm (v37)  

1575 Ox 1580 Ox ν(COO-)as propionates des hèmes / 
ν(COO-)as Asp+Glu/ vibration 

CbCb (v38)/Amide II 
  1565 Red ν(COO-)as Asp+Glu/Amide II 

  1554 Ox ν(COO-)as Asp+Glu/Amide II 

1252 Ox 1250 Ox Vibration CmH (δ42) 

1237 Red 1244 Red Vibration CmH (δ42) 
Tableau 5.4.2 : Tentative d’assignements pour le spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c 

comparé avec son addition arithmétique de T. thermophilus à pH 8. 
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D’autres bandes sont bien entendues communes aux deux spectres, certaines subissent un 

décalage. Il est intéressant de noter que certaines de ces bandes ne sont pas issues des deux 

cytochromes isolés ce qui renforce notre hypothèse qu’une interaction existe bel et bien.  

De plus, certains cytochromes c mitochondriales subissent un changement de conformation 

dont le plus important se situe à la base de l’hème et localisé dans les groupes propionates. En 

conséquence, un changement de conformation entraîne une modification dans les propionates 

des hèmes et donc dans le potentiel de demi-vague. Un déplacement de ces bandes ou un 

changement d’état redox peut expliquer ce phénomène. 

Les décalages les plus flagrants ont lieu pour les propionates des hèmes. Tout d’abord la 

bande à 1684 cm-1 est déplacée à 1675 cm-1. Cette bande est à attribuer à la vibration v(C=O) 

des propionates des hèmes. De même, un déplacement est noté de 1575 à 1580 cm-1 pour la 

vibration v(COO-) asymétrique des propionates des hèmes. Ces diminutions de la longueur 

d’onde lors de l’addition arithmétique montrent un changement d’environnement pour les 

propionates des hèmes. 

Le potentiel de demi-vague d’une protéine est déterminé par la nature du ligand axial relié à 

l’hème mais également par les groupes fonctionnels ionisables situés loin ou à proximité de 

l’hème.(50) L’absence ou la présence de sous-unités affecte également le potentiel. Il a été 

proposé que l’interaction entre les chaînes latérales des propionates des hèmes et les charges 

positives des ions ferriques détermine la valeur du potentiel et joue un rôle dans le 

changement de conformation dû à l’état redox. Ce potentiel varie avec le pH à cause de la 

présence de l’anion propionate qui régule le potentiel.(51-53) L’étude de l’hémine et du 

cytochrome c a montré que la protonation/déprotonation des propionates influence le potentiel 

de demi-vague de la protéine.(54, 55)  

D’après nos études, il y a bien une interaction entre ces deux hèmes et donc les potentiels sont 

légèrement modifiés. Or, un changement d’environnement ou d’état redox des propionates des 

hèmes est visible ce qui implique une modification de potentiel constatée ici. Les 

cytochromes c1 et c ne peuvent pas être partenaires car ils ont tout simplement la même 

fonction. 

Pour confirmer nos conclusions, il est intéressant d’étudier la structure cristalline de ce 

complexe. Cette interaction est bien connue pour différents organismes mais pas pour le 

cytochrome c1 de T. thermophilus.(45) 
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4.3. Etude de l’interaction entre le cytochrome c1 et c552  

4.3.1. Introduction  

Janzon et al. présentent l’interaction entre le cytochrome c1 et c552 pour l’organisme P. 

denitrificans.(56) L’organisme P. denitrificans est utilisé parce qu’il est analogue au système 

mitochondrial et permet de créer des mutants avec des spécificités très différentes.(57) Il est 

capable également de réduire l’oxygène moléculaire pour une large gamme de concentrations 

en oxygène.(58) Le cytochrome c552 est un donneur dédié pour le cytochrome c oxydase de 

type aa3. Le super complexe formé par le cytochrome aa3 et le cytochrome bc1 participe au 

transfert d’électrons.(59-61) Le cytochrome c1 a comme partenaire redox le cytochrome c552. 

Une récente étude a montré un transfert d’électrons très efficace entre ces deux partenaires. Il 

est aussi apparu qu’il n’y a pas d’implication directe du groupe N-terminale du cytochrome c1 

dans l’attraction électrostatique avec le cytochrome c552.(62)  

Dans T.thermophilus, l’interaction entre ces deux cytochromes est hydrophobe d’après la 

nature de la surface de ces deux protéines.(10, 11) Le cytochrome c552 ne possède pas de 

résidus chargés à sa surface à proximité de l’hème.(4) Les résidus Lysine présents autour de la 

crevasse de l’hème c1 jouent un rôle central dans cette interaction.(16) Cette conclusion est 

soutenue par différentes études de détermination de structures de complexes qui relèvent que 

des petits sites de contact existent et interagissent grâce à des interactions hydrophobes.(37, 

45, 63) Ces interactions hydrophobes ont pour effet un transfert d’électrons rapide car 

l’organisation spatiale autour de l’hème est favorable. La pénurie de charges dans cette 

interaction montre l’importance des forces non-électrostatiques durant cette réaction. La 

même situation est rencontrée pour l’interaction entre le c552 et le CuA.(64) Ainsi, la constante 

d’équilibre de l’interaction entre ces deux protéines a été calculée : Keq = 1.1. La réaction est 

donc équilibrée et suggère qu’elle approche la limite imposée par la diffusion, on peut donc 

en conclure que les deux cytochromes sont physiologiquement partenaires.(10) 

4.3.2. Détermination de la structure secondaire du complexe grâce à l’étude de 

la bande Amide I 

Pour déterminer la structure secondaire de ce complexe, une déconvolution sur la bande 

Amide I issue d’un spectre RTA est effectuée (voir figure 5.4.11). 
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Figure 5.4.11 : Spectres infrarouge de la bande Amide I pour le complexe c1-c552 (en rouge), le cytochrome c1 (en 

noir) et c552 (en bleu) à pH 8. 

Cette bande se situe entre 1700 et 1600 cm-1 et correspond aux vibrations ν(C=O) du squelette 

peptidique qui donnent sur les différents pourcentages des éléments structuraux.(65) La figure 

5.4.12 présente ces différentes bandes normalisées. Elles n’ont pas toutes le même maximum. 

Ce maximum renseigne sur l’élément de structure secondaire prédomine. Le cytochrome c1 a 

une bande plus large avec un maximum qui se situe vers 1655 cm-1 qui représente les hélices 

α. Pour le cytochrome c552 et le complexe, le maximum se situe vers 1660 et 1658 cm-1. Ces 

deux longueurs d’ondes sont caractéristiques des hélices α mais également de la structure 

aléatoire.(15, 66, 67)  

En utilisant la dérivée seconde de chaque spectre et en calculant quantitativement la superficie 

de chaque composante représentant un type de structure secondaire, le pourcentage de chaque 

élément structural pour ces trois protéines est en déduit. 

Les résultats sont consignés dans le tableau 5.4.3. Avant de commenter le tableau, il est 

important de souligner que ces valeurs servent juste de contrôle et permettent éventuellement 

de justifier nos conclusions. Il faut savoir que l’erreur de calcul est de l’ordre de 10 % ce qui 

empêche de conclure sur le réel pourcentage de chaque élément structural. Cependant, une 

composante se détache dans chaque cas. Pour le cytochrome c1, il est clair que les hélices α 

prédomineront la structure avec une contribution d’environ 60 %. Pour le cytochrome c552, 

une domination des hélices α avec un pourcentage non négligeable de feuillets β est constatée. 

D’après la structure cristalline, les hélices α dominent principalement la structure.(5)  
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Enfin, pour le complexe c1- c552, il y a un pourcentage très important de d’hélices α et de 

feuillets β qui prévalent dans la structure. Grâce à ces calculs, le complexe est bien formé car 

il n’a pas les mêmes pourcentages qu’un des deux cytochromes isolés. En outre, sa structure 

secondaire est prédominée par les hélices α, une modification de la structure n’est pas 

énergétiquement favorable. 

Structure secondaire 

en % 

Hélice α Feuillets β Boucles+ 

Structure aléatoire 

Cytochrome c1 59 30 11 
Cytochrome c552 55 38 7 

Complexe c1-c552 1:1 60 35 5 
Tableau 5.4.3 : Pourcentage des différents éléments structuraux issus de la structure secondaire pour le complexe 

c1-c552, les cytochromes c1 et c552 à pH 8. 

 

4.3.3. Spectre UV/Visible  

Pour le complexe c1- c552 à pH 8, un spectre UV/Visible a été réalisé pour la forme oxydée et 

réduite de la protéine. Le passage à la forme réduite se fait de manière réversible par un ajout 

de dithionite de sodium (Na2S2O4.2H2O). Ce spectre permet de le comparer à celui des 

cytochromes isolés (voir figure 5.4.12). 
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Figure 5.4.12 : Spectres UV/Visible du complexe c1-c552 à pH 8 dans sa forme oxydée (en noir) et dans sa forme 

réduite (en rouge) après ajout de dithionite. 
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La bande de Soret est la bande la plus intense, elle se situe à 411 nm dans sa forme oxydée et 

à 418 nm dans sa forme réduite. Pour cette bande, la contribution des deux hèmes est claire. 

Pour les bandes Q, il y a une contribution très faible dans le spectre de la forme oxydée. Pour 

la forme réduite de la protéine, des bandes plus intenses à 520 et 552 nm sont visibles. Ce 

spectre est comparé par rapport au spectre des deux protéines isolées. Pour la bande Q, le 

spectre est quasiment identique. En revanche, pour la bande de Soret, un décalage est présent 

par rapport aux deux protéines d’environ 3 nm pour la forme oxydée et de 4 nm pour la forme 

réduite. Le complexe a donc son spectre d’absorption qui lui est propre avec la contribution 

des deux hèmes. 

 

4.3.4. Spectroscopie différentielle UV/Visible : détermination du potentiel de 

demi-vague 

Le potentiel de demi-vague du complexe est déterminé. Il est ensuite comparé à celui des 

deux cytochromes isolés. La figure montre les spectres du dosage du complexe c1- c552 pour 

des potentiels allant de -500 à +500 mV dans la cellule OTTLE.  
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Figure 5.4.13 : Spectres du dosage du complexe c1-c552 à pH 8 pour un potentiel de -500 à +500 mV entre 350 et 

600 nm. Le dosage est ici réductif. 

La bande la plus intense est la bande de Soret qui se situe à 418 nm. La bande Q quant à elle a 

deux bandes à 521 et 551 nm. Le calcul du potentiel se fait donc sur la bande de Soret et sur la 

bande Q (voir figure 5.4.13).  
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Après 15 min, la forme complètement oxydée est atteinte et après 10 min la forme 

complètement réduite. Un temps d’attente de 60 min est nécessaire lorsque les deux valeurs 

sont proches de celles des potentiels de demi-vague.  

Ce spectre ressemble plus à celui du cytochrome c552, cependant deux potentiels bien distincts 

sont trouvés : Em1= -275 mV±11.6 pour n=0,9 et Em2= 19 mV±4.5 pour n=0,9 (voir figure 

5.4.14). Ces deux potentiels sont très différents de ceux des deux cytochromes isolés (Em(c1)= 

-60 mV et Em(c552)= -29 mV). Une interaction existe bel et bien, les deux potentiels sont donc 

déplacés mais il est impossible de savoir, pour le moment, à quel cytochrome est relié chaque 

potentiel. Si le dosage est oxydatif ou réductif, la valeur du potentiel est rigoureusement la 

même. 
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Figure 5.4.14 : Courbe de titration redox du complexe c1-c552 à pH 8 effectuée sur la bande  de Soret, les 

potentiels de demi-vague sont de : Em1=-275 mV±11.6 pour n=0,9 et Em2= 19 mV±4.5 pour n=0,9. 

4.3.5. Spectroscopie différentielle infrarouge  

Le spectre du complexe c1-c552 de T. thermophilus a été enregistré entre 1800 et 1200 cm-1 à 

pH 8 entre -500 et +500 mV. Les différentes bandes sont répertoriées dans le tableau 5.4.4. 

