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RESUME. 
  

Les catalases, les peroxydases et les catalase-peroxydases (KatGs) à hème régulent la 

concentration cellulaire du peroxyde d’hydrogène. Dans ces protéines, nous avons caractérisé 

la formation d’intermédiaires issus de l’oxydation de tyrosines et/ou tryptophanes. La prise en 

compte de ces radicaux nécessite le réexamen du mécanisme de ces enzymes, centré sur 

l’oxydo-réduction de l’hème. Pour étudier ces intermédiaires, nous avons utilisé une approche 

combinant la spectroscopie de Résonance Paramagnétique Electronique multifréquences (9-

285 GHz), l’absorption UV-visible, la mutagenèse dirigée et le marquage isotopique.  

L’étude de huit catalases, nous a permis de démontrer que la température de réaction, le pH et 

l’excès d’oxydant favorisent la formation du radical tyrosyle dans les catalases de foie de 

bœuf, d’érythrocytes humains, de B. abortus et de M. lysodeikticus. Nos résultats 

expliqueraient les différences d’efficacité dans la dismutation du H2O2. Le transfert spontané 

d’électron entre la tyrosine et la porphyrine serait en compétition avec la réaction entre 

l’intermédiaire [Fe(IV)=O Por•+] et le H2O2.  

Avec la catalase-peroxydase de B. pseudomallei, nous avons identifié la formation d’un 

radical tyrosyle et de deux intermédiaires tryptophanyles, l’un formé sur le Trp330. Notre 

étude de sept KatGs a démontré que les radicaux tryptophanyles sont uniques mais que les 

sites de formation ne sont pas les mêmes, ce qui expliquerait en partie leurs différences de 

réactivité vis-à-vis de l’ABTS et de l’isoniazide. Nous avons démontré que, dans les KatGs, 

les radicaux protéiques peuvent jouer le rôle de cofacteurs dans l’oxydation des substrats et 

que le mécanisme de la réaction de dismutation du H2O2 diffère de celui des catalases. 

 

Mots clés: Spectroscopie de Résonance Paramagnétique Electronique, Peroxydase, Catalase, 

Radicaux protéiques, Intermédiaires réactionnels, transfert d’électron, stress oxydant. 
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Tryptophanyl and tyrosyl radicals formed by intramolecular electron transfer 
to the heme in catalases and bi-functional peroxidases and characterized by 
an Electron Paramagnetic Resonance (EPR) spectroscopy and UV-visible 

electronic absorption spectrophotometry. 
 

 

ABSTRACT.  
 

Catalases, peroxidases and catalase-peroxidases (KatGs) regulate the cellular concentration of 

hydrogen peroxide. We investigated the reactive intermediates of these enzymes by 

combining multifrequency (9-285 GHz) Electron Paramagnetic Resonance spectroscopy, UV-

visible electronic absorption, deuterium labelling and site-directed mutagenesis. We identified 

tyrosyl and tryptophanyl radicals as alternative reactive intermediates to the [Fe(IV)=O Por•+]. 

The comparative study of eight catalases allowed us to demonstrate that temperature, pH and 

oxidant concentration favour the formation of the [Fe(IV)=O Tyr•] species in beef liver, 

human erythrocytes, B. abortus and M. lysodeikticus catalases. These findings would explain 

the different specific activities with H2O2 of these enzymes. If considering that the 

spontaneous electron transfer between tyrosine and the porphyrin would be in competition 

with the H2O2 disproportionation. 

KatGs are bifunctional enzymes, which disproportionate the H2O2 as efficiently as 

monofunctional catalases, due to specific structural features. Our EPR study showed that the 

reaction mechanism of KatGs is more complex than that of peroxidases and catalases. One 

tyrosyl and two tryptophanyle radicals were detected in B. pseudomallei KatG. Substrates 

tests performed with ABTS and isoniazid (front-line pro-drug used in the treatment of 

tuberculosis) revealed that these protein-based radicals could play the role of cofactors. 

Comparison of the protein-based intermediates formed by seven KatGs, showed that the 

tryptophan radical site is unique but not conserved. The localisation and the nature of the 

protein-based radicals may influence the reactivity of KatGs towards substrates. 
 

Key words: Electron Paramagnetic Resonance spectroscopy, peroxidase, catalase, protein-

based radicals, reactive intermediate, electron transfer, oxidative stress. 
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µL……………………... microlitre 

µM=µmol. L -1………… micro molaire 

µW…………………….. microwatt 

A ou Ala………………. Alanine 

A••••……………………… Radical 

Å………………………. Angström 

AA…………………….. Acide Arachidonique 

ABTS…………………. Acide 2,2’-Azino-bis(3-éthylebenzthiazoline)-6-sulfonique 

AcO…………………… Acétate 

ADN…………………... Acide désoxyribonucléique 

Ado••••…………………... Radical 5’-désoxyadénosyle 

AdoMet ou SAM……... S-adénosylméthionine 

AfKatG……………….. Catalase-peroxydase d’Archaeoglobus fulgidus 

AH…………………….. Substrat 

Ala ou A……………… Alanine 

APX…………………… Ascorbate peroxydase 

Arg ou R……………… Arginine 

Asn ou N……………… Asparagine 

Asp ou D……………… Aspartate 

BAC…………………... Catalase de Brucella abortus 

BFC…………………… Catalase de Bactéroïdes fragilis 

BLC…………………... Catalase de foie de bœuf 

BPC…………………… Catalase de Bordatella pertussis 

BpKatG………………. Catalase-peroxydase de Burkholdéria pseudomallei 

BsKAtG………………. Catalase-peroxydase de Bacillus stearothermophilus 

C ou Cys……………… Cystéine 

CatF…………………... Catalase de Pseudomonas syringae 

CcO…………………… cytochrome c oxydase 

CcP……………………. cytochrome c peroxydase 

Chl…………………….. Chlorophylle 

ci………………………. Concentration initiale 

Co……………………... Cobalt 

coll……………………. Collaborateurs 

C-term………………... C-terminal 

Cu……………………... Cuivre 

Cys ou C……………… Cystéine 

Cyt c…………………... cytochrome c 

D ou Asp……………… Aspartate 

E ou Glu……………… Glutamate 

e-………………………. électron 

EcKatG……………….. Catalase-peroxydase d’Escherichia coli 

F ou Phe ……………... Phénylalanine 
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[Fe(IV)=O Por••••+]……... Oxoferryle radical porphyrinique cationique 

[Fe(IV)=O Trp ••••]…….... Oxoferryle radical tryptophanyle 

[Fe(IV)=O Trp ••••+]…….. Oxoferryle radical tryptophanyle sur le résidu proximal 

[Fe(IV)=O Tyr ••••]……… Oxoferryle radical tyrosyle 

Fe……………………... Fer 

G ou Gly……………… Glycine 

G……………………… Gauss 

geff…………………….. g effectif 

GHz…………………… Giga Hertz 

giso…………………….. g isotrope 

Gln ou Q……………… Glutamine 

Glu ou E……………… Glutamate 

Gly ou G……………… Glycine 

GO……………………. Galactose Oxydase 

H ou His ……………... Histidine 

H+……………………... Proton 

H2O2……….………….. Peroxyde d’hydrogène 

HEC…………………... Catalase d’érythrocyte humain 

His ou H……………… Histidine 

HPC…………………... Catalase d’Hélicobacter pylori 

HPI……………………. Catalase-peroxydase d’Escherichia coli 

HPII…………………... Catalase d’Escherichia coli. 

HRP…………………... Peroxydase de raifort 

I ou Ile………………... Isoleucine 

Ile ou I………………... Isoleucine 

INH Isoniazide 

K ou Lys……………… Lysine 

K……………………… Calvin 

KatG………………….. Catalase-peroxydase 

kcal.mol-1……………... Kilocalorie par mole 

kcat……………………. Constante catalytique 

kDa…………………… Kilo Dalton 

kJ. mol-1……………… Kilo joule par mole 

Km…………………….. Constante de Michaelis-Menten 

L ou Leu……………… Leucine 

Leu ou L……………… Leucine 

LiP……………………. Peroxydase de lignine 

LL…………………….. Boucle large (large loop) 

Lys ou K……………… Lysine 

M ou Met……………... Méthionine 

M -1. s-1………………… Mole par litre par seconde 

mCPBA………………... Acide m-chloroperoxybenzoïque 
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Met ou M……………... Méthionine 

min ou mn……………. minute 

mL…………………….. millilitre 

MLC………………….. Catalase de Micrococcus lysodeikticus 

mM=mmol. L -1……….. milli molaire 

Mn…………………….. Manganèse 

ms……………………… milliseconde 

mT…………………….. milli tesla 

MtKatG………………. Catalase-peroxydase de Mycobacterium tuberculosis 

mV…………………….. millivolt 

MW ……………………. Poids moléculaire 

N ou Asn……………… Asparagine 

NADP(H)……………… β-nicotinamide adénine dinucléotide 2’-phosphate 
NDP…………………… Ribonucléotides diphosphates 

nm…………………….. nanomètre 

NTP…………………… Ribonucléotides triphosphates 

O2……………………… Dioxygène 

P ou Pro………………. Proline 

P1/2…………………….. Puissance de saturation 

PAA…………………… Acide Peracétique 

PerA…………………… Catalase-peroxydase de Bacillus stearothermophilus 

PFL……………………. Pyruvate Formiate Lyase 

PGG2………………….. Prostaglandine G2 

PGH2………………….. Prostaglandine 

PGHS…………………. Prostaglandine H synthase. 

Ph……………………… Phéophytine 

Phe ou F……………… Phénylalanine 

pH f…………………….. pH final 

PMC…………………… Catalase de Proteus mirabilis 

PMC-PR……………… Catalase de Proteus mirabilis résistante aux peroxydes 

Pro ou P………………. Proline 

PSI…………………….. Photosystème I 

PSII…………………… Photosystème II 

PVC……………………. Catalase de Penicillium vitale 

Q ou Gln……………… Glutamine 

Q………………………. Quinone 

R ou Arg……………… Arginine 

RcKAtG………………. Catalase-peroxydase de Rhodobacter capsulatus 

RNR…………………… Ribonucléotide Réductase 

ROH…………………… Alcool 

ROOH………………… Peroxyde 

ROS…………………… Espèces de l’oxygène actives 
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RPE…………………… Résonance Paramagnétique Electronique 

S ou Ser ………………. Sérine 

s……………………….. seconde 

SAM ou AdoMet……… S-adénosylméthionine 

Ser ou S……………….. Serine 

SMC…………………… Catalase de Serratia marcescens 

SyKatG……………….. Catalase-peroxydase de Synechocystis PCC9803 

T ou Thr……………… Thréonine 

tBHP…………………... tert-butylhydroperoxyde 

Thr ou T……………… Thréonine 

Trp ou W……………... Tryptophane 

Tyr ou Y………………. Tyrosine 

UV……………………... Ultraviolets 

V ou Val………………. Valine 

Val ou V………………. Valine 

W ou Trp……………... Tryptophane 

Y ou Tyr……………… Tyrosine 

ZFS……………………. Levée de dégénérescence en champ nul 
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Dans les systèmes biologiques, les réactions de transfert d'électron sont spécifiques à 

plusieurs processus biologiques, tels que le métabolisme énergétique (photosynthèse, 

respiration ou fixation de l'azote), la biosynthèse hormonale ou la détoxication. La plupart des 

protéines impliquées dans ces processus possèdent un ion métallique dans leur site actif (les 

plus fréquents étant le Fe, le Mn, le Mo et le Cu) qui intervient en tant que centre redox. 

Certains systèmes disposent de cofacteurs organiques, comme les flavines ou les quinones, 

susceptibles de former des radicaux relativement stables. Les quinones participent aux 

transferts d'électron dans les mitochondries ou au cours de la photosynthèse, tandis que les 

flavines sont des intermédiaires dans des réactions de transfert d'électron chez les enzymes 

contenant des hèmes, des centres fer-soufre ou du molybdène. Parfois, à l’instar des centres 

photosynthétiques, des radicaux protéiques et pas uniquement les centres métalliques sont 

impliqués dans la catalyse. Ainsi, les molécules de chlorophylle, les cytochromes, les centres 

fer-soufre, les sites à manganèse, les semiquinones et les radicaux tyrosyles sont associés les 

uns aux l'autres de façon à assurer, par leurs propriétés redox respectives, un transfert 

d'électron efficace au niveau de la membrane photosynthétique.  

Il devient de plus en plus évident que les radicaux issus de l'oxydation d’acides aminés 

ont un rôle important dans la catalyse enzymatique1 même si peu d'entre eux n’aient encore 

été parfaitement caractérisés et clairement associés à une fonction biologique. Dans le 

premier chapitre de ce manuscrit est exposé l’état des connaissances sur des 

métalloprotéines pour lesquelles le rôle des radicaux protéiques dans la catalyse enzymatique 

a été identifié, comme la ribonucléotide réductase, la galactose oxydase, les prostaglandines H 

synthases et le Photosystème II. 

 

Les catalases et les peroxydases, et également les superoxyde-dismutases, jouent un 

rôle essentiel dans les mécanismes de régulation du stress oxydant cellulaire. Chez les êtres 

vivants, ces enzymes ont des fonctions complémentaires : ils sont impliqués dans 

l’élimination d'espèces réactives dérivées de l'oxygène (ROS), telles que le peroxyde 

d'hydrogène (H2O2), les peroxydes organiques, les radicaux superoxyde (O2
•-) et hydroxyle 

(•OH), qui sont naturellement produits in vivo par la cellule mais qui ont à fortes doses, des 

effets néfastes, tels que le cancer et l'accélération du vieillissement cellulaire. Les ROS 

intracellulaires sont majoritairement produites dans la mitochondrie, mais on les retrouve 

également dans le cytosol. Les espèces O2
•- et H2O2 sont aussi produites dans les 

chloroplastes de plantes et des cyanobactéries. La protection contre ces espèces oxygénées est 

alors assurée par les superoxyde-dismutases, l'ascorbate peroxydase et la catalase-peroxydase 

(à hème). Le peroxyde d’hydrogène joue un rôle ambivalent : pour de faibles concentrations, 
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il est impliqué dans la signalisation cellulaire, alors que pour des valeurs plus élevées il 

devient toxique pour la cellule. Les relations entre la présence des catalases et des catalase-

peroxydases, leurs activités enzymatiques et le rôle ambigu bivalent du peroxyde d’hydrogène 

ne sont pas bien connues. 

 
Les catalases et les peroxydases mono- et bi-fonctionnelles sont des hémoprotéines. 

Bien que le site catalytique de ces enzymes soit localisé au niveau de l’hème, des radicaux 

issus de l’oxydation d’acides aminés sont formés chez certaines de ces hémoprotéines. 

L'identification de radicaux protéiques en tant qu’intermédiaires du cycle catalytique des 

catalases et des peroxydases offre une nouvelle perspective d’étude de leurs mécanismes et 

nécessite un réexamen de la relation structure-fonction de ces enzymes. L'étude détaillée, et 

notamment, la détermination précise de la structure électronique des intermédiaires redox du 

cycle enzymatique, s'avère nécessaire pour mieux comprendre le rôle physiologique de ces 

enzymes, leurs différences fonctionnelles et leurs spécificités vis-à-vis des substrats et des 

inhibiteurs. Pour obtenir des informations sur les structures électroniques et la réactivité des 

intermédiaires réactionnels, nous avons choisi d’utiliser les spectroscopies de Résonance 

Paramagnétique Electronique (RPE) multifréquences (9-285 GHz) et d’absorption 

électronique UV-visible par stopped-flow, associées à des expériences de mutagénèse dirigée 

et de marquage isotopique. Les principes théoriques de la RPE et de l’absorption électronique, 

aussi bien que la description de l’approche expérimentale utilisée dans ce travail sont décrits 

dans le second chapitre. 

  

Ce travail de thèse est structuré autour de deux axes principaux et complémentaires :  

i) les catalases, enzymes avec un cycle catalytique relativement simple et bien connu. 

Un des résultats importants de notre étude est la mise en évidence d’un caractère commun 

avec d’autres hémoprotéines qui utilisent un mécanisme radicalaire. 

ii) les catalase-peroxydases (KatGs), peroxydases avec une double activité 

enzymatique, considérées comme les ancêtres des peroxydases monofonctionnelles. Pour ces 

enzymes, et à la différence des catalases, le cycle catalytique n’est pas définitivement établi et 

les travaux de notre groupe à Saclay, en collaboration avec l’équipe autrichienne du Prof. 

Christian Obinger (BOKU, Vienne) et l’équipe canadienne du Prof. Peter Loewen (University 

of Manitoba, Canada) ont été à l’origine de propositions concernant les intermédiaires 

réactionnels. Malgré la complexité de fonctionnement des KatGs, nous sommes en train de 

définir les intermédiaires du cycle catalytique et d’identifier les paramètres structuraux et 

environnementaux qui confèrent aux KatGs une multifonctionnalité dépendante du pH, 
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unique à ces enzymes. Cette étude présente aussi des enjeux pharmacologiques avec 

notamment l’étude de la KatG de M. tuberculosis.   

 

Après la mise en évidence de la formation d'un intermédiaire inattendu de type 

[Fe(IV)=O Tyr•] comme état consécutif à la formation de l'intermédiaire [Fe(IV)=O Por•+] 

dans la catalase de foie de bœuf2, il est devenu important de déterminer si ce radical tyrosyle 

ne constituait qu’une particularité de fonctionnement de la catalase de foie de bœuf ou s’il 

pouvait être présent dans d'autres catalases à hème. D’autre part, la prise en compte d’un 

chemin alternatif de transfert d’électron intramoléculaire entre l’une des tyrosines et la 

porphyrine pourrait expliquer les importantes différences de réactivité de l’intermédiaire 

[Fe(IV)=O Por•+] vis-à-vis du peroxyde d’hydrogène. La grande homologie structurale, tout 

particulièrement au niveau de l’environnement de l’hème, sont en désaccord avec ces 

variations de l’activité spécifique, qui peuvent atteindre jusqu’à un ordre de grandeur. Le 

troisième chapitre est consacré à une étude comparative sur des catalases de mammifères 

(foie de bœuf et érythrocytes humains), de bactéries (E. coli, B. abortus, B. pertussis, B. 

fragilis, S. marcescens et P. syringae). Notre approche consiste à tester différentes conditions 

telles que le pH du milieu, la température de réaction, le temps de réaction, l’excès de 

substrat, afin de déterminer les facteurs favorisant la formation des radicaux protéiques au 

sein de cette famille d’enzymes et puis de tester si ces protéines utilisent ces radicaux 

protéiques pour une activité de type peroxydase.  

 

La caractérisation des catalase-peroxydases, en particulier celle de B. pseudomallei, 

donne lieu à une étude plus approfondie du rôle des intermédiaires radicalaires protéiques au 

cours du cycle enzymatique. L’étude comparative des intermédiaires radicalaires formés par 

les KatGs de B. pseudomallei, M. tuberculosis, B. stearothermophilus, A. fulgidus, R. 

capsulatus et E. coli, nous a permis de mieux comprendre la complexité et la diversité de ces 

enzymes. La caractérisation des réactions de ces dernières avec des substrats dont le potentiel 

d’oxydo-réduction et/ou l’encombrement stérique sont différents, a été réalisée pour mieux 

comprendre la spécificité des intermédiaires radicalaires vis-à-vis de ces substrats et pour 

déterminer les sites de fixation de ces derniers. Le quatrième chapitre décrit ces études.  

 

L’objectif du cinquième chapitre est de comprendre les propriétés physico-chimiques 

permettant et favorisant la formation de radicaux protéiques en tant qu’intermédiaires 

alternatifs à l’intermédiaire typique des hémoprotéines, le composé [Fe(IV)=O Por•+]. Parmi 

les différentes stratégies possibles, telles que l’utilisation de systèmes modèles comme la 
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microperoxydase ou l’ingénierie des sites de formation des radicaux protéiques, nous avons 

choisi d’étudier une peroxydase de raifort reconstituée dans laquelle l’hème, avant d’être 

replacé dans la protéine, a été modifié par liaison covalente avec un résidu tyrosine ou 

tryptophane.  
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INTRODUCTION  
 

Les radicaux sont des espèces chimiques qui possèdent au moins un électron non 

apparié sur leurs couches de valence, soit parce que le nombre d’électrons est impair soit 

parce qu’une dégénérescence orbitalaire conduit à la stabilisation d’électrons non appariés 

dans l’état fondamental (comme dans le cas du dioxygène). Un électron est dit célibataire 

lorsqu’il occupe une orbitale atomique ou moléculaire à lui seul. La plupart du temps, la 

présence d'un électron célibataire confère aux molécules une grande instabilité ce qui signifie 

qu'elles ont la possibilité de réagir avec de nombreux composés dans des processus le plus 

souvent non spécifiques. La durée de vie en solution des radicaux est donc souvent très 

courte. Les radicaux sont généralement obtenus par rupture homolytique de liaisons 

chimiques. Mais les liaisons chimiques ayant des énergies de l'ordre de centaines de kcal.  

mol-1 les conditions mises en jeu pour former les radicaux sont souvent drastiques : hautes 

températures, radiations ionisantes, ultraviolets. 

La science des radicaux dans les organismes vivants s’est développée depuis qu’en 

1969 McCord et Fridovich ont découvert la superoxyde dismutase1,2. Ils ont démontré que les 

radicaux jouaient un rôle important en biologie. Aujourd’hui, de nombreuses preuves 

montrent que les organismes vivants ont non seulement su s’adapter, mais qu’ils ont 

également développé des mécanismes pour les utiliser à leurs avantages. 

Le nombre d’études sur l’implication des radicaux protéiques, persistants ou 

transitoires, dans la catalyse enzymatique a énormément augmenté ces dernières années. Cet 

intérêt a conduit à la production de nombreuses revues dans le domaine. Dans ce chapitre, 

nous exposerons uniquement les principes généraux qui régissent la formation des radicaux 

protéiques et le rôle de ces radicaux dans la catalyse enzymatique. Ainsi, nous nous limiterons 

aux systèmes enzymatiques qui utilisent des radicaux issus de l’oxydation d’un résidu aminé 

ou d’un acide aminé modifié. 
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I.  LES RADICAUX PROTEIQUES EN BIOLOGIE . 

 

 Parmi les grands types de réactions présents en chimie et en biologie, deux processus 

ont retenus notre attention : les réactions acide-base et les réactions d’oxydo-réduction. Les 

réactions acido-basiques impliquent la formation ou la rupture hétérolytique de liaisons 

chimiques. Les substrats qui peuvent réagir selon un mécanisme acide-base sont des 

molécules polaires. Parmi les enzymes utilisant ce type de réaction, nous pouvons citer les 

peptidases, les phosphorylases (réactions d’hydrolyse) et les kinases (réactions de transfert de 

phosphate). 

Les réactions d’oxydo-réduction agissent par transfert d’électron. Les réactions 

d’oxydo-réduction peuvent avoir comme bilan le transfert d’un atome d’oxygène (réaction des 

oxygénases) ou d’un atome d’hydrogène (réaction type déshydrogénase). Les réactions 

impliquant la formation de radicaux font parties des réactions d’oxydo-réduction, dans le sens 

où elles impliquent un transfert d’électron entre une molécule possédant un nombre impair 

d’électrons et la rupture ou la formation homolytique d’une liaison chimique. 

 

I.1-PRINCIPE DE LA CATALYSE RADICALAIRE 

 

Les radicaux sont intrinsèquement différents de la majorité des espèces chimiques, 

dans lesquelles les électrons sont appariés. Ces différences s’expriment essentiellement du 

point de vue de leur réactivité chimique. La chimie radicalaire est dominée par des réactions à 

un électron, incluant des transferts mono-électroniques, les transferts d’atome d’hydrogène et 

les transferts couplés proton-électron. 

 

I.1-1 Le transfert mono-électronique 

 

Les réactions de transfert mono-électronique impliquent l’oxydation à un électron d’un 

partenaire redox et la réduction du radical. Le principe de la conservation des charges 

électriques implique qu’au cours de la réduction de l’espèce radicalaire des charges nettes 

complémentaires sont formées pour chaque espèce impliquée: 

 

X• + YH → X- + YH•+     Equation 1-1 

 



                                             Introduction : Les radicaux protéiques et la catalyse enzymatique 
 

 - 11 - 

La réaction de transfert mono-électronique influe sur les propriétés acide-base des espèces 

formées. En effet, l’espèce X- est plus basique que X• et YH•+ est plus acide qu’YH. La 

constante de vitesse des réactions de transfert mono-électronique dépend donc du pH de la 

solution. Des facteurs géométriques comme le recouvrement orbitalaire3,4 peuvent également 

la modifier. 

Le changement dans la répartition des électrons sur les orbitales moléculaires a des 

conséquences importantes au niveau de la réactivité chimique. Supprimer des électrons d’une 

orbitale liante (ou à l’inverse ajouter des électrons dans une orbitale non liante) va entraîner 

une déstabilisation moléculaire qui peut être à l’origine de l’activation catalytique. 

 

I.1-2 Les réactions de transfert d’atome d’hydrogène. 

 

Le processus le plus classique, dans les ruptures de liaisons, associé aux réactions 

radicalaires est le transfert d’un atome d’hydrogène dans lequel le proton et l’électron 

constituant l’atome d’hydrogène sont simultanément arrachés du substrat5,6,7,8,9. L’arrachement 

d’un atome d’hydrogène implique la rupture d’une liaison simple. Le transfert concerté du 

proton et de son électron permet d’éviter une séparation de charges, défavorable pour la 

réaction. L’équation bilan d’une réaction de transfert d’un atome d’hydrogène est donnée par 

l’équation 2 : 

 

X• + YH → XH + Y•     
Equation 1-2 

 

La force motrice des réactions de transfert d’hydrogène est basée sur la stabilité relative des 

radicaux X• et Y• entre eux. Cela peut être simplement analysé en terme d’enthalpie de liaison 

entre l’état X-H et Y-H8. La force de liaison apparaît donc comme un facteur déterminant de 

la réactivité des radicaux. 

 

I.1-3 Les réactions de transfert couplé proton-électron. 

 

Les réactions de transfert couplé proton-électron sont les processus les plus rencontrés 

dans les réactions radicalaires non concertées. Les transferts non concertés d’un proton et 

d’un électron impliquent soit une résolution spatiale soit une résolution temporelle des deux 

processus élémentaires. Les deux éléments (H+, e-) peuvent utiliser différents chemins entre 

l’accepteur et le donneur, comme cela est représenté par le schéma 1-1.  
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Plus généralement, les transferts couplés (H+ ; e-) sont des processus séquentiels, le 

transfert des deux entités se faisant donc l’un après l’autre10,11. 

 

 

 

X- / YH•+ XH / Y•

XH•+ / Y-X• / YH

Transfert de proton

H+

Transfert
mono-électronique

Transfert
mono-électronique e- e-

Transfert de proton

H+

Transfert
d’atome

d’hydrogène
e- ; H+

X- / YH•+ XH / Y•

XH•+ / Y-X• / YH

Transfert de proton

H+

Transfert
mono-électronique

Transfert
mono-électronique e- e-

Transfert de proton

H+

Transfert
d’atome

d’hydrogène
e- ; H+

 

 

Schéma 1- 1: Chemins réactionnels possibles pour le transfert couplé proton/électron 
 

Les paires donneur/accepteur d’électron et de proton peuvent être des espèces 

distinctes. Le transfert d’un atome d’hydrogène représente ainsi un cas limite de réaction de 

transfert couplé proton-électron dans lequel le transfert de proton et d’électron sont concertés 

et synchrones.  

 

I.2-I DENTIFICATION ET PROPRIETES DES RADICAUX PROTEIQUES. 