Des contributions entre autres des différents modes des hèmes et de son environnement sont 

attendues. Il est comparé au spectre arithmétique des deux cytochromes. Or, comme ce 

complexe possède deux potentiels de demi-vague, il est possible, dans une gamme de 

potentiel choisi, d’obtenir la contribution d’un des deux hèmes uniquement.  
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Un potentiel entre -500 et +500 mV est appliqué pour avoir la contribution des deux hèmes. 

Puis des pas sont effectués entre -500 et -50 mV et entre -50 et + 500 mV pour voir une 

contribution d’un des deux hèmes uniquement. 
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Figure 5.4.15 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c552 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre  1800 et 1200 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

 

Trois zones spectrales sont distinctes : de 1750 à 1600 cm-1, de 1600 à 1200 cm-1 et de 1200 à 

1000 cm-1. Aucune contribution n’est attendue entre 1800 et 1750 cm-1 (voir figure 5.4.15). 
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Position de 
la bande 
(cm-1) 

 

Etat 
redox 

Tentative d’attribution 
 

Cytochrome c1 Cytochrome c552 

1735 Ox v(C=O) Asp+Glu   
1716 Ox v(C=O) Asp+Glu  X 
1707 Red ν(C=O) propionates des 

hèmes 
 X 

1695 
 

Ox v(C=O) propionates des 
hèmes /Amide I 

 X 

1686 Red v(C=O) propionates des 
hèmes /Amide I 

 X 

1665 
 

Red Amide I  X 
1657 

 
Ox Amide I X X 

1645 
 

Red Vibration CaCm 
(v37)/Amide I 

X X 

1630 
 

Ox δ(NH3
+)as Lys/Amide I X X 

1625 Red δ(NH2) Asn+Gln/Amide I  X(Ox) 
1610 

 
Red Vibration CaCm 

(v37)/Amide I 
X X 

1593 Ox Vibration CaCm (v37) X  
1577 Ox ν(COO-)as Asp+Glu  X(Red) 

1550 Red Vibration CaCm (v37)/ 
Amide II 

  

1535 
 

Red ν(COO-)as propionates des 
hèmes / ν(COO-)as 

Asp+Glu / Amide II 

X X 

1520 
 

Ox Tyr-OH X X 
1504 

 
Ox Tyr-O- X X 

1420 
 

Ox ν(COO-)as Asp+Glu X X 
1407 Red ν(COO-)s Asp+Glu X  
1393 Ox Vibration CaN (v41) X  
1384 

 
Red ν(COO-)s propionates des 

hèmes 
 X 

1366 Ox ν(COO-)s propionates des 
hèmes 

 X 

1346 Red γ(CH2) Lys  X 
1331 Ox ν(COO-)s propionates des 

hèmes 
X  

1310 Ox ν(COO-)s propionates des 
hèmes 

X X 

1260 Ox Vibration CmH (δ42) X X 
1240 Red Vibration CmH (δ42) X X 
1217 Ox δ(CH) His  X 

Tableau 5.4.4 : Tentative d’assignements pour le spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c552 de 
T. thermophilus avec l’attribution individuelle des bandes pour le cytochrome c1 et c552 à pH 8 entre -500 et +500 

mV. 
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Figure 5.4.16 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c552 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre  1750 et 1600 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

Entre 1750 et 1600 cm-1, des signaux typiques de la réorganisation des éléments structuraux 

couplés au transfert d’électrons sont présents (voir figure 5.4.16). Cependant, des signaux des 

hèmes sont aussi espérés dans cette zone spectrale. Une bande positive à 1695 cm-1 représente 

la vibration ν(C=O) d’un des propionates des hèmes. A 1707 et 1686 cm-1, deux bandes 

négatives sont également caractéristiques des propionates des hèmes.(17) Outre la 

contribution de la structure secondaire, à 1645, 1610 et 1594 cm-1 la vibration de type CaCm 

de l’anneau porphyrine de l’hème nommé ν37 est attendue.(19)  

Enfin, dans cette zone spectrale, il y a également des contributions des chaînes latérales des 

acides aminés. A 1735 et 1716 cm-1, les vibrations ν(C=O) protonés des acides Aspartique et 

Glutamique sont présentes. A 1630 cm-1, une bande correspond à une vibration δ(NH3
+) 

asymétrique de la Lysine mais avec un coefficient d’absorption molaire très faible. Enfin, les 

vibrations δ(NH2) de l’Asparagine et de la Glutamine sont visibles à 1625 cm-1.(20)  
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Figure 5.4.17 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c552 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre  1600 et 1200 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

Dans la deuxième région située entre 1600 et 1200 cm-1, d’autres contributions de l’hème sont 

à espérer ainsi que celle des vibrations d’Amide II (voir figure 5.4.17). Ces vibrations se 

situent entre 1570 et 1520 cm-1.  

Ici, les propionates des hèmes déprotonés sont attendus dans la région Amide II mais ces 

bandes se chevauchent avec la contribution de chaines latérales des acides aminés 

déprotonées. Une bande négative est présente à 1535 cm-1 et décrit la vibration ν(COO-) 

asymétrique des propionates des hèmes. Sa vibration associée ν(COO-) symétrique est 

attendue entre 1384 et 1310 cm-1.(18)  

Comme dans la première zone spectrale, des contributions de l’anneau porphyrine avec les 

vibrations ν37 entre 1610 et 1550 cm-1, ν41 à 1393 cm-1 et δ42 à 1262 et 1240 cm-1 sont 

espérées.(17)  

Pour terminer, une contribution très grande des acides aminés est attendue. La vibration du 

cycle (C-C) des Tyrosines a une bande à 1520 et 1504 cm-1. Il reflète la sensibilité des modes 

de l’anneau lors de la protonation du groupe phénol. Le signal positif à 1577 cm-1 et négatif à 

1535 cm-1 reflètent les vibrations ν(COO-) asymétrique des acides Aspartique et Glutamique. 

Les vibrations ν(COO-) symétrique associées se situent à 1420 et 1407 cm-1.(23) 

Pour la Lysine, la vibration γ(CH2) est visible à 1346 cm-1. Pour l’Histidine, une bande à 1217 

cm-1 représentant la vibration δ(CH) est observée.  
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Dans la dernière zone spectrale entre 1200 et 1000 cm-1, la contribution du tampon avec ses 

vibrations P=O spécifiques du tampon est la seule présente ici. Elles sont dues à la 

déprotonation du tampon et corrélées par l’absorption de protons par la protéine et des 

médiateurs suite au transfert d’électrons.(24) 

Il est intéressant à présent de comparer ce spectre avec l’addition arithmétique des deux 

cytochromes isolés.  

4.3.5.1. Comparaison avec l’addition arithmétique 

La figure 5.4.18 présente la comparaison entre ces deux spectres. A première vue les deux 

spectres ne se ressemblent pas ce qui signifie qu’une interaction existe. Cette conclusion est 

renforcée par les deux potentiels de demi-vague trouvés précédemment. 
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Figure 5.4.18 : Spectres différentiels infrarouge (ox-red) du complexe c1-c552 (en rouge) et de l’addition 

arithmétique (en noir) à pH 8 dans la région spectrale comprise entre  1720 et 1500 cm-1 entre -500 et +500 mV. 

Le spectre arithmétique est pris comme référence et est normalisé par rapport à la bande à 

1708 cm-1 pour pouvoir mieux comparer les deux spectres. 

On note quelques différences principalement dans la zone spectrale comprise entre 1700 et 

1500 cm-1 (voir figure 5.4.18). Cette zone spectrale regroupe principalement les bandes 

Amide I et Amide II et d’autres bandes plus importantes comme les propionates des hèmes.  

Les différences et les nouvelles bandes sont consignées dans le tableau 5.4.5. Trois nouvelles 

bandes apparaissent qui ne sont pas présentes lors de l’addition arithmétique.  
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Il s’agit des bandes à 1686, 1625 et 1550 cm-1. La première bande représente la vibration 

ν(C=O) des propionates des hèmes. La deuxième bande à 1625 cm-1 contient la contribution 

de la bande Amide I et de la vibration δ(NH2) de l’Asparagine et de la Glutamine. La dernière 

bande à 1550 cm-1 caractérise la vibration CaCm de l’anneau porphyrine (ν37). De plus un 

décalage attire notre attention. Il s’agit de la bande qui passe de 1695 à 1693 cm-1. Elle est 

attribuée à la vibration ν(C=O) des propionates des hèmes, ce décalage est dû à 

l’environnement des propionates des hèmes qui est différent dans le complexe. L’interaction a 

donc modifié les potentiels de demi-vague des deux hèmes. 

 

Position de la 
bande dans le 

complexe (cm-1) 
 

Etat 
redox 

Position de la 
bande pour 
l’addition 

arithmétique 
 (cm-1) 

 

Etat 
redox 

Tentative d’attribution 
 

1695 Ox 1693 Ox v(C=O) propionates des hèmes / 
Amide I 

1686 
 

Red   v(C=O) propionates des hèmes 
/Amide I 

1645 
 

Red 1646 Red Vibration CaCm (v37)/Amide I 

1625 
 

Red   δ(NH2) Asn+Gln/Amide I 

1594 Ox 1592 Ox Vibration CaCm (v37) 

1577 Ox 1568 Ox ν(COO-)as Asp+Glu 

1550 
 

Red   Vibration CaCm (v37) /Amide II 
Tableau 5.4.5 : Tentative d’assignements pour le spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c552 

comparé avec son addition arithmétique de T. thermophilus à pH 8. 

 

Cette comparaison a déjà permis de mieux comprendre cette interaction, l’étude des pas de 

potentiel permet de mieux comprendre le phénomène. Le spectre différentiel est, à présent, 

effectué entre -500 et -50 mV puis entre -50 et + 500 mV. 

4.3.6. Etude du premier pas : -500/-50 mV 

Ces spectres sont bien entendus comparés à ceux des protéines seules. Le but est de trouver 

quel cytochrome prédomine dans ce cas et ainsi pouvoir identifier chaque potentiel de demi-

vague. Le temps d’équilibre pour obtenir la forme pleinement oxydée est de 13 min et pour la 

forme pleinement réduite de 12 min après application du potentiel pour les deux plages. 
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Figure 5.4.19 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c552 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre 1800 et 1200 cm-1 de -500 à -50 mV. 

Les bandes sont consignées dans le tableau 5.4.6. 

Ce spectre se décompose en trois zones spectrales bien distinctes: de 1730 à 1600 cm-1, de 

1600 à 1200 cm-1 et de 1200 à 1000 cm-1. Aucune contribution n’est constatée entre 1800 et 

1730 cm-1 (voir figure 5.4.19). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

162 

 

 

 

Position de la 
bande (cm-1) 

 

Etat 
redox 

Tentative d’attribution 
 

Cytochrome c1 Cytochrome c552 

1719 Ox v(C=O) Asp+Glu   
1707 Red ν(C=O) propionates des hèmes  X 1700 

 
Ox ν(C=O) propionates des hèmes   

1707 Red ν(C=O) propionates des hèmes  X 

1682 
 

Ox ν(C=O) propionates des hèmes 

/Amide I 
  

1665 
 

Red Amide I  X 

1655 
 

Ox Amide I   

1645 
 

Red Vibration CaCm (v37)/Amide I X X 

1635 
 

Ox Amide I   

1584 
 

Red ν(COO-)as propionates des hèmes   

1557 Ox ν(COO-)as propionates des hèmes 

/ Amide II 
  

1545 
 

Ox ν(COO-)as propionates des hèmes 

/ Amide II 
 X 

1535 
 

Red ν(COO-)as propionates des hèmes 

/ ν(COO-)as Asp+Glu/Amide II 
X X 

1515 
 

Red Tyr-OH   

1504 
 

Ox Tyr-OH   

1490 Red Tyr-O-   

1434 Ox ν(COO-)s Asp+Glu X(Red)  

1424 Ox ν(COO-)s Asp+Glu   

1377 
 

Ox Vibration CaN (v41)   

1366 Ox ν(COO-)s propionates des hèmes  X 

1333 Red ν(COO-)s propionates des hèmes  X 

1310 Ox ν(COO-)s propionates des hèmes X X 

1280 Red ν(CO-)s Tyr   

1262 Ox Vibration CmH (δ42)  X 

1240 Red Vibration CmH (δ42)  X 

1215 Ox δ(CH) His   
Tableau 5.4.6 : Tentative d’assignements pour le spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c552 de 

T. thermophilus entre -500 et -50 mV avec l’attribution individuelle des bandes pour le cytochrome c1 et c552 
entre -500 et -500 mV à pH 8. 
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Figure 5.4.20 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c552 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre 1730 et 1600 cm-1 de -500 à -50 mV. 

Dans cette première région, les bandes représentant la structure secondaire de la protéine sont 

caractérisées (voir figure 5.4.20). Toutefois, les pourcentages des différents éléments 

structuraux ne peuvent pas être déterminés. Une bande positive à 1682 cm-1 et une négative à 

1645 cm-1 représentent les boucles et la structure aléatoire issue du squelette peptidique. 

D’autres contributions sont bien attendues, comme celles des feuillets β à 1635 cm-1. Enfin, à 

1665 et 1655 cm-1, la participation des hélices α est attendue.(14, 15, 26)  

Dans cette région, il y a également la présence de signaux typiques pour la vibration ν(C=O) 

des groupes carboxyliques protonés avec des bandes positives à 1700 et 1682 cm-1 et une 

bande négative à 1707 cm-1. 

Des modes de l’anneau porphyrine sont aussi visibles comme la vibration CaCm (v37). Sa 

contribution est attendue entre 1655 et 1586 cm-1, ici elle est à 1645 cm-1.(27)  

Pour finir, des contributions des modes principaux d’acides aminés sont présentes. Les 

vibrations ν(C=O) des chaînes latérales de l’acide Aspartique et Glutamique protonées sont 

prévues à 1719 cm-1.  
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Figure 5.4.21 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c552 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre  1600 et 1200 cm-1 de -500 à -50 mV. 

Cette deuxième région voit la contribution de la vibration de l’hème et de divers acides 

aminés (voir figure 5.4.21). La bande Amide II a plusieurs bandes positives et négatives dans 

une région allant de 1570 à 1520 cm-1.  

Comme dans la première région spectrale, l’anneau porphyrine contribue grâce à la vibration 

v41 à 1377 cm-1.(30) Enfin, une bande positive à 1262 et une négative à 1240 cm-1 

caractérisent la vibration δ42.(17)  

D’autres signaux complémentaires sont aussi espérés dans cette zone comme la vibration 

ν(COO-) asymétrique des propionates des hèmes qui a plusieurs bandes positives à 1557 et 

1545 cm-1 et négatives à 1584 et 1535 cm-1. De plus, sa vibration associée ν(COO-) 

symétrique est attendue entre 1366 et 1310 cm-1.  

La dernière contribution provient des chaînes latérales des différents acides aminés. La région 

discutée est très complexe et de nombreux signaux de différents acides aminés se superposent. 

Ces différentes attributions sont basées sur l’étude des acides aminés individuels. Pour 

commencer, deux bandes positives à 1515 et 1504 cm-1 et une négative à 1490 cm-1 décrivent 

la vibration de la Tyrosine. Ces signaux observés sont probablement dus à une Tyrosine suite 

au transfert d’électron et étaient observés pour plusieurs cytochromes de type c.(68) Un autre 

signal à 1280 cm-1 provient de la Tyrosine avec la vibration ν(CO-) symétrique.(22)  
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Ensuite, la contribution des acides Aspartiques et Glutamique est attendue avec leurs 

vibrations ν(COO-) asymétrique à 1535 cm-1. Les vibrations associées ν(COO-) symétrique 

donnent deux bandes à 1435 et 1424 cm-1.(20, 28) Pour finir, l’Histidine contribue dans ce 

spectre grâce à sa vibration δ(CH).(33)  

Entre 1200 et 1000 cm-1, comme précédemment, la seule contribution est celle du tampon 

phosphate. 

4.3.6.1. Comparaison du spectre avec les deux cytochromes isolés 

D’après le tableau 5.4.7, il est clair que le spectre différentiel (de -500 à -50 mV) partage plus 

de bandes avec le cytochrome c552 qu’avec le cytochrome c1. 
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Figure 5.4.22 : Spectres différentiels infrarouge du complexe c1-c552 (en noir) de -500 à -50 mV, du cytochrome 

c1 (en rouge) de -500 à +500 mV et c552 (en bleu) de -500 à +500 mV entre 1800 et 1200 cm-1 à pH 8. 

Position de la 
bande dans le 

complexe (cm-1) 
 

Etat 
redox 

Position de la 
bande dans le 

cytochrome c552 
 (cm-1) 

 

Etat 
redox 

Tentative d’attribution 
 

1719 Ox 1716 Ox v(C=O) Asp+Glu 
1700 Ox 1707 Red v(C=O) propionates des hèmes 

1682 
 

Ox 1686 Red ν(COO-)as propionates des hèmes  

1557 
 

Ox / / ν(COO-)s Asp+Glu/Amide II 

1424 Ox 1420 Ox ν(COO-)s Asp+Glu 
Tableau 5.4.7 : Tentative d’assignements pour le spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c552 de 

T. thermophilus entre -500 et -50 mV comparé avec l’attribution individuelle pour le cytochrome c552 à pH 8 
entre -500 et +500 mV. 
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Pour le cytochrome c1, les bandes en communes sont principalement des bandes que l’on 

retrouve dans tous les spectres (voir figure 5.4.22). Les vibrations de l’anneau porphyrine ν37, 

des hèmes, de certains acides aminés et des bandes attribuées à Amide II sont les bandes 

concernées. Elles sont également présentes dans le cytochrome c552. Néanmoins, pour le 

cytochrome c552, de nombreuses bandes sont en communs et certaines ont subit d’importants 

décalages.  

Par la suite, plusieurs décalages de 7 à 4 cm-1 sont clairs pour la vibration ν(C=O) des 

propionates des hèmes. Un changement est constaté à 1686 cm-1 et une nouvelle bande 

apparaît à 1557 cm-1, montrant encore une fois les différences avec le cytochrome c552.  

Un changement, dans la région Amide I, traduit également un changement dans la structure de 

la protéine. 

L’apparition et le décalage de ces bandes permettent d’affirmer que ce changement influe sur 

le potentiel de demi-vague du cytochrome c552. Des autres changements sont à noter comme 

par exemple au niveau des acides aminés. Le changement le plus important se situe pour les 

acides Aspartique et Glutamique. Leurs positions dépendent des liaisons Hydrogène. Une 

bande correspondant à la vibration ν(C=O) subit un déplacement de 3 cm-1. La vibration 

ν(COO-) symétriques a quant à elle déplacée de 4 cm-1 dans le complexe. Ces changements 

montrent une modification dans l’environnement de la protéine avec un changement des 

liaisons Hydrogène qui contrôlent la structure tertiaire de la protéine. Un changement dans la 

structure secondaire est donc envisagé. Ces acides aminés sont alors plus accessibles et auront 

une influence différente sur le complexe. 

Entre -500 et -50 mV, le fragment d’interaction du cytochrome c552 a une contribution plus 

importante dans cette gamme. Le cytochrome c1 est présent mais le fragment présent n’a pas 

d’interaction dans ce cas. 

4.3.7. Etude du second pas : -50/+500 mV 

Le spectre se découpe en trois zones spectrales bien distinctes : entre 1730 et 1600 cm-1, entre 

1600 et 1200 cm-1 et entre 1200 et 1000 cm-1. Aucune contribution n’est constatée entre 1800 

et 1730 cm-1 (voir figure 5.4.23). 
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Figure 5.4.23 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c552 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre 1800 et 1200 cm-1 de -50 à +500 mV. 

Les bandes sont consignées dans le tableau 5.4.8. 
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Position de la 
bande (cm-1) 

 

Etat 
redox 

Tentative d’attribution 
 

Cytochrome c1 Cytochrome c552 

1716 Ox v(C=O) Asp+Glu  X 
1695 Red v(C=O) propionates des hèmes 

/ Amide I 
 X(Ox) 

1686 
 

Ox v(C=O) propionates des hèmes 
/ Amide I 

 X(Red) 

1671 
 

Ox ν(CN3H5)
as Arg /Amide I X(Red)  

1657 
 

Red Amide I X(Ox) X(Ox) 
1645 

 
Ox Amide I/ vibration CaCm (v37) X(Red)  

1635 
 

Red Amide I   
1620 Ox δ(NH2) Asn+Gln/Amide I   
1600 

 
Red Vibration  CaCm (v37)   

1585 
 

Ox ν(COO-)as propionates des 
hèmes 

  

1556 
 

Ox ν(COO-)as propionates des 
hèmes / Amide II 

  

1540 
 

Red ν(COO-)as propionates des 
hèmes / ν(COO-)as Asp+Glu / 

Amide II 

  

1527 
 

Red ν(COO-)as propionates des 
hèmes / ν(COO-)as 
Asp+Glu/Amide II 

  

1512 
 

Ox Tyr-OH   

1490 
 

Ox Tyr-O-   

1439 Ox ν(COO-)s Asp+Glu   

1410 Ox ν(COO-)s Asp+Glu  X(Red) 

1397 Red Vibration CaN (v41)   

1382 Ox Vibration CaN (v41)   

1371 Red ν(COO-)s propionates des 
hèmes 

  

1358 Ox ν(COO-)s propionates des 
hèmes 

X(Red)  

1339 Red ν(COO-)s propionates des 
hèmes 

  

1325 Ox ν(COO-)s propionates des 
hèmes 

  

1310 Ox ν(COO-)s propionates des 
hèmes 

  

1284 Ox ν(CO-)s Tyr   

1269 Ox Vibration CmH (δ42)   
1229 Red δ(CH) His   

Tableau 5.4.8 : Tentative d’assignements pour le spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c552 de 
T. thermophilus entre -50 et +500 mV avec l’attribution individuelle des bandes pour le cytochrome c1 et c552 

entre -500 et +500 mV entre -500 et +500 mV à pH 8. 
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Figure 5.4.24 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c552 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre 1730 et 1600 cm-1 de -50 à +500 mV. 

Entre 1730 et 1600 cm-1, plusieurs contributions sont visibles (voir figure 5.4.24). Comme 

précédemment, il est impossible de dire quel élément prédomine. A 1695, 1635 et 1620 cm-1 

la contribution des feuillets β est attendue. La contribution des boucles est visible à 1686 et à 

1671 cm-1. Puis à 1645 cm-1, la structure aléatoire issue du squelette peptidique participe. Pour 

finir une bande représentant les hélices α est visible à 1657 cm-1.(14, 15, 66, 67)  

Cependant, des signaux des hèmes sont aussi attendus. Une bande positive à 1686 cm-1 et 

négative à 1695 cm-1 représentent la vibration ν(C=O) d’un des propionates des hèmes.(17) A 

1645 et 1600 cm-1, outre la contribution de la structure secondaire, les vibrations de type 

CaCm de l’anneau porphyrine de l’hème nommé ν37 sont visibles.(19)  

Les vibrations ν(C=O) de l’acide Aspartique et Glutamique donnent une bande à 1716 cm-1. A 

1671 cm-1, la vibration ν(CN3H5) asymétrique de l’Arginine est visible. Les chaînes latérales 

de cet acide aminé peuvent être trouvées à proximité des centres actifs. A 1620 cm-1, une 

bande correspond à une vibration δ(NH2) de l’Asparagine et de la Glutamine mais avec un 

coefficient d’absorption molaire très faible.(20)  
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Figure 5.4.25 : Spectre différentiel infrarouge (ox-red) du complexe c1-c552 à pH 8 dans la région spectrale 

comprise entre 1600 et 1200 cm-1 de -50 à +500 mV. 

Dans la deuxième région située entre 1600 et 1200 cm-1, d’autres contributions des hèmes 

sont à espérer (voir figure 5.4.25). La région des vibrations de type Amide II se situe entre 

1570 et 1520 cm-1.  

Les propionates des hèmes déprotonés sont attendus dans la région Amide II mais ces bandes 

se chevauchent avec la contribution de chaines latérales des acides aminés. Deux bandes 

positives à 1585 et 1556 cm-1 et deux négatives à 1540 et 1527 cm-1 décrivent donc les 

vibrations ν(COO-) asymétriques des propionates des hèmes.(18) Quant aux vibrations 

ν(COO-) symétriques, elles sont espérés entre 1371 et 1310 cm-1.  