 

 En 1977, Sjöberg et Reichard12 ont démontré l’existence chez la ribonucléotide 

réductase d’Escherichia coli d’un radical persistant nécessaire à la réduction des 

ribonucléotides. Depuis, de nombreuses études effectuées sur diverses métalloprotéines ont 

permis de mettre en évidence la formation de radicaux protéiques, de longues ou de faibles 

durées de vie, nécessaires à l’activité enzymatique. Ces radicaux sont issus de l'oxydation de 

tyrosines, de tryptophanes, de cystéines et de glycines13,14,15,16,17,18 mais également de tyrosines 

et tryptophanes modifiés19,20,21,22. Le tableau 1-1 présente les radicaux protéiques rencontrés 

dans les systèmes biologiques. Ces radicaux ont été pour la plupart caractérisés par 

spectroscopie de Résonance Paramagnétique Electronique (RPE), la méthode biophysique de 
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choix pour étudier de telles espèces. Nous détaillerons les principes de cette spectroscopie 

dans le chapitre suivant.  

 

Amino-acide Système enzymatique Radical Référence 

 

Tyrosine 

RNRa de classe I 

Photosystème II 

Prostaglandine H synthase  

Sjöberg 1977 

Barry 1987 

Karthein 1988 

 

Tyrosine modifiée 

 

 

Galactose oxydase 

 

 

Whittaker 1990 

 

Tryptophane 

 

 

cytochrome c peroxydase 

 

 

Sivaraja 1989 

 

Cystéine 

 

 

RNR de classe II 

 

 

Licht 1996 

Glycine 

 

RNR de classe III 

Pyruvate formiate-lyase 
 

Mulliez 1993 

Wagner 1992 

aRNR=Ribonucléotide Réductase 
Tableau 1- 1: Diversité des radicaux protéiques impliqués dans la catalyse enzymatique  
 

Les espèces radicalaires formées en solution se comportent différemment de celles 

formées au sein d’une protéine. En effet, l’environnement protéique stabilise généralement 

l’espèce radicalaire formée. Par exemple, dans le cas des ribonucléotides réductases de classe 

I en absence de substrat, le radical tyrosyle formé possède un temps de demi-vie de 4 jours 

alors qu’en solution le temps de demi-vie d’un radical tyrosyle est de l’ordre de la 

milliseconde23. La grande réactivité des espèces radicalaires protéiques générées pendant la 

catalyse enzymatique implique donc un contrôle strict, exercé par l’environnement protéique. 

L’environnement protéique peut aussi modifier les propriétés physico-chimiques des radicaux 

et en particulier influencer le potentiel d’oxydo-réduction. Dans le photosystème II, par 

exemple, les deux radicaux tyrosyles formés ont des potentiels d’oxydo-réduction qui 

diffèrent de 250 mV, respectivement à 750 et 1000 mV24. La galactose oxydase forme, sur un 

résidu tyrosine lié de façon covalente à un résidu cystéine, un radical tyrosyle dont le potentiel 

d’oxydo-réduction est de 400 mV, c'est-à-dire diminué de 600 mV par rapport aux potentiels 

mesurés pour des radicaux tyrosyles associés à de petits peptides25. 
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Les radicaux issus de l’oxydation des acides aminés sont formés lors de la catalyse 

enzymatique par un processus redox faisant intervenir un cofacteur métallique. Ce cofacteur 

est situé soit à proximité de l’acide aminé qui va être oxydé soit sur un autre enzyme, appelé 

protéine activatrice. Les métaux les plus souvent impliqués dans la formation de radicaux sont 

le fer (Fe), le cuivre (Cu), le cobalt (Co) ou le manganèse (Mn)26. Le fer, en particulier, est 

très représenté. Il peut intervenir associé à des ligands tels que les porphyrines ou constituer 

des centres binucléaires comme dans les centres [4Fe-4S]. Le dioxygène peut également 

initier la réaction de formation du radical via l’oxydation du centre métallique27,28,29,30,31,32,33,34. 

Dans le cas des systèmes anaérobies, le même dioxygène détruit le centre métallique15 et 

d’autres cofacteurs sont alors utilisés pour initier le transfert d’électron.  

Dans la majorité des enzymes décrits dans ce chapitre, la fonction du cofacteur est de 

générer un radical protéique transitoire, qui va interagir directement avec le substrat. 

Cependant, leur courte durée de vie rend difficile l’attribution de leur nature chimique et/ou 

de leur fonction biologique. Les espèces radicalaires protéiques peuvent catalyser plusieurs 

cycles, comme dans le cas de la prostaglandine H synthase (PGHS)35. Toutefois dans la 

majorité des cas, le radical protéique est formé et régénère l’acide aminé sous forme réduite à 

chaque cycle catalytique36,37. Les protéines radicalaires peuvent s’inactiver pendant leur cycle 

catalytique en absence de substrat. Ce phénomène est exacerbé quand un analogue du substrat 

est utilisé. Ceci prouve que les radicaux protéiques sont très spécifiques par rapport à leur 

substrat38,39,40,41.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



                                             Introduction : Les radicaux protéiques et la catalyse enzymatique 
 

 - 15 - 

II.  LES RADICAUX PROTEIQUES ET LA CATALYSE ENZYMATIQUE . 

 

II.1-L ES RIBONUCLEOTIDES REDUCTASES. 

 

Les ribonucléotides réductases (RNRs) fournissent les briques nécessaires à la 

réplication de l’ADN dans toutes les cellules vivantes, en catalysant la conversion des 

ribonucléotides en désoxyribonucléotides associés42,43.  
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Figure 1- 1: Réaction de conversion des ribonucléotides en désoxyribonucléotides catalysée par les RNRs 
 

 

Malgré ce rôle central dans le métabolisme, les RNRs possèdent des structures 

primaires et quaternaires très diverses. Les RNRs ont été subdivisées en trois classes selon le 

cofacteur utilisé pour leur catalyse42.  
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Figure 1- 2: Classification des différentes RNRs d'après la nature du cofacteur utilisé dans la 
réaction de catalyse. La fonction de tous ces cofacteurs est de générer le radical thiyle qui va initier la réaction 
de réduction des ribonucléotides. D’après Stubbe 199826 
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Les RNRs de classe I (ou aérobies), découvertes par Reichard dans les années 5044, 

forment un radical tyrosyle grâce à un centre binucléaire à fer et en présence de dioxygène. 

Les RNRs de classe II, découverte par Blakley et Beck45,46, emploient le coenzyme 

adénosylcobalamine comme source de radicaux et les RNRs de classe III, identifiées d’abord 

par Barlow47 puis étudiées par les équipes de Fontecave, Eliasson et Reichard48, forment un 

radical glycyle grâce à la S-adénosylméthionine et à un centre fer-soufre. Malgré le peu 

d’homologie de séquence au sein des RNRs, elles procèdent par la même chimie radicalaire 

au niveau du nucléotide43,49,50. Le tableau 1-2 récapitule les différentes caractéristiques des 

trois classes de RNRs. 

 

 Classe Ia Classe Ib Classe Ic Classe II Classe III 

Sensibilité à O2 Aérobie Aérobie Aérobie 
Aérobie/  

Anaérobie 
Anaérobie 

Structure α2β2 α2β2 α2β2 α (α2) α2β2 

Radical Tyr.Cys Tyr.Cys Cys AdB12.Cys AdoMet.Gly.Cys ? 

Site métallique Fe-O-Fe Fe-O-Fe Fe-O-Mn Co Fe-S 

Substrat NDPa NDP NDPa NDP/NTPb NTP 

Réducteur 
Thiorédoxine 

Glutarédoxine 

NrdH-rédoxine 

Glutarédoxine 
 Thiorédoxine Formiate 

Site allostérique 

par chaîne 

polypeptidique 

2 1  1 2 

Inhibition par 

dATP 
oui non  non Oui 

Prototype E. coli S. typhimurium 
C. 

trachomatis 
 

L. leishmanii E. coli 

aNDP=ribonucléotides diphosphates; b NTP: ribonucléotides triphosphates 
Tableau 1-2: Caractéristiques générales des trois classes de ribonucléotides réductases.  

  

La fonction des différents cofacteurs est d’initier la formation d’un radical sur le 

nucléotide. Le mécanisme de réduction du nucléotide ne sera pas détaillé dans ce chapitre. 

Afin de comprendre la formation et surtout le rôle des radicaux protéiques, seules les grandes 

étapes de la réduction du nucléotide sont présentées (figure 1-3). 
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Figure 1-3: Mécanisme radicalaire de la conversion des ribonucléotides en désoxyribonucléotides par les 
RNRs de classe I. D’après  Stubbe 199826 
 

 La réaction est initiée par la liaison du substrat dans le site actif de l’enzyme, celle-ci 

étant sous forme réduite. Le radical thiyle, formé par un transfert d'électron depuis le radical 

tyrosyle, va initier la réduction du ribonucléotide proprement dit en arrachant un atome 

d’hydrogène au carbone C-3 de l’unité ribose (2), générant ainsi un substrat radicalaire. La 

formation de ce radical facilite le départ, sous forme d’une molécule d’eau, du groupe OH du 

carbone C-2 (3). Un atome d’hydrogène est alors transféré à partir d’un troisième résidu 

cystéine pour terminer la réduction au niveau de C-2, une liaison disulfure est formée (4). Le 

radical est ensuite reformé en C-3, par transfert d’un atome d’hydrogène ddu glutamate 441 et 

réduction du radical anion disufide (5). Finalement l’atome d’hydrogène arraché par la 

cystéine 439 est capté par l’atome C-3 du nucléotide. Le radical thiyle est à nouveau formé et 

le désoxyribonucléotide est libre de quitter l’enzyme (6). La liaison disulfure créée dans le site 

actif de l’enzyme est alors réduite par des protéines spécifiques (7) contenant un centre redox 

de type disulfures, tels que la thiorédoxine. Pendant toute la catalyse, l’acide glutamique 441 

stabilise l’interaction entre l’enzyme et le substrat en formant des liaisons hydrogène avec les 

atomes d’oxygènes des carbones C-2 et C-3 du substrat. 
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Figure 1-4: Mécanisme proposé pour la formation du radical tyrosyle chez les RNRs de classe I. La forme 
réduite de R2, inactive, résulte de la chélation de deux ions ferreux par l'apoprotéine. Une réduction à deux 
électrons du dioxygène par le centre binucléaire à fer conduit à la formation d'un composé P. La réduction et la 
protonation de ce composé conduit au composé X. La réduction à un électron  de ce dernier par la tyrosine 
adjacente mène à la forme active de R2. La numérotation correspond à l’enzyme d’Escherichia coli. D’après 
Andersson 199959 
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II.1-1 Formation du radical tyrosyle chez les RNRs de classe I. 

 

Les RNRs de classe I sont constituées de deux sous-unités homodimériques R1 et R2. 

La réduction du nucléotide a lieu dans la sous-unité R1. La sous-unité R2 contient le radical 

tyrosyle (formé sur la Tyr122 dans la RNR d’E. coli) et le centre à fer, constitué de deux 

atomes de fer spin fort en interaction antiferromagnétique via un pont µ-oxo [Fe(II)-O-

Fe(II)]51,52,53,54. Des expériences de spectroscopie RPE et de marquage isotopique sur la sous-

unité R2 ont révélées que la bande d'absorption à 410 nm en UV-visible et le doublet centré à 

g=2,004, observés pendant le cycle catalytique, étaient dus à la formation d’un radical 

tyrosyle55,12,56,57,58.  

Dans la forme inactive de la protéine, les deux atomes de fer sont au degré 

d’oxydation +II, distants de 3,9 Å et reliés entre eux par des ponts carboxylates bidentates 

créés par deux résidus glutamates. Au cours de la première étape une molécule de dioxygène 

se lie à l’un des centres métalliques de la forme réduite. Un tel complexe n’a pas pu être 

observé dans le cas de la RNR mais des cristaux de la protéine R2, contenant une molécule 

d’azoture liée au centre bimétallique, ont été obtenus avec un mutant de la RNR d’E.coli59. Le 

centre binucléaire à Fe(II) réagit ensuite avec le dioxygène pour former un composé peroxo 

(composé P). Cette espèce n’a pu être observée que dans des complexes modèles60 ou avec 

des mutants de R261,62. La réduction, couplée à une protonation de ce complexe, conduit à 

l’intermédiaire X, au sein duquel les deux atomes de fer sont distants de 2,5 Å63. Cette espèce 

a été formellement décrite comme un complexe mixte Fe(IV)-Fe(III)64. Au sein de cette 

espèce, le résidu tyrosine est alors oxydé formant ainsi l’intermédiaire catalytiquement actif. 

L’espèce active est constituée du centre binucléaire, Fe(III)-Fe(III) liés par un pont µ-oxo, et 

du radical tyrosyle. La figure 1-4 reprend le mécanisme proposé pour le passage de la forme 

inactive à la forme active des RNRs de classe I.  

Un troisième intermédiaire, appelé composé U, contenant un radical tryptophanyle 

protoné couplé à un centre Fe(III)-Fe(IV) a été également proposé. Ce radical, localisé sur le 

tryptophane 48, a été observé lorsque l’apport en fer est limité65,66.  
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Le radical tyrosyle est nécessaire à l’activité catalytique des RNRs de classe I. Le site 

actif de la réaction est localisé dans la sous-unité R1 et contient la Cys439, essentielle pour la 

catalyse, car elle initie la réduction du nucléotide67,68. La Cys439 et la Tyr122 étant distantes 

de 35 Å, d’autres acides aminés assurent le transfert d’électron entre ces deux résidus69. 

Récemment, Seyedsayamdost et coll. ont montré que la Tyr356 est impliquée dans ce transfert 

d’électron mais le chemin complet n’est pas encore tout à fait élucidé70. 

 

 
Figure 1- 5 : Chemin proposé pour le transfert d’électron entre le résidu Tyr122 et le résidu Cys439 dans 
la RNR de classe I d’E. coli.71. 
 
 

II.1-2 Formation du radical glycyle chez les RNRs de classe III 

 

La formation du radical glycyle dans la sous-unité α2 des RNRs de classe III est moins 

bien comprise que celle du radical tyrosyle des RNRs de classe I. Généralement, les enzymes 

à radical glycyle permettent aux organismes anaérobies stricts ou facultatifs de catalyser des 

réactions chimiquement difficiles72,73. Le radical glycyle est essentiel pour la catalyse et est 

très sensible au dioxygène. Par contre, en absence de dioxygène, ce radical est stable pendant 

plusieurs heures. La stabilité inhérente des radicaux glycyles est due aux effets combinés des 

substituants NH et CO, respectivement électrodonneur et électroattracteur, et à son 

enfouissement au sein de la protéine.  

 Les signaux RPE des radicaux glycyles présentent des caractéristiques spécifiques. Il 

s’agit d’un doublet avec un couplage hyperfin de 1,4-1,5 mT centré à g=2,0035 en RPE bande 

X. Ce spectre a été observé notamment dans le cas de la Pyruvate Formiate-Lyase (PFL)13,74. 

Le cycle catalytique de tous les enzymes à radical glycyle débute probablement par le 

transfert du radical glycyle sur le groupe thiol d’une cystéine spatialement proche du résidu 

glycine. Le radical thiyle résultant initie ensuite la réaction radicalaire75. Cependant pour être 

activées, les protéines à radical glycyle nécessitent l’intervention d’une protéine à centre fer-
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soufre. Celle-ci en combinaison avec la S-adénosylméthionine (SAM) peut initier une catalyse 

radicalaire et réaliser des réactions diverses telles que des méthylations inhabituelles, 

isomérisations, cyclisations, oxydations, insertions de soufre ou encore la formation de 

radicaux protéiques76. Malgré la diversité des réactions catalysées, on suppose que ces 

protéines utilisent un mécanisme commun de génération des espèces radicalaires qui est 

représenté par la figure 1-6. 
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Figure 1-6: Modèle de fonctionnement des enzymes à radical glycyle. D’après Knappe 200175 
 

Le radical 5’-déoxyadénosyle (Ado•) issu de la réduction de la SAM oxyde un résidu glycine. 

Le radical glycyle est réduit par une cystéine du centre actif, formant un radical thiyle. Le 

radical thiyle formé est ensuite transféré au substrat qui est converti en produit par un 

mécanisme radicalaire77. 

 

II.1-3 Rôle du radical thiyle chez les RNRs. 

 

 Le radical thiyle est une espèce transitoire capable d’arracher un atome d’hydrogène 

au substrat sur des positions activées. En effet, l’énergie de dissociation de la liaison S-H est 

de l’ordre de 90 kcal.mol-1 alors que l’énergie de dissociation mise en jeu lors de la rupture de 

la liaison du substrat est de l’ordre de 80 kcal.mol-126. Les radicaux thiyles sont très efficaces 

car ils sont capables d’arracher un atome d’hydrogène avec des vitesses de l’ordre de           

104 M-1.s-1, même si cette faculté est masquée par leur capacité à donner un atome 

d’hydrogène encore plus rapidement78. 
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II.2-L A GALACTOSE OXYDASE. 

 

La galactose oxydase (GO)79 est une métalloprotéine à cuivre de type II, de 68,5 kDa, 

isolée d’un champignon : Fusarium spp. Elle fait partie de la classe des oxydases radicalaires 

à cuivre qui incluent également la Glyoxal Oxydase80. Elle catalyse l’oxydation à deux 

électrons du D-galactose en présence de dioxygène avec départ de l’hydrogène pro-S du 

substrat. Les produits de réaction sont le sucre oxydé et le peroxyde d’hydrogène80. Il est 

intéressant de noter que la protéine accepte comme substrat un très grand nombre d’alcools 

primaires et les oxyde en aldéhydes avec réduction concomitante de dioxygène en peroxyde 

d’hydrogène79,33. 

 
Schéma 1- 2 : Oxydation du D-galactose par la galactose oxydase. 
 

La structure cristallographique de la forme inactive de la galactose oxydase a été 

résolue par Ito et coll. en 199481. Le site actif de la forme inactive est constitué d’un atome de 

cuivre dans une géométrie de type pyramidal à base carrée, avec le résidu tyrosine 495 en 

position axiale. Les histidines 581 et 496, la tyrosine 272 et un ligand exogène (eau ou 

acétate) coordinent le cuivre en position équatoriale. Un fait remarquable dans cette structure 

est la présence d’une liaison covalente entre le soufre de la cystéine 228 et la tyrosine 27281 

(en position ortho de la fonction phénol de la tyrosine). 

 

La galactose oxydase catalyse la réduction des alcools primaires en aldéhydes. Cette 

réaction met en jeu deux électrons, alors que son site actif ne contient qu’un seul atome de 

cuivre (susceptible de ne transférer qu’un seul électron par la réaction Cu(II) + 1 e- � Cu(I)). 

Ce problème n’est qu’apparent, car au cours de son cycle catalytique la galactose oxydase met 

en jeu un autre site redox, non métallique, qui à été identifié comme un radical protéique. La 

forme active de l'enzyme contient donc un ion de cuivre (II) et un radical organique. 

L'oxydation, via le dioxygène, de l'apoprotéine génère ce radical sur la Tyr495 puis, par 

transfert d'électron le radical est formé sur la Tyr272 liée par liaison covalente au résidu 
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cystéine79,80,81,82. En spectroscopie RPE cela se traduit par la présence d’un couplage hyperfin 

avec un seul hydrogène en ortho de la fonction phénol. 
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Figure 1-8 : Détails du mécanisme d'oxydation des substrats proposé pour la galactose oxydase. D’après 
Whittaker 83. 
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En se basant sur des études de marquages isotopiques ainsi que sur la structure 

cristallographique, Whittaker83 a proposé un mécanisme pour l’oxydation des substrats (figure 

1-8). Dans la première étape, le substrat se fixe au cuivre(II) par l’oxygène hydroxylique et 

vient occuper la cinquième position échangeable du site actif. Le site actif relativement ouvert 

et accessible au solvant est en accord avec la faible sélectivité en substrat de l’enzyme. Dans 

la seconde étape, la tyrosine 495 capte un proton rendu plus acide de la fonction alcool. Cette 

déprotonation est facilitée par la présence d’une liaison hydrogène84 entre l’hydroxyle et le 

phénolate de la tyrosine 495 et par une faible différence de pKa entre la tyrosine 495 et 

l’alcool coordiné. La troisième étape est la coupure homolytique de la liaison Cα-H par le 

radical tyrosyle Tyr272
• et la formation d’un radical cétyle sur le substrat. Au cours de la 

quatrième étape, le radical cétyle réduit le cuivre(II) en cuivre(I) par transfert d’un électron. 

Ce double transfert d’électron aboutit à la forme réduite de l’enzyme et à l’aldéhyde. Dans ce 

complexe, les deux tyrosines du centre actif sont protonées et sont supposées être en faible 

interaction avec le cuivre. La dernière étape de cette réaction d’oxydation, est la ré-oxydation 

de la galactose oxydase. La forte instabilité du complexe oxygéné fait que le mécanisme de 

ré-oxydation du site est beaucoup moins connu que l’étape d’oxydation du substrat. 

 

II.3-L A PROSTAGLANDINE H SYNTHASE. 

 

La prostaglandine H synthase (PGHS) catalyse les premières étapes de la biosynthèse 

des prostaglandines85,86,87,88. Une première activité de type cyclooxygénase permet la 

conversion de l’acide arachidonique (AA) en prostaglandine G2 (PGG2) grâce à deux 

molécules de dioxygène. Puis grâce à une activité peroxydase, la PGG2 pourra être réduite en 

prostaglandine PGH2. La PGHS existe sous deux isoformes PGHS-1 et PGHS-2. Les deux 

activités catalytiques peuvent être observées pour chacune des deux isoformes. Les sites actifs 

de ces deux activités sont différents, cependant d’un point de vue mécanistique l’activité 

cyclooxygénase est liée à l’activité peroxydase89. 
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Figure 1-9 : Cycle peroxydase pour la PGHS-1. D’après Shi 200095. 
 

Dans le cycle peroxydase, l’enzyme à l’état natif réagit avec un peroxyde pour former 

le composé I [Fe(IV)=O Por•+]. Ce composé est formé initialement d’une espèce oxoferryle 

en interaction avec un radical porphyrinique cationique89,17,90, mais ce radical est réduit par un 

acide aminé aromatique, respectivement la Tyr38591,92 pour la PGHS-1 et la Tyr371 pour la 

PGHS-293,94. Il se forme donc l’espèce [Fe(IV)=O Tyr•]. Ce radical tyrosyle est responsable de 

l’abstraction d’un atome d’hydrogène de l’acide arachidonique, ce qui constitue l’étape 

d’initiation du cycle cyclooxygénase. L’oxydation de l’hème (activité peroxydase), 

conduisant au composé I, est donc nécessaire à l’activité cyclooxygénase. En revanche, 

l’activité peroxydase peut très bien exister indépendamment de l’activité cyclooxygénase95,96. 

Depuis que Ruf et coll. ont mis en évidence la formation d’une espèce active en 

spectroscopie RPE dans le cycle catalytique, de nombreuses équipes ont cherché à définir la 

structure de cette espèce paramagnétique17. Trois états différents de la PGHS-1 peuvent être 

observés en RPE. Les spectres associés correspondent à un doublet large, un singulet large et 

un singulet étroit92,97,98. Plusieurs études suggèrent que l’espèce, dont le spectre est le doublet 

large (3,5 mT) est un intermédiaire du cycle de cyclooxygénation. Son apparition est corrélée 

avec la consommation de peroxyde et sa disparition avec la formation de PGG299,92. De plus, 

avec le mutant Y385F plus aucune activité cyclooxygénase n’est détectée et le doublet large 

n’est effectivement plus observé100,101. Avec ce mutant, l’activité peroxydase est, elle aussi, 

réduite de 50 % par rapport à la souche sauvage. Ceci corrobore donc l’idée que les deux sites 

actifs sont indépendants l’un de l’autre mais partage le même cofacteur héminique102. 
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Lorsque l’échantillon correspondant au doublet large est incubé dans la glace plusieurs 

minutes, le signal évolue vers un signal singulet stable d’approximativement la même largeur. 

Si l’incubation est prolongée quelques heures, ce singulet large évolue vers un singulet plus 

étroit, d’environ 2,5 mT de largeur98, qui apparaît après la formation de PGG2.  

 

Des expériences menées dans des conditions anaérobies ont montré qu’en absence 

d’acide arachidonique, le spectre correspondant au doublet large est détecté. Si l’acide 

arachidonique est ajouté au milieu, le doublet large disparaît au profit d’un nouveau signal91. 

Des expériences de marquages isotopiques de l’acide arachidonique ont montré que ce 

nouveau signal provenait du substrat lui même (AA•). En revanche, lors d’une expérience de 

marquage réalisée lorsque seul le singulet étroit est détecté, aucun nouveau signal radicalaire 

n’est détecté91. Le signal du doublet large semble donc correspondre à une espèce qui initie la 

chimie d’oxydation du substrat, tandis que celui du singulet étroit, à une espèce dégradée. Des 

résultats encore plus convaincants93 sont obtenus avec l’incubation de l’enzyme PGHS-2 avec 

du peroxyde d’éthyle. En RPE, un singulet large, correspondant à un radical tyrosyle, est 

détecté. Ce radical va réagir avec l’acide arachidonique pour générer en RPE un signal à sept 

raies qui peut être simulé par un radical pentadienyle. Ce dernier pourrait être une espèce 

dérivée de l’acide arachidonique. 

 

II.4-L E PHOTOSYSTEME II . 

 

Au cours de la photosynthèse oxygénique, un transfert d'électron, induit par l'énergie 

solaire, a lieu. Les systèmes impliqués dans ce transfert sont le photosystème I (PS I) et le 

photosystème II (PS II). Le photosystème II est constitué d’un ensemble de protéines 

membranaires contenant, entre autre, des chlorophylles et un centre à manganèse, site 

catalytique pour la réaction d'oxydation de l'eau103,104.  

 

Dans le PSII, l’eau est oxydée en dioxygène et en protons, tandis qu’une 

plastoquinone est réduite en quinol. Ces réactions se produisent dans des sites distincts de la 

protéine, connectés entre eux par une série de cofacteurs permettant le transfert d’électron de 

l’un vers l’autre. Une chlorophylle initie le mouvement des électrons: son état initialement 

réducteur évolue par perte d’électron vers une espèce fortement oxydante (P680
+). 
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II.4-1 Chaîne de transfert d’électron au sein du photosystème 

II. 

 

La photochimie du PSII105,103 commence par l’excitation d’une paire spéciale de 

molécules de chlorophylle liées aux sous-unités D1 et D2. Cette paire absorbe des radiations 

de longueurs d’ondes 680 nm et est appelée P680 (figure 1-10). A la suite de l’excitation, le 

P680 transfère, en quelques picosecondes, un électron à une molécule de phéophytine voisine 

(une chlorophylle démétallée avec deux ions H+ à la place de l’ion Mg2+) formant ainsi le 

cation correspondant P680
+. L’électron est ensuite successivement transféré à une 

plastoquinone, QA, accepteur d’un électron, puis à une autre plastoquinone QB, qui peut 

accepter deux électrons. P680
+ est suffisamment puissant pour oxyder le centre à manganèse du 

centre de dégagement de l’oxygène et ce via une tyrosine (YZ), qui forme un radical 

intermédiaire. Dans ce modèle, la tyrosine Z fait partie intégrante du site catalytique.  

La réaction d’oxydation de l’eau est une réaction à quatre électrons dont l’équation 

bilan est la suivante : 

 

 

2 H2O O2 + 4H+ + 4e-
   Equation1-3 

 

 

Il faut donc quatre séparations de charge à l’intérieur du centre réactionnel avant que la 

réaction n’aboutisse. Le centre à manganèse agit comme accumulateur de charges et stocke 

quatre équivalents d’oxydants au cours du cycle catalytique.  
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Figure 1-10 : Mécanisme de l’oxydation de l’eau en dioxygène. 1 Séparation de charge entre ChlD1 et PhD1 
conduisant à la formation de l’espèce P680

+ ; 2 Transfert d’électron de PhD1
- vers QA ; 3 Oxydation de la tyrosine 

Z par P680
+ ; 4 Oxydation du centre à manganèse par Y•

Z ; 5 Transfert d’électron entre QA
- et QB. D’après 

Rutherford 2004114. 
 