Une seule vibration de l’anneau porphyrine nommée ν41 se trouve à 1397 et 1382 cm-1.(17) A 

1269 cm-1, la vibration δ42 est attendue. 

Les Tyrosines contribuent avec la vibration du cycle (C-C) à 1512 et 1490 cm-1. Il reflète la 

sensibilité des modes de l’anneau lors de la protonation du groupe phénol. D’autres bandes 

peuvent être attribuées à des vibrations de la Tyrosine. A 1284 cm-1, la participation de la 

vibration ν(CO-) symétrique est prévue.(22) Les signaux à 1540 et 1527 cm-1 reflètent les 

vibrations ν(COO-) asymétrique des acides Aspartique et Glutamique. Les bandes 

correspondantes aux vibrations ν(COO-) symétrique des acides aminés de type Aspartique et 

Glutamique se situent à 1439 et 1410 cm-1.(23) Enfin, l’Histidine contribue à 1229 cm-1 avec 

sa vibration δ(CH).(33)  
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Entre 1200 et 1000 cm-1, comme précédemment, l’unique contribution est celle du tampon 

phosphate. 

 

4.3.7.1. Comparaison du spectre avec les deux cytochromes isolés 

La figure 5.4.26 présente ces différents spectres. Après la conclusion pour le premier pas, il 

est possible d’avoir ici une influence plus forte pour le cytochrome c1 que pour le cytochrome 

c552. Le spectre ressemble même plus à celui du cytochrome c552 avec un décalage de 

plusieurs bandes. Beaucoup des bandes subiront un changement d’état redox (voir tableau 

5.4.9).  
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Figure 5.4.26 : Spectres différentiels infrarouge du complexe c1-c552 (en noir) de -50 à +500 mV, du cytochrome 

c1 (en rouge) de -500 à +500 mV et c552 (en bleu) à pH 8 entre 1800 et 1200 cm-1 de -500 à +500 mV. 
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Position de la 
bande dans le 

complexe (cm-1) 
 

Etat 
redox 

Position de la 
bande dans le 
cytochrome 

c552/c1 
 (cm-1) 

 

Etat 
redox 

Tentative d’attribution 
 

/ / 1707 Red v(C=O) propionates des hèmes 
1695 Red 1695/1690 Ox v(C=O) propionates des hèmes 

1686 Ox 1686 Red v(C=O) propionates des hèmes 

/ 
 

/ 1674 Red ν(C=O) propionates des hèmes  

1556 Ox  / ν(COO-)as propionates des hèmes 

1540 Red 1535/1535 Red ν(COO-)as propionates des hèmes 

1366 Red 1371/1358 Red ν(COO-)s propionates des hèmes 
Tableau 5.4.9 : Analyse pour la contribution des propionates pour le spectre différentiel infrarouge (ox-red) du 

complexe c1-c552 de T. thermophilus entre -50 et +500 mV comparé avec l’attribution individuelle pour le 
cytochrome c552 et c1 à pH 8 entre -500 et +500 mV. 

Comme avant, l’étude des propionates des hèmes est la plus intéressante. Ces changements 

d’état redox concernent donc surtout le cytochrome c552. Tout d’abord deux bandes, qui sont 

attribuées aux vibrations ν(C=O) des propionates des hèmes, n’apparaissent pas dans ce 

spectre mais sont présentes pour le cytochrome c552. Il s’agit des bandes à 1707 et 1674 cm-1. 

Leur disparition donne déjà des indices sur la modification du potentiel. Le changement le 

plus flagrant se situe au niveau des deux autres bandes à 1695 et 1686 cm-1. Elles changent 

toutes les deux d’état redox lors de la formation du complexe. Le passage d’un état à l’autre 

modifie donc le potentiel.  

Concernant les vibrations ν(COO-) asymétriques, elles sont clairement déplacées dans le 

complexe. Tout d’abord, une nouvelle bande apparaît à 1556 cm-1. Puis, la bande à 1535 cm-1 

est décalée de subit 5 cm-1. Enfin, leurs vibrations associées a une bande à 1371 cm-1 qui est 

déplacée de 6 cm-1. 

Des changements dans la conformation sont également attendus avec des modifications dans 

la région Amide I. 

Dans cette gamme de potentiel de -50 à +500 mV, plusieurs contributions sont à noter. La 

contribution du cytochrome c1 et c552 seule, c'est-à-dire sans interaction l’un avec l’autre. Une 

autre contribution est celle du fragment du cytochrome c1 qui interagit. 
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5. Conclusion 

Les différentes études ont montré la complexité du phénomène d’interaction entre deux 

protéines. Ce phénomène est encore mal connu et met en jeu beaucoup d’interactions qui 

influencent de façon notable sur le complexe et sur ces caractéristiques spectroscopiques (voir 

tableau 5.5.1). Grâce à l’apport de spectres différentiels, l’influence de l’interaction des deux 

cytochromes sur divers bandes a pu être démontrée.  

 Potentiel de demi-vague  
(mV) 

Cytochrome c1 -60±6 
Cytochrome c552 -29±3 

Complexe c-c552 -35±11/ 50±2 

Cytochrome c 47±7 

Complexe c1-c -82±12 / 70±5 

Complexe c1-c552 -275±12 / 19±5 
Tableau 5.5.1 : Récapitulatif des différents potentiels de demi-vague (vs. Ag/AgCl 3M KCl) pour les 

cytochromes c1 et c552 et les complexes c-c552 c1-c et c1-c552 de T. thermophilus à pH 8. 

L’étude du complexe c-c552 a permis de voir qu’un complexe ne se forme pas toujours, les 

deux potentiels des deux hèmes ne sont pas modifiés. Le résultat obtenu n’est pas forcément 

interprétable. 

Pour le complexe c1-c, les potentiels sont légèrement modifiés qui est probablement dus aux 

changements d’environnements des propionates des hèmes est visible ce qui implique un 

changement de potentiel probable. 

Pour le complexe c1-c552, les deux potentiels trouvés sont très éloignés des valeurs pour les 

hèmes individuels.  

Pour le premier pas (de -500 à -50 mV), le fragment d’interaction du cytochrome c552 a donc 

une contribution majeure dans le spectre différentiel. Le potentiel trouvé Em1= -275 mV±11.6 

pour n=0,9 est vraisemblablement celui du cytochrome c552. En effet les interactions diverses 

ont modifié l’influence sur l’hème et sur son environnement. Ce complexe apporte 

inévitablement des contributions qui n’existaient pas dans les deux cytochromes isolés.  

Pour le deuxième pas (de -50 à +500 mV), le potentiel trouvé Em=-4 mV±2.7 pour n=1 est un 

mélange de plusieurs contributions des deux hèmes. Le cytochrome c1 et c552 sont présents 

mais ils n’interagissent pas l’un avec l’autre. Le fragment d’interaction du cytochrome c1 

contribue également ici. 
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Ainsi, les deux potentiels trouvés ne peuvent pas être attribués à un hème en particulier, ils 

résultent d’un effet coopératif entre les deux hèmes présents. Il est convenu que les 

propionates des hèmes jouent ici un rôle prépondérant dans le changement des potentiels de 

demi-vague. L’environnement est clairement modifié avec un changement de liaisons 

Hydrogène. Cet effet peut être dû au cytochrome c1, qui est isolé de son complexe bc1. En 

effet, le contrôle du potentiel peut être régulé par d’autres éléments du complexe qui ne sont 

pas présents dans le fragment seul. 

Cependant, cette étude mérite d’être complétée, entre autres, par une structure 

cristallographique de ces complexes et qui permet de mettre en avant, plus précisément, les 

propionates impliqués ici. 
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1. Introduction 

L’immobilisation de protéines sur la surface d’une électrode est une méthode efficace pour 

une éventuelle application dans des biopiles futures. Dans les précédents chapitres, des 

systèmes catalytiques ayant une application potentielle pour une biopile ont été étudiés et 

caractérisés. Ils seront utilisés ici afin de mieux comprendre le mécanisme des protéines 

membranaires et mettre en avant leur éventuelle efficacité catalytique dans une biopile. Cette 

nouvelle méthode permet également de travailler avec des protéines dont le coefficient 

d’extinction molaire est trop faible en UV/Visible, comme par exemple, la laccase de Bacillus 

subtilis. Cette glycoprotéine est essentiellement trouvée dans des champignons responsables 

de l’humification, mais aussi dans les plantes où elle intervient dans la synthèse de la lignine 

ainsi que dans les bactéries. Elle appartient à la famille des oxydoréductases et contient quatre 

cofacteurs de cuivre Cu2+/Cu+ de trois types différents (T1, T2 et T3) qui catalysent la 

réduction de l’oxygène moléculaire en eau.(1) La bande du site T1 présente un coefficient 

d’absorption molaire trop faible qui varie de 3500 à 6000 M–1cm–1 (2) et de ce fait l’intensité 

du spectre différentiel (oxydé-réduit) en UV/Visible est trop faible pour la détermination du 

potentiel. Les deux sites T2 et T3, qui ne sont visibles que dans la forme réduite de la 

protéine, sont masqués par le médiateur utilisé ici, l’ABTS qui présente une forte absorption 

dans cette région (ε = 35 000 M-1cm-1 à 340 nm) (voir annexe 2).(3) Elle est également 

caractérisée pour mettre en avant son éventuelle efficacité catalytique.  

Selon la nature des acides aminés présents en surface dans la protéine, des modifiants 

différents sont utilisés. Le cytochrome c1, qui est une sous-unité du complexe bc1, possède des 

résidus Lysine à sa surface, contrairement au cytochrome c552 ou à la cytochrome c oxydase 

de type ba3 qui ne possède pas de résidus chargés.(4-6) 

 

1.1. Préparation de l’électrode  

L’électrode d’or polycristalline est nettoyée selon le protocole décrit dans le chapitre III 

Matériels & Méthodes.  Un voltampérogramme est enregistré pour s’assurer que la surface 

d’or est bien propre. Une fois le bon voltampérogramme obtenu, un dépôt des nanoparticules 

est fait comme décrit dans le chapitre III Matériels & Méthodes. 

Les propriétés des nanoparticules d’or étant différentes en fonction de leur taille et de leur 

morphologie, celles-ci sont contrôlées par UV/Visible et par TEM. 
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1.2. Détermination de la taille des nanoparticules fonctionnalisées  

Des nanoparticules de différentes tailles ont été synthétisées dans le but d’optimiser la 

distance entre la nanoparticule et le cofacteur de la protéine. Celles-ci ont été fonctionnalisées 

avec de l’acide-±-α-lipoïque (également appelée acide thioctique) ou du citrate de sodium 

dans le but d’éviter leur agrégation grâce à la répulsion électrostatique engendrée. La taille 

des nanoparticules obtenue par les différentes synthèses effectuées a été déterminé par 

spectroscopie UV/visible (7) et confirmée par TEM dans le cas des nanoparticules 

fonctionnalisées avec du citrate de sodium (voir figures 6.1.1 et 6.1.2). 
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Figure 6.1.1 : Spectres UV/Visible des nanoparticules d’or fonctionnalisées avec du citrate de sodium (en noir) 

et de l’acide thioctique (en rouge). La bande à 521 nm représente la bande plasmonique. 

Pour la première synthèse, son spectre UV/Visible montre clairement une bande plasmonique 

(8) située à 521 nm caractéristique des nanoparticules ayant une taille supérieure à 2 nm (voir 

figure 6.1.1).  

La taille estimée à partir de ce spectre est d’environ 15 nm (voir chapitre III Matériels & 

Méthodes). Ces nanoparticules sont utilisées pour l’étude des différentes protéines 

membranaires.  
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Figure 6.1.2 : Images du TEM des nanoparticules fonctionnalisées avec du citrate de sodium. 

L’estimation faite en UV/Visible est confirmée par les mesures en TEM (voir figure 6.1.2). 

Sur 305 nanoparticules, le diamètre mesuré est de 14,6 ± 2,3 nm.  

Cependant, pour l’étude de la laccase, des nanoparticules avec de l’acide thioctique sont 

synthétisées.(9) Ces nanoparticules ne présentent pas de bande plasmonique, leur taille étant 

inférieure à 2 nm (voir figure 6.1.1). 

Il a été constaté que cette taille est optimale pour notre étude et permet d’avoir des résultats 

reproductibles et avec des coefficients de transfert très grands. Or, une publication de Griva et 

al.(10) a montré, que pour une bactérie photosynthétique, la taille optimale des nanoparticules 

se situerait entre 5 et 8 nm pour avoir un transfert idéal d’après des calculs théoriques. Cet 

exemple montre que la taille des nanoparticules est donc à optimiser selon le type de protéines 

étudiées.  

1.3. Dépôt des nanoparticules d’or  

La figure 6.1.3 montre un voltampérogramme obtenu après le 20ième cycle de mesure d’une 

électrode d’or modifiée après dépôt de nanoparticules d’or fonctionnalisées avec du citrate de 

sodium. Deux pics d’oxydations bien définis sont visibles à 1.2 et 1.4 V. Le pic de réduction à 

0.9 V quant à lui ne subit pas de décalage. Ils sont caractéristiques d’une surface modifiée 

avec des nanoparticules d’or et permettent de confirmer leur présence.(11) Une fois ce 

voltampérogramme obtenu, la surface peut être modifiée. 
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Figure 6.1.3 : Voltampérogramme de l’électrode d’or après déposition des nanoparticules d’or fonctionnalisées 

avec du citrate de sodium à une vitesse de balayage de 0.1 V.s-1 (dans H2SO4 0.1 M). 

Le problème principal de l’étude est la nature très différente des surfaces des protéines 

étudiées. Plusieurs types de modifiants sont essayés après avoir étudié la nature de la surface 

de chaque protéine. Un réseau 3D se forme alors uniquement avec les nanoparticules 

fonctionnalisées avec du citrate de sodium.(11) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



185 

 

2. Electrochimie et caractérisation des enzymes immobilisés  

2.1. Etude de la laccase de Bacillus subtilis 

2.1.1. Introduction 

Dans le cas de la laccase de Bacillus subtilis du biphényl-4,4’-dithiol a été utilisé pour 

modifier la surface. Cette méthode, qui utilise une monocouche auto-assemblée, s’inspire de 

celle employée par Abad et al. pour obtenir un contact électrochimique avec le centre actif de 

la galactose oxydase.(12, 13) Le but est d’établir une liaison électrostatique entre la protéine 

et la surface modifiée (voir figure 6.2.1). 

 
Figure 6.2.1 : Schéma de la modification de la surface d’or avec la présence de nanoparticules d’or 

fonctionnalisées avec de l’acide thioctique, du biphényl-4,4’-dithiol et de la laccase de Bacillus subtilis. 

 

2.1.2. Caractérisation de la surface modifiée : étude par spectroscopie  

infrarouge à transformée de Fourier par réflexion totale atténuée exaltée de 

surface 

La procédure d’immobilisation a été suivie par réflexion totale atténuée exaltée de surface sur 

une surface de Silicium sur laquelle une couche de 20 nm d’or est déposée (voir chapitre III 

Matériels & Méthodes). Cette technique est très sélective car elle montre des signaux 

provenant uniquement de molécules adsorbées et permet d’obtenir des spectres à partir 

seulement d’une monocouche de protéines.(14, 15) Ici l’intensité des bandes n’est pas une 

fonction linéaire de l’épaisseur du film obtenu. 
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Figure 6.2.2 : Spectres infrarouge obtenus par réflexion totale atténuée exaltée de surface sur une surface d’or de 

20 nm après dépôt du modifiant (en noir), des nanoparticules d’or fonctionnalisées avec de l’acide thioctique (en 

rouge), et de la laccase à pH 8 (en bleu). 

 

En premier, le dépôt du biphényl-4,4’dithiol sur la surface laisse apparaître une bande 

spécifique à 1473 cm-1. Elle correspond à la vibration d’élongation des liaisons C=C 

aromatiques. Par la suite, des bandes larges caractérisent le spectre des nanoparticules d’or 

fonctionnalisées avec de l’acide thioctique sur la surface préalablement modifiée. A 2925 et 

2852 cm-1, les vibrations d’élongation C-H des chaînes alkyles de l’acide thioctique sont 

présentes. Les vibrations C=O des chaînes alkyles contribuent également à 1653 et 1559 cm-1. 

La présence de la bande Amide I et II respectivement à 1655 et 1548 cm-1, prouvent que la 

protéine est bien adsorbée à la surface même après lavage (voir figure 6.2.2). Le maximum 

des bandes Amide I et II est le même que celui obtenu avec un spectre RTA effectué sur un 

cristal de diamant. 

2.1.3. Voltampérogramme de la protéine : détermination du potentiel de demi-

vague  et caractérisation de l’immobilisation 

Le voltampérogramme de la figure 6.2.3 montre une vague anodique et une vague cathodique 

séparée de plus de 300 mV. Un tel comportement suggère un transfert d’électron très lent 

entre l’électrode et le centre actif de la protéine.  
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Figure 6.2.3 : Voltampérogramme de la laccase immobilisée à pH 8 sur une monocouche auto-assemblée de 

nanoparticules d'or fonctionnalisées avec de l’acide thioctique à une vitesse de balayage de 0.1 V.s-1. Le spectre 

en rouge correspond au voltampérogramme avant l’immobilisation de la protéine. 

 

Différentes raisons peuvent expliquer ce comportement : une distance encore trop grande 

entre l’électrode et le cofacteur redox actif provenant d’une mauvaise orientation de la 

protéine sur l’électrode. Le potentiel formel calculé est de +190 mV vs. Ag/AgCl 3M KCl qui 

est proche de celui publié pour le site T1.(16) Cependant, il n’est pas possible de conclure 

clairement quant à la provenance du potentiel trouvé. Malheureusement, le 

voltampérogramme obtenu ne peut pas être amélioré à l’aide du réseau 3D de nanoparticules 

fonctionnalisées avec du citrate de sodium. Les conditions optimales n’ont pas été trouvées 

pour cette protéine. 

La monocouche auto-assemblée de nanoparticules n’est pas une méthode efficace pour 

l’immobilisation de protéines. Le réseau 3D est donc utilisé pour toutes les autres protéines 

étudiées. 
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2.2. Etude du cytochrome c1 de Thermus thermophilus  

Dans le cas du cytochrome c1, le réseau 3D de Murata est utilisé.(11) L’électrode a été 

modifié avec du DTSP (dithiobis(succinimidyle propionate)), qui en enlevant le groupe 

succinimidyle, permet, à pH 8, de former une liaison covalente avec un groupement de type 

amine, comme par exemple les résidus de type Lysine ou Arginine. Le cytochrome c1 possède 

des résidus Lysine à sa surface qui, grâce à son groupement NH2 terminal, permet de faire une 

liaison covalente. (17-19) (voir figure 6.2.4) Le groupement terminal NH2 forme une surface 

idéale pour notre immobilisation.(19) La liaison formée entre la surface modifiée et la 

protéine est probablement une liaison amide. 

 

Figure 6.2.4 : Schéma de la modification de la surface d’or avec la présence de nanoparticules d’or 

fonctionnalisées avec du citrate de sodium, du DTSP et du cytochrome c1 de T. thermophilus. 

2.2.1. Caractérisation de la surface modifiée : étude par spectroscopie 

infrarouge à transformée de Fourier par réflexion totale atténuée exaltée de 

surface 

 

Après déposition des nanoparticules, des bandes larges sont visibles ici caractéristiques des 

citrates utilisés dans la synthèse de ces nanoparticules et qui stabilisent les particules (voir 

figure 6.2.5).  
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Figure 6.2.5 : Spectres infrarouge obtenus par réflexion totale atténuée exaltée de surface sur une surface d’or de 

20 nm après dépôt des nanoparticules d’or fonctionnalisées avec du citrate de sodium (en noir), du modifiant (en 

rouge) et du cytochrome c1 à pH 8 (en bleu). 

Les bandes à 1599, 1424 et 1403 cm-1 proviennent des vibrations des groupes 

carboxylates.(20) La bande à 1599 cm-1 correspond à la vibration ν(COO-) asymétrique du 

carboxylate du citrate de sodium déprotoné et celles à 1424 et 1403 cm-1 représentent les 

vibrations ν(COO-) symétrique associées. Les bandes des nanoparticules sont remplacées par 

celles des groupements ester succinimidyle provenant du DTSP. Plusieurs bandes 

caractérisent ce spectre. Tout d’abord, à 2992 et 2911 cm-1, la présence des vibrations 

d’élongation des groupes C-H de l’anneau succinimidyle et de l’ester sont visibles. Puis, les 

vibrations d’élongation C=O de l’anneau succinimidyle et de l’ester sont discernables à 1810, 

1782 et 1749 cm-1.(14) Les bandes à 1437, 1410 et 1367 cm-1 coïncident respectivement avec 

la déformation angulaire du groupement C-H de l’anneau succinimidyle et avec les vibrations 

d’élongation COO- des esters. Toutes ces vibrations montrent bien que le DTSP s’est 

correctement lié à la surface modifiée. Notons la présence de deux bandes négatives à 1599 et 

1424 cm-1 qui correspondent à la désorption des citrates. En effet, le spectre des 

nanoparticules a été pris comme référence avant le dépôt du modifiant.  

L’immobilisation du cytochrome c1 est caractérisée par la présence de la bande Amide I de 

cette protéine entre 1700 et 1600 cm-1 et de la bande Amide II entre 1600 et 1500 cm-1. Ces 

signaux sont typiques d’une protéine et proviennent du squelette polypeptidique de celle-

ci.(21, 22)  
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Le maximum de la bande Amide I se situe ici à 1652 cm-1 ce qui signifie que les hélices α 

prédominent dans cette protéine. Ainsi, le cytochrome c1 est majoritairement constitué par des 

hélices α.(19) Les bandes négatives présentes à 1749 et 1437 cm-1 prouvent que le 

groupement succidinimyl a bien été enlevé de la surface, car le spectre du modifiant a été pris 

comme référence. Ces spectres sont obtenus après nettoyage de la surface et après 1 heure 

d’attente. Les bandes de la protéine sont toujours présentes ce qui prouve que 

l’immobilisation a réussi et que la protéine n’est pas dénaturée. Le maximum des bandes 

Amide I et II est en accord avec le spectre RTA obtenu sur un cristal de diamant. 

 

 

2.2.2. Voltampérogramme de la protéine : détermination du potentiel de demi-

vague et caractérisation de l’immobilisation 

Les différents calculs effectués sur ce cytochrome sont consignés dans le tableau 6.2.1. 

Le voltampérogramme présente deux pics symétriques bien définis, ce qui montre que le 

cytochrome c1 est bien adsorbé à la surface de l’électrode (voir figure 6.2.6).  

La faible séparation entre les pics cathodiques et anodiques indique un transfert d’électrons 

rapide. Le potentiel trouvé est de E1/2= -48 mV vs. Ag/AgCl 3M KCl. La faible différence 

entre le potentiel de la protéine immobilisée et celui trouvé en solution suggère que les 

protéines conservent leur structure après leur immobilisation. La faible différence provient de 

l’interaction covalente malgré que les nanoparticules ne soient pas si proches du cofacteur. 

 

 

 

 

 

 



191 

 

 

 

-300 -200 -100 0 100 200 300
-10

-8

-6

-4

-2

0

2

4

6

8

E
1/2

 = -48 mV

C
ou

ra
nt

 / 
µ

A

Potentiel / mV vs. Ag/AgCl 3M KCl

 

 

Figure 6.2.6: Voltampérogramme du cytochrome c1 à pH 8 (en noir) immobilisé sur les nanoparticules d'or 

fonctionnalisées avec du DTSP à une vitesse de balayage de 0.1 V.s-1. Le voltampérogramme en rouge 

correspond à celui obtenu avant l’immobilisation de la protéine. 

 

 

Protéine E1/2 immobilisée 

(mV) 

 

E1/2 en solution 

(mV) 

 

LMH 

(mV) 

Taux de 

couverture 

(pmol/cm²) 

Vitesse de 

transfert 

(s-1) 

Cytochrome 

c1 pH 8 

-48 -60 101 2000 23 

Tableau 6.2.1 : Potentiel de demi-vague (vs. Ag/AgCl 3M KCl) de la protéine immobilisée comparé à la valeur 

en solution (voir chapitre précédent), la largeur à mi-hauteur du pic cathodique, le taux de couverture et la 

vitesse de transfert d’électrons pour le cytochrome c1 à pH 8 (voir annexe 3). 
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Figure 6.2.7 : Influence de la vitesse de balayage sur le courant de pic cathodique (valeur absolue) du 

cytochrome c1 à pH 8. 