II.4-2 Rôle proposé pour les radicaux tyrosyles Z et D 

 

Deux résidus tyrosines localisés à proximité de la chlorophylle P680
+, respectivement 

en position 161 de la chaîne D1 et 160 de la chaîne D2, peuvent fournir un électron à l’espèce 

P680
+ et former un radical106,107,108,109. Toutefois un seul, noté Z en position 161, permet 

l’oxydation de l’eau en dioxygène et n’existe donc que transitoirement. L’autre radical, noté 

D, est en revanche stable. 

Le radical Yz
• doit induire la rupture homolytique de la liaison O-H d'une molécule 

d'eau liée au centre à manganèse, par arrachement de l'atome d'hydrogène110. Ce mécanisme 

nécessite deux particularités structurales : premièrement, le résidu tyrosine doit être proche 

(idéalement lié par liaison hydrogène) de la molécule d’eau et deuxièmement, l’atome 

d’hydrogène arraché au résidu tyrosine doit être expulsé du centre actif pour qu’une fois 

formé, le radical tyrosyle Z, soit capable d’arracher l’atome d’hydrogène du substrat. Grâce à 
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la structure cristallographique du photosystème II obtenue par Zouni et coll.111, il est apparu 

que l’ion calcium et la tyrosine sont distants de seulement 5,1 Å (figure 1-10), ce qui rend 

plausible l’oxydation directe de l’eau par le radical tyrosyle. D’autre part, une histidine 

(His191) déprotonée est suffisamment proche de la tyrosine pour capter son proton, qui serait 

ensuite évacué par des réarrangements structuraux au cours du cycle catalytique. Le centre à 

manganèse et l’ion calcium sont, en effet, soumis à des changements structuraux dans les états 

d’oxydation les plus élevés du cycle catalytique112,113. Ceci suggère que la tyrosine Z n’arrache 

un proton et un électron de l’eau qu’uniquement dans les états d’oxydation les plus élevés. 

 

En ce qui concerne le radical de la tyrosine D, stable et, a priori sans rôle catalytique, 

des hypothèses ont été avancées pour expliquer sa formation. Son rôle serait essentiellement 

redox. D’une part, le radical semble être un oxydant du centre à manganèse et le maintien 

ainsi au potentiel redox adéquat lors du cycle. Ce rôle redox pourrait également être important 

lors de l'assemblage du centre à manganèse car les formes très réduites du manganèse sont 

oxydées par le radical tyrosyle D. D’autre part, l’atome d’hydrogène arraché à la tyrosine D, 

lors de la formation du radical correspondant, resterait proche de celle ci et aurait une 

influence électrostatique sur le potentiel de la chlorophylle cationique P680
+. Cette influence 

pourrait s’étendre à la cinétique de l'oxydation de la tyrosine Z. Le turnover de l'enzyme serait 

ainsi augmenté et il serait protégé contre les dommages induits par la lumière. Le second rôle 

de ce résidu tyrosine, considéré comme générateur de charge positive dans un environnement 

hydrophobe, serait nouveau en biologie114.  

 

II.5-L A CYTOCHROME C OXYDASE. 

 

Lors de la respiration aérobie, le dioxygène est réduit en eau par la cytochrome c 

oxydase (CcO). Trois centres redox rendent possible cette réaction: le cuivre CuA (transfert 

d'électron), l'hème a (transfert d'électron) et un centre binucléaire contenant l'hème a3 et le 

cuivre CuB (réduction du dioxygène). 

 

Depuis la fin des années 70, Babcock et coll. ont travaillé sur le développement de 

techniques de spectroscopie Raman résolues en temps pour étudier les protéines redox et en 

particulier pour identifier les intermédiaires du cycle catalytique de la cytochrome c 

oxydase115. Depuis que la structure de l’intermédiaire P, d’abord supposé être un Fe-O-O, a 

été démontré comme étant une espèce oxoferryle [Fe(IV)=O] 116, la possibilité de la 

participation d’un radical tyrosyle, au cycle catalytique de la CcO, a été émise (figure 1-11). 
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Le clivage de la liaison O-O du dioxygène nécessite quatre électrons, c'est-à-dire un de trop 

par rapport à ce que peut fournir le centre actif. Par contre, celui-ci peut être libéré en 

générant un radical sur un résidu amino-acide. C’est ce qu’ont proposé Proshlyakov et coll.117 

après avoir montré que la molécule de dioxygène était clivée en une seule étape. Des 

expériences de marquage à l’iode et de séquençage de la protéine ont ensuite permis de 

montrer, qu’un radical protéique se forme et qu’il est localisé sur une tyrosine liée par liaison 

covalente à l’histidine du site actif. La liaison entre ces deux résidus se formerait pendant la 

catalyse par réaction du radical tyrosyle sur l'histidine lors du premier turn-over. 
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Figure 1- 11: Mécanisme de réduction du dioxygène en eau par la cytochrome c oxydase. D’après Chang 
2004118. 
 

Cette liaison servirait à maintenir la géométrie du site actif et à moduler les propriétés 

de la tyrosine, notamment en diminuant le pKa du groupe phénol, favorisant ainsi la libération 

d'un proton et la formation du radical tyrosyle. Ces résultats mis en commun avec des données 

d’autres groupes ont fourni la preuve que la paire Histidine-Tyrosine du site actif joue un rôle 

de cofacteur redox essentiel dans la catalyse de la CcO116,117,118,119,120,121,122. 
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II.6-L A CYTOCHROME C PEROXYDASE. 

 

La cytochrome c peroxydase (CcP) est une hémoprotéine, isolée d’une levure, qui 

catalyse l’oxydation de deux molécules de ferrocytochrome c en ferricytochrome c et la 

réduction concomitante du peroxyde d’hydrogène en eau (figure 1-12). 

 
Une propriété des peroxydases est la formation d’un état intermédiaire hautement 

oxydant, appelé composé I, susceptible d’oxyder divers substrats. Cet état intermédiaire 

provient de l’oxydation à deux électrons de l’enzyme natif par une molécule de peroxyde 

d’hydrogène, en oxydant le Fe(III) héminique en une espèce oxoferryle [Fe(IV)=O] et 

accompagné d’un radical. En général, ce radical se forme au niveau de la porphyrine. Cet 

intermédiaire est ensuite réduit pour régénérer la forme native de l’enzyme par deux réactions 

successives à un électron, via la formation d’un autre intermédiaire appelé composé II. Le 

composé II correspond à une espèce oxoferryle [Fe(IV)=O]123. Toutefois, comme l’avait 

suggéré Yonetani et coll. en 1966124, dans le cas de la CcP le composé I évolue vers la 

réduction du radical porphyrinique cationique par un amino-acide voisin.  

 

Le signal observé en RPE à 9 GHz pour le composé I de la CcP est très axial et a pu 

être modélisé par un signal avec un couplage d’échange faible entre le radical tryptophanyle 

et l’espèce oxoferryle125,126. Une telle distribution pour les couplages ferro- et 

antiferromagnétiques avait été proposée auparavant pour expliquer le signal RPE très large 

observé pour l’intermédiaire radical porphyrinique cationique dans le cas de la peroxydase de 

raifort127, ainsi que pour le composé I de la catalase de Micrococcus lysodeikticus128. Des 

informations structurales ont suggéré que les meilleurs candidats responsables du signal 

observé en spectroscopie RPE, étaient les résidus tryptophanes 151 et 191 et la méthionine 

172. Des études de mutagenèse dirigée ont permis d’éliminer le Trp151 et la Met172129,130,131. 

En revanche, des études spectroscopiques sur le mutant W191F132 ont permis de montrer que 

ce dernier, comme attendu, forme un oxoferryle en présence de peroxyde d’hydrogène mais 

ne génère pas la formation du signal caractéristique observé dans le cas de l’enzyme sauvage. 

A la place, un signal correspondant à un radical porphyrinique cationique transitoire (t1/2=20 

ms) est détecté133. Avec ce même mutant l’activité de la CcP vis-à-vis du Cyt c chute de 

1000s-1 à 1s-1 et un radical tyrosyle est observé. 
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Figure 1- 12: (A) Structure du site actif  de la cytochrome c peroxydase. D’après Pelletier et Kraut136. 
Numéro PDB : 2CYP. (B) Cycle catalytique de la cytochrome c peroxydase.  
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Figure 1- 13: Gauche : Structure de complexe CcP/Cyt c d'après Pelletier 1992136. Numéro PDB : 2PCC. 
Droite: Chaîne de transfert d'électron proposée de l'hème du Cyt c (à droite sur chaque figure) à l'hème 
de la CcP (à gauche sur chaque figure). Les cystéines du cytochrome c en interaction avec l’hème sont 
également représentées. 
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Des études complémentaires de spectroscopie ENDOR ont de plus démontré que le 

radical est localisé sur un résidu tryptophane protoné. Millet et coll. ont montré qu’un électron 

est transféré directement au site radicalaire de la CcP dans le complexe CcP/Cyt c de levure 

mais également dans le complexe CcP/Cyt c de cœur de cheval134,135 et l’étude de la structure 

cristallographique du complexe CcP /Cyt c obtenue par Pelletier et Kraut136 a mis en évidence 

qu’une courte chaîne d’aminoacide, impliquant le Trp191 (en contact de Van Der Waals avec 

l’hème de la CcP), la Gly192, l’Ala193 et l’Ala194, relie l’hème du cytochrome c à celui de la 

cytochrome c peroxydase (figure 1-13). Ceci confirme donc que le radical observé dans le cas 

de l’enzyme sauvage est formé sur le Trp191. 

 

Le mécanisme de réduction du composé I en composé II et du composé II à l’enzyme 

natif de la CcP, n’est pas clairement établi. Contrairement à la peroxydase de raifort, ou 

d’autres peroxydases végétales, dans lesquelles la réduction à un électron du composé I 

conduit à la réduction du radical porphyrinique cationique, la réduction à un électron de 

l’espèce [Fe(IV)=O Trp•+] de la CcP conduit à l’équilibre en solution entre les espèces 

[Fe(IV)=O TrpH ] et [Fe(III) Trp•+], cet équilibre dépendant du pH. 
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CONCLUSIONS 
 

 Les études des radicaux issus de l'oxydation des acides aminés, dans le cycle 

catalytique de certains enzymes, ont montré que les radicaux formés au sein d’une protéine 

possèdent des propriétés différentes de ceux formés en solution. Ils ont des durées de vie plus 

importantes et ne sont pas forcément liés aux dommages causés à la cellule. Ces radicaux 

protéiques sont essentiels pour la catalyse enzymatique car ils sont souvent responsables de 

l’activation du substrat. 

 

Jusqu’à maintenant, les catalases n’ont jamais été considérées comme des protéines 

radicalaires car l’intermédiaire catalytique correspond à une espèce oxoferryle en interaction 

magnétique avec le radical cation porphyrinique cationique. Cependant en 1996, notre groupe 

a mis en évidence la formation d’un radical tyrosyle au sein de la catalase de foie de bœuf137. 

Cette découverte implique de réexaminer le cycle catalytique des catalases, et dans cette 

optique de les considérer comme des protéines radicalaires. 

 

Les catalase-peroxydases, quant à elles, sont des protéines qui ont été peu étudiées 

d’un point de vue intermédiaire radicalaire. Or, cette famille d’enzymes est particulièrement 

intéressante car les catalase-peroxydases sont considérées comme les ancêtres communs des 

catalases et des peroxydases. Comprendre leur mécanisme d’action par rapport au peroxyde 

d’hydrogène et leur spécificité vis-à-vis des différents substrats, nous permettra de mieux 

appréhender les différences de réactivité par rapport au peroxyde d’hydrogène des catalases et 

des peroxydases. 

 

L’objectif de cette thèse est d’approfondir nos connaissances sur la nature des 

intermédiaires radicalaires formés chez ces deux familles d’enzymes ainsi que de comprendre 

le rôle que ces intermédiaires jouent dans l’activité enzymatique de ces protéines. 
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INTRODUCTION  
 

Ce travail de thèse porte sur l’étude des transferts d’électron mis en jeu lors du cycle 

catalytique des catalases et des catalases-peroxydases. Notre objectif est de déterminer d’une 

part la structure électronique des espèces radicalaires formées par ces protéines et d’autre part 

les paramètres expérimentaux  qui stabilisent ces espèces. L’approche méthodologique choisie 

a donc été d’utiliser des techniques spectroscopiques et spectrométriques adaptées à l’étude de 

telles espèces, à courte durée de vie. 

L’utilisation de la spectroscopie de Résonance Paramagnétique Electronique (RPE) 

permet, entre autre, de caractériser, spécifiquement les espèces radicalaires ainsi que de 

sonder l’environnement de Fe(III) héminique. 

La spectrophotométrie d’absorption électronique UV-visible a été utilisée afin de 

contrôler l’état redox de l’atome de fer héminique. En effet, l’exploitation des spectres 

d’absorption électronique permet d’obtenir le degré d’oxydation de l’atome de fer grâce à des 

bandes d’absorption caractéristiques. En particulier, la spectrophotométrie UV-visible permet 

de quantifier la formation de l’espèce oxoferryle, qui est silencieuse en spectroscopie RPE. 

Nous avons également utilisé la spectroscopie d’absorption électronique UV-visible à 

mélange rapide (Stopped-flow). Cette technique nous a permis d’obtenir les spectres 

d’absorption électronique UV-visible dans les mêmes conditions expérimentales que celles 

utilisées en spectroscopie RPE et ainsi de comparer les résultats obtenus avec ces deux 

techniques. 
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I.  LA SPECTROSCOPIE DE RESONANCE PARAMAGNETIQUE 

ELECTRONIQUE (RPE). 

 

La Résonance Paramagnétique Electronique (RPE) est une spectroscopie d’absorption 

d’énergie qui a beaucoup de points communs avec la Résonance Magnétique Nucléaire 

(RMN). Ces deux techniques sont basées sur l’interaction entre les moments magnétiques 

présents dans la matière et une onde électromagnétique. Dans le cas de la RMN, les moments 

magnétiques sont associés aux noyaux, dans le cas de la RPE, aux électrons. 

Tout matériau montre une aimantation quand il est soumis à de forts champs 

magnétiques. Les matériaux sont classés selon leurs propriétés de magnétisation en trois 

catégories : les matériaux diamagnétiques, les matériaux paramagnétiques et les matériaux 

ferromagnétiques. 

Les matériaux diamagnétiques, de susceptibilité magnétique χ négative, développent 

un moment magnétique dans la direction opposée au champ magnétique B
�

 et sont repoussés 

par un aimant. Dans les matériaux diamagnétiques, il y a compensation d’un spin électronique 

par un autre et le moment magnétique total est donc nul. 

Les matériaux paramagnétiques, de susceptibilité magnétique χ positive, réagissent de 

manière inverse aux matériaux diamagnétiques. Le paramagnétisme repose sur l’existence 

d’un moment magnétique intrinsèque des électrons (particules avec spin). Quand les électrons 

dans un atome ne sont pas couplés en paires de spins opposés, l’atome a un dipôle magnétique 

total. Dans le cas d’un très grand nombre d’atomes, ces dipôles sont orientés au hasard en 

raison du mouvement thermique. Les champs magnétiques des dipôles élémentaires se 

compensent et le corps n’a pas de champ magnétique résultant. Si ces matériaux sont placés 

dans un champ magnétique, les atomes s’alignent plus ou moins avec le champ extérieur et le 

corps s’aimante. L’aimantation cesse dès que le champ extérieur est supprimé. 

Le ferromagnétisme est la propriété qu’ont certains corps de s’aimanter très fortement 

sous l’effet d’un champ magnétique extérieur, et pour certains (les aimants, matériaux 

magnétiques durs) de garder une aimantation importante même après la disparition du champ 

extérieur. 

 

La RPE est un puissant moyen d'investigation des systèmes paramagnétiques, c'est-à-

dire ayant des électrons non appariés tels que les sels et les complexes de métaux de 

transition, les radicaux, etc. Les renseignements fournis par la RPE concernent la structure 

électronique et géométrique des systèmes étudiés, leur comportement dynamique, les 
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mécanismes de réaction, etc. Sa sensibilité est telle que, des radicaux ou des ions 

paramagnétiques peuvent être utilisés comme sondes dans des systèmes diamagnétiques, sans 

pour autant perturber ces systèmes (techniques de marquage de spin). On peut alors réaliser 

des études de solvatation, des études de mécanismes de transferts dans les systèmes 

biologiques, des études conformationnelles de polymères, etc. 

Comparée à la RMN, la RPE est une technique beaucoup plus sensible (facteur 1000-2000), 

mais l'interprétation des spectres est plus délicate, notamment à cause des effets d'anisotropie 

et à cause du couplage entre les moments de spin électronique et orbital.  

 

I.1-LES PRINCIPES FONDAMENTAUX DE LA SPECTROSCOPIE RPE.1,2,3,4,5,6. 

 

I.1-1 Généralités. 

 

La Résonance Paramagnétique Electronique (RPE) repose sur l’interaction entre les 

moments magnétiques électroniques présents dans la matière et une onde électromagnétique. 

La gamme de fréquence électromagnétique absorbée va de 1 à 500 GHz. Toute onde 

électromagnétique peut être considérée comme un champ électrique 1E
�

 et un champ 

magnétique 1B
�

 perpendiculaires entre eux et à la direction de propagation de l’onde. 1E
�

 et 

1B
�

 oscillent à la fréquence ν . Pour la plupart des spectroscopies, c’est le champ électrique 

1E
�

 qui interagit avec la matière. Pour qu’une absorption ait lieu, deux conditions doivent être 

satisfaites :  

1) Le quantum d’énergie νh  associé à la radiation doit coïncider exactement avec 

l’écart énergétique entre deux niveaux.  

2) Le champ électrique 1E
�

 doit pouvoir interagir avec un dipôle (ou un multipôle) 

électrique. 

 

Dans le cas de spectroscopies de résonance magnétique, c’est le champ magnétique 

1B
�

 de l’onde électromagnétique qui est impliqué. La deuxième condition se réécrit donc : 2) 

le champ magnétique 1B
�

 doit pouvoir interagir avec un dipôle (ou un multipôle) magnétique. 

Cette condition (existence d’un dipôle) est réalisée pour les molécules possédant un 

moment magnétique permanent en l’absence de champ magnétique, il s’agit des systèmes 

paramagnétiques ou ferromagnétiques. Pour révéler le paramagnétisme des molécules il est 
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nécessaire d’appliquer un champ magnétique externe, aussi appelé statique,0B
�

. Celui-ci 

permet d’aligner les moments magnétiques au sein de l’échantillon. La spectroscopie RPE est 

basée sur l’absorption d’énergie par le système étudié lors de l’application de ce champ 

magnétique. 

 

Ainsi, la RPE s’intéresse à des molécules paramagnétiques placées dans un champ 

magnétique extérieur 0B
�

. Les informations obtenues sont déduites du spectre d’absorption de 

l’onde électromagnétique excitatrice. Pour des raisons techniques, la fréquence ν de l’onde 

électromagnétique appartient au domaine des micro-ondes et est fixée. Le balayage s’effectue 

en champ magnétique (i.e. c’est le champ 0B
�

 qui varie). Les raies observées en RPE sont 

souvent larges et parfois difficiles à distinguer. Pour contourner cet inconvénient, le signal 

enregistré correspond à la dérivée première de l’absorption. 

 

I.1-2 L’effet Zeeman isotrope 

 

 La transition RPE est basée sur une transition entre deux niveaux Zeeman. Les 

électrons non appariés sont des systèmes quantiques et, en mécanique quantique, on ne peut 

raisonner que sur des vecteurs. De façon générale, on peut écrire : 

iii EH Ψ=Ψˆ         Equation 2-1 

Ĥ  désigne l’Hamiltonien du système, iE  est l’observable associé à l’énergie du système : 

c’est une valeur propre (réelle) de l’HamiltonienĤ , iΨ est une fonction qui caractérise le 

système lorsqu’il possède l’énergie iE  : c’est la fonction propre de l’Hamiltonien Ĥ  associé 

à l’énergie iE . 

La théorie de la RPE fait donc appel aux équations fondamentales de la mécanique 

quantique : 

( ) ss mSSSmSS ,1,ˆ 2 +=         

sssZ mSmmSS ,,ˆ =       Equation 2-2 

où Ŝ est l’opérateur réduit associé au spin électronique S, ZŜ la composante de Ŝ selon l’axe 

de quantification z, et Sm  la projection du spin électronique sur cet axe ( SmS S ≤≤− , par 

saut d’une unité). 
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Le cas le plus simple étudié en RPE est celui d’un système de spin électronique S=1/2. 

En absence de champ magnétique externe, les deux niveaux correspondant aux projections 

±=Sm 1/2 sont dégénérés. L’électron non apparié se trouve à un niveau énergétique E0 (les 

spins sont orientés de façon aléatoire). En présence du champ magnétique 0B
�

, on observe une 

levée de dégénérescence, due à l’interaction des dipôles magnétiques avec le champ 0B
�

. Le 

spin électronique, de valeur S=1/2 ne peut donc connaître que 2S+1=2 niveaux énergétiques 

possibles : soit les spins électroniques s’orientent de manière parallèle au champ (dans le 

même sens) ; soit ils s’orientent de manière antiparallèle. Dans ce cas, seuls deux niveaux 

énergétiques peuvent être décrits : le niveau N1 (ms=-1/2) le plus stable et le niveau N2 

(ms=1/2) d’énergie plus élevée (figure 2-1).  
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Figure 2- 1: Organisation des niveaux d'énergie pour un spin électronique s=1/2 en présence d'un champ 
magnétique 
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Figure 2- 2: Eclatement du doublet ±=sm 1/2 associé au spin électronique S=1/2 d'un système isotrope 

sous l'action du champ magnétique 0B
�

. Phénomène de résonance. 
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C’est l’effet Zeeman, traduit en mécanique quantique par l’Hamiltonien Zeeman : 

[ ]SgBH t

BZeeman
ˆˆˆ

0µ=       Equation 2-3 

où Bµ  est le magnéton de Bohr, 
2B

e

mc
µ = ℏ  ( 249,2741*10Bµ −=  J/T). Bt ˆ  l’opérateur associé au 

champ magnétique et [ ]g , nommé abusivement tenseur [ ]g  (en réalité seul [ ] [ ]t
g g⋅  est un 

tenseur) est propre à chaque système. 

Dans le cas particulier d’un système isotrope ( i.e. [ ] [ ]3isog g Id= ⋅  où [ ]3Id  est la matrice 

identité d’ordre 3), l’Hamiltonien précédent se simplifie et s’écrit : 

zisoBzZeeman SgBH ˆˆ
0, µ=       Equation 2-4 

L’énergie des deux sous-niveaux devient alors : 

( ) 0.BmE s µ=         Equation 2-5 

avec Bisos gm µµ ..= , et la différence d’énergie entre deux niveaux énergétiques s’écrit 

(équation 2-6) : 

012 .. BgEEE Biso µ=−=∆        Equation 2-6 

 

La condition de résonance (nécessaire mais non suffisante) s’exprime selon l’équation 

2-7 :  

resB
iso

isoB
resresBiso B

h
g

g

h
BBghE

,0
,0,0...

µ
ν

µ
νµν =⇔=⇔==∆                Equation 2-7 

La position du champ résonant donne alors directement accès au paramètreisog , 

caractéristique du système étudié. Le facteur g, permet de rendre compte des valeurs 

expérimentales, c'est-à-dire des déviations de g par rapport à sa valeur pour l’électron libre.  

Le phénomène de transition correspond donc à un changement d’orientation du 

moment dipolaire magnétique pour une fraction de l’échantillon. En effet, il y a passage du 

niveau associé à sm =-1/2 au niveau associé sm =+1/2. Le moment de spin passe donc d’un 

alignement antiparallèle à un alignement parallèle au champ magnétique statique 0B
�

(figure 2-

2). C’est le rayonnement électromagnétique qui doit apporter l’énergie nécessaire à cette 

réorientation. Si le champ magnétique de l’onde électromagnétique 1B
�

 est parallèle au champ 

statique 0B
�

 qui crée les niveaux Zeeman, le moment dipolaire est sensible au champ 

magnétique total. 

10 BBBtot

���
+=         Equation 2-8 
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qui est parallèle à 0B
�

. Ceci n’a pour effet que de moduler les énergies des niveaux Zeeman et 

ne permet en aucun cas une transition. Pour avoir une transition, il est donc nécessaire que le 

champ magnétique du rayonnement ait une composante perpendiculaire au champ magnétique 

statique. 

 

I.1-3 Les interactions hyperfines 

 

A l’intérieur d’une molécule, les électrons célibataires interagissent avec les protons et 

autres atomes les plus proches. Cette interaction entraîne une multiplicité des raies spectrales. 

La constante de couplage hyperfin représente la mesure de l’interaction entre les spins 

électroniques et nucléaires. Cette constante varie selon le type de noyau. Le nombre de raies 

hyperfines correspond aux transitions permises. L’analyse du nombre de raies, de leur 

intensité relative, de leur séparation peut permettre de déterminer le nombre et le type de spins 

nucléaires qui interagissent avec l’électron et donc la structure du radical. Le nombre de raies 

et l’intensité relative de chaque raie dépend du nombre de noyaux dans la molécule. Le 

couplage entre le spin électronique et le spin nucléaire résulte d’une interaction entre les 

moments magnétiques, entraînant une structure hyperfine. Un exemple est donné sur la figure 

2-3 pour un couplage hyperfin d’un spin électronique S=1/2 avec un noyau de spin nucléaire 

I=3/2. 
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Figure 2-3: Illustration du couplage hyperfin d'un spin électronique S=1/2 avec un noyau de spin 
nucléaire I=3/2 
 L’interaction hyperfine a pour effet de diviser les niveaux Zeeman et donc les raies 

observées. Elle se traduit par l’Hamiltonien suivant : 
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[ ]SaIH t
hyperfin

ˆˆˆ =         Equation 2-9 

où les éléments de [ ]a  sont homogènes à une énergie et contiennent l’information sur la 

structure électronique du centre paramagnétique. 

 Si l’on suppose le champ magnétique statique 0B
�

 suffisamment fort pour aligner dans 

sa direction moment magnétique électronique eµ�  et moment magnétique nucléairenucµ� , 

l’Hamiltonien de structure hyperfine s’écrit : 

zzisohyperfin ISAH ˆˆˆ ⋅=         Equation 2-10 

où seules les projections zŜ  et zÎ  comptent. Le paramètre isoA  est appelé constante hyperfine 

isotrope et représente l’énergie d’interaction entre le spin électronique et le spin nucléaire. 

 Les énergies du système sont les valeurs propres associées à l’Hamiltonien Zeeman 

électronique auquel on ajoute maintenant l’Hamiltonien de structure hyperfine : 

zzisozBisohyperfinZeeman ISASBgHHH ˆˆˆˆˆˆ
0 +=+= µ     Equation 2-11 

 

En toute rigueur, le terme Zeeman nucléaire (effet du champ statique sur le moment 

magnétique nucléaire) devrait être additionnée à l’équation 2-11 mais en RPE bande X, cet 

effet est faible devant l’interaction hyperfine et il sera donc négligé. 