 

Ce signal peut être attribué au couple Fe3+/Fe2+ de l’hème du cytochrome c1. Le taux de 

couverture et la vitesse de transfert sont suffisants. Pour des espèces redox immobilisées sur la 

surface et qui ont un signal électrochimique réversible,  la valeur de la largeur à mi-hauteur 

doit être de 90.6 mV pour une monocouche idéale.(23) La valeur trouvée ici est proche ce qui 

montre la bonne communication électrique entre la protéine et l’électrode. 

 

La dépendance quasi-linéaire entre le courant de pic et la vitesse de balayage est 

caractéristique d’espèces électroactives confinées à la surface de l’électrode (voir figure 

6.2.7).  

 

2.2.3. Images TEM de l’immobilisation de la protéine 

 

La figure 6.2.8 montre les nanoparticules avec les protéines greffées à la surface, qui sont 

visibles grâce à la couronne organique blanche qui entoure la nanoparticule. Cette couleur est 

due au marquage par l’acétate d’uranyle. Le background présente également des protéines non 

attachées qui n’ont pas totalement été enlevées après la dernière centrifugation. Le diamètre 

extérieur est de 22,4 ± 4,2 nm alors que celui des nanoparticules est de 14,6 ± 2,3 nm ce qui 

montre que la protéine est bien greffée sur la nanoparticule. 



 

Figure 6.2.8 : Images du TEM des nanoparticules fonctionnalisées avec du citrate de sodium après 

2.3. Etude du cytochrome 

Dans le cas du cytochrome 

L’électrode a été modifiée avec un mélange de deux 

6-mercaptohexan-1-ol polaire 

6.2.9). Cette modification a montré quel

protéine car elle imite l’interaction de surface avec son partenaire redox naturel le Cu

La nature de la surface du cytochrome 

fait qu’il s’agisse d’une protéine membranaire

par un réseau de feuillets β qui est 

Le mélange de deux SAMs prome

polaires du SAMs empêchent une modification de la structure de la protéine 

interactions hydrophobes avec les groupes 

favorisent l’adsorption de la protéine mais donnent une orientation défavorable pour le 

transfert d’électrons.(25) il est donc nécessaire d’avoir les deux modifiants. 

avec le DTSP ne donne pas 

surface, les signaux électrochimiques 

Images du TEM des nanoparticules fonctionnalisées avec du citrate de sodium après 

immobilisation de la protéine. 

 

ytochrome c552 de Thermus thermophilus  

Dans le cas du cytochrome c552, le réseau 3D de Murata est de nouveau utilisé.

’électrode a été modifiée avec un mélange de deux monocouches auto assemblée

polaire et l’hexanethiol hydrophobe pour un ratio 1:1 (voir 

te modification a montré quel est le support idéal pour l’immobilisation de 

car elle imite l’interaction de surface avec son partenaire redox naturel le Cu

La nature de la surface du cytochrome ba3 autour du CuA est principalement non chargée

fait qu’il s’agisse d’une protéine membranaire.(24) Or, l’hème de ce cytochrome 

β qui est à la fois hydrophobique et non chargé.(25, 26

promet une orientation favorable de la protéine. Les fonctions 

empêchent une modification de la structure de la protéine 

interactions hydrophobes avec les groupes terminaux CH3. Ces interactions hydrophobes 

favorisent l’adsorption de la protéine mais donnent une orientation défavorable pour le 

il est donc nécessaire d’avoir les deux modifiants. 

avec le DTSP ne donne pas une interaction favorable, car il y a moins de protéines à la 

lectrochimiques sont donc moins intenses. 
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Images du TEM des nanoparticules fonctionnalisées avec du citrate de sodium après 

est de nouveau utilisé.(11) 

auto assemblées (SAMs) le 

ur un ratio 1:1 (voir figure 

le support idéal pour l’immobilisation de cette 

car elle imite l’interaction de surface avec son partenaire redox naturel le CuA.(5, 6) 

est principalement non chargée du 

, l’hème de ce cytochrome est protégé 

25, 26)  

t une orientation favorable de la protéine. Les fonctions 

empêchent une modification de la structure de la protéine causée par les 

Ces interactions hydrophobes 

favorisent l’adsorption de la protéine mais donnent une orientation défavorable pour le 

il est donc nécessaire d’avoir les deux modifiants. La modification 

moins de protéines à la 
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Figure 6.2.9 : Schéma de la modification de la surface d’or avec la présence de nanoparticules d’or 

fonctionnalisées avec du citrate de sodium, du mélange de deux SAMs et du cytochrome c552 de T. thermophilus. 

 

2.3.1. Caractérisation des surfaces modifiées : étude par spectroscopie 

infrarouge par transformée de Fourier par réflexion totale atténuée exaltée 

de surface 

Après déposition des nanoparticules, des bandes larges caractéristiques des citrates sont 

visibles (voir figure 6.2.10). 
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Figure 6.2.10 : Spectres infrarouge obtenus par réflexion totale atténuée exaltée de surface sur une surface d’or 

de 20 nm après dépôt des nanoparticules d’or fonctionnalisées avec du citrate de sodium (en noir), du modifiant 

(en rouge) et du cytochrome c552 à pH 8 (en bleu). 
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Les bandes à 1599, 1424 et 1403 cm-1 proviennent des vibrations des groupes 

carboxylates.(20) La bande à 1599 cm-1 correspond à la vibration ν(COO-) asymétrique du 

carboxylate du citrate de sodium déprotonée et celles à 1424 et 1403 cm-1 représentent les 

vibrations associées ν(COO-) symétrique. Puis, la surface est modifiée avec le mélange de 

deux thiols. Seulement trois bandes caractérisent le spectre. A 2977, 2920 et 2860 cm-1, la 

vibration d’élongation C-H est présente. La présence de ces bandes montre que le mélange de 

ces thiols est sur la surface. Les bandes des citrates sont négatives dans le spectre dues à leur 

désorption. L’immobilisation du cytochrome c552 est prouvée par la présence de la bande 

Amide I entre 1700 et 1600 cm-1 et de la bande Amide II entre 1600 et 1500 cm-1 (voir figure 

3.2.10). Ces signaux sont typiques d’une protéine et proviennent du squelette polypeptidique 

de celle-ci.(21, 22) A 1660 cm-1, le maximum de la bande Amide I est typique des hélices α. 

Ces hélices prédominent la structure secondaire de la protéine.(27) Ces spectres prouvent 

l’immobilisation du cytochrome c552 car ils sont obtenus après nettoyage de la surface et après 

1 heure d’attente. Le maximum des bandes Amide I et II est le même que celui obtenu après 

avoir effectué un spectre RTA sur un cristal de diamant. 

 

2.3.2. Voltampérogramme de la protéine : détermination du potentiel de demi-

vague et caractérisation de l’immobilisation 

La protéine immobilisée présente deux pics symétriques bien définis qui montrent que le 

signal est dû à l’immobilisation de la protéine sur la surface de l’électrode (voir figure 6.2.11). 

 

Un transfert d’électrons rapide se fait ici car la séparation entre les pics cathodiques et 

anodiques est faible. Le potentiel trouvé est de E1/2= 2 mV vs. Ag/AgCl 3M KCl.  
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Figure 6.2.11 : Voltampérogramme du cytochrome c552 à pH 8 (en noir) immobilisé sur les nanoparticules d'or 

fonctionnalisées avec le mélange de deux thiols à une vitesse de balayage de 0.1 V.s-1. Le voltampérogramme en 

rouge correspond à celui obtenu avant l’immobilisation de la protéine. 

 

Protéine E1/2 immobilisée 

(mV) 

 

E1/2 en solution 

(mV) 

LMH 

(mV) 

Taux de 

couverture 

(pmol/cm²) 

Vitesse de 

transfert 

(s-1) 

Cytochrome 

c552 pH 8 

2 -29 135 1000 18 

Tableau 6.2.2 : Potentiel de demi-vague (vs. Ag/AgCl 3M KCl) de la protéine immobilisé comparé à la valeur en 

solution (voir chapitre précédent), la largeur à mi-hauteur du pic cathodique, le taux de couverture et la vitesse 

de transfert d’électrons pour le cytochrome c552 à pH 8 (voir annexe 3). 
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Figure 6.2.12 : Influence de la vitesse de balayage sur le courant de pic cathodique (valeur absolue) du 

cytochrome c552 à pH 8. 

 

 

La différence entre le potentiel de la protéine immobilisée et celui trouvé en solution est assez 

grande (31 mV) ce qui est probablement due à l’interaction qui est principalement 

hydrophobe dans ce cas (voir tableau 6.2.2). La crevasse de l’hème peut être plus exposée au 

solvant. 

Le signal peut être attribué au couple Fe3+/Fe2+ de l’hème du cytochrome c552. Le taux de 

couverture et la vitesse de transfert sont élevés, ce qui suggère que la surface spécifique est 

très grande grâce au réseau 3D de nanoparticules. La valeur de la largeur à mi-hauteur, qui 

doit être de 90.6 mV dans un cas idéal, est ici plus grande. La protéine est donc orientée de 

manière plus aléatoire sur la surface.(28) Les espèces électroactives sont confinées à la 

surface de l’électrode d’après la dépendance linéaire entre le courant de pic cathodique et la 

vitesse de balayage (voir figure 6.2.12).  

 

 

2.4. Etude de la cytochrome c oxydase de type ba3 de Thermus thermophilus 

Pour l’étude de la cytochrome c oxydase de type ba3, un protocole spécifique pour pouvoir 

enlever le détergent, ajouté pour solubiliser la protéine, est mis en place. En effet, le détergent 

va entourer la protéine en interagissant avec ses parties hydrophobes, dans sa conformation 

native.  
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En fait, l'ajout de détergents non dénaturants à une membrane biologique en solution 

provoque l'insertion de molécules de détergents dans la membrane, et le départ de constituants 

membranaires, qui s'assemblent en micelles, jusqu’à un équilibre membranaire saturée en 

détergent-micelles et saturés en protéines. Les protéines sont transférées de la membrane à 

une micelle, et mises en suspension sans dénaturation. On obtient alors des protéines 

membranaires cristallisables, pour étudier leur structure par diffraction des rayons X. 

Cependant, ce détergent empêche l’immobilisation de la protéine sur l’électrode car le 

détergent agit comme une bouée autour de la protéine.(29, 30) Il est donc nécessaire de la 

laver avec du tampon sans détergent. Or, après un lavage de la protéine avec son tampon sans 

détergent, aucune immobilisation n’est constatée. 

Après huit lavages successifs avec un tampon sans détergent, la protéine peut s’immobiliser 

car la concentration en détergent est suffisamment faible même s’il reste toujours des traces 

dans l’échantillon. En effet, la protéine se dénature sans la présence de ce détergent. Il est 

donc nécessaire de trouver un compromis entre la quantité de détergent servant à conserver 

l’intégrité de la protéine et permettant d’obtenir un transfert électronique. Il est impossible de 

savoir quelle concentration de détergent est encore présente dans l’échantillon. La 

centrifugation ne permet pas de la contrôler mais elle est au départ de l’ordre de 0.05 %.  

 

 

Figure 6.2.13 : Schéma de la modification de la surface d’or avec la présence de nanoparticules d’or 

fonctionnalisées avec du citrate de sodium, du mélange de deux SAMs et du cytochrome ba3 de T. thermophilus. 

La flèche indique l’hème qui est affecté par cette immobilisation. 
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L’électrode a été modifiée avec un mélange de deux SAMs le 6-mercaptohexan-1-ol et 

l’hexanethiol pour un ratio 1:1 (voir figure 6.2.13), la même modification et le même réseau 

3D de nanoparticules que pour le cytochrome c552. La nature de la surface du cytochrome ba3 

est principalement non chargée car le domaine de liaison autour du CuA ne possède aucun 

résidu chargé négativement. (24) Le cytochrome c552 est le substrat naturel du cytochrome ba3 

ce qui a amené à utiliser le même modifiant. Cette modification est le support idéal car elle 

imite l’interaction de surface avec son partenaire redox naturel le CuA.(5, 6) La modification 

avec le DTSP donne des signaux électrochimiques peu intenses.  