Si l’on développe le premier terme de l’équation 2-11, on a : 

0 0
ˆ , ,iso B z s iso B s sg B S S m g B m S mµ µ=     Equation 2-12 

Cette même fonction smS,  est satisfaite pour le second terme de l’Hamiltonien (i.e 

l’Hamiltonien de structure hyperfine). En ce qui concerne l’opérateurzÎ , il est l’analogue à 

zŜ  mais concerne le spin nucléaire. Il faut donc inclure dans la fonction qui va décrire le 

système étudié, des informations sur la valeur du spin nucléaire, ainsi que sur sa projection. 

D’où la fonction : 

IsIs mImSmImS ,,,,, ×==Ψ      Equation 2-13 

Soit en termes d’énergie : 

( ) IsisosBisoIs mmAmBgmmE += 0, µ      Equation 2-14 

 

On constate que chaque niveau Zeeman est constitué de (2I+1) sous-niveaux 

caractérisés chacun par la valeur de la projection du spin magnétique nucléaire sur l’axe 

d’application du champ magnétique statique0B
�

. 
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Dans le cas de l’interaction hyperfine isotrope, la répartition de la densité de spin est 

déterminante. Plus la densité de spin sera élevée sur un centre, plus l’interaction hyperfine 

sera forte. De plus la constante hyperfine isotrope dépend du facteur g  nucléaire du noyau 

concerné. 

Jusqu’à maintenant nous avons considéré l’interaction hyperfine dans le cas isotrope 

mais l’interaction possède deux composantes : une composante isotrope qui est directement 

reliée à la densité électronique du noyau, et une composante anisotrope dont l’origine est une 

interaction dipôle-dipôle. L’anisotropie d’un système physique est généralement traduite par 

un tenseur : on passe d’un scalaire (milieu isotrope) à un tenseur qui indique que la réponse du 

système dépend de la direction de la perturbation. On peut voir les tenseurs comme des 

matrices 3×3 à 9 composantes dans l’espace. 

L’Hamiltonien total d’interaction hyperfine est donc : 

[ ] [ ]ˆ ˆ ˆˆ ˆ ˆ ˆt t t

hyperfin iso anisoH A S I S A I S A I= ⋅ + =     Equation 2-15 

Le tenseur [ ]A  contient toute l’information relative à l’interaction entre le spin nucléaire et le 

spin électronique. 

Cependant, l’interaction Zeeman électronique est l’interaction prépondérante tandis 

que les autres interactions sont des termes dits de perturbations. 

 

I.1-4 Le facteur g. 

 

Dans les radicaux organiques, on a généralement eg g=  c'est-à-dire que la valeur du 

facteur g marquant la position de la résonance est très proche de la valeur calculée pour un 

électron libre (ge=2,0023). Cependant, on peut déjà observer quelques écarts par rapport à ge. 

On parle alors d’anisotropie du facteur g. 

Pour les radicaux comportant des hétéroatomes, tels que l’oxygène, l’azote ou le 

soufre, on attend à observer une anisotropie plus forte que celle des radicaux uniquement 

hydrocarbonés. Ceci s’explique par deux effets : tout d’abord les constantes de couplage spin-

orbite augmentent avec le numéro atomique (S> O >N > C) et les atomes d’oxygène 

possèdent des paires électroniques non liantes qui occupent des orbitales sp2. Les énergies 

d’excitation qui correspondent à la transition d’un électron d’une orbitale non-liante vers la 

SOMO (singly occupied molecular orbital) sont souvent faibles. Ces deux conditions 

augmentent l’anisotropie du facteur g. Pour les atomes d’azote, une situation similaire se 

rencontre selon la configuration de la molécule. En effet, un atome d’azote protoné, qui 
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appartient à un hétérocycle conjugué n’a pas de paire électronique non-liante. Par contre, un 

atome d’azote déprotoné appartenant à un même cycle peut apporter une contribution majeure 

à l’anisotropie du facteur g car il possède une paire électronique non-liante. En général, les 

systèmes π ne possédant que des atomes de carbone ont une anisotropie de g faible. Les états 

excités de basse énergie de ces radicaux sont de caractère π ou π* et ne se mélangent pas à 

l’état fondamental. Dans les métalloprotéines ou les complexes métalliques, l’anisotropie du 

facteur g provient du fait que l’environnement de l’ion métallique, où est localisée la densité 

électronique, n’est plus isotrope. 

L’environnement géométrique, pour un ion métallique influence la levée de dégénérescence 

des orbitales 3d. Cette levée de dégénérescence est obtenue en utilisant la théorie du champ 

cristallin et est illustrée par la figure 2-4.  
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Figure 2-4: Influence de l'environnement sur la levée de dégénérescence des orbitales d 
 

 

Pour des ions métalliques dans des complexes de coordination, on observe donc des 

valeurs de g souvent très différentes de ge, et une forte anisotropie de la matrice [ ]g . Pour 

comprendre ces écarts du facteur g par rapport à l’électron libre, ainsi que l’anisotropie 

observée, il faut tenir compte du fait que les orbitales autres que celles à symétrie sphérique 
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font intervenir leur moment angulaire orbital. Le ‘bon’ nombre quantique est alors J=L+S. Par 

ailleurs, des effets relativistes sont observables lorsque la taille des atomes augmente : c’est le 

couplage spin-orbite. 

ˆˆ ˆ
SOH L Sλ= ⋅ .        Equation 2-16 

Cet Hamiltonien traduit le mélange entre configurations électroniques issues du même 

terme spectroscopique de l’ion libre. Le taux de mélange est déterminé par la force de 

couplage spin-orbite (paramètre λ) et par la différence d’énergie entre les termes 

spectroscopiques fondamental et excité : plus l’écart est grand, plus le mélange est faible. 

 Si maintenant on inclut ce phénomène dans l’expression de l’Hamiltonien Zeeman, on 

obtient l’équation suivante : 

BZeemanH µ=ˆ ( g ⊥⊥⊥⊥ gSB xx +ˆ
,0 ⊥⊥⊥⊥ gSB yy +ˆ

,0 // zzSB ˆ
,0

)              Equation 2-17 

Avec les relations suivantes : 

g ⊥⊥⊥⊥

3

2

∆
= λ

eg    g //

1

8

∆
= λ

eg                    Equation 2-18 

λ  désigne la constante de couplage spin-orbite. 1∆  (respectivement 3∆ ) désigne 

l’écart d’énergie entre le terme spectroscopique fondamental issu de la configuration 

électronique fondamentale et le terme spectroscopique issu de la configuration électronique 

excitée. Ces deux paramètres peuvent être mesurés par spectroscopie UV-visible. 

L’anisotropie de l’effet Zeeman a son origine dans la structure électronique même des 

composés, structure qui est étroitement reliée à l’environnement du centre paramagnétique. 

Cette anisotropie détectée par RPE donne donc de précieux renseignements sur la structure 

géométrique des systèmes étudiés. 
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I.1-5 La transition RPE 

 

La transition RPE est toujours provoquée par l’excitation électromagnétique à un 

champ magnétique 1B
�

 donné. Comme il existe deux moments magnétiques au sein du 

système étudié (électronique et nucléaire), on a a priori deux effets Zeeman, électronique et 

nucléaire, simultanément. Cela signifie que pour connaître l’effet du champ 1B
�

 de la 

radiation, on doit étudier l’Hamiltonien suivant : 

IBgSBgH NHBisopert
ˆˆˆˆˆ

11 ⋅+⋅= µµ     Equation 2-19 

Comme nous l’avons précisé auparavant, l’effet Zeeman nucléaire est très faible devant l’effet 

Zeeman électronique (de l’ordre de 1000 fois inférieur), cet effet sera donc négligé. 

L’Hamiltonien pertĤ  se résume au premier terme. Aucun opérateur agissant sur le spin 

nucléaire n’y figure et l’effet Zeeman électronique n’agissant que sur la partie électronique de 

la fonction d’onde, la transition RPE est donc une transition entre niveaux électroniques 

caractérisés par la même valeur de Im , les valeurs de sm différant d’une unité. 

La règle de sélection pour qu’une transition RPE ait lieu est donc : 

  1±=∆ sm  et 0=∆ Im      Equation 2-20 

 

L'onde électromagnétique doit posséder une propriété supplémentaire pour induire des 

transitions entre l'état 1 et l'état 2. En effet, seules les composantes perpendiculaires à z (c'est-

à-dire à la direction du champ magnétique statique) sont efficaces pour induire la transition. 

L'onde électromagnétique induisant les transitions doit donc osciller dans une direction 

perpendiculaire à 0B
�

. C’est ce que l’on appelle une configuration de Bloch (figure 2-5) 

décrite ci-après :  

 

Pour qu'une transition RPE ait lieu il faut :  

1) un champ magnétique statique 0B
�

 provoquant 

la levée de dégénérescence (Effet Zeeman électronique)  

2) envoyer une onde électromagnétique 

perpendiculairement à0B
�

.  

Figure 2-5: configuration de Bloch. D’après Turek3. 
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Figure 2-6: Diagrammes énergétiques (a) ||||D||||>>hνννν , (b) ||||D||||<<hνννν. Cas d'une symétrie axiale et d'un champ 
magnétique appliqué selon l'axe z de distorsion de la levée de dégénérescence en champ nul. 
 
 
 
 
 
 

± 5/2

± 3/2

± 1/2

4D

2D

Energie

0B
�

Transition 
RPE
hν

ZFS Interaction 
Zeeman

Couplage
hyperfin

± 5/2

± 3/2

± 1/2

4D

2D

Energie

0B
�

Transition 
RPE
hν

ZFS Interaction 
Zeeman

Couplage
hyperfin

 
Figure 2-7: Illustration des effets des différentes interactions magnétiques sur les niveaux énergétiques 
d'un atome de Fe(III) spin fort 
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I.1-6 Levée de dégénérescence en champ nul 

 

 Jusqu’à maintenant, nous nous sommes attachés à décrire la transition RPE dans le cas 

de système de spin S=1/2. Cependant il existe de nombreux systèmes dont le spin 

électronique est supérieur à 1/2 : c’est le cas en particulier des métalloprotéines et des 

complexes de métaux de transition. 

Pour les systèmes de spin électronique S>1/2, il faut considérer un phénomène 

supplémentaire, présent en l’absence de champ magnétique (d’où son nom : ZFS=Zero Field 

Splitting) qui lève la dégénérescence des niveaux de spin. Ce phénomène se traduit par 

l’Hamiltonien : 

[ ]ˆ ˆˆ
zfsH S D S=         Equation 2-21 

Avec la trace de [ ]D  nulle et où les éléments de [ ]D  sont homogènes à une énergie et 

trouvent leur origine dans le couplage spin-orbite et la distorsion du système. 

 Selon la valeur de D  par rapport au quantum d’énergie νh , deux cas limites peuvent 

être considérés. Ils sont schématisés sur la figure 2-6, dans le cas d’un spin électronique 

S=5/2. 

 

D’après le théorème de Kramers, on sait que lorsqu’un système possède un nombre 

impair d’électrons non appariés (spin demi-entier) les niveaux énergétiques se groupent par 

couples et restent au moins deux fois dégénérés en l’absence de champ magnétique. On parle 

alors de doublet de Kramers. La dégénérescence résiduelle ne peut être levée qu’en présence 

d’un champ magnétique. 

 Ce phénomène de levée de dégénérescence en champ nul a plusieurs origines : le 

couplage spin-orbite et les interactions spin-spin. Les conséquences d’un couplage spin-orbite 

pour un système de spin électronique S>1/2 impliquent que les niveaux Zeeman ne sont pas 

dégénérés à la même énergie lorsque le champ est nul. De plus, un spin S>1/2 suppose 

l’existence de plusieurs électrons non-appariés qui peuvent interagir entre eux et ceci conduit 

à la même conclusion : les (2S+1) niveaux ne sont pas dégénérés en champ nul (figure 2-7). 

La levée de dégénérescence en champ nul s’exprime grâce au tenseur [ ]D  de trace nulle : 

[ ]
0 0

0 0

0 0

x

y

z

D

D D

D

 
 =  
 
 

 avec 0x y zD D D+ + =     Equation 2-22 
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Ceci permet d’écrire l’Hamiltonien en fonction de deux paramètres, notés D (paramètre de 

distorsion axiale) et E. L’Hamiltonien de levée de dégénérescence en champ nul s’écrit donc 

sous la forme : 

2 2 2 21ˆ ˆ ˆ ˆˆ
3zfs z x yH D S S E S S   = − + −    

     Equation 2-23 

avec les relations : 

1

3
1

3
2

3

x

y

z

D D E

D D E

D D

= − +

= − −

=

        Equation 2-24 

Dans les expressions ci-dessus l’axe z
�

 est l’axe privilégié et désigne l’axe de plus forte 

distorsion. Ce choix implique : 

 

1
0

3

E

D
≤ ≤          Equation 2-25 

 

 Le paramètre D peut être positif ou négatif. Le paramètre E est ici choisi du même 

signe que D. Le rapport E/D est appelé rhombicité. Lorsqu’il est nul, la symétrie est axiale, et 

lorsqu’il vaut 1/3, la rhombicité est maximale. L’expression générale de l’Hamiltonien de spin 

est donc : 

 

[ ] [ ]ˆ ˆt t

B hyperfinH B g S S D S Hµ= + +
� � ��

     Equation 2-26 

 

Pour interpréter les spectres RPE des systèmes de spin S>1/2, il faut traiter en même 

temps l’effet Zeeman et la levée de dégénérescence en champ nul. Il faut donc comparer 

l’ordre de grandeur relatif de ces deux phénomènes. 
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I.1-7 Généralités sur le spectre RPE. 

 

 Le spectre RPE est caractérisé par sa forme, sa position, sa largeur (∆Bpp) et son 

amplitude (App) (figure 2-8). Plusieurs données peuvent être obtenues à partir d’un spectre 

RPE : la position de raie permet de déduire le facteur g et donc le couplage entre l’électron et 

le champ magnétique ; la largeur ppB∆ , la forme et l’amplitude App de la raie donnent, quant 

à elles, des informations sur le type d’interaction et le mouvement des spins. 

 

 
Figure 2-8: Représentation des paramètres:

1/ 2B∆  larguer de raie à mi-hauteur pour le signal en 

absorption (gauche) et l’amplitude pic à pic,
ppA , la largeur de raie pic à pic 

ppB∆  et la position de 

résonance, le facteur g sur le spectre détecté en RPE (droite). D’après Turek3 
 

I.1-7 a) Interactions magnétiques. 

 Un spectre RPE peut présenter une structure complexe résultant des différentes 

interactions magnétiques que nous avons présentées (effet Zeeman électronique, interactions 

hyperfines, interactions superhyperfines, interactions dipolaires, interactions fines). Les 

niveaux d’énergie électroniques sont perturbés et de nouvelles transitions apparaissent. 

Celles-ci se traduisent sur le spectre RPE par l’apparition de raies supplémentaires. 

  

I.1-7 b) Position de raie et anisotropie. 

 La position de la raie est définie par le facteur g qui dépend uniquement de la structure 

électronique de l’espèce paramagnétique et de son environnement local. Cette position est 

définie par la condition de résonance : 0Bh gBν µ= . Dans le cas général, un électron peut 

être délocalisé sur plusieurs atomes et donc appartenir à plusieurs orbitales. Si l’électron 

possède à la fois un spin et un moment angulaire orbital, le facteur g n’est plus une constante, 
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c’est une matrice anisotrope [ ]g  dépendant de l’orientation du champ par rapport aux 

molécules. La structure atomique du matériau anisotrope crée un champ magnétique interne 

qui est pris en compte dans le facteur g. Les interactions auxquelles est soumis l’électron 

peuvent donc être indépendantes de l’orientation du système par rapport au champ externe 

(isotrope) ou dépendre fortement de l’orientation du système par rapport au champ extérieur 

(anisotrope). 

 

I.1-7 c) Origine de la forme et de la largeur de raie 

 La forme (gaussienne ou lorentzienne) et la largeur de raie 
ppB∆  sont des paramètres 

importants. L’augmentation de la largeur de raie découle principalement de phénomènes de 

relaxation ou de phénomènes de recouvrement de raies. La probabilité d’interaction Zeeman 

électronique n’est différente de zéro qu’au voisinage de la fréquence de résonance, sur un 

intervalle de fréquence qui est à l’origine de la largeur de raie. La largeur de raie est fonction 

de l’inverse des temps de relaxation. En effet, d’après le principe d’incertitude d’Heisenberg 

on peut écrire : 

1/ 2 2 B

B
g tµ

∆ ≥
⋅ ⋅ ⋅ ∆
ℏ

       Equation 2-27 

Avec 1/ 2B∆  la largeur de la raie à mi-hauteur et t∆  la durée d’excitation des spins qui 

dépend des temps de relaxation T1 et T2. 

A la largeur de raie due à l’interaction Zeeman électronique, viennent s’ajouter d’autres 

contributions qui peuvent modifier la raie de façon homogène et/ou inhomogène. 

L’élargissement homogène de la raie RPE (forme lorentzienne) peut être dû à la délocalisation 

des spins qui dépend du couplage des spins entre eux mais aussi du réseau. L’élargissement 

inhomogène de la raie RPE (forme gaussienne) est dû principalement à l’interaction 

hyperfine. L’interaction dipolaire entre spins dans une structure hétérogène ou en présence 

d’un champ magnétique extérieur inhomogène entraîne des résonances à des fréquences 

légèrement différentes et contribue à l’élargissement inhomogène de la raie. Dans la plupart 

des cas, la largeur de raie résulte de contributions homogènes et inhomogènes. La forme 

gaussienne ou lorentzienne de la raie peut être déterminée à partir du rapport entre la largeur 

de raie à mi-hauteur 1/ 2B∆  et la largeur de raie pic à pic ppB∆ . 

En RPE, la puissance absorbée par l’échantillon correspond à la valeur moyenne de 

l’énergie électromagnétique reçue par l’échantillon. A partir des équations de Bloch, on peut 

montrer que la puissance absorbée moyenne est de la forme :  
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( )2 2

1 0 0 1

1 1
( ) ''

2 2absP B f Bω ωχ ωω χ ω ω= = −     Equation 2-28 

Dans cette expression, χ  est la susceptibilité statique de l’échantillon mesuré, ω0 est la 

fréquence de résonance (fréquence de Larmor) et f(ω-ω0) est la forme de raie:  

( ) 2
0 2 2 2 2

2 0 1 1 2

2

1 ( )

T
f

T B TT
ω ω

ω ω γ
− =

+ − +
    Equation 2-29 

Si 21
2
1

2 TTBγ <<1 (facteur de saturation), alors la forme de raie simplifiée est lorentzienne. Un 

signal de RPE a toujours une forme comprise entre ces deux formes limites. En général une 

raie de solide a une forme lorentzienne, alors qu’une raie de molécule en solution a une forme 

gaussienne  

 

I.1-7 d) Amplitude du signal RPE 

 L’évaluation de l’intensité du signal RPE peut être obtenue par la méthode de double 

intégration du spectre ou la méthode pic à pic. La méthode de double intégration consiste à 

intégrer deux fois le spectre RPE différentiel mesuré sur l’intervalle entier. La méthode pic à 

pic consiste à mesurer la différence entre le maximum et le minimum associés ou entre le 

maximum et la ligne de base déterminée à partir du spectre entier et symétrique. 

La méthode la plus rigoureuse pour obtenir une valeur qui est proportionnelle à la 

concentration de spin est la méthode de double intégration. Cependant cette méthode donne 

une valeur qui est proportionnelle à la concentration totale en spin de l’échantillon, elle ne 

permet donc pas de distinguer les espèces radicalaires résonant à la même fréquence. 

 

I.1-7 e) Le phénomène de saturation 

Comme nous l’avons vu précédemment, dans le cas de l’électron libre, en présence 

d’un champ magnétique statique0B
�

, deux niveaux d’énergie existent N1 et N2. 

 Pour pouvoir observer une absorption micro-onde, le peuplement du niveau de plus 

basse énergie doit être supérieur à celui du niveau de plus haute énergie. Initialement, avant 

toute irradiation, le système est en équilibre thermique et la répartition des spins entre les 

deux niveaux de populations N1 et N2 est régie par la distribution de Boltzmann (équation 2-

30) : 

Tk

E

Be
N

N .

2

1

∆−

=          Equation 2-30 

avec kB la constante de Boltzmann et T la température absolue (K). 
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 La population de spins est légèrement plus élevée sur le niveau N1 par rapport au 

niveau N2 et cette distribution dépend de la température. Lorsqu’on envoie une onde 

électromagnétique de puissance P0, on induit des transitions entre le niveau inférieur et le 

niveau supérieur mais également l’inverse. Pour observer un signal RPE, il est essentiel qu’il 

existe une différence de population entre le niveau inférieur et le niveau supérieur. Quand on 

augmente la puissance de l’onde électromagnétique, on augmente le nombre de transitions, 

mais dans le cas d’une puissance trop importante, l’écart des populations des niveaux 

énergétiques 1 et 2 tend à s’annuler, ce qui supprime le transfert d’énergie. Il n’y a alors plus 

de signal RPE détecté. Il se produit alors un phénomène de saturation.  

 

I.1-7 f) Le phénomène de relaxation 

Le retour des spins à leur position d’équilibre à la fin de l’excitation s’effectue par un 

phénomène de relaxation. Il existe deux phénomènes de relaxation (figure 2-9). On oppose la 

relaxation longitudinale ou spin-réseau, définie par le temps de relaxation T1, à la relaxation 

transversale ou spin-spin, définie par le temps T2.  

 

• • • • • • • • •

• • • • • • • • •

• • • • • • • • •

• • • • • • • • •
Réseau

Relaxation Spin-Spin Relaxation Spin-Réseau

• • • • • • • • •

• • • • • • • • •

• • • • • • • • •

• • • • • • • • •
Réseau

Relaxation Spin-Spin Relaxation Spin-Réseau  
Figure 2- 9: Les deux types de relaxation. 

 

La relaxation spin-réseau est due à l’interaction des spins avec le milieu dans lequel ils 

se trouvent. Les spins excités rendent le surplus d’énergie par collision avec les atomes 

voisins. La relaxation spin-réseau se produit suivant trois processus principaux: Direct 

(émission ou absorption d’un phonon) ; Raman (diffusion d’un phonon) et Orbach 

(intervention d’un troisième état). 

La largeur de raie dépend beaucoup de T1 : plus T1 sera faible, plus la raie sera large. 

La raie sera d’ailleurs plus difficile à observer à haute température. Des temps de relaxation 

brefs existent lorsque l’état fondamental à la possibilité de se mélanger avec des états excités, 

soit parce que ceux-ci sont proches en énergie, soit parce qu’il existe un terme de mélange 

significatif (couplage spin-orbite). 

La relaxation spin-spin a lieu quand à l’intérieur du système de spin, par suite des 

diverses interactions, les électrons peuvent passer du niveau supérieur au niveau inférieur. 

Puisque l’échange d’énergie dans le cadre de ces interactions s’effectue entre les diverses 
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parties du système de spins, l’énergie du système de spins considéré comme un tout ne varie 

pas. 

 

Si on suppose que le radical ne donne lieu à aucun phénomène d'échange (il n'y a pas, 

par exemple, de variation de structure du radical au cours du temps). La largeur de raie est 

alors une grandeur directement fonction des temps de relaxation :  

1 2

1 1 1

2
B

T Tτ
∆ = = +        Equation 2-31 

La relaxation spin-spin (T2) génère des petits champs magnétiques variables locaux. 

Ceci signifie que chaque dipôle (spin) voit le même champ magnétique moyen, mais que ce 

champ fluctue. Puisque l’écart entre les niveaux d’énergie varie par élargissement de ceux-ci, 

il en résulte un élargissement du signal. Les fluctuations du champ local dans le temps 

(fluctuations dynamiques) causent un élargissement séculaire homogène. Des fluctuations du 

champ dans l'espace causent un élargissement inhomogène. T1 est déterminé par l'échange 

d'énergie entre le système de spin et le milieu. Cet échange se fait essentiellement via les 

vibrations du milieu et sera d'autant plus efficace que le couplage spin orbite sera grand. Il 

sera donc fonction de la température et des atomes composant l'espèce paramagnétique.  

 

I.2-LES DIFFERENTES TECHNIQUES DE LA SPECTROSCOPIE RPE. 

 
I.2-1 La spectroscopie RPE conventionnelle. 

 

 Les premiers spectromètres commerciaux utilisaient une fréquence micro-onde de 9 

GHz, ce qui  est encore le cas pour la majorité des spectromètres RPE dits « conventionnels » 

ou « classiques ». Ils sont également qualifiés de spectromètres « bande X ». D’autre part, le 

mode de détection le plus répandu est dit « perpendiculaire » ( i.e. le champ magnétique 

appliqué 0B
�

 et le champ magnétique1B
�

 de l’onde électromagnétique sont perpendiculaires). 

Dans ce cas les règles de sélection qui régissent les transitions RPE sont 1±=∆ sm , et 

0=∆ Im . Enfin, la cavité dans laquelle est placé l’échantillon est de type résonante, i.e. sa 

géométrie peut être adaptée (via la vis d’iris) pour que les ondes y soient stationnaires, ce qui 

accroît la puissance disponible des micro-ondes. 

 Cette technique donne accès à un très grand nombre de renseignements sur l’espèce 

paramagnétique étudiée: degré d’oxydation, nucléarité, géométrie, nombre de coordination et 

est maintenant utilisée comme une méthode de caractérisation tout aussi indispensable 
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qu’accessible, dans différents domaines de la chimie mais aussi de la physique. Elle est en 

particulier très exploitée pour caractériser des sites actifs d’enzymes ou des modèles 

chimiques, contenant des métaux de transition comme le Cuivre, le Manganèse et le 

Fe3,5,7,8,9,10,11. 

 

 

 

 

 

 
Figure 2- 10: Schéma d'un spectromètre RPE bande X utilisant une détection synchrone avec une 
modulation à 100kHz. D’après Weil et coll. 19943. 
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 De l’équation fondamentale : 

resBBgh ,0µν =         Equation 2-32 

on tire l’existence de deux possibilités pour observer une transition : soit on fixe la fréquence 

ν du rayonnement électromagnétique et l’on fait varier le champ magnétique statique 0B
�

, ou 

alors on fixe 0B
�

 et on fait varier la fréquence ν . Pour des raisons pratiques c’est la première 

solution qui est mise en œuvre. La figure 2-10 montre le schéma de principe d’un appareil 

RPE. Cet appareil est constitué de quatre parties : la source d’onde électromagnétique ; la 

source du champ statique, le système de modulation et le système de détection. A ceci il faut 

ajouter un cinquième élément qui est la cavité. 

 

La source de l’onde électromagnétique. 

Une diode à effet Gunn (anciennement un klystron était utilisé) génère de façon 

cohérente une onde électromagnétique de fréquence ν . Historiquement, les fréquences 

utilisées dans les tous débuts de la spectroscopie RPE étaient celles utilisées par les radars lors 

de la seconde guerre mondiale. Celle qui était la plus répandue correspondait à =ν 9,5 GHz, 

la seconde s’élevait à 35 GHz. On les appelle respectivement bande X et bande Q. Le tableau 

suivant reprend les différentes fréquences de travail ainsi que leurs dénominations : 

 

Bande Fréquence 

(GHz) 

Longueur d’onde (cm) Champ à g=2 (T) 

S 3,2 9,37 0,114 

X 9,5 3,19 0,336 

Q 35 0,88 1,215 

W 95 

115 

0,32 

0,26 

3,394 

4,108 

 190 0,15 6 

 285 0,1 10 

Tableau 2- 1: Propriétés des différentes fréquences utilisées en spectroscopie RPE. 
 
 Cette fréquence peut varier dans un petit intervalle et est ajustée en début 

d’expérience. Elle est maintenue à cette valeur grâce à un système d’astreinte : le contrôle 

automatique de fréquence (AFC) puis le lock offset. Un isolateur sélectionne les ondes qui 

viennent de la diode à effet Gunn et absorbe les ondes réfléchies de la cavité. Un atténuateur 

permet le réglage de la puissance de l’onde électromagnétique, cela correspond à un 
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ajustement de l’amplitude du champ magnétique1B
�

. Un guide d’onde permet la transmission 

sans perte d’énergie de la radiation. 

 

La cavité. 

 Il existe plusieurs types de cavité mais le modèle TE102 est la cavité la plus 

couramment utilisée. Dans cette cavité, l’échantillon se trouve au centre, (i.e. là où le champ 

électrique est minimal et ou le champ magnétique 1B
�

 est orthogonal au champ statique0B
�

). 

On commence par créer des ondes stationnaires dans la cavité en ajustant la fréquence ν  de la 

diode à effet Gunn. Pour minimiser les pertes, la cavité possède des parois en argent 

recouvertes d’or. La vis d’iris permet d’optimiser la sensibilité de la cavité (ajustement du 

facteur de qualité pour assurer un minimum de perte au niveau des parois).  

 

Le système de détection 

 Les ondes analysées sont uniquement celles réfléchies par la cavité. L’existence d’un 

système d’ondes stationnaires au sein de la cavité signifie que dans une situation idéale, ce 

système d’ondes est confiné dans la cavité. Cependant dans toutes cavités, il existe des fuites 

et ce sont ces fuites que l’on analyse. On règle le guide d’onde (vis d’iris) pour que, quelle 

que soit la puissance de la radiation, les fuites de la cavité soient minimales. Quand on 

applique le champ magnétique et qu’il y a résonance, le système d’ondes stationnaires est 

modifié et apparaissent les fuites. C’est cette modification que l’on détecte.  

 

La modulation 

 Pour différentes raisons, la raie RPE peut être très large et présenter un maximum peu 

élevé. De telles raies sont difficiles à détecter. Pour améliorer la détection de tels signaux on 

utilise la modulation. Cela consiste à ajouter au champ statique 0B
�

une composante oscillante 

de fréquence de 10 à 100 kHz, dont on peut choisir l’amplitude. 

La figure 2-11 A présente le principe de la modulation. On mesure la différence de courant 

ab iii −=∆  où ji correspond au courant lorsque le champ appliqué vaut jB . On a 

20
m

a

B
BB −=  et

20
m

b

B
BB += . Lorsque 0B devient suffisamment fort pour qu’il y ait 

absorption de la radiation mais avec resBB ,00 〈 , la différence de courant mesurée est non nulle 

et positive. Lorsque 0B  se rapproche de resB ,0 , c'est-à-dire qu’on se rapproche du maximum 
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d’absorption, la différence de courant diminue, voire s’annule à la résonance. Lorsque 0B  

s’éloigne de resB ,0  on a toujours absorption de la radiation mais la différence de courant 

mesurée devient négative car bi est inférieur à ai . Enfin lorsque 0B  est trop grand pour qu’il y 

ait absorption de la radiation, on a à nouveau 0== ba ii . Si l’on trace la différence de courant 

en fonction du champ magnétique, on obtient la dérivée première de l’absorption. Les raies 

peu intenses ou larges sont ainsi détectées. 

Cependant la modulation utilisée ne doit pas être excessive, car si la modulation est trop 

importante, une déformation de la résonance est détectée. Ce phénomène est illustré par la 

figure 2-11 B 

 

 

 

 
 

Figure 2- 11: (A) Principe de la modulation. (B) Effet d'une modulation croissante (de 0,1 à 3,2 mT) sur le 

spectre du 2,2’-phényl-1-picrylhydrazyl (DPPH). D’après Turek3. 

 

L’échantillon 

 L’échantillon est placé dans un tube en quartz dépourvu d’impuretés paramagnétiques. 

Un cryostat permet de travailler à basse température. Les solutions doivent être réalisées avec 

un solvant qui gèle correctement. L’eau une fois gelée ne présente aucun inconvénient 

particulier, sa constante diélectrique ayant fortement chutée (donc les micro-ondes sont moins 

absorbées). Ceci est très important pour les échantillons biologiques car la plupart des 

tampons utilisés sont à base d’eau. Les échantillons de protéines pourront donc être analysés à 

basse température. 

L’amplitude du signal RPE est influencée par la variation de la position angulaire liée à 

l’anisotropie du signal RPE et par la variation de la position verticale au sein de la cavité. Une 

A B 



                                                                                                             Chapitre 2 : Méthodologie 
 

- 72 - 

faible variation de la position du tube contenant le matériau peut avoir des répercussions sur 

l’amplitude du signal RPE.  

 

Conditions d’enregistrement d’un spectre. 

 En jouant sur les paramètres expérimentaux tels que la puissance des micro-ondes, la 

modulation d’amplitude, les constantes de temps et le gain, il est possible d’améliorer le 

rapport signal sur bruit. Cependant, il faut trouver un compromis entre le maximum de 

sensibilité et la résolution du spectre. Lorsque les échantillons sont stables il est toujours 

possible d’améliorer le rapport signal sur bruit en augmentant le nombre de scans effectués. 

Lorsqu’on effectue n scans le rapport signal sur bruit est amélioré par le facteurn . 

On peut également augmenter le rapport signal sur bruit en jouant sur la constante de temps, 

qui filtre le bruit en intégrant partiellement la réponse du spectromètre. Lorsque la constante 

de temps augmente, le niveau de bruit s’abaisse. Si la constante de temps choisie est trop 

longue par rapport à la vitesse de balayage en champ, le signal RPE peut être distordu ou 

même filtré. S’il est nécessaire d’utiliser une constante de temps longue pour voir un faible 

signal, la vitesse de balayage doit être diminuée en proportion. Le temps nécessaire 

d’acquisition du spectre RPE doit être en moyenne dix fois plus long que la constante de 

temps. Le temps de conversion est le temps nécessaire au convertisseur analogique numérique 

pour intégrer une valeur de champ donnée avant de passer à la suivante. Si le temps de 

conversion est trop court, les plus petits signaux sont perdus dans l’étape de numérisation. 

 

Le paramètre température. 

Les électrons, excités par l’onde électromagnétique, perdent leur énergie en la 

transmettant à leur environnement par le processus de relaxation spin-réseau. Ce processus est 

caractérisé par le temps de relaxation T1. Dans la plupart des complexes de fer, T1 est 

particulièrement rapide à température ambiante. Ceci entraîne un grand élargissement des 

raies RPE. Il est nécessaire de diminuer la température d’enregistrement du spectre RPE à des 

températures cryogéniques dans le but d’obtenir le spectre RPE d’une métalloprotéine à fer. 

De plus, en diminuant la température on augmente la taille du signal car on augmente le 

facteur de Boltzmann. Cependant, si la température est trop basse, la relaxation spin-réseau 

devient pratiquement inefficace et la taille du signal diminue aux fortes puissances car le 

nombre d’électrons dans les états fondamental et excité s’égalise, ce qui donne naissance au 

phénomène de saturation (voir ci-dessous). 
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La puissance des micro-ondes 

La puissance des micro-ondes est un paramètre très important lorsqu’on enregistre un 

spectre RPE. Elle est à optimiser afin d’avoir le meilleur rapport signal sur bruit. Aux faibles 

puissances, l’amplitude du signal RPE augmente proportionnellement avec la racine carrée de 

la puissance. A puissance plus élevée, le signal diminue et l’élargissement de raies apparait. 

Cet effet est appelé saturation. Afin d’éviter tout phénomène de saturation, on utilise une 

puissance optimale définie dans la zone de linéarité en dessous de la puissance de saturation. 

L’équation suivante comporte le paramètre d’homogénéité ε introduit par Innes et Brudvig12. 

Cette équation permet de tracer la courbe théorique de saturation en puissance et d’obtenir la 

puissance de saturation. 

1
pp

sat

a P
A

P

P

ε=
 

+ 
 

        Equation 2-34 

ppA  est l’amplitude pic à pic du signal RPE, a un coefficient de proportionnalité, satP  la 

puissance des micro-ondes qui caractérise le comportement de saturation du signal et ε le 

paramètre d’homogénéité variant de ε=0,5 pour des raies inhomogènes (gaussienne) à ε=1,5 

pour des raies homogènes (lorentzienne). 

La position de l’échantillon reste inchangée lors de l’expérience de saturation afin de s’assurer 

que tous les spectres soient enregistrés dans des conditions identiques. 

 

I.2-2 La spectroscopie RPE à champ intense et à haute 

fréquence. 

Généralités. 

 Afin d’obtenir le maximum d’informations sur un système donné, il est utile de 

moduler l’effet Zeeman (dépendant linéairement du champ magnétique) par rapport aux effets 

intrinsèques du système (interaction hyperfine et levée de dégénérescence en champ nul) qui 

sont indépendants du champ magnétique appliqué. Mais si on augmente le champ 

magnétique, il faut augmenter également la fréquence de l’onde électromagnétique 

d’irradiation. On se situe alors dans le domaine de la RPE (HF)², ( i.e. High-Field, High-

Frequency). 

Typiquement, l’anisotropie Zeeman des radicaux organiques n’est pas plus large que 

0,01 en valeur de g. Elle est donc en général du même ordre de grandeur que l’interaction 

hyperfine et, pour des radicaux organiques, les champs intenses nécessaires pour que 
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l’anisotropie du tenseur g soit dominante commencent à plusieurs teslas. C’est pourquoi la 

RPE à champ intense a été principalement appliquée à l’étude de radicaux organiques afin de 

résoudre la très faible anisotropie du  tenseur [ ]g 13,14,15,16,17,18,19,20 mais cette technique a 

également été appliquée aux complexes d’ions de transition. Dans la pratique, pour obtenir 

une bonne résolution expérimentale des valeurs de g, il faut que la différence entre deux 

valeurs de g consécutives soit nettement supérieure à l’élargissement de la raie dû aux 

couplages non résolus.  

 

Instrumentation 

Pour comprendre l’avantage pratique de l’utilisation de fréquences micro-ondes 

élevées et de champs intenses il faut considérer les dimensions physiques de 

l’instrumentation. A 9 GHz la longueur d’onde correspondante est de 30 mm. En 

conséquence, les parties du spectromètre, telles que le guide d’onde et la cavité sont 

approximativement de cette taille. A 300 GHz, la longueur d’onde correspondante est de 1mm 

et la taille des composants réduite en conséquence. D’autre part, alors que le champ 

magnétique requis pour effectuer des mesures à 9 GHz peut être atteint avec des petits 

électroaimants à noyau de fer doux, à 300 GHz, un aimant supraconducteur de 10 T est requis. 

La plupart du travail de RPE à champ intense des échantillons biologiques a été 

effectué sur deux types de spectromètres très différents. Le premier type est basé sur 

l’utilisation d’une cavité et fonctionne sur le même principe que les spectromètres 

conventionnels. Les spectromètres à 95 GHz commerciaux appartiennent à cette catégorie. Le 

deuxième type de spectromètre n’utilise pas de cavité et ressemble davantage à un 

spectromètre d’absorption optique. Les spectromètres à cavité devraient être techniquement 

supérieurs avec une meilleure sensibilité et une utilisation plus efficace de la puissance micro-

onde. Cependant, ils présentent un inconvénient majeur : la taille d’un résonateur est limitée 

par la longueur d’onde. 

Les systèmes sans cavité n’ont pas une sensibilité aussi élevée que les systèmes basés 

sur l’utilisation d’un résonateur (la perte de sensibilité est d’au moins un facteur 1000). 

Cependant, la perte de sensibilité est compensée par plusieurs facteurs. Sans cavité, les 

contraintes sur la géométrie des échantillons sont nettement plus flexibles. Ce qui est très utile 

lorsqu’on veut travailler avec des échantillons biologiques. Les échantillons utilisés dans le 

spectromètre de Saclay peuvent occuper un volume cylindrique de 15 à 20 mm de hauteur et 

10mm de diamètre. L’un des avantages majeurs est que l’on peut ainsi utiliser les tubes RPE 

conventionnels de 4 mm de diamètre ce qui nous permet d’étudier et de caractériser des 

échantillons à la fois avec un spectromètre standard à 9 GHz puis de les transférer dans le 
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spectromètre à champ intense pour obtenir les spectres RPE jusqu’à des fréquences de 285 

GHz. 

Le spectromètre RPE à champ intense construit au laboratoire fonctionne sur le même 

principe que celui décrit par Muller et coll.21 et est représenté de façon schématique sur la 

figure 2-12.  

 
Figure 2- 12: Schéma de principe de fonctionnement du spectromètre à champ intense du laboratoire. 
D’après Dorlet 200121. 
 

La source de micro-ondes est un synthétiseur (ELVA-1, Saint-Pétersbourg, Russie) de 

95 GHz. Cette fréquence peut être multipliée en utilisant un doubleur ou un tripleur de 

fréquence (Radiometric Physics, Menkenheim, Allemagne), les fréquences de 190 et 285 GHz 

peuvent ainsi être atteintes. La puissance maximale de sortie est alors de 3 à 4 mW. La 
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puissance micro-onde absorbée par l’échantillon est mesurée au moyen d’un bolomètre (QMC 

Intruments Ldt., Royaume-Uni). L’acquisition du signal se fait par ordinateur. 

L’échantillon est placé à l’intérieur de l’insert au niveau de la bobine utilisée pour la 

modulation en champ. L’échantillon est placé dans un porte-échantillon, un tube de 

polycarbonate, qui est lâché dans le guide d’onde. La température de l’échantillon est 

contrôlée de 1,7 à 300K par un cryostat à flux d’hélium (Oxford Instruments, Oxon, 

Royaume-Uni). L’hélium utilisé pour la régulation de la température provient de l’hélium 

liquide dans lequel est immergé l’aimant supraconducteur. 

Le champ magnétique externe appliqué à l’échantillon pour la mesure RPE provient de 

cet aimant supraconducteur à bobine unique (modèle Teslatron, Oxford Instruments, Oxon, 

Royaume-Uni). La valeur maximale du champ est de 10,5 T. 

 

I.3-LES SPECTRES RPE DANS LE CAS DE POUDRES ET DE SOLUTIONS 

GELEES. 

 

I.3-1 Allure générale d’un spectre à symétrie axiale. 

 

Dans le cas d’une solution gelée, les molécules sont figées et orientées statistiquement 

et de façon équiprobable : aucune direction n’est privilégiée. Le spectre RPE sera déterminé 

d’une part par la probabilité de trouver le champ magnétique statique 0B
�

 dans une certaine 

direction par rapport aux axes de la molécule et d’autre part par le spectre associé à chacune 

des orientations du champ magnétique0B
�

. La symétrie axiale se manifeste en RPE par le fait 

que la réponse du système n’est pas la même selon l’orientation du champ magnétique 

statique 0B
�

 par rapport à la molécule. Par analogie avec le système isotrope, on désigne par gz 

ou g// la valeur du facteur g du système si le champ 0B
�

 est selon l’axe de symétrie (z
�

) et par 

g⊥ la valeur du facteur g si le champ 0B
�

 est appliqué dans le plan perpendiculaire à l’axe de 

symétrie (( yx
��

, )). 

L’Hamiltonien Zeeman électronique s’écrit donc : 

BZeemanH µ=ˆ ( 
0,

ˆ
x xg B S⊥ + 0,

ˆ
y yg B S⊥ + zzSBg ˆ

,0//
)     Equation 2-34 

 De part la symétrie de révolution autour de l’axe z
�

, on peut limiter l’étude à un seul 

plan contenant l’axe z
�

. On aura alors l’ensemble des caractéristiques du système et ce pour 

toutes les orientations du champ magnétique par rapport à la molécule. 
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En utilisant les coordonnées sphériques pour le champ magnétique, définie par le schéma 2-1, 

la valeur de g à la résonance s’écrit : 

( ) θθθ 22
//

22 cossin ggg += ⊥       Equation 2-35 

On peut montrer que dans cette orientation, le champ magnétique  

résonant possède l’amplitude ( )θresB ,0  satisfaisant à la relation : 

( ) ( )θµθν resBBgh ,0=        Equation 2-36 

θ

x

z

0B
�

θ

x

z

0B
�

 

 

Pour cette orientation, le spectre est donc constitué d’une raie, analogue à ce que l’on a 

vu pour les systèmes isotropes, centrée sur ( )θresB ,0  et dont l’intensité dépend de la 

probabilité de transition. De plus, ces équations indiquent que l’amplitude du champ 

magnétique statique à appliquer pour observer la résonance dépend de l’orientation de ce 

même champ par rapport à la molécule. Pour une solution gelée, θ  peut varier entre 0 et 90°. 

Un angle nul correspond au cas où le champ est selon l’axe z
�

, un angle de 90° à la situation 

où le champ est selon l’axe x
�

. Le champ résonant peut prendre toute valeur entre 
. B

h

g

ν
µ⊥

et 

Bg

h

µ
ν
.//

 puisque le facteur ( )θg  varie entre g⊥ et g//. On a donc maintenant un spectre qui 

s’étend sur un domaine de champ. 

Le profil d’un spectre RPE de solutions gelées en dérivée première dans le cas de symétrie 

axiale est illustré par la figure 2-13. 

Schéma 2- 1: Coordonnées 
sphériques définissant le champ 
magnétique dans un repère 
cartésien. 
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Figure 2- 13: Spectre RPE de solution gelée en première dérivé dans le cas d'une symétrie axiale Cas 1 
(gauche) : g//>g⊥ ; Cas 2 (droite) : g//<g⊥ 

 

I.3-2 Allure générale d’un spectre à symétrie rhombique. 

 

L’adjectif rhombique signifie que l’effet Zeeman est le plus anisotrope possible : il 

existe trois directions particulières de l’espace pour lesquelles, si on applique le champ 

magnétique statique 0B
�

 dans ces directions, la réponse du système se caractérise par trois 

valeurs différentes de g. Si l’on note yx
��

,  et z
�

 ces trois directions, on désignera par gx, gy et 

gz les trois valeurs du facteur g. Pour un radical organique, on choisit par convention gx > gy > 

gz. Par analogie avec la symétrie axiale, cela signifie que l’Hamiltonien associé à l’effet 

Zeeman admet pour expression : 

( )zzzyyyxxxBZeeman SBgSBgSBgH ˆˆˆˆ
000 ++= µ     Equation 2-37 

Où x, y, z dénotent les coordonnées dans le repère principal lié à la matrice [ ]g . Les valeurs 

de gx, gy et gz sont les valeurs principales du tenseur [ ]g  et g est la valeur intervenant dans 

l’équation de résonance 2-38 : 

0Bgh Bµν =          Equation 2-38 

 

 En utilisant les coordonnées sphériques pour le champ magnétique, définie par le 

schéma 2-2, la valeur de g pour la résonance s’écrit : 
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θ

ϕ

x

y

z

0B
�

θ

ϕ

x

y

z

0B
�

 

 

( ) θϕθϕθϕθ 22222222 cossinsincossin, zyx gggg ++=   Equation 2-39 

où θ représente l’angle entre le champ magnétique et l’axe z du repère principal et ϕ 

représente l’angle entre l’axe x et la projection du champ magnétique sur le plan (x,y). Cette 

équation correspond à celle d’un ellipsoïde de révolution. Dans le cas d’une poudre ou d’une 

solution gelée, le champ magnétique peut prendre toutes les orientations possibles dans le 

repère principal et le spectre d’absorption RPE qui en résulte est la somme du signal RPE 

correspondant à chacune des orientations. Ce spectre de poudre est représenté par la figure 2-

14. 

 
Figure 2- 14: Profil d'absorption d'un spectre sur poudre en symétrie rhombique (haut); Profil en 
première dérivée d’un spectre sur poudre en symétrie rhombique (bas). 

 

La valeur de g pour laquelle la condition de résonance est satisfaite dépend donc de 

l’orientation du champ magnétique par rapport aux axes moléculaires (axes principaux du 

tenseur[ ]g ) ce qui permet de sélectionner les orientations des molécules lorsque la valeur du 

champ appliqué est suffisante pour résoudre l’anisotropie de l’interaction Zeeman (condition 

champ intense). 

 

 

Schéma 2- 2: Coordonnées 
sphériques définissant le champ 
magnétique dans un repère 
cartésien. 
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Figure 2-15: Niveaux énergétiques des électrons d de l'ion Fer et distributions des électrons dans les modes 
de coordinations octaédrique et tétraédrique. 
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I.4-SPECTRES  DES ESPECES D’ INTERET DE CE TRAVAIL. 

 

I.4-1 Spectre du Fe(III) spin fort du site actif des catalases et 

des catalase-peroxydases. 

 Le fer peut exister sous trois degrés d’oxydation dans les échantillons biologiques : le 

Fe(II) ou ferreux, avec une configuration électronique 6d  ; le Fe(III) ou ferrique, dont la 

configuration électronique 5d  et le Fe(IV) ou ferryle dont la configuration électronique 4d . 

Parmi ces espèces, seul le Fe(III) possède un nombre impair d’électrons, ce qui signifie que 

les niveaux électroniques dégénérés peuvent être éclatés par application d’un champ 

magnétique. Les autres états de valence peuvent être magnétiques mais l’éclatement des 

niveaux énergétiques est supérieur au quantum énergétique apporté par l’onde 

électromagnétique, ainsi ils ne sont pas détectés en RPE bande X. 

L’état de spin de l’ion Fe(III) a une grande influence sur le spectre RPE (figure 2-15). Les 

électrons d ont chacun un spin S=1/2 et sont distribués sur cinq orbitales. A cause de la 

répulsion électrostatique, ces électrons ont tendance à occuper des orbitales différentes, dans 

ce cas l’atome de fer est dit spin fort. Cependant les interactions avec le champ de ligand 

entraînent un éclatement des niveaux énergétiques des électrons d. Si le champ de ligand est 

assez fort, les électrons vont plutôt se coupler et remplir les orbitales de plus basse énergie, on 

parle alors de spin faible. Dans le cas de l’atome de fer, il existe un spin intermédiaire 

(S=3/2). L’amplitude de l’éclatement des niveaux énergétiques, ∆, détermine l’état de spin de 

l’atome de fer. Il dépend des types de ligands mais également de leurs géométries. Le fer, 

dans une géométrie tétraédrique, est toujours dans un état de spin fort. Dans le cas d’une 

coordination octaédrique, qui est proche de la coordination de l’atome de fer dans les 

hémoprotéines, l’atome de fer peut être soit spin fort soit spin faible, selon la nature des 

ligands axiaux. Le champ électrique local, créé par les électrons des ligands les plus proches 

de l’espèce paramagnétique, contribue au moment magnétique. Lorsque S>1/2, le champ de 

ligand est à l’origine de la levée de dégénérescence en champ nul. Quand le champ local est 

asymétrique, ce qui reflète le caractère et la disposition des ligands, les orbitales et la levée de 

dégénérescence en champ nul le sont également. (figure 2-16).  
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Figure 2- 16: Représentation schématique du tenseur [ ]g  et conséquences sur les spectres RPE. En haut 

sont représentées les formes des différentes symétries : sphérique, axiale et rhombique. Au centre : spectre 
d’absorption selon la symétrie. En bas : spectres RPE selon les symétries 
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Figure 2-17: Symétries des cinq orbitales d 
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Il est important de connaître les propriétés de symétrie des orbitales pour connaître les 

relations qui existent entre elles par rotation autour d’un axe (figure 2-17). Par exemple, une 

rotation autour de l’axe z
�

 ‘transforme’ 2 2x y
d

−
 en xyd  et xzd  en yzd . Cependant aucune 

rotation autour de cet axe ne ‘transforme’ l’orbitale 2z
d . Comme 2 2x y

d
−

 et xyd  sont liées entre 

elles par rotation autour de l’axe z
�

, lorsque le champ statique 0B
�

 est appliqué selon z
�

il y a 

mélange de ces deux orbitales. Ainsi 2 2x y
d

−
 acquiert un peu de caractère de xyd  et le résultat 

est qu’il est possible pour un électron présent dans 2 2x y
d

−
de circuler autour de z

�
. Cette 

circulation crée un courant dans le plan xy et ce courant circulaire est équivalent à un aimant 

possédant un moment magnétique orbitalaire. Ce moment magnétique influence donc le 

moment magnétique de spin : on parle de couplage spin-orbite. Pour les systèmes possédant 

plusieurs électrons non appariés, l’interaction entre les électrons non appariés et le champ de 

ligands mène à une différence énergétique des sous états de spin ( 1/ 2, 3/ 2, 5/ 2sm ± ± ± ) 

même en absence de champ magnétique. A première vue, il parait étrange qu’un champ 

électrique puisse affecter le spin électronique, mais ceci est la conséquence du  principe de 

Pauli, d’après lequel les électrons qui possèdent le même spin ne peuvent pas occuper le 

même espace. Ainsi, les configurations telles que (�����, 5/ 2sm = ), dans laquelle les 

cinq électrons non appariées ont la même orientation de spin et (�����, 1/ 2sm = ), dans 

laquelle les électrons non appariés ont le maximum de spin opposés, diffèrent dans le 

mouvement que possède chaque électron.  
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a) Pas de ZFS  
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Figure 2- 18: Niveaux énergétiques pour un composé dont S=5/2 selon l'intensité du ZFS. (a) en absence de 
ZFS (D=0), une seule résonance isotrope est observée en RPE ; (b) avec un faible ZFS cinq résonances centrées 
en g=2 sont observées en RPE, (c) avec un fort ZFS, un signal anisotrope provenant du doublet ms=±1/2 est 
observé en RPE. 
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La RPE, en particulier pour des systèmes de S=5/2, est très sensible aux petits écarts 

par rapport à la symétrie tétragonale. Pour une distorsion purement axiale, l’amplitude de ce 

dédoublement est quantifiée par le paramètre D. Dans le cas le plus simple, (cas idéal D=0) 

(figure 2-18 A) quand le champ magnétique est nul, tous les niveaux convergent vers une 

même valeur et une simple résonance en g=2 est observée. Chaque transition satisfait la règle 

de sélection 1sm∆ = ±  et pour toutes les valeurs du champ statique toutes les transitions ont 

la même amplitude. Lorsque D<hν (figure 2-18 B) une faible levée de dégénérescence en 

champ nul se produit. Si le doublet ±1/2 reste le plus bas en énergie, alors on parle d’un D 

négatif. Les valeurs de ms qui diffèrent de 1 peuvent ainsi être résolues. Lorsque D>> hν 

(figure 2-18 C) la levée de dégénérescence en champ nul est importante et avec les champs 

magnétiques conventionnels seules les transitions au sein du premier doublet sont 

observables. Lorsque le champ magnétique statique est parallèle à D, la projection de ms le 

long de 0B
�

 est petite, une résonance simple est alors observée en g=2 ; quand le champ 

magnétique statique est perpendiculaire à D, la projection de ms selon D donne naissance à la 

résonance en g=6.  

Avec une symétrie plus basse que la symétrie axiale un autre paramètre doit être introduit, le 

paramètre E, utilisé pour décrire les distorsions rhombiques, on a alors trois valeurs de g. En 

particulier dans le cas du Fe(III) spin fort, la levée de dégénérescence en champ nul affecte 

énormément le facteur g observé. On introduit alors le rapport λ=E/D qui traduit la rhombicité 

du système et peut prendre des valeurs comprises entre 0 et 1/3. Lorsque λ vaut 0, la symétrie 

du système est axiale et une rhombicité de 1/3 correspond à l’état où la rhombicité est 

maximale. Pour un état de spin donné, le facteur g attendu peut être calculé en fonction de λ.  