 

2.4.1. Caractérisation des surfaces modifiées : étude par spectroscopie 

infrarouge à transformée de Fourier par réflexion totale atténuée exaltée de 

surface 

Des bandes larges caractéristiques des citrates utilisés dans la synthèse de ces nanoparticules 

sont présentes (voir figure 6.2.14). 
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Figure 6.2.14 : Spectres infrarouge obtenus par réflexion totale atténuée exaltée de surface sur une surface d’or 

de 20 nm après dépôt des nanoparticules d’or fonctionnalisées avec du citrate de sodium (en noir), du modifiant 

(en rouge) et du cytochrome ba3 (en bleu). 

Les bandes à 1599, 1424 et 1403 cm-1 proviennent des vibrations des groupes 

carboxylates.(20) 
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 La bande à 1599 cm-1 correspond à la vibration ν(COO-) asymétrique et celles à 1424 et 1403 

cm-1 représentent les vibrations associées ν(COO-) symétrique du carboxylate du citrate de 

sodium déprotoné. Le mélange de deux thiols, montre seulement trois bandes. A 2977, 2920 

et 2860 cm-1, la vibration d’élongation C-H est visible. Ici encore, les bandes des citrates sont 

de nouveau négatives dans le spectre. Le cytochrome ba3 a été immobilisé sur la surface. Ces 

spectres sont obtenus après nettoyage de la surface et après 1 heure d’attente. La présence de 

la bande Amide I à 1655 cm-1, de la bande Amide II à 1551 cm-1 ainsi que la bande 

caractéristique des Tyrosines protonées à 1513 cm-1 confirment cette immobilisation. Le 

maximum de la bande Amide I se situe ici à 1655 cm-1 ce qui signifie que les hélices α 

prédominent dans cette protéine. D’après nos estimations, les hélices α sont bien majoritaires. 

Ces prédictions sont effectuées à partir du PDB (1EHK) du cytochrome ba3 de 

T.thermophilus. 

2.4.2. Voltampérogramme de la protéine : détermination du potentiel de demi-

vague et caractérisation de l’immobilisation 
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Figure 6.2.15 : Voltampérogrammes du cytochrome ba3 à pH 6.4 (en noir), 7.5 (en rouge), 8 (en bleu) et 8.5 (en 

vert) immobilisés sur les nanoparticules d'or fonctionnalisées avec le mélange de deux thiols à une vitesse de 

balayage de 0.2 V.s-1. Le voltampérogramme en magenta correspond à celui obtenu avant l’immobilisation de la 

protéine. 
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Protéine E1/2 solution 

(mV) 

 (hème b/a3)(31) 

E1/2 immobilisée 

(mV) 

 

LMH 

(mV) 

Taux de 

couverture 

(pmol/cm²) 

Vitesse de 

transfert 

(s-1) 

 

Cytochrome 

ba3 pH 6.4 

30/115 75 >140 1700 20 

Cytochrome 

ba3 pH 7.5 

10/43 56 >140 1600 25 

Cytochrome 

ba3 pH 8 

23/14 41 >140 1600 20 

Cytochrome 

ba3 pH 8.5 

38/-9 47 >140 1700 31 

Tableau 6.2.3 : Potentiels de demi-vague (vs. Ag/AgCl 3M KCl) de la protéine immobilisée comparés aux 

valeurs en solution, la largeur à mi-hauteur du pic cathodique, le taux de couverture et la vitesse de transfert 

d’électrons pour le cytochrome ba3 à pH 6.4, 7.5, 8 et 8.5 (voir annexe 4). 
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Figure 6.2.16 : Influence de la vitesse de balayage sur le courant de pic cathodique (valeur absolue) du 

cytochrome ba3 à pH 6.4 (en noir), 7.5 (en rouge), 8 (en bleu) et 8.5 (en vert). 
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2.4.2.1. Variation du potentiel de demi-vague de la cytochrome c oxydase 

de type ba3 en fonction du pH  

Pour le cytochrome ba3, deux méthodes différentes sont utilisées. Soit l’immobilisation s’est 

faite de manière individuelle pour chaque pH, soit le cytochrome ba3 à pH 6.4 a été 

immobilisé sur la surface et le changement de pH se fait en modifiant le tampon. Le temps 

d’équilibre de la solution est alors de 30 min 
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Figure 6.2.17 : Influence du pH sur les potentiels de demi-vague du cytochrome ba3. La courbe en noire 

représente les potentiels après adsorption de la protéine sur la surface. Les courbes en bleu et en rouge 

représentent respectivement les potentiels de l’hème a3 et b. 

 

 

Quelle est l’orientation préférentielle de la protéine sur la surface modifiée ? D’après le 

tableau 6.2.3, seulement un potentiel est visible. Les deux hèmes b et a3 mais également le 

CuA sont susceptibles d’être proches de la surface. Or, le CuA ne présente pas de dépendance 

pH, alors que d’après la publication de Sousa et al., il y en aurait une pour les hèmes b et 

a3.(31) Grâce à cette dépendance, l’immobilisation d’un des deux hèmes est confirmée. La 

figure 6.2.17 montre la dépendance pH issue de l’immobilisation de la protéine. Le potentiel 

chute donc jusqu’à pH 8, puis remonte pour le pH 8,5. Ce comportement se rapproche de 

celui de l’hème b même si dans la publication, entre le pH 7.5 et 8, il y a une augmentation du 

potentiel. Cependant, le faible écart entre ces deux potentiels (environ 10 mV) ne peut pas être 

distingué dans notre cas. De ce fait, l’immobilisation se fait de manière préférentielle vers 
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l’hème b et sa dépendance est retrouvée. Pour confirmer cette hypothèse, l’activité catalytique 

et l’effet du cyanure sur la protéine sont mesurés. 

Pour tous les pH, la séparation entre les pics cathodiques et anodiques est faible, ce qui 

montre que le transfert d’électrons est rapide (voir figure 6.2.15). La différence entre le 

potentiel de l’hème b de la protéine immobilisée et celui trouvé en solution est assez grande. 

La dépendance linéaire entre le courant de pic cathodique et la vitesse de balayage est 

caractéristique d’espèces électroactives confinées à la surface de l’électrode (voir figure 

6.2.16). Le taux de couverture et la vitesse de transfert sont élevés, ce qui suggère que la 

surface spécifique est très grande grâce au réseau 3D de nanoparticules. Comme 

précédemment, la valeur de la largeur à mi-hauteur est plus grande montrant que la protéine 

est orientée de manière plus aléatoire sur la surface (voir tableau 6.2.3). (28)  

 

2.4.2.2. Mesure de l’activité catalytique de la cytochrome c oxydase de type 

ba3 de Thermus thermophilus 

Pour mesurer l’activité catalytique de la protéine immobilisée, de l’oxygène est directement 

injectée dans la solution pendant 5 min. La réaction avec l’oxygène intervient dans le cycle 

catalytique.(32) Malheureusement, dans notre cas, la réaction catalytique n’aura pas lieu. Seul 

un des hèmes est accessible dans notre cas.(33-35) Il a été montré que les électrons sont 

transférés du CuA à l’hème b puis l’hème a3. Il faut donc que ces deux hèmes soient 

accessibles pour que la réaction catalytique puisse se faire. D’après le mécanisme catalytique, 

l’immobilisation se fait bien au niveau de l’hème b. En effet, quand l’hème b est réduit, 

l’hème a3 n’est pas perturbé, il reste de ce fait dans son état oxydé comme c’est le cas pour le 

CuA.(36) Par conséquence, comme l’hème b est déjà dans son état réduit, l’oxygène n’a aucun 

effet. Une étude similaire d’un autre organisme de cytochrome c oxydase a déjà été effectuée 

par Nowak et al..(37). La protéine est immobilisée avec un mélange de DTSP et d’ANTA 

(acide iminodiacétique). Cette immobilisation est répétée en utilisant uniquement le DTSP, 

mais sans résultat. Dans son cas, une activité catalytique peut se manifester vers -700 mV vs. 

Ag/AgCl 3M KCl avec un pic représentant le transfert d’électrons et de protons.(32) Un 

balayage entre -1 V et +300 mV est effectué et aucun pic supplémentaire n’est apparu. 

Cependant, dans les conditions de notre laboratoire, une désorption de la protéine est 

intervenue pour les bas potentiels car les thiols immobilisés à la surface se sont détachés. 

Cette désorption des thiols a lieu vers -600 mV vs. Ag/AgCl 3M KCl. Ce constat a été fait sur 

tous les pH. 
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2.4.2.3. Effet du cyanure sur le cytochrome c oxydase de type ba3 de 

Thermus thermophilus 

 

Le cyanure ainsi que le monoxyde de carbone sont des inhibiteurs possibles pour cette 

protéine. En effet, ils se lient à l’hème a3 à la sixième position de coordination axiale. Ils 

préviennent la réaction de l’enzyme avec l’oxygène sur ce site. Le cyanure a une préférence 

pour la liaison avec l’hème ferrique. Le ligand convertit alors l’hème a3 à un état bas spin et 

devient ainsi hexacoordiné. Cette mesure permet de confirmer l’immobilisation au niveau de 

l’hème b. En effet, si la protéine est immobilisée par le CuA, il n’y a pas d’effet du cyanure. 

Différentes concentrations de cyanure dissout sont à chaque fois ajoutées dans le tampon de la 

protéine immobilisée. Une mesure de pH est effectuée après l’addition de cyanure. Une 

concentration de 100 mM pour 100 µL de cyanure dans 20 mL de tampon permet la 

désorption de la protéine immobilisée (voir figure 6.2.18). Le temps d’attente est de 10 min.  
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Figure 6.2.18 : Voltampérogrammes du cytochrome ba3 à pH 6.4 (en noir) immobilisés sur les nanoparticules 

d'or fonctionnalisées avec le mélange de deux thiols à une vitesse de balayage de 0.005 V.s-1 et après ajout de 

100mM de KCN (en rouge). Le temps d’attente est de 10 min. 
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Le résultat est identique pour chaque pH. Ceci est une preuve supplémentaire que 

l’immobilisation se fait au niveau de l’hème b. Les mêmes mesures ont été effectuées sur le 

cytochrome c1 et c552 sans aucune désorption de la protéine. Or, le cytochrome c1 et c552 ont la 

particularité d’avoir leur hème qui est hexacoordiné comme tous les hèmes b et c de classe I 

(38, 39) ce qui implique qu’il n’y a pas de ligand libre. La conséquence est que le cyanure n’a 

pas d’effet sur ces différents hèmes. Pourquoi l’hème b du cytochrome ba3 réagit-il ?  Il faut 

savoir que les hèmes b et a3  sont couplés dans cette protéine. Leur interaction est de type 

électrostatique et un changement de potentiel de l’un implique un changement de potentiel 

pour l’autre. Le cyanure a donc un effet sur l’hème a3, qui est pentacoordiné. Ainsi, par 

interaction, le cyanure a un effet sur l’hème b.  

 

A l’aide de la structure cristalline, les différents sites d’interactions possibles peuvent être mis 

en avant (voir figure 6.2.19).(40) Deux sites d’interactions sont seulement probables. Ils sont 

situés à gauche de la protéine, avec des distances inférieures à 30 Å. Une distance trop grande 

ne permet pas un transfert d’électrons efficace. Il n’est pas exclu qu’un autre site d’interaction 

soit possible grâce à la présence du détergent qui peut en créer un. 

 

Figure 6.2.19 : Structure du cytochrome c oxydase de type ba3, les pointillés montrent les limites de l’espace 

périplasmique. Les trois sous-unités (CuA, hèmes b et a3) sont mises en avant. Les distances sont mesurées entre 

l’hème b et la surface. Les deux flèches indiquent les deux sites d’interactions probables. (code PDB :3S8F).(40) 
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2.4.2.4. Superposition des bandes Amide I et II pour la cytochrome c 

oxydase de type ba3 immobilisée à différents pH  

Le spectre obtenu par réflexion totale atténuée exaltée de surface est effectué pour chaque pH. 