 

 ± 5/2>  ± 3/2>  ± 1/2>

E

D
λ = E

D
λ = E

D
λ =

0                0.11        0.22          0.33 0                0.11        0.22          0.33 0                0.11        0.22          0.33

facteur g facteur g facteur g

 ± 5/2>  ± 3/2>  ± 1/2>

E

D
λ = E

D
λ = E

D
λ =

0                0.11        0.22          0.33 0                0.11        0.22          0.33 0                0.11        0.22          0.33

facteur g facteur g facteur g

 
Figure 2-19: Rhombogramme du Fe(III) spin fort (S=5/2). Des signaux RPE sont obtenus lors de transitions 
non seulement entre le doublet de plus basse énergie (½) mais également entre transitions des doublets de plus 
haute énergie. Quand la température augmente, les doublets de plus hautes énergies sont plus peuplés et leur 
signaux augmentent. 
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Figure 2- 20: Coordination de l'ion Fe(III) spin fort dans la myoglobine (gauche). Numéro PDB : 1VXD, 
Spectre RPE en bande X de la myoglobine en solution gelée pH=7,2 (droite). La résonance intense 
correspond à g⊥ =6 et la faible résonance à g// =2. D’après ce travail. 
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Figure 2- 21 : Coordination de l'ion Fe(III) spin fort dans la peroxydase de raifort (gauche). Numéro 
PDB :1ATJ , Spectre RPE en bande X de la peroxydase de raifort en solution gelée à pH=7,5 (droite). Les 
résonances intenses correspondent à gx =6,55 et gy=5,13 et la faible résonance à gz=1,97. D’après ce travail. 
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Lorsque la symétrie est axiale il y a deux résonances prédominantes une à g⊥=6 et 

l’autre à g//=2. Lorsqu’il apparait un faible degré de rhombicité, les valeurs gx et gy diffèrent et 

s’éloignent de 6 comme dans le cas des catalases et des peroxydases pour lesquelles la 

rhombicité est aux alentours de 7,5 %22. En effet, si localement la symétrie est réduite (cas de 

la symétrie rhombique par rapport à la symétrie axiale), la distorsion résultante du plan de 

l’hème entraîne une différence d’énergie entre les orbitales dxz et dyz.  Cette distorsion de 

l’hème est essentiellement due à la contrainte qu’impose la protéine sur son centre actif. Plus 

la contrainte est forte, plus la distorsion est importante, et donc plus les valeurs de gx et gy 

s’éloignent de g=6. Les caractéristiques du spectre RPE peuvent donc être utilisées pour 

décrire la symétrie de l’hème. 

L’interaction totale peut s’écrire ; 

( )222ˆ
yxz SSEDSH −+=        Equation 2-40 

Ainsi, les expressions résultantes pour les valeurs de g en présence d’une distorsion 

rhombique sont : 

2

2

2

2

2

2

8,332

7,182401,6

7,182401,6

D

E
g

D

E

D

E
g

D

E

D

E
g

z

y

x

−=

−−=

−+=

       Equation 2-41 

 

Pour les hémoprotéines, les caractéristiques du spectre RPE sont donc sensibles aux 

changements conformationels de la protéine qui induisent un changement de géométrie de 

l’hème. En effet, pour l’hémoglobine et les myoglobines, qui sont des systèmes à symétrie 

axiale, le spectre en solution gelée (figure 2-20) correspond à une symétrie axiale. Cette 

symétrie implique que l’environnement électronique des électrons d est équivalent dans les 

directions x
�

 et y
�

. Par contre pour la peroxydase de raifort la symétrie est plus basse, ceci 

signifie qu’aucun des trois axes principaux ,x y
� �

 et z
�

 ne sont équivalents. Dans le cas de la 

peroxydase de raifort, les directions x
�

 et y
�

 ne sont pas trop différentes entre elles mais 

diffèrent de la directionz
�

. Dans ce cas, il n’y a pas de rupture majeure de la structure de base 

de la porphyrine mais il y a des perturbations dans l’environnement de l’atome de fer qui 

proviennent de l’asymétrie structurale et électronique du système d’électrons π de l’hème. Ces 

asymétries sont dues à la liaison d’une autre espèce directement sur le système π ou alors 

cette liaison implique un encombrement stérique au sein de la protéine qui va contraindre 
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l’hème. Ce dernier ne sera donc plus dans une configuration semi planaire et le spectre RPE 

correspondra à une symétrie rhombique (figure 2-21). 

 

I.4-2 Spectre du composé I [Fe(IV)=O Por••••+] : L’interaction 

d’échange. 

 

I.4-2 a) Généralités. 

L’interaction d’échange23, caractérisée par J, est due aux recouvrements des orbitales 

et aux interactions électrostatiques. En effet, lorsque les orbitales se recouvrent, l’électron a la 

possibilité de délocaliser sur l’une ou l’autre des orbitales ce qui lui confère un caractère 

indiscernable. L’interaction d’échange entraîne ainsi une séparation énergétique des niveaux 

des états du spin global. 

S=1 S=1/2Système coupléS=1 S=1/2Système couplé

 
Schéma 2- 3 : Interaction d’échange dans un système couplé. 
 
Cette interaction d’échange peut donc être décrite par un Hamiltonien dit Hamiltonien 

d’Heisenberg : 

ˆ ˆˆ
e A BH JS S= −         Equation 2-42 

 

Si on considère deux centres paramagnétiques de spins électroniques SA et SB en interaction 

d’échange, l’Hamiltonien global s’écrit alors (Equation 2-43) : 

1ˆ ˆ ˆ ˆ ˆ ˆ ˆ ˆˆ ˆ ˆ ( 1)
3A B A B Az Bz Ax Bx Ay ByH H H JS S D S S S S E S S S S   = + − + − + + −    

  

 

J représente l’interaction d’échange isotrope entre les deux ions métalliques. D et E sont 

associés aux interactions anisotropes (axiale et rhombique respectivement). Ils regroupent les 

termes provenant de la composante anisotrope de l’interaction d’échange, de l’interaction 

dipolaire entre les deux moments magnétiques d’origine électronique et de l’interaction 

d’échange pseudo-dipolaire faisant intervenir le couplage spin orbite. 
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Dans le cas ou J est dominant, il est plus approprié de caractériser le système par le spin 

électronique total S 

ˆ ˆ ˆ
A B

A B A B

S S S

S S S S S

= +
− ≤ ≤ +

       Equation 2-44 

Chaque état de spin peut être alors décrit par un nouvel Hamiltonien : 

[ ] 2 2 2

0

1ˆ ˆ ˆ ˆˆ ˆ ( 1)
3

t

S B S S z S x yH B g S D S S S E S Sµ    = + − + + −    
  Equation 2-45 

On retrouve une description analogue aux précédentes avec un terme décrivant l’interaction 

Zeeman  et les termes axial et rhombique du ZFS global de l’état S. Il ne faut pas oublier 

l’effet de l’interaction d’échange sur l’énergie des états de spin S. Ceci se traduit pour chaque 

S par la contribution : 

[ ]( 1) ( 1) ( 1)
2s A A B S

J
E S S S S S S= − + − + − +     Equation 2-46 

 

De plus J possède deux composantes J1, qui est la composante ferromagnétique et J2 qui est la 

composante antiferromagnétique. J1 domine lorsque le recouvrement des orbitales est faible, 

et J2 domine quand le recouvrement des orbitales est grand. Pour qu’il y ait interaction 

d’échange, il faut qu’il y ait un recouvrement des orbitales et plus ce recouvrement est 

important plus l’interaction est forte. Si le recouvrement des orbitales est direct, la valeur de J 

va être très sensible à l’orientation des orbitales mais également à la distance entre les centres 

paramagnétiques. Ainsi, quand la distance augmente l’interaction d’échange (donc J) diminue. 

Cependant, le recouvrement peut également être indirect, c'est-à-dire qu’il se fait via une 

espèce non paramagnétique, comme dans le cas de complexes où un ligand ponte les deux 

centres métalliques. 

 

I.4-2 b) Cas du composé I. 

Le composé I [Fe(IV)=O Por•+]24,25,26,27,28,29,30 est un composé avec un nombre 

impair de spins non appariés. Celui-ci est donc paramagnétique et possède un signal en 

spectroscopie RPE (figure 2-22).  
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Figure 2- 22 : Spectre RPE en bande X du composé [Fe(IV)=O Por••••+] formé par réaction entre la 
peroxydase de raifort et l’acide peracétique (courbe verte). Pour comparaison le spectre RPE en bande x du 
radical tyrosyle formé par la catalase de foie de bœuf est représenté (courbe noire). D’après ce travail. 

 

Etant donné que la porphyrine est une espèce organique, on s’attend à ce que le signal 

détecté, possède, comme tout radical organique, une résonance centrée à g=2 et que la largeur 

de raie soit relativement étroite (0,01T). Or d’après la littérature les spectres RPE de 

composés I des peroxydases montrent une résonance centrée à g=2 mais celui-ci est un 

spectre large (>0,2T) qui possède des ailes de part et d’autre de g=2. Ceci s’interprète en 

considérant l’interaction d’échange entre la partie ferryle [Fe(IV)=O] de spin S=1 et le radical 

organique de spin S’=1/2. 

Le spectre RPE du composé I de la peroxydase de raifort peut être décrit en utilisant 

l’Hamiltonien suivant : 

[ ]2 2 2ˆ ˆ ˆˆ ( ( 1) /3 ( ) t

z x y BH D S S S E S S S g Bµ= − + + − + ⋅ ⋅
� �

  Equation 2-47 

 

S étant le spin effectif de l’état fondamental de l’atome de fer tel que la multiplicité (2S+1) est 

le nombre total de sous états dans lequel l’état fondamental peut se diviser, 

ˆ ˆ ˆ( , , )x y zS S S S=
�

est l’opérateur de spin et les paramètres D et E décrivent le ZFS axial et 

rhombique. Le dernier terme quand à lui représente l’interaction Zeeman dans un champ 

externe B. Cependant pour réellement décrire le composé I d’autres termes doivent être 
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ajoutés à l’Hamiltonien précédent, car le composé I contient un radical de spin S’=1/2 qui est 

en interaction d’échange avec le spin S=1 du fer héminique. L’Hamiltonien s’écrit alors : 

[ ]ˆ ' ' 'BH gS B S J Sµ= ⋅ +
� � ��

       Equation 2-48 

[ ]J  est le tenseur qui représente l’interaction. 

 

Comme le fer ferryle a un ZFS large et positif, seul le doublet de Kramers de plus 

basse énergie du système couplé est peuplé aux températures auxquelles un signal RPE est 

détecté. Si on suppose le radical cation porphyrinique comme isotrope, c'est-à-dire que la 

résonance a lieu quand g’≈2 et si la rhombicité E/D n’est pas trop importante, le tenseur 

effectif effg du doublet fondamental a sa composante selon z qui diffère de 2 simplement au 

second ordre en J/D alors que les composantes selon x et y diffèrent de 2 au premier ordre en 

J/D, c'est-à-dire qu’elles vont être plus grandes ou plus petites que 2 selon le signe de J. 

D’après le modèle du champ de ligand, la direction z représente la normale au plan de l’hème, 

les axes x et y sont dans le plan de l’hème mais n’ont pas de directions prédéterminées. Il 

s’ensuit que le centre du signal RPE est proche de 2, correspond à ,eff zg  alors que les ailes de 

part et d’autres proviennent des composantes du plan de l’hème ,eff xg  et ,eff yg . En outre, 

l’interaction d’échange peut être antiferromagnétique (J>0, effg <2) aussi bien que 

ferromagnétique (J<0, effg >2). 

La partie anisotrope de [ ]ˆ ˆ 'S J S− ⋅ ⋅  est proportionnelle à r-3, r étant la distance entre les 

spins. La partie ferryle et le radical cation porphyrinique étant très proche spatialement, le 

couplage entre ces deux espèces devrait être important. On s’attend donc à ne pas détecter de 

spectre RPE car le phénomène d’interaction d’échange devrait avoir élargi le spectre au point 

de le faire disparaître. Il faut alors s’intéresser à la contribution du recouvrement des orbitales 

du métal et de ces ligands, contribution qui est difficile à évaluer. L’interaction d’échange, qui 

dépend du recouvrement des fonctions d’onde, devrait toutefois être sensible à l’énergie des 

orbitales 4pz de l’atome de fer qui sont peu peuplées. La population des orbitales 4pz dépend 

de la géométrie de l’hème, en particulier des distances avec les ligands axiaux. Dans tous les 

cas, la faible valeur du couplage s’explique par le manque de recouvrement orbitalaire entre 

les orbitales du Fe(IV) et celles du radical porphyrinique cationique. 

 

 De plus les propriétés de relaxation de l’espèce [Fe(IV)=O Por•+] sont très différentes 

de celles d’un radical organique isolé non couplé magnétiquement avec l’atome de fer. A 
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cause de l’interaction d’échange entre le spin S’=1/2 du radical cation porphyrinique et le spin 

S=1 de la partie ferryle du composé I, le signal RPE est large et le temps de relaxation T1 est 

plus petit que celui d’un radical organique typique. Le temps de relaxation T1 est fortement 

dépendant de la température et les valeurs de T1, pour lesquelles le rapport signal sur bruit est 

bon, sont obtenues lorsque la température  est faible (T<10K). En augmentant la température 

d’enregistrement du spectre RPE, le signal correspondant au radical porphyrinique va 

disparaître par élargissement de la raie. Ainsi il est possible de séparer la contribution de cette 

espèce au spectre RPE en augmentant la température d’enregistrement. 

 

I.4-2 c) Les radicaux protéiques tyrosyle et tryptophanyle. 

 Les spectres RPE à 9 GHz des radicaux tyrosyles sont extrêmement variés31,32,33. 

Cependant un fort couplage hyperfin dû aux protons β (figure 2-23), dont l’intensité dépend 

de l’orientation des protons β par rapport au plan phénolique, domine le spectre.  

 

 

O gx

gy

gz

Protons β

Radical Tyrosyle

R

H

H

N

gz

H
H

R

gx

gy

Protons β

Radical Tryptophanyle 
Figure 2-23: Radicaux tyrosyle et tryptophanyle ainsi que l’orientation du tenseur g 
 

L’anisotropie du facteur g est donc masquée par ces couplages hyperfins. La 

résolution de l’anisotropie du facteur g nécessite un champ plus important, ce qui a conduit 

les chercheurs à développer la RPE à champ intense. Ce tenseur g dépend de l’architecture de 

la molécule, il peut donc être utilisé pour identifier la nature chimique des espèces radicalaires 

organiques (figure 2-24). 
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a) Spectres des radicaux du 
PSII en RPE conventionnelle

b) Spectres des radicaux du 
PSII en RPE champ intense

a) Spectres des radicaux du 
PSII en RPE conventionnelle

b) Spectres des radicaux du 
PSII en RPE champ intense

 
Figure 2-24: Spectres RPE des radicaux organiques formés par le PSII. A) Spectres enregistrés en RPE 
conventionnelle à 9 GHz, tous les spectres sont centrés en giso =1/3(gx+gy+gz) ≅ 2,002-2,004. b) Spectres des 
mêmes radicaux enregistrés en RPE à champ intense 
 
 

 Les valeurs de g des radicaux dépendent également de la structure électronique de ces 

radicaux. Ainsi, elles peuvent servir de sondes pour les identifier et étudier leurs interactions 

avec leur environnement. Des études ont montré que dans le cas des radicaux tyrosyles, la 

valeur de gx (et dans une moindre mesure gy) est très sensible à l’environnement 

électrostatique du radical et en particulier l’oxygène phénolique (figure 2-25).  

 
Figure 2- 25 : Variation de la 
composante gx (composante selon 
la direction de la liaison C-O) du 
radical p-méthylphénoxyle en 
fonction de la distance de la 
liaison hydrogène avec une 
(courbe solide avec les cercles) ou 
deux (courbe solide avec les 
triangles) molécules d’eau. L’effet 
d’une molécule d’acide acétique en 
tant que donneur de liaison 
hydrogène est représenté par la 
courbe en pointillés avec les 
cercles. D’après Ivancich 199936. 
 

 

 

 

L’anisotropie du facteur g pour le radical tyrosyle de la ribonucléotide réductase 13 est 

très différente de celle de la tyrosine D du photosystème II13,34 ou du radical tyrosyle de la 
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catalase de foie de bœuf 35,36 (figure 2-26). Ceci est dû aux différences au niveau des liaisons 

hydrogène13,37 qui sont des interactions électrostatiques. 

 

 
Figure 2- 26 : Spectres RPE en champ intense de différents radicaux tyrosyles observés. Les flèches 
indiquent les déplacements et les élargissements de la composante gx en fonction du pH (cas de la catalase de 
foie de bœuf) et de la force des liaisons hydrogène. D’après Un13, Ivancich 35, 36. 
 

 Dans le cas d’interactions électrostatiques moyennes (cas des liaisons hydrogène), 

l’effet principal, pour les radicaux tyrosyles, est un changement d’énergie des électrons non-

liants. L’anisotropie du facteur g diminue lorsque l’on passe d’un radical tyrosyle isolé (par 

exemple celui de la RNR) à un radical avec liaison hydrogène forte (comme dans le cas des 

radicaux tyrosyles obtenus par irradiation de cristaux de tyrosine). 

 La RPE à champ intense est donc nécessaire non seulement pour déterminer la nature 

chimique des radicaux organiques formés au cours des cycles catalytiques des catalases et des 

catalase-peroxydases, mais également pour déterminer l’environnement électrostatique du 

radical, et donc sa localisation au sein de la protéine. 
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II.  LA SPECTROPHOTOMETRIE D ’ABSORPTION ELECTRONIQUE UV-

VISIBLE . 

 

 La spectroscopie d’absorption électronique est un outil particulièrement efficace pour 

explorer les états excités d’une molécule ainsi que les différentes interactions qui peuvent se 

produire entre les états excités. Ces interactions sont de première importance dans des 

processus tels que les transferts d’électron38, ou les réactions photochimiques39. Les bandes 

provenant des transitions d-d permises par le spin sont visibles sur les spectres d’absorption 

électronique de nombreux complexes de métaux de transition. Ces bandes, par leur allure, leur 

intensité et leur position témoignent aussi bien de modifications géométriques de la structure 

à l’état excité que des interactions entre états électroniques excités. 

 

II.1-  PRINCIPES DE LA SPECTROSCOPIE D’ABSORPTION ELECTRONIQUE. 

 

II.1-1 Généralités. 

 

 Lorsqu’une molécule interagit avec un rayonnement électromagnétique, celle-ci peut 

l’absorber et ainsi se retrouver dans un état appelé excité. Ce phénomène est à la base de la 

spectroscopie d’absorption électronique et correspond à une transformation de la structure 

électronique de la molécule sous l’effet d’une radiation électromagnétique. Un électron peut 

changer de nombre quantique de spin, ou changer d’orbitale moléculaire, entraînant ainsi une 

modification de la distribution électronique autour de la molécule. Il est possible, à partir de 

l’observation d’une molécule dans son état excité (i.e. analyse de son spectre d’absorption 

électronique), d’en déduire une corrélation entre ses propriétés physiques et ses propriétés 

électroniques.  

Un spectre d’absorption électronique constitue un moyen précis d’observer le 

comportement d’une molécule sous l’effet d’un rayonnement électromagnétique. A partir 

d’un montage expérimental très simple, il est possible de quantifier la nature du changement, 

c’est-à-dire d’évaluer exactement la proportion de lumière absorbée en fonction de la nature 

du rayonnement. Une molécule absorbe certaines radiations et en laisse passer d’autres : c’est 

le cas par exemple de n’importe quelle substance colorée. 

Ainsi, chaque absorption électronique (révélée sur un spectre par l’apparition d’une bande 

plus ou moins intense et plus ou moins large) correspond à une transition vers un état 
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électronique (ou état excité) différent de celui de la molécule qui ne subit aucune influence 

électromagnétique (ou état fondamental). 

Il est remarquable d’observer que des changements physiques peuvent avoir une influence sur 

l’énergie des états électroniques excités. Une substitution de ligands crée une déstabilisation 

ou une stabilisation de l’énergie des états excités, entraînant un déplacement des bandes 

spectroscopiques. 

L’énergie des états électroniques dépend ainsi de la force du champ des ligands en ceci que 

différentes valeurs du champ des ligands donneront différentes valeurs énergétiques des états 

excités. 

 

II.1-2 Introduction théorique. 

 

II.1-2 a) Transitions électroniques. 

 L’interaction entre des ondes électromagnétiques et des molécules conduit, par 

absorption dans le domaine des ultraviolets et de la lumière visible, à l’excitation d’électrons, 

en général des électrons de valence. La figure 2-27 montre ces différents domaines du spectre 

électromagnétique. Le domaine des UV rejoint celui de la lumière visible pour l’œil humain à 

λ=400 nm et celui des proches infra rouges vers 750 nm. 
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Figure 2- 27: Domaine UV-visible du spectre électromagnétique. 
 

Si la lumière, de fréquence propre ν, rencontre une molécule dans son état 

fondamental ψ0, alors elle peut être absorbée et la molécule peut être portée dans un état 

électronique excité ψ1. Par émission spontanée ou stimulée, sous l’influence de l’onde 

lumineuse, le système peut revenir dans son état fondamental (figure 2-28). 
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Figure 2-28: Transmissions électroniques et processus de rayonnement. 
 

 Au contraire de ceux des atomes, les différents états électroniques des molécules ont 

des domaines énergétiques relativement larges en raison de l’additivité des niveaux 

vibratoires et rotationnels. L’énergie totale d’un niveau déterminé correspond donc à un état 

de vibration et de rotation déterminé de la molécule. 

 En première approximation, on peut diviser, l’énergie totale en trois composantes : 

. . .tot élec vibr rotE E E E= + +        Equation 2-49 

Pour qu’une transition électronique ait lieu, il faut donc que : 

. . .élec vibr rotE E E E∆ = ∆ + ∆ + ∆       Equation 2-50 

 

 La composante électronique est toujours beaucoup plus grande que la composante 

vibrationnelle, qui elle-même est plus grande que la composante rotationnelle. 

 

II.1-2 b) Absorption lumineuse et spectre associé. 

Intensité des raies spectrales 

 Si un rayon lumineux d’intensité I0 pénètre dans un milieu homogène isotrope 

d’épaisseur d, si l’on néglige les pertes par réflexion et diffraction, il peut être affaibli par 

absorption. L’intensité I du rayon sortant (transmission) vaut alors : 

0 absI I I= −          Equation 2-51 

De l’équation différentielle de la perte d’intensité dI  du rayon lumineux, occasionnée par la 

traversée d’un élément d’épaisseur dx : 

dI Idxα= − ⋅         Equation 2-52 

On obtient, par intégration, l’équation 2-53 : 

0

dI I e α−= ⋅          Equation 2-53 

où α est un coefficient d’absorption caractéristique du milieu. Si on considère uniquement des 

solutions diluées de concentration c, on obtient : 
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0log
I

A c d
I

ε = = ⋅ ⋅ 
 

       Equation 2-54 

Avec d l’épaisseur en cm, c la concentration en mol.L-1 et ε le coefficient d’extinction 

molaire. Cette loi établie par Bouguer (1728), Lambert (1760) et Beer (1852) est valable pour 

une lumière monochromatique et des solutions diluées ( 2 110 .c mol L− −≤ ). Sauf exception, 

l’absorption est une propriété additive.  

Si pour tout λ, on détermine d’après la loi de Beer-Lambert l’absorption et la grandeur ε 

spécifique à la substance étudiée, on obtient un spectre d’absorption électronique de l’espèce 

spécifique. En raison de l’étendue énergétique des niveaux électroniques, il s’agit de spectres 

de bandes. 

 On peut classer les transitions électroniques (bandes) en fonction des orbitales 

moléculaires (OM) impliquées dans ces transitions. Un électron peut s’élever d’une orbitale σ 

ou π liante occupée ou des orbitales n non liantes dans les orbitales σ* ou π* antiliantes 

(figure 2-29). 
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Figure 2- 30: Orbitales Moléculaires et transitions électroniques. 
 

 

 L’énergie des bandes d’absorption dépend de la nature de la transition électronique. La 

position des bandes est particulièrement influencée par les effets stériques inductifs et 

mésomériques. Un déplacement vers les grandes longueurs d’onde d’une transition est appelé 

un effet bathochrome. Un déplacement vers les longueurs d’ondes plus courtes est un effet 

hypsochrome. On parle d’effet hyperchrome lorsqu’on a une augmentation de l’intensité de la 

bande d’absorption. L’hypochromie traduit, au contraire, une diminution de l’intensité de la 

bande d’absorption. 
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Structure vibrationnelle. 

 La forme et la structure sont d’autres propriétés importantes des bandes d’absorption. 

Les spectres en solution correspondent à la superposition des bandes électroniques et des 

bandes de vibrations. Spécifiques à la substance, les absorptions mesurées sont plus ou moins 

structurées. Après une transition électronique les noyaux d’une molécule sont soumis à 

diverses forces auxquelles la molécule peut réagir en se mettant à vibrer. Dans le cas 

d’échantillon gazeux, la structure vibrationnelle peut être résolue mais, dans un liquide les 

raies se mélangent donnant habituellement une large bande sous forme d’un continuum.  

 

La structure vibrationnelle d’une transition électronique est expliquée par le principe de 

Frank-Condon40 : les noyaux ayant une masse beaucoup plus importante que les 

électrons, une transition électronique se produit beaucoup plus rapidement que la 

réponse des noyaux. 

Du fait de la transition, la densité électronique augmente rapidement dans de nouvelles 

régions de la molécule et disparaît dans d’autres, et les noyaux initialement statiques sont 

soudain soumis à un nouveau champ de forces. Ils répondent en vibrant et en oscillant autour 

de leur position d’origine.  

Avant l’absorption, la molécule se trouve dans l’état vibrationnel inférieur à son état 

énergétique le plus bas. La position la plus probable des noyaux correspond à leur distance à 

l’équilibre. C’est cette distance internucléaire qui est la plus favorable à la transition 

électronique. Quand la transition a lieu, la molécule est excitée et d’après le principe de 

Frank-Condon, le squelette nucléaire est inchangé par cette excitation. Pour l’interférence des 

bandes de vibrations avec les bandes électroniques, on détermine deux types de cas limites, 

reconnaissables à la forme de l’absorption. 

 

II.1-2 c) Types particuliers de transitions. 

Il y a des transitions permises et des transitions interdites. Pour les complexes des 

éléments de transition, les règles de sélection pour les transitions électroniques sont les 

suivantes : 

   Règle de Laporte : les seules transitions permises sont des transitions 

accompagnées d’un changement de parité.. 

   Règle de spin : les transitions donnant lieu à un changement de la 

multiplicité du spin (donc ∆S≠0) sont interdites. Autrement dit, pendant la transition, le 

nombre d’électrons célibataires ne doit pas varier. 
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Ces règles interdisent donc les transitions d-d. En réalité, ces transitions sont 

expérimentalement observées. La règle de Laporte n’est rigoureusement valable que pour des 

complexes centrosymétriques. Mais du fait de l’agitation thermique (vibrations), la symétrie 

des complexes varie rapidement dans le temps ce qui a pour conséquence une probabilité de 

transition non nulle. Les transitions sont donc observées mais avec une intensité faible. 

 La règle de spin n’est pas valable dans le cas d’un couplage spin-orbite, c'est-à-dire 

que les transitions correspondantes peuvent être observées, mais avec une intensité très faible. 

 

Transitions d-d 

Dans un atome à l’état libre, les cinq orbitales 3d sont dégénérées. Dans les complexes 

des métaux de transition, où l’environnement immédiat de l’atome n’est plus sphérique, les 

orbitales d ne sont pas toutes dégénérées et les électrons peuvent absorber de l’énergie en 

effectuant des transitions entre ces orbitales. Comme nous l’avons déjà précisé auparavant, 

dans un complexe octaédrique, les cinq orbitales d de l’atome central se séparent en deux 

ensembles : un ensemble trois fois dégénéré noté t2g et un ensemble deux fois dégénéré noté 

eg, les orbitales t2g étant de plus basses en énergie. Dans un complexe tétraédrique, les 

orbitales d se répartissent également en deux sous ensembles mais les orbitales e sont cette 

fois-ci les orbitales de plus basse énergie. Les séparations n’étant pas importantes, bien que ce 

soit des transitions électroniques, les transitions entre les deux ensembles d’orbitales se 

produisent dans la région visible du spectre et sont responsables des couleurs très 

caractéristiques des complexes des métaux du groupe d. 