Pour chaque pH, les signaux typiques d’une protéine sont retrouvés : la bande Amide I, la 

bande Amide II et la bande des Tyrosines protonées. A chaque fois l’immobilisation est 

prouvée et obtenue après lavage de la surface après le dernier dépôt (voir figure 6.2.20). 
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Figure 6.2.20: Spectres infrarouge obtenus par réflexion totale atténuée exaltée de surface sur une surface d’or de 

20 nm après rinçage pour le cytochrome ba3 à pH 6.4 (en noir), 7.5 (en rouge), 8 (en bleu) et 8.5 (en vert). 
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3. Comparaison des immobilisations de protéines  

De manière générale, il y a une différence assez faible entre le potentiel de la protéine en 

solution et celui trouvé après immobilisation de la protéine. Cependant, il y a une plus grande 

différence quand le mélange de deux thiols est utilisé (de 10 à 49 mV). Cet écart est dû aux 

différences d’interactions entre la protéine et l’électrode (voir tableau 6.3.1). La valeur de la 

largeur à mi-hauteur n’est pas proche de la valeur idéale qui est de 90.6 mV (23) sauf pour le 

cytochrome c1. La modification avec les deux thiols présente une valeur plus grande ce qui 

suggère une orientation plus aléatoire des protéines sur la surface de l’électrode.   

 

Cytochrome E1/2 solution 

(mV) 

 (hème b/a3) 

E1/2 immobilisée 

(mV) 

 

LMH 

(mV) 

Modifiants 

utilisés 

 

c1 pH 8 -60 -48 101 DTSP 

c552 pH 8 -29 2 135 SAM’s 

ba3 pH 6.4 30/115  

(hème b/a3) 

75 >140 SAM’s 

ba3 pH 7.5 10/43  

(hème b/a3) 

56 >140 SAM’s 

ba3 pH 8 23/14  

(hème b/a3) 

41 >140 SAM’s 

ba3 pH 8.5 38/-9  

(hème b/a3) 

47 >140 SAM’s 

Tableau 6.3.1 : Potentiels de demi-vague (vs.Ag/AgCl 3M KCl) de la protéine immobilisée comparés aux 

valeurs en solution, la largeur à mi-hauteur du pic cathodique, le taux de couverture et la vitesse de transfert 

d’électrons pour le cytochrome c1, c552 et ba3 à pH 6.4, 7.5, 8 et 8.5. 

La méthode de Murata et al., qui utilise une réseau 3D de nanoparticules, peut donc être 

étendue à diverses sortes de protéines.(11)  

3.1. Durée de vie de la protéine immobilisée 

Il était important de savoir combien de temps la protéine est adsorbée sur la surface en vue 

d’une application future pour une biopile. Or, un autre critère rentre ici en jeu qui est la 

dénaturation éventuelle de la protéine.  
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En effet, les protéines sont très sensibles, entre autres, à la température et à l’environnement. 

Peu de protéines peuvent survivre à une température ambiante sans connaître une dénaturation 

rapide même pour les organismes extrêmophiles. Après 5 jours, la protéine est encore 

immobilisée, mais avec une diminution de l’intensité du signal. L’électrode a été stockée dans 

son tampon à 4°C.  
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4. Conclusion  

L’électrochimie de protéines adsorbées sur un réseau de nanoparticules d’or est décrite. Cette 

démarche a été mise en place à la suite de l'impossibilité de déterminer le potentiel de demi-

vague d'une laccase bactérienne avec nos méthodes habituelles. En effet, le coefficient 

d'extinction molaire de la protéine est trop faible pour que le signal soit exploitable. Ainsi une 

approche plus classique est développée en utilisant un réseau de nanoparticules attaché à une 

électrode qui se comporte comme un relais entre le centre actif de la protéine et 

l'électrode.(41-44)  

Dans cette partie, l'étude de la laccase montre donc l'impossibilité de déterminer le potentiel 

de demi-vague dans les conditions de travail choisies. La méthode de dépôt des 

nanoparticules et l'application de cette méthode à l'étude des protéines précédemment 

caractérisées sont mises en place. Pour chaque protéine, une caractérisation de la surface 

obtenue est effectuée, grâce à la spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier par 

réflexion totale atténuée exaltée de surface et ainsi prouver que le signal est bien celui de la 

protéine adsorbée sur la surface. Dans ce chapitre, l’immobilisation de la laccase de Bacillus 

subtilis, de deux protéines solubles issues de la chaîne respiratoire de T.thermophilus, le 

cytochrome c1 et le cytochrome c552 (45) ainsi qu’une protéine membranaire la cytochrome c 

oxydase de type ba3 à quatre pH différents est étudiée. Cette immobilisation est caractérisée 

en déterminant le potentiel de demi-vague, la vitesse de transfert d’électrons, la largeur à mi-

hauteur (LMH) ainsi que le taux de couverture. L’activité redox des protéines immobilisées 

en solution est comparée afin d’exploiter leur efficacité catalytique dans des futurs biopiles. 

Cependant, l’immobilisation de la laccase a donné des résultats peu probants qui sont moins 

intéressants que ceux obtenues pour les autres protéines issues de la chaîne respiratoire. 

L’immobilisation grâce au réseau 3D de nanoparticules a donc une efficacité supérieure à 

celle avec une monocouche auto-assemblée. Il est, tout d’abord, intéressant de varier la taille 

des nanoparticules déposées afin de voir leur influence sur les différents paramètres et pouvoir 

optimiser le dépôt de manière optimale. Puis, une immobilisation différente du cytochrome 

ba3 est envisagée. Dans ce cas, l’immobilisation doit se faire à partir du CuA et ainsi avoir une 

activité catalytique.(37) Enfin, si le cytochrome ba3 présente les caractéristiques suffisantes, 

une future biopile peut être mise en place à partir du moment où une activité catalytique a 

lieu. Cependant, la dénaturation rapide de la protéine à température ambiante est toujours un 

problème pour notre future biopile. 
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La thèse s’articulait autour de la caractérisation et de la recherche de systèmes catalytiques 

ayant une application potentielle pour une future biopile. La spectroscopie infrarouge couplée 

à l’électrochimie a permis de décrire ces différentes protéines. Deux protéines solubles, le 

cytochrome c1 et c552 et une protéine membranaire le cytochrome c oxydase de type ba3, 

toutes les trois de Thermus thermophilus ont été utilisées. Une glycoprotéine la laccase de 

Bacillus subtilis a également été caractérisée. 

Tout d’abord, dans une première partie, la cytochrome c oxydase de type ba3 et plus 

particulièrement de sa dépendance pH est étudiée. Le cytochrome ba3 de Thermus 

thermophilus est la plus petite cytochrome c oxydase connue. Il est alors intéressant, grâce à 

l'infrarouge couplé à l'électrochimie, de montrer les conséquences de ce changement d'un 

point de vue conformationel sur l’ensemble de la protéine et sur chaque hème de façon 

individuelle. Cette inversion de potentiel engendre donc des changements structuraux qui 

influent sur la structure de la protéine, de nombreux changements dans la région des bandes 

Amide I et II confirme cette hypothèse. Cependant, ce changement de conformation est 

minime mais est suffisant pour influencer le potentiel de demi-vague. Un changement au 

niveau des propionates a d’abord été constaté. Les changements des bandes des propionates 

des hèmes à différents pH peuvent être dus à la déprotonation et à la protonation ou causés par 

un changement d’environnement des propionates des hèmes respectivement protonés ou 

déprotonés. Puis, de nombreux acides aminés peuvent subir un changement d’état de 

protonation. Pour l’hème b, des Tyrosines changent probablement d’état de protonation au 

cours de la dépendance en pH. Plus surprenant aucun changement n’est constaté pour l’hème 

a3, qui est entouré de Tyrosines cruciaux pour le mécanisme de la protéine. Le rôle de l’état 

de protonation est encore peu clair sur les potentiels de demi-vague des hèmes comme 

l’influence des interactions entre les hèmes sur les potentiels de demi-vague.  

Dans une seconde partie, l’interaction protéine-protéine a été étudiée. Ce phénomène est 

encore mal connu et met en jeu beaucoup d’interactions qui influencent de façon notable sur 

le complexe et sur ces caractéristiques spectroscopiques. Grâce à l’apport de spectres 

différentiels, l’influence de l’interaction des deux cytochromes sur divers bandes a pu être 

montrée. L’étude du complexe c-c552 a permis de voir qu’un complexe ne se forme pas 

toujours, les deux potentiels des deux hèmes ne sont pas modifiés. Pour le complexe c1-c, les 

potentiels ne peuvent pas être distingués car l’écart entre leurs valeurs est trop faible. Un 

changement d’environnement des propionates des hèmes est visible ce qui implique un 

changement de potentiel probable.  
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Pour le complexe c1-c552, les deux potentiels trouvés sont très éloignés des valeurs pour les 

hèmes individuels. Les interactions diverses ont modifié l’influence sur l’hème et sur son 

environnement. Ce complexe apporte inévitablement des contributions qui n’existaient pas 

dans les deux cytochromes isolés. Ainsi, les deux potentiels trouvés ne peuvent pas être 

attribués à un hème en particulier, ils résultent d’un effet coopératif entre les deux hèmes 

présents. 

Dans une troisième partie, l’électrochimie de protéines adsorbées sur un réseau de 

nanoparticules d’or est décrite. Cette démarche a été mise en place à la suite de l'impossibilité 

de déterminer le potentiel de demi-vague d'une laccase bactérienne. Ainsi une approche plus 

classique est développée en utilisant un réseau de nanoparticules attaché à une électrode qui 

se comporte comme un relais entre le centre actif de la protéine et l'électrode. La méthode de 

dépôt des nanoparticules et l'application de cette méthode à l'étude des protéines 

précédemment caractérisées sont mises en place. Pour chaque protéine, une caractérisation de 

la surface obtenue est effectuée, grâce à la spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier 

par réflexion totale atténuée exaltée de surface et ainsi prouver que le signal est bien celui de 

la protéine adsorbée sur la surface. Cette immobilisation est caractérisée en déterminant le 

potentiel de demi-vague, la vitesse de transfert d’électrons, la largeur à mi-hauteur (LMH) 

ainsi que le taux de couverture. L’activité redox des protéines immobilisées en solution est 

comparée afin d’exploiter leur efficacité catalytique dans des futurs biopiles. Cependant, 

l’immobilisation de la laccase a donné des résultats peu probants qui sont moins intéressants 

que ceux obtenues pour les autres protéines issues de la chaîne respiratoire. L’immobilisation 

grâce au réseau 3D de nanoparticules a donc une efficacité supérieure à la monocouche auto-

assemblée. 

Les protéines immobilisées présentent des caractéristiques suffisantes pour une application à 

une future biopile. Cependant, les différents systèmes sont encore à optimiser. Cette étude 

ouvre la voie à l’immobilisation d’autres protéines membranaires qui peuvent avoir les 

caractéristiques suffisantes. D’autres paramètres sont à prendre en compte. La température est 

un élément important, la biopile doit pouvoir résister à des températures extrêmes. La stabilité 

de la protéine dans le temps et plus particulièrement des protéines membranaires est un autre 

facteur qui est un élément critique pour une future biopile. Tous ces paramètre sont donc à 

optimiser. 
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Annexes 
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Annexe 1 : Spectre infrarouge du tampon phosphate 50 mM et KCl 100 mM en présence de médiateurs entre 

-500 et +500 mV dans une région spectrale comprise entre 1800 et 1000 cm-1 à pH 8. Les deux bandes à 1160 et 

1088 cm-1 caractérisent les vibrations P=O du tampon. 
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Annexe 2 : Spectres UV/Visible de la lacasse de Bacillus subtilis dans sa forme oxydée (en rouge) et dans sa 

forme réduite (en noire) après ajout d’ABTS à pH 8. 
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Annexe 3 : Courbe de Laviron pour le cytochrome c1 (en noir) et c552 (en rouge) à pH 8. 
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Annexe 4 : Courbe de Laviron pour le cytochrome ba3 à pH 6.4 (en noir), 7.5 (en rouge), 8 (en bleu) et 8.5 (en 

vert). 
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