 

Transitions vibroniques. 

 Dans le cas des complexes octaédriques, l’interprétation des spectres visibles pose un 

problème majeur car leurs transitions d-d sont interdites.  

 Cependant une transition interdite peut devenir permise si le centre de symétrie est 

détruit par une vibration asymétrique. Quand le centre de symétrie disparaît, les transitions d-

d ne sont plus interdites par la parité et la transition gg et →2  devient faiblement permise. Une 

transition dont l’intensité dérive d’une vibration asymétrique de la molécule est appelée 

transition vibronique. 
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Transitions par transfert de charge 

Un complexe peut absorber une radiation du fait d’un transfert d’un électron des 

ligands vers les orbitales d de l’atome central, ou vice-versa. Dans ce type de transition, par 

transfert de charge, l’électron est transféré sur une grande distance, ce qui signifie que le 

moment dipolaire de transition peut être important et l’absorption intense. 

 

Transitions *ππ →  et *π→n  

Dans le cas d’une double liaison C=C, l’absorption fait passer un électron π-liant dans 

une orbitale π* antiliante. L’activité des chromophores est donc due à une transition *ππ → . 

Dans les composés carbonylés, la transition responsable de l’absorption est due aux paires 

d’électrons libres de l’atome d’oxygène. L’un de ces électrons peut être excité vers une 

orbitale π* vide du groupe carbonyle, donnant ainsi lieu à une transition *π→n . Les 

transitions *π→n  des carbonyles étant interdites par symétrie, les absorptions sont faibles. 

 

II.2-  SPECTRES D’ABSORPTION ELECTRONIQUES DES ESPECES ETUDIEES 

DANS CE TRAVAIL. 

 

 Les protéines étudiées dans le cadre de ce travail de thèse sont des hémoprotéines. Le 

groupe prosthétique est constitué d’une protoporphyrine IX de fer. Le spectre d’absorption 

électronique dans la région du visible de ces protéines reflète essentiellement la structure de la 

porphyrine. Cependant, la configuration électronique locale de l’atome de fer héminique 

perturbe le spectre de la porphyrine. Ainsi, il est possible de distinguer en spectroscopie 

d’absorption l’enzyme native, dans laquelle l’atome de fer est au degré d’oxydation III spin 

fort, le composé I, de configuration électronique [Fe(IV)=O Por•+] et le composé II de 

configuration électronique [Fe(IV)=O]. De même, La configuration électronique de la 

porphyrine est influencée par les interactions entre le fer héminique et les ligands en 

cinquième et sixième positions. La nature de ces perturbations est telle que le spectre 

d’absorption correspond à une signature d’une structure électronique. 

 

 

 

 

 

 



                                                                                                             Chapitre 2 : Méthodologie 
 

- 102 - 

II.2-1 La porphyrine 

 

II.2-1 a) Généralités sur les porphyrines. 

Structure. 

Les porphyrines sont des macrocycles fortement conjugués, constitués de quatre unités 

pyrroliques liées entre elles par des ponts méthine. Le squelette de base est aromatique à 22 

électrons π dont 18 participent à l’aromaticité. Trois types d’atomes de carbone peuvent être 

distingués dans ces molécules, que l’on note respectivement α,β, et meso. Le schéma suivant 

représente la plus simple des porphyrines (la porphine). 

 
Schéma 2- 4: structure de la porphine et nomenclature des porphyrines. 
 

Les porphyrines peuvent être classées selon les substituants portés par les atomes de carbone 

β. 

 

Géométrie du cycle. 

Les porphyrines sont des macrocycles relativement flexibles. Des études structurales 

en phase solide ont mis en évidence l’existence de différentes conformations possibles pour ce 

macrocycle, représentées par le schéma suivant : 
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Figure 2-31 : Spectres d’absorption UV-Vis d’une porphyrine base libre (gauche) et d’une métallo-
porphyrine (droite). Les bandes ont été nommées en utilisant la nomenclature de Platt-Gouterman. D’après 
Gouterman 196142. 
 
 

 

 

 Les facteurs qui déterminent l’adoption d’une conformation en particulier sont 

diverses : 

  La nature des substituants du macrocycle. 

  La nature et le degré d’oxydation du métal complexé. 

  La nature des coordinats supplémentaires présents sur le métal. 

  L’environnement du macrocycle dans la maille cristalline 

 

 
Schéma 2- 1: Conformations les plus rencontrées des porphyrines. D’après Gouterman 196142. 
. 

II.2-1 b) Caractéristiques spectrales. 

 En raison de leur structure électronique particulière, les porphyrines sont des 

molécules très colorées. En effet, les porphyrines possèdent un système d’électrons π 
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fortement conjugué, elles absorbent donc dans le domaine du visible et ont un spectre très 

caractéristique. Elles présentent dans le domaine de l’ultra-violet et du visible deux types de 

bandes d’absorption électronique, attribuées à des transitions *π π→  : 

   Une bande très intense ( 5 1 110 . .mol L cmε − −≥ ) située entre 380 et 450 nm, 

appelée bande de Soret. Elle est caractéristique de l’aromaticité de la molécule. 

   Une série de bandes dans le visible appelée bandes Q, moins intenses 

( 4 1 110 . .mol L cmε − −
∼ ) mais néanmoins responsables de la couleur des porphyrines. Le nombre 

de bandes Q permet généralement de distinguer les porphyrines bases libres et les métallo-

porphyrines. Les bases libres présentent quatre bandes Q41 tandis que les porphyrines 

métallées, qui sont plus symétriques, ne présentent que deux (figure 2-31) bandes Q, appelées 

α et β en partant des grandes longueurs d’ondes. L’énergie et l’intensité de ces bandes 

dépendent de l’identité des substituants de la porphyrine, du métal, des ligands additionnels 

sur le métal, des déformations du macrocycle, du solvant. En particulier, les intensités 

relatives des bandes α et β ne dépendent pas de la substitution du macrocycle, par contre, la 

nature de l’ion métallique fixé, et par conséquent la plus ou moins grande stabilité du 

complexe porphyrine-métal, engendrent d’importantes modifications du rapport des intensités 

de ces deux bandes. En effet, un rapport d’intensité α/β>1 indique généralement la présence 

d’un métal impliqué dans un complexe plan. Par contre, lorsque le métal peut être facilement 

remplacé par deux protons, on observe un rapport α/β<1. 

Ces différentes bandes d’absorption peuvent être interprétées en faisant appel au 

« modèle à quatre orbitales » de Gouterman42. Ces quatre orbitales frontières π (2 LUMO et 2 

HOMO) sont représentées sur la figure 2-32 dans le cas d’une porphyrine très symétrique 

(axes x et y équivalents). 
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Figure 2- 32: Orbitales frontières des porphyrines. D’après Gouterman 196142. 

 

De manière générale, l’ordre énergétique de ces orbitales dépend des substituants des 

positions β ou meso- pyrroliques de la porphyrine.  

La bande de Soret correspond à une transition permise entre l’état fondamental et le deuxième 

état excité singulet de la porphyrine. Il y a donc promotion d’un électron d’une orbitale a1u 

vers les orbitales eg. Les bandes Q correspondent à des transitions interdites entre l’état 

fondamental et le premier état excité singulet. Il y a donc promotion d’un électron de 

l’orbitale a2u vers les orbitales eg. Cette transition électronique s’accompagne en général d’une 

structure vibrationnelle. 

 Lorsqu’elles sont métallées, les porphyrines présentent des bandes d’absorption 

électronique dans le visible et le proche infrarouge (vers 500 nm et 640 nm). Ces bandes sont 

dues à des transferts de charges entre le ligand et le métal. 

 

II.2-2 Les espèces protéiques. 

 

II.2-2 a) L’enzyme natif : Fe(III) spin fort. 

Les bandes d’absorption des peroxydases et les catalases dans le visible et l’ultraviolet 

proche (Soret) sont de deux types. Elles sont dues à des interactions *π π→  ou à des 

transitions de transfert de charge. Trois bandes d’absorption électronique sont observées, la 

bande de Soret, la bande β et la bande α. La transition qui correspond à la bande α, provient 

de la promotion d’un électron de l’état a2u à l’état π*, supérieur en énergie, qui est appelé eg. 
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La bande β, représente la transition d’un électron de l’état a2u vers un niveau vibrationnel 

excité de l’état eg. La bande de Soret, quant à elle, correspond à la transition d’un électron de 

l’état a1u vers l’état eg. 

L’atome fer n’a ses orbitales d que partiellement remplies, ce qui implique que la 

métallo-porphyrine est irrégulière. D’autres transitions peuvent alors être observées. Ces 

transitions correspondent à des transitions de transfert de charge, dans lesquelles des électrons 

sont transférés de la HOMO (highest occupied molecular orbital) de la porphyrine à la 

LUMO (lowest unoccupied molecular orbital) de l’atome de fer. De plus, les orbitales de 

l’atome de fer et les orbitales de la porphyrine sont en interaction entre elles et les transitions 

observées dans le cas de porphyrines de fer sont plus intenses que dans le cas de porphyrines 

base-libre. 

 

II.2-2 b) Les composés oxoferryles: [Fe(IV)=O Por••••+] et 

[Fe(IV)=O], [Fe(IV)=O Tyr••••], [Fe(IV)=O Trp••••]. 

 Le spectre du composé I [Fe(IV)=O Por•+] en spectroscopie d’absorption électronique 

UV-visible possède une bande aux alentours de 400-410 nm, une large bande aux alentours de 

660 nm et une bande aux environs de 570-580 nm43,44. La première correspond à la bande de 

Soret et la dernière à la bande α. L’intensité de ces deux bandes, par comparaison avec le 

spectre de l’enzyme native, est largement réduite. Ceci traduit le fait que la porphyrine est en 

interaction avec l’atome de fer central. En effet, dans le cas du composé l’intensité de la 

bande de Soret diminue de 50 à 60 %. Ceci est causé par la superposition de transitions de 

transfert de charge entre la porphyrine et le métal. Plus la contribution des transitions dues 

aux transferts de charge est importante, plus l’intensité de la bande de Soret est diminuée. Les 

bandes présentent dans la région 600-700 nm correspondent à des bandes de transferts de 

charge. 

Lorsqu’on écrit les formes mésomères du composé I [Fe(IV)=O Por•+], il apparait une 

forme ou l’atome de fer est sous forme Fe(V). Pour le composé II, il n’est pas possible 

d’écrire une telle forme. L’environnement électronique de l’atome de fer est donc différent 

entre le composé I et le composé II, ce qui se caractérise sur le spectre d’absorption 

électronique UV-visible par un déplacement de la bande de Soret ainsi que des bandes Q. De 

plus, la bande aux alentours de 650-660 nm caractéristique du radical π cation porphyrinique 

disparaît car le radical n’est plus présent. 
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Figure 2- 33: Spectre d'absorption électronique UV-visible de la peroxydase de raifort (haut) et de la 
catalase humaine (bas).  Pour les deux hémoprotéines le spectre en noir correspond à l’enzyme native ; en vert 
au composé I [Fe(IV)=O Por•+] ; et en rouge le composé II [Fe(IV)=O] pour la HRP et le composé        
[Fe(IV)=O Tyr•] pour la catalase humaine. D’après ce travail. 

 

Dans le cadre de ce travail de thèse, des intermédiaires de structures électroniques 

[Fe(IV)=O Tyr•] et [Fe(IV)=O Trp•] ont été mis en évidence (voir chapitres suivants). Le 

spectre d’absorption électronique de telles espèces ne diffère pas de l’espèce oxoferryle 

[Fe(IV)=O]. La tyrosine sous forme radicalaire absorbe vers 405-410 nm45,46,47, alors que le 

radical tryptophane sous forme radicalaire neutre absorbe vers 510 nm et vers 560 nm 

lorsqu’il est sous forme radical cation48,47. En outre, les protéines étudiées contiennent une 

vingtaine de résidus tyrosines et tryptophanes et un seul de ces résidus forme un radical. 

L’absorption électronique des radicaux protéiques est donc masquée par l’absorption de la 

porphyrine. De plus, les radicaux protéiques formés ne sont pas en interaction d’échange avec 
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l’atome de fer héminique car ils sont relativement éloignés de l’hème, ainsi ils n’influent pas 

sur l’environnement électronique de la partie ferryle et n’influent pas sur le spectre 

d’absorption. 

 

III.  APPROCHE GENERALE. 

 

L’approche générale pour l’étude des intermédiaires réactionnels formés par les 

catalases et les catalase-peroxydase est la suivante : 

 

1) Caractérisation des états natifs et des  intermédiaires par spectroscopie RPE 

conventionnelle. 

Avant toute réaction, le spectre RPE de l’enzyme native est enregistré à basse température 

permet de quantifier la protéine sous forme spin faible, qui sera inactive par rapport au 

substrat. Cette étape inclut également le titrage de l’excès de réactif par rapport à l’enzyme et 

le titrage en pH pour chaque état intermédiaire. Le rendement de la réaction en radical est 

également calculé à partir des spectres RPE. L’obtention des profils de saturation en 

puissance des différents intermédiaires est également réalisée pour identifier les radicaux 

formés.  

 

2) Spectroscopie d’absorption électronique UV-visible. 

Comme le fer sous l’état oxoferryle n’a pas de signal RPE, des données complémentaires sont 

obtenues grâce à la spectroscopie d’absorption électronique. Ceci permet de comparer la 

nature des intermédiaires mis en évidence par spectroscopie RPE avec les données 

disponibles dans la littérature. 

 

3) Spectroscopie RPE à champ intense. 

L’utilisation de la spectroscopie RPE à champ intense nous permet de résoudre l’anisotropie 

du facteur g ainsi que les couplages hyperfins pour les radicaux organiques. Ainsi, grâce à 

cette technique, nous sommes capables de sonder l’environnement du radical tyrosyle. 

 

4) Spectroscopie d’absorption électronique UV-visible à mélange rapide (Stopped-flow). 

Afin de pouvoir corréler les résultats obtenus en spectroscopie RPE, qui sont obtenues dans 

des conditions expérimentales très différentes de celles des études cinétiques classiques, nous 

utilisons la technique du stopped-flow. 
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CONCLUSIONS 
 

Comme nous l’avons décrit précédemment, la spectroscopie RPE nous informe sur : 

 

1) L’environnement de l’atome de fer dans l’enzyme natif.  

Les valeurs de g et la forme du spectre nous renseignent sur la géométrie de l’hème mais 

également sur l’état du spin du fer au sein de l’hème. 

 

2) Les intermédiaires radicalaires formés.  

Les études de saturation du signal RPE, permettent de déterminer la nature de l’espèce 

radicalaire formée. Comme nous l’avons expliqué, le composé I ne sature qu’à de fortes 

puissances, mais il disparaît, par élargissement de la raie, à des températures supérieures à 

30K (phénomène de relaxation). Par contre, les radicaux protéiques isolés saturent à basse 

puissance et à très basse température (4K). Lorsqu’un radical protéique est en interaction 

magnétique avec le centre métallique, les propriétés de saturation sont différentes de celles du 

radical isolé. En jouant sur la puissance et la température, nous sommes ainsi capables de 

distinguer le radical porphyrinique cationique des radicaux protéiques isolés, ainsi que des 

radicaux protéiques en interaction magnétique avec le fer héminique. 

 

3) Le rendement de la réaction en radical.  

Nous sommes capables de distinguer les radicaux formés par des réactions secondaires des 

réels intermédiaires radicalaires. 

 

4) Sur la nature chimique des radicaux protéiques.  

En utilisant la RPE à champ intense, l’anisotropie du facteur g ainsi que les couplages 

hyperfins sont résolus. Il est, ainsi, possible de faire la distinction entre un radical 

tryptophanyle et un radical tyrosyle. De plus, selon la valeur de la composante gx du tenseur g 

il est possible de déterminer l’environnement du radical formé. 

 

 L’utilisation de la RPE ne permet pas d’observer le fer héminique lorsque celui-ci est 

sous forme ferryle [Fe(IV)=O]. Pour cela nous utilisons la spectroscopie d’absorption 

électronique UV-visible et en particulier la technique du stopped-flow. Ces techniques sont 

particulièrement adaptées à l’étude des hémoprotéines qui sont des protéines colorées et qui 

absorbent dans la région UV-visible du spectre électromagnétique. 
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INTRODUCTION  
  

 Les catalases sont des enzymes qui ont été largement étudiées et de nombreuses revues 

leurs ont été consacrées1,2,3,4. Dans la première partie de ce chapitre, nous ne présenterons que 

les propriétés structurales et fonctionnelles des catalases monofonctionnelles. L’étude de ces 

propriétés a permis de soulever des questions encore non résolues.  

Pour tenter d’y répondre, les résultats obtenus au cours de mon travail de thèse seront 

détaillés dans la seconde partie de ce chapitre. Nous décrirons les caractéristiques 

spectroscopiques obtenues notamment par Résonance Paramagnétique Electronique mais 

également par spectroscopie d’absorption électronique UV-visible des différents 

intermédiaires observés chez les catalases. La mise en évidence de différences dans la stabilité 

et la nature des intermédiaires entre les protéines étudiées appuiera l’existence d’une 

corrélation entre ces intermédiaires et la réactivité des ces protéines vis-à-vis du peroxyde 

d’hydrogène. 

 

A. LES CATALASES A HEME  : PROPRIETES STRUCTURALES 

ET FONCTION . 
 

 Les catalases, ou hydroperoxydases, sont spécialisées dans la dismutation du peroxyde 

d’hydrogène, en oxygène et en eau, traduite par l’équation suivante : 

 

2 2 2 22 2H O H O O→ +        Equation 3-1 

 

Parmi les catalases, nous pouvons distinguer les catalases héminiques5,6,7, les catalases 

à manganèse8,9 et les catalase-peroxydases (voir chapitre suivant)10,11. Dans la suite de ce 

chapitre, seules les catalases monofonctionnelles à hème seront étudiées. 

La principale fonction de ces enzymes est d’éliminer le peroxyde d’hydrogène, avant 

qu’il ne cause des dommages à la cellule. En accord avec ce rôle de protection, la proportion 

de catalase dans la cellule dépend du stress oxydant. Dans les conditions physiologiques, les 

catalases jouent également un rôle de senseur de la concentration en peroxyde d’hydrogène12 

et ont donc une fonction de signalisation13,14. 
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Figure 3-1: Vues selon les trois axes moléculaires (P, Q et R) du tétramère de la catalase d’Escherichia coli (HPII).  
Chaque sous-unité est représentée par une couleur différente et l’hème, présent dans chaque sous-unité, est représenté en 
 rouge. D’après Bravo 199922. Numéro PDB : 1IPH. 
 
 
 

 
Figure 3-2: Représentation dans la catalase d’Escherichia coli (HPII) de l’insertion de la partie N-
terminale d’une sous-unité dans la boucle d’une autre sous-unité. Cette structure est commune à toutes les 
catalases à hème monofonctionnelles. D’après Bravo 199922. Numéro PDB : 1IPH. 
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I.  LES CATALASES : STRUCTURES. 

 

Les premières structures cristallographiques aux rayons X de catalases furent celles de 

P. vitale (PVC) à 3,5 Å de résolution15 et de foie de bœuf (BLC) à 2,5 Å de résolution16,17. 

Aujourd’hui, les structures cristallographiques à haute résolution de treize catalases à hème de 

différentes espèces sont disponibles. Par exemple la structure de la catalase de M. 

lysodeikticus (MLC) a été obtenue avec une résolution de 0,88 Å18. L’obtention de structures 

cristallographiques à haute résolution reste encore un enjeu d’importance car, malgré les 

nombreuses études consacrées aux catalases, des questions restent toujours sans réponse. 

Ainsi, en 2006, la structure de PVC à 1,71 Å de résolution a été publiée. 

 

I.1-DESCRIPTION DE LA STRUCTURE GLOBALE. 

 

 Selon leur séquence, deux sous-groupes peuvent être distingués au sein de cette 

famille : les catalases de petite taille, dont la longueur de chaîne correspond à 500 acides 

aminés par sous-unités et les catalases à grandes sous-unités, qui ont plus de 700 acides 

aminés par sous-unités. La comparaison des 225 séquences de catalases disponibles révèle 

une forte homologie de séquence sur près de 400 aminoacides5. Dans toutes les séquences 

douze acides aminés conservés, dont l’histidine distale, essentielle pour la réaction de catalyse 

et la tyrosine proximale, ligand axial. 

Toutes les catalases sont des tétramères. Les quatre sous-unités sont liées par trois axes 

perpendiculaires appelés P, Q et R17. Les catalases à petites sous-unités ont une forme 

d’haltère avec comme dimensions 100 Å × 80 Å × 100 Å selon les axes P, Q et R 

respectivement. Pour les catalases à grandes sous-unités la seule différence notable est selon 

l’axe R. La distance est ici de 140 Å (figure 3-1). Une des particularités de la structure des 

catalases est le glissement de la partie N-terminale d’une sous unité sous la boucle d’une autre 

sous unité (figure 3-2). 

Quatre domaines peuvent être distingués dans la structure:  

1) la partie N-terminale, qui contient l’histidine essentielle pour la dismutation du peroxyde 

d’hydrogène, est de longueur variable au sein des catalases. Elle compte de 53 résidus pour la 

catalase de P. mirabilis (PMC) à 127 résidus pour la catalase d’E. coli (HPII). Cependant, 

d’après l’analyse de séquences, la plupart des catalases à petites sous-unités contiennent 60 

résidus dans ce domaine. Ce domaine est impliqué dans les interactions entre sous-unités et 

les résidus de cette partie contribuent à la symétrie de la poche héminique. 
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Figure 3- 3: Structure d’une sous-unité de la catalase de foie de bœuf (haut) et de HPII (bas). La 
localisation de l’hème dans les deux structures et celle du NADPH dans la structure de la BLC sont indiquées. 
Les quatre régions moléculaires définies dans les catalases à petites sous-unités (BLC) et les cinq régions dans 
les catalases à grandes sous-unités (HPII) sont représentées en différentes couleurs. Pour la BLC : numéro PBD : 
7Cat et pour HPII numéro PDB : IPH. 
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2) un domaine de huit feuillets β antiparallèles, agencés en tonneau. Cette région est l’élément 

central du repliement des catalases. Les feuillets sont liés entre eux par des liaisons 

hydrogène. La première moitié du tonneau contient la plupart des résidus qui forment la partie 

distale de la poche héminique19,20. La seconde moitié forme le site de fixation du NADP(H) 

dans les catalases qui lient ce cofacteur. 

3) une boucle, appelée le ‘wrapping loop’ est une région qui compte environ 110 résidus qui 

lie le tonneau β au domaine des hélices α. Ces résidus forment la partie proximale de la poche 

héminique. La tyrosine proximale, en particulier se situe dans ce domaine. 

4) un domaine en hélices α qui contient entre 60 et 65 résidus (figure 3-3). 

 

Les structures des deux catalases à grandes sous-unités, celle de PVC21 et HPII22, 

présentent un domaine supplémentaire d’environ 150 acides aminés (figure 3-3) dont les 

éléments de structure secondaire sont organisés de la même manière qu’une flavodoxine. 

Cependant il n’a jamais été associé à une quelconque activité. Son rôle fonctionnel et 

structural reste indéterminé pour le moment5. 

 

I.2-LE SITE ACTIF ET LES CANAUX D’ACCES. 

 

 En 1936, Stern a mis en évidence que le groupe prosthétique de la catalase de foie de 

cheval était une protoporphyrine IX de fer, ou hème b23. Il en est ainsi dans toutes les 

catalases à petites sous-unités. Chaque sous-unité doit posséder un hème, mais un certain 

pourcentage peut être dégradé sous forme de biliverdine (pigment vert) ou de bilirubine 

(pigment jaune)24,25. Dans les protéines à grandes sous-unités, le groupe prosthétique a été 

caractérisé comme étant une protoporphyrine IX en partie oxydée, ou hème d 26.  

Hème b 

N

N

N

N

Fe

HOOC O

O

Hème d Biliverdine Bilirubine 
Figure 3- 4 : Représentation des différents hèmes et produits de dégradation observés chez les catalases 
monofonctionnelles à hème. 
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Figure 3- 5: Environnement de l’hème des catalases. L’hème ainsi que les principaux résidus de la poche 
héminique sont représentés. La numérotation correspond à la catalase de M. lysodeikticus. D’après Murshudov 
200218. Numéro PDB : 1HBZ. 
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Figure 3- 6 : Canaux d’accès chez la catalase de N. crassa. Les résidus et les molécules d’eau  qui délimitent 
le canal principal et le canal latéral sont représentés. Le canal latéral commence à environ 14 Å du côté proximal 
de l’hème. Sur la modélisation l’hème est une superposition d’un hème b et d’un hème d. D’après Diaz 200425. 
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Dans les catalases, trois résidus sont considérés comme essentiels pour la catalyse : la 

tyrosine proximale et une histidine et une asparagine dans la partie distale. L’oxygène 

phénolique de la tyrosine proximale sert de cinquième ligand à l’atome de fer. Du coté distal, 

le groupe imidazole du résidu histidine est pratiquement parallèle à l’hème, à une distance d’à 

peu près 3,5 Å du cycle pyrrolique III de l’hème b (du cycle IV dans le cas de PVC, HPII et 

CatF). Un résidu sérine est lié par liaison hydrogène à un atome d’azote de l’histidine et peut 

jouer un rôle dans la catalyse en favorisant une des formes tautomères de l’histidine. Le résidu 

histidine forme également une liaison hydrogène avec un résidu thréonine. Cette liaison 

faciliterait les petites rotations du cycle imidazole et pourrait être utilisée pendant la catalyse. 

L’autre atome d’azote de l’histidine se situe près de l’atome de fer, mais reste trop loin pour 

une éventuelle coordination (figure 3-5). 

L’hème est profondément enfouis dans la catalase, l’atome de fer étant à environ 20 Å 

de la surface moléculaire la plus proche25,19. La poche héminique est très hydrophobe, en 

particulier du côté distal. Les résidus hydrophobes semblent avoir un rôle majeur dans la 

sélection de la forme et de la taille des substrats. L’accès limité à l’hème nécessite l’existence 

de canaux d’accès entre la surface et l’hème. Un réseau complexe de cavités et de canaux 

moléculaires est très conservé, en particulier chez les catalases à petites sous-unités. Un canal 

principal atteint le site distal de la poche héminique au niveau des résidus histidine et 

asparagine, pratiquement perpendiculairement au plan de l’hème (figure 3-6). Dans les 

catalases à petites sous-unités ce canal à la forme d’un entonnoir et est long d’environ 30 Å. 

Dans les catalases à grandes sous-unités ce canal est plus étroit et plus long (environ 50 Å). 

Un second canal, latéral, est également présent chez les catalases. Ce second canal émerge 

dans le site de fixation du NADP(H) dans les catalases qui lient cette molécule. 

 

I.3-LE SITE DE FIXATION DU NADP(H). 

 

 La fixation du NADP(H) était totalement inattendue quand elle a été découverte chez 

quelques catalases de mammifères27,28. Aujourd’hui, il est fréquent de trouver un site de 

fixation du NADP(H) dans les catalases à petites sous-unités. Les catalases à grandes sous-

unités, en revanche, ne le fixent pas. 

 

 La distance entre le NADP(H) et l’atome de fer le plus proche est d’environ 20 Å. Les 

résidus formant le site de fixation du NADP(H) sont très conservés et les différences 

majeures, observées dans la force de fixation du NADP(H) sont essentiellement dues à des 

modifications ponctuelles de ces résidus (figure 3-7). Par exemple, une histidine présente chez 
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les enzymes qui fixent fortement le NADP(H) (His304 dans la BLC) est remplacée par une 

glutamine chez les catalases qui ne le lient que faiblement (Gln302 dans la catalase de S. 

cerevisiae)29. L’étude comparative de structures avec et sans molécule de NADP(H), dans le 

cas de la catalase d’érythrocyte humain et de PMC, a montré que la fixation de la molécule de 

NADP(H) impliquait d’importants réarrangements structuraux25,30. 

 

 
Figure 3- 7 : Structure du tétramère de la catalase de Saccharomyces cerevisiae liant les molécules de 
NADP(H)  (représentées en blanc dans chaque sous-unité).  Sont également représentés en couleurs les 
résidus qui sont impliqués dans le contact avec le NADP(H) dans chaque sous unité (en vert, orange, bleu et rose 
pour les sous-unités 1, 2, 3 et 4 respectivement). D’après Gouet25. 
 

Le rôle, supposé du NADP(H), est d’empêcher la formation du composé II, inactif 27 

vis-à-vis du peroxyde d’hydrogène, mais ce mécanisme reste encore mal compris31,32,33,34. De 

récentes études ont montré que les catalases de mammifères étaient responsables de la 

génération d’espèce à oxygène actives (ROS) lorsque les cellules étaient irradiées avec des 

ultraviolets. Même si ce mécanisme reste peu compris actuellement, il semblerait que l’hème 

ne soit pas impliqué dans cette formation de ROS. Comme le NADP(H) est fixé par les 

catalases de mammifères, celui-ci pourrait être impliqué dans ce mécanisme35. 
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II.  LES CATALASES : ASPECTS FONCTIONNELS. 

 

 La réaction des catalases monofonctionnelles à hème a été analysée par différentes 

techniques spectroscopiques. Il faut noter un aspect particulièrement délicat : les catalases ne 

suivent pas la cinétique typique de Michaelis-Menten. Les constantes, Km et kcat, ne sont donc 

que des constantes apparentes. Il n’est pas possible de définir une unique valeur de ces 

constantes cinétiques pour toutes les catalases, car celles-ci varient énormément. De légères 

différences au niveau structural influenceraient l’accessibilité du substrat à l’hème et la sortie 

des produits. Ces subtiles différences de structure sont souvent invoquées pour expliquer les 

variations observées au niveau de l’activité catalytique. Le tableau 3-1 résume les résultats 

d’une étude comparative réalisée sur 16 catalases de souches différentes36. 

 

Source Activité spécifique 

(unités par mg de protéine.) 

Km (mM) kcat (s
-1) *105 

E. coli 20 700 64 0,7 

A. niger 21 400 465 2,79 

H. pylori 61 400 127 2,7 

B. fragilis 69 100 279 3,8 

P. aeruginosa 71 800 67 0,7 

P. syringae 84 600 92 2,8 

L. seeligeri 89 300 111 2,14 

BLCa 91 800 93 2,12 

S. marcesesens 98 900 228 2,4 

X. campestis 99 900 77 2,8 

M. lysodeikticus 109 100 152 3,1 

S. cerevisiae 116 100 125 3,55 

B. abortus 145 800 174 5,6 

P. mirabilis 160 000 537 16,3 

B. pertussis 225 000 154 5,95 

HECb 273 800 80 5,9 

a BLC=Catalase de foie de bœuf ; b HEC=Catalase d’érythrocyte humain. 
 
Tableau 3- 1 : Paramètres cinétiques des différentes catalases monofonctionnelles à hème. Toutes les 
mesures ont été réalisées sur le même appareil et dans les mêmes conditions afin de pouvoir comparer les 
résultats. D’après Switala 200236. 
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II.1-  REACTION CATALYTIQUE. 

 
 La dismutation catalytique du peroxyde d’hydrogène par les catalases à hème 

nécessite deux étapes, chacune faisant intervenir une molécule de substrat37,38,39. La première 

molécule de peroxyde d’hydrogène est réduite en eau par oxydation d’une part de l’atome de 

fer et d’autre part de la porphyrine qui forme un radical π-cation où l’électron est délocalisé 

sur le cycle. Le composé I [Fe(IV)=O Por•+] est ainsi formé (Equation 3-2)40,41 : 

 

OHPorOIVFeIComposéOHPorIIIFeEnz 222 ]))(([]))(([ +=→+ +•      

 Puis une seconde molécule de peroxyde d’hydrogène réagit avec le composé I afin de 

le réduire et régénérer l’enzyme sous sa forme ferrique, avec libération d’une autre molécule 

d’eau et du dioxygène (Equation 3-3) : 

 

2222 ]))(([]))(([ OOHPorIIIFeEnzOHPorOIVFeIComposé ++→+= +•  

  

Cependant en présence de faible concentration en peroxyde d’hydrogène, le composé I 

pourrait réagir avec de petits substrats organiques (tels que les alcools aliphatiques) ou avec 

l’acide 2,2’-Azino-bis(3-éthylbenzthiazoline)-6-sulfonique (ABTS)42 et former un composé 

appelé composé II, qui provient d’une réduction à un électron du composé I (Equation 3-4).  

 

•+• +−→+= AOHIVFeIIComposéAHPorOIVFeIComposé ]))(([]))(([  

 

L’état de protonation de ce composé II a fait, récemment, l’objet de nombreuses 

études43,44,45,46,47,48,49,50,51. Les derniers résultats montrent que dans le composé II, le fer au 

degré d’oxydation +IV est lié soit à un groupe hydroxo soit à un groupe oxo selon les 

protéines. 

 

II.2-  STRUCTURES DES INTERMEDIAIRES CATALYTIQUES. 

 

 Les structures cristallographiques des composés I et II ont tout d’abord été réalisées 

avec la catalase résistante aux peroxydes de P. mirabilis : PMC-PR25. L’analyse de ces 

structures, à 2,7 Å de résolution, a révélé uniquement des réarrangements locaux et mineurs 

par rapport à la structure de l’enzyme natif. Les structures des composés I de PVC et de 

HPC52 et du composé II de MLC18 ont également été obtenues, à 1,71, 1,86 et 1,96 Å de 
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résolution respectivement. Ces structures confirment le peu de réarrangements par rapport à 

l’enzyme natif.  

Dans les structures de HPC et de PVC, traitées avec de l’acide peracétique, il apparaît 

que la distance Fe-O est de 1,72 Å pour PVC, distance attendue pour une double liaison, alors 

que cette même liaison est de 1,85 Å dans le cas de HPC, suggérant une liaison simple Fe-O. 

D’après Alfonso-Prieto et coll.52, lorsque PVC est traitée avec de l’acide peracétique, le 

composé I formé comporterait une liaison oxoferryle Fe=O alors que dans le cas de HPC, il 

s’agirait d’une liaison hydroxoferryle Fe-OH. Dans cette dernière, la réduction du radical 

porphyrinique permettrait la polarisation et l’allongement de la liaison Fe(IV)=O qui 

formerait une espèce Fe(IV)-O- et par protonation formerait Fe(IV)-OH. La réduction du 

radical porphyrinique s’expliquerait par un transfert d’électron intramoléculaire qui conduirait 

à la formation d’un radical protéique. 

 

III.  PROBLEMATIQUE .  

 

 Comme nous venons de le décrire précédemment, la structure tertiaire des catalases et 

en particulier l’environnement de l’hème sont très conservés. Cependant, leurs activités, 

testées dans des conditions strictement identiques, peuvent varier d’un facteur 10. Les 

structures cristallographiques des composés catalytiquement actifs mettent en évidence de 

légères différences entre les espèces, mais celles-ci sont insuffisantes pour expliquer les 

différences au niveau de l’activité catalatique. Nous avons donc émis l’hypothèse que ces 

différences étaient dues à la nature et à la stabilité des intermédiaires formés pendant le cycle 

catalytique. 

 

 En effet, en 1996 notre équipe53 a mis en évidence que la catalase de foie de bœuf 

(BLC) forme un intermédiaire oxoferryle-tyrosyle, comme état consécutif à la formation du 

composé I alors que la catalase de P. mirabilis (PMC)41, dans les mêmes conditions 

expérimentales, stabilise uniquement le composé oxoferryle-radical π-cation porphyrinique. 

Les paramètres cinétiques vis-à-vis du peroxyde d’hydrogène de ces deux enzymes sont 

également très différents. Les valeurs de Km et kcat de PMC sont respectivement 6 et 8 fois 

plus importantes que leurs équivalents chez la BLC. Il semble donc que la réactivité des 

catalases vis-à-vis du peroxyde d’hydrogène varie en fonction des intermédiaires réactionnels 

formés. 
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 Il reste également à déterminer si la formation de cet intermédiaire alternatif, 

[Fe(IV)=O Tyr•] constitue une particularité de la BLC ou bien s’il est possible que cet 

intermédiaire soit formé dans d’autres catalases à hème. Si plusieurs catalases forment des 

radicaux protéiques, elles feraient alors partie de la famille des enzymes radicalaires, 

présentées dans le premier chapitre. La prise en compte de la formation des radicaux 

protéiques au cours du cycle catalytique des catalases constitue une nouvelle approche de leur 

fonctionnement. Cette approche nécessite de réexaminer le mécanisme réactionnel de ces 

protéines, dont l’hème était considéré comme le site actif primordial. Elle pose également la 

question de la bi-fonctionnalité des catalases ainsi que celle du rôle physiologique de ce type 

d’intermédiaires radicalaires protéiques.  
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B. ETUDE COMPARATIVE DES CATALASES PAR 

SPECTROSCOPIE DE RESONANCE PARAMAGNETIQUE 

ELECTRONIQUE ET PAR SPECTROPHOTOMETRIE 

D’ABSORPTION UV-VISIBLE . 
 

 Afin de comprendre pourquoi des enzymes, dont la structure et la séquence sont aussi 

conservées, présentent des propriétés physicochimiques aussi différentes, une étude 

comparative complète de catalases provenant de souches différentes a été réalisée. Le tableau 

suivant résume les différentes caractéristiques des catalases étudiées : 

 

Source Abréviation MW ( par sous-

unité) 

Hème Classe 

B. pertussis 

B. fragilis 

B. abortus 

M. lysodeikticus 

Catalase de foie de bœuf 

Catalase d’érythrocyte humain 

E. coli 

P. syringae 

S. marcesesens 

BPC 

BFC 

BAC 

MLC 

BLC 

HEC 

HPII 

CatF 

SMC 

54 514 

55 912 

56 452 

55 585 

57 592 

59 837 

84 172 

56 730 

55 876 

Hème b 

Hème b 

Hème b 

Hème b 

Hème b 

Hème b 

Hème d 

Hème b 

Hème b 

III 

III 

III 

III 

III 

III 

II 

I 

III 

Tableau 3- 2 : Propriétés des catalases. D’après Loewen 19971. 
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I.  CARACTERISTIQUES DU SPECTRE RPE ET DU SPECTRE 

D’ABSORPTION UV-VISIBLE DES CATALASES A L ’ETAT FERRIQUE . 

 

 La spectroscopie RPE, réalisée à la température de l’hélium liquide sur des 

échantillons congelés, a été utilisée afin d’observer les changements dans la poche héminique 

induits par le pH. La grande sensibilité de cette technique à de légères modifications de 

l’environnement de l’hème permet de savoir si un changement de pH conduit à de telles 

modifications à proximité immédiate de l’atome de fer. C’est donc un outil important pour 

mieux comprendre les variations d’activités en fonction du pH. Comme nous l’avons précisé 

auparavant, le site actif des catalases est une protoporphyrine IX de fer, le fer étant 

pentacoordiné et sous sa forme spin fort. Ceci est confirmé par les spectres RPE à 9 GHz à 

basse température (figure 3-8).  

 

Figure 3- 8 : Spectres RPE à 9 GHz 
de la catalase d’érythrocyte humain 
à l’état ferrique en fonction du pH. 
Deux signaux rhombiques sont 
distingués (lignes pleines et lignes en 
pointillés) : le signal le plus large à 
gx=6,67 et gy=5,15 et le signal le plus 
étroit à gx=6,45 et gy=5,33. En 
encadré: Agrandissement de la partie 
à haut champ pour obtenir les valeurs 
de gz. Tous ces spectres sont 
enregistrés dans les mêmes 
conditions : T=4K, puissance des 
microondes P=1mW, 4G de 
modulation d’amplitude, 100kHz de 
modulation de fréquence. Ce travail 

 
 

 

 

 

 

 

 

Ces spectres présentent deux résonances majeures, l’une à g≈6 et l’autre à g≈2. Deux 

signaux, de rhombicité différente, peuvent être observés selon les valeurs du pH. Le signal le 

moins rhombique domine le spectre aux pHs les plus élevés alors que le signal le plus 

rhombique est dominant à bas pH. 
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Figure 3- 9 : Profil d’absorption UV-visible de la catalase d’érythrocyte humain en fonction du pH. Tous 
les spectres présentent les mêmes bandes d’absorption : la bande de Soret à 404 nm,  et deux bandes de transfert 
de charge à 500 nm de charge à 621 nm. Tous les spectres ont été enregistrés dans les mêmes conditions : 
T=25°C. Ce travail. 
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Le tableau suivant résume les valeurs de g des deux formes rhombiques pour les différentes 

catalases ainsi que les bandes d’absorption lorsque les protéines sont à l’état natif. 

 

Source 
Forme la plus 

rhombiquea 

Forme la moins 

rhombiquea 

Bandes d’absorption 

UV-visibleb 
Intermédiaire(s) détecté(s) 

BPC 6,63; 5,29; 1,96 6,28; 5,57; 1,99 405; 503; 541; 627 [Fe(IV)=O Por•+] 

BFC 6,69; 5,26; 1,96 6,38; 5,36; 1,99 413; 513; 551; 573; 627 [Fe(IV)=O Por•+] 

BAC 6,66; 5,28; 1,96 6,42; 5,43; 1,98 406; 510; 550; 627 
[Fe(IV)=O Por•+],        

[Fe(IV)=O Tyr•] 

MLC 6,60; 5,28; 1,97 6,38; 5,43; 1,99 405; 500; 536; 619 
[Fe(IV)=O Por•+],        

[Fe(IV)=O Tyr•] 

BLC 6,68; 5,14; 1,95 6,47; 5,36; 1,99 403; 502; 536; 622 
[Fe(IV)=O Por•+],        

[Fe(IV)=O Tyr•] 

HEC 6,67; 5,15; 1,96 6,45; 5,33; 1,98 404; 500; 534; 623 
[Fe(IV)=O Por•+],        

[Fe(IV)=O Tyr•] 

HPII 6,6; 5,34; 1,97  404; 588 ndc 

CatF 6,54; 5,29; 1,97 6,38; 5,41; 1,98 404; 503; 539; 624 nd 

SMC 6,69; 5,16; 1,96 6,24; 5,56; 1,99 403; 503; 537; 627 nd 
a Les valeurs de g sont donné dans l’ordre gx, gy et gz respectivement. 
b Les valeurs des bandes d’absorption sont classées selon : Bande de Soret, bande β, bande α et bande de 
transfert de charge. 
c Non déterminé dans les conditions utilisées. 
Tableau 3- 3 : Propriétés spectroscopiques des catalases à l’état ferrique. 
 
 D’après le tableau précédent, il apparaît que les valeurs de g restent assez proches pour 

l’ensemble de ces protéines. Il est à noter que pour la catalase HPII, la forme la moins 

rhombique est absente. Le spectre RPE est très sensible à la position de l’atome de fer par 

rapport au plan de l’hème, à la position des molécules d’eau ainsi qu’à l’état de protonation 

des azotes. Or le changement de configuration dans le signal ferrique des catalases se produit 

aux alentours de pH≈6. Les résultats obtenus suggèrent donc que la protonation de la chaîne 

latérale de l’histidine distale ou qu’une molécule d’eau dans la partie distale pourrait avoir 

une influence sur la géométrie de l’environnement de l’hème. 

 En revanche, le spectre d’absorption UV-visible des catalases ne présentent pas de 

dépendance vis-à-vis du pH (figure 3-9). Seul le rapport d’intensité des deux bandes α et β 

varie légèrement : de 0,81 à pH=8,24 jusqu’à 0,87 à pH=5,97. Deux catalases se distinguent 

par leur spectre d’absorption. Il s’agit de BFC et de HPII. Sous la forme native, le spectre 

d’absorption UV-visible de la catalase de B. fragilis présente des bandes qui sont en accord 
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avec une forme spin faible de l’enzyme, mais cette forme n’est pas observée en RPE. Il se 

peut donc que la congélation de l’échantillon modifie la coordination d’une molécule d’eau en 

sixième ligand. 

 

II.  CARACTERISATION SPECTROSCOPIQUE DES INTERMEDIAIRES 

RADICALAIRES FORMES AU COURS DU CYCLE CATALYTIQUE D ES 

CATALASES . 

 

 Suite aux résultats obtenus au cours de cette étude, il est apparu que les catalases 

stabilisent des intermédiaires radicalaires différents selon les conditions de pH, de 

concentration, de température, de temps de mélange ou d’excès d’acide peracétique. Trois 

comportements majeurs se dégagent : 

- un seul intermédiaire radicalaire [Fe(IV)=O Por•+] est suffisamment stable pour être 

observé 

- un deuxième intermédiaire radicalaire, localisé sur une tyrosine, peut être observé à 

basse température, comme c’est le cas pour la catalase de foie de bœuf.  

- aucun intermédiaire radicalaire n’est stabilisé dans les conditions utilisées.  

 Pour chacune des catalases, toutes les conditions expérimentales (pH, temps de 

mélange, concentration, température et excès d’oxydant (acide peracétique)) ont été testées. 

Dans un souci de clarté, seuls les résultats les plus pertinents seront présentés dans la suite. 

 

II.1-  FORMATION D’UN COMPOSE [FE(IV)=O POR
••••+] STABLE : CATALASES 

DE B. PERTUSSIS ET DE B. FRAGILIS. 

 

 Dans un premier groupe de catalases seul le composé oxoferryle radical porphyrinique 

cationique, [Fe(IV)=O Por•+], est détecté et ceci quelque soit les conditions. L’intermédiaire 

formé ne dépend ni du pH, ni du temps de mélange, ni de l’excès d’acide peracétique ajouté. 

Parmi ces enzymes, on peut citer celle de P. mirabilis41. En effet, Ivancich et coll.41 ont 

démontré que PMC ne forme qu’un seul et unique intermédiaire, de structure électronique 

[Fe(IV)=O Por•+], c’est à dire le composé I. Cet intermédiaire, formé en présence d’acide 

peracétique, est suffisamment stable pour être détecté lorsque le mélange est réalisé 

manuellement (temps de mélange d’environ 15s), au contraire de la BLC, qui forme un 

composé I de courte durée de vie beaucoup plus brève, détecté uniquement par la méthode de 
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freeze-quench (temps de mélange d’environ 40ms). Parmi les catalases que nous avons 

étudiées, la catalase de B. pertussis et celle de P. fragilis présentent les mêmes résultats que 

ceux obtenus avec la PMC. 

  

  
Figure 3- 10 : Spectres RPE à 9 GHz et spectres d’absorption UV-visible de la catalase de B. pertussis.  
(A) :  Spectres RPE à 4K de la partie bas-champ de BPC native et après traitement par l’acide peracétique. (B) : 
Agrandissement de la partie à haut-champ du spectre RPE après réaction avec l’acide peracétique, (C) : Spectre 
RPE de l’intermédiaire formé en fonction de la température d’enregistrement. Conditions : puissance des 
microondes P=1mW, 4G de modulation d’amplitude, 100kHz de modulation de fréquence. (D) : En traits pleins : 
spectres obtenus l’acide peracétique ajouté 30 fois en excès. En pointillés : spectres obtenus l’acide peracétique 
ajouté 130 fois en excès. 1 : enzyme natif, 2 5s après addition de l’acide peracétique, 3 après 30s de réaction ; 4 
après 4 min de réaction et 5 après 10 min de réaction. Les spectres ont été obtenus en utilisant une cuvette de 
1mL en quartz contenant 700µL de protéine de concentration 1,5µM à pH=7,2 auquel est ajouté 5µL d’acide 
peracétique de concentration telle que l’excès soit de 30 ou de 130. 

A B 

C D 
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II.1-1 Résultats pour la catalase de B. pertussis. 

 

 Lorsque BPC est traitée avec de l’acide peracétique, le spectre RPE obtenu diffère 

significativement du spectre de l’enzyme natif. Tout d’abord le signal dans la région g≈6, 

caractéristique du Fer(III) spin fort est diminué de 80 % (figure 3-10 A), alors qu’un signal 

asymétrique, large (2000G) dans la région g≈2 est observé (figure 3-10 B). Ce signal coupe la 

ligne de base en giso=1,98 et ressemble aux signaux obtenus avec PMC 41 ou la peroxydase de 

raifort54. Ce signal est également détecté lorsque l’acide peracétique est ajouté en plus grand 

excès. Lorsque l’excès d’acide peracétique est multiplié par 4, l’intensité du signal en g=1,98 

du radical porphyrinique est multipliée par 1,3 alors que le rapport des intensités du signal du 

fer héminique est de 2,3. L’augmentation de l’excès d’acide peracétique se traduit donc par la 

formation d’une faible quantité (∼20 %) de composé II. Ce composé étant silencieux en RPE, 

la quantification de cette espèce se révèle délicate. La figure 3-10 C représente les spectres du 

même échantillon en fonction de la température d’enregistrement. Il apparaît que l’intensité 

du signal observé diminue drastiquement avec la température. Déjà à 10K, il devient difficile 

de l’observer. A 10K, la partie large est 5 fois moins intense que celle du spectre enregistré à 

4K. Pour des températures supérieures, telles que 20K ou 30K, aucun signal large n’est 

détecté. Comme expliqué dans le chapitre II, ce phénomène est caractéristique d’un temps de 

relaxation longitudinal rapide. Nous avons donc attribué ce signal à une espèce oxoferryle 

[Fe(IV)=O] en interaction magnétique avec le radical cation porphyrinique, l’ensemble 

correspondant au composé I [Fe(IV)=O Por•+]. 

Nous avons également réalisé les spectres d’absorption à basse température (T=4°C). 

Les spectres d’absorption UV-visible obtenus dans ces conditions sont représentés sur la 

figure 3-10 D Le spectre de l’enzyme natif obtenu à cette température est en parfait accord 

avec celui enregistré à température ambiante décrit par Chance et coll.55,56. Les bandes 

d’absorption observées sont la bande de Soret à 405 nm, les bandes à 506 et 537 nm et la 

bande de transfert de charge à 627 nm. Les spectres d’absorption UV-visible obtenus après 

traitement par l’acide peracétique révèlent les changements typiques dus à la formation du 

composé I55,56,41,57, c'est-à-dire une hypochromicité et un élargissement de la bande de Soret et 

le déplacement bathochrome de la bande de transfert de charge à 660 nm. Par contre dans le 

cas de BPC, aucune bande correspondant à la formation du composé II n’est observée même 

avec un grand excès ce qui est contradictoire avec les résultats RPE. Ainsi, les spectres 

d’absorption UV-visible indiquent que la BPC est majoritairement sous l’état de composé I.  
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Le taux de conversion en composé I est multiplié par trois environ (il passe de 14 % à 

44 %) lorsque l’ajout d’acide peracétique est augmenté de 30, par rapport à l’hème, à 130 fois 

en excès. Or en RPE, le rapport de rendement n’est que de 1,3. Les deux techniques 

spectroscopiques nécessitent des températures de mélange et de mesure différentes. Pour les 

expériences de spectroscopie RPE, les réactifs sont mélangés pendant 15s à 0°C et 

l’échantillon est tout de suite congelé par immersion dans un bain éthanol/carboglace puis 

dans l’azote liquide. La réaction est bloquée et le spectre RPE est en quelque sorte une 

photographie d’un instant précis. Dans le cas des spectres d’absorption, les réactifs sont 

mélangés à 4°C et la solution reste à l’état liquide. Pendant l’accumulation du spectre (qui 

dure 15s), le mélange évolue encore. Une réaction est d’autant plus rapide que la température 

est élevée. Donc, lorsqu’on utilise l’acide peracétique ajouté 30 fois en excès, l’acide a été 

totalement consommé lorsqu’on réalise le spectre, ce qui n’est pas le cas lorsqu’on ajoute un 

excès 4 fois plus important. Dans le cas d’un faible excès, les spectres obtenus représentent 

plutôt la disparition du composé I : la bande à 660 nm ressemble plus à un épaulement et à 

partir de 30s le composé I n’est plus observable. A l’inverse, dans le cas d’un fort excès 

d’acide peracétique, les premiers spectres enregistrés correspondent à la formation du 

composé I : entre 0 et 30s après ajout des réactifs (spectres en pointillé 2 et 3), l’intensité de la 

bande à 660 nm augmente. Les spectres suivants représentent la décomposition du composé I. 

Dans le cas d’un grand excès, ce composé a une durée de vie supérieure à 10min. On note 

également que pour un fort excès d’acide peracétique, l’enzyme ne se dénature pas puisqu’au 

bout de 20 min, 80 % de l’enzyme est retourné sous sa forme native.  

Aux vues de ces résultats, il apparaît que l’espèce formée par la catalase de B. 

pertussis ne dépend pas des conditions expérimentales utilisées. Ici, aucun transfert d’électron 

intramoléculaire n’est observé. 

 

II.1-2 Résultats pour la catalase de B. fragilis. 

 

Pour la catalase de B. fragilis les résultats nous ont menés aux mêmes conclusions. La 

figure 3-11 représente les spectres RPE à 9 GHz pour T=4K de cette catalase traitée par 

l’acide peracétique.  
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Figure 3- 11 : Spectres RPE à 9 GHz pour T=4K de la catalase de B. fragilis à l’état ferrique c’est à dire 
natif (courbe noire) et après traitement par l’acide peracétique en fonction du pH. Courbe verte : pH final 
= 7,24 ; Courbe rouge pH final =5,23. Tous ces spectres sont enregistrés dans les mêmes conditions : T=4K, 
puissance des microondes P=1mW, 4 G de modulation d’amplitude, 100 kHz de modulation de fréquence. 
L’étoile bleue représente le signal du fer spin faible. 

 

Tout comme BPC, le spectre obtenu après traitement par l’acide peracétique est large 

(2000G) et lorsqu’on augmente la température d’enregistrement du spectre, le signal diminue 

drastiquement. L’espèce observée est donc une espèce couplée. Mais dans ce cas le couplage 

est différent de celui observé chez BPC et est plus proche de celui observé avec la catalase de 

M. lysodeikticus58 ou celui observé avec l’ascorbate peroxydase.  
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Les spectres d’absorption électronique UV-visible (figure 3-12) présentent la bande à 

660 nm caractéristique de l’oxoferryle radical porphyrinique cationique. L’habituel composé I 

est donc formé dans la catalase de BFC. D’après les spectres RPE, dans les deux conditions 

de pH examinées, la conversion du signal ferrique est supérieure à 80 % ce qui ne correspond 

pas à l’intensité de composé I formé. L’enzyme ne forme pas non plus de fer spin faible, car 

la quantité de cette espèce est constante entre le contrôle et après ajout de l’acide peracétique.  

 
Figure 3- 12 : Spectres d’absorption UV-visible de la catalase de B. fragilis en présence d’un grand excès 
d’acide peracétique. Spectres obtenus l’acide peracétique étant ajouté 130 fois en excès. 1 : enzyme natif, 2 
juste après addition de l’acide peracétique, 3 après 30s de réaction ; 4 après 4 min de réaction et 5 après 10 min 
de réaction. Les spectres ont été obtenus en utilisant une cuvette de 1mL en quartz contenant 700µL de protéine 
de concentration 1,5µM à pH=7,2 auquel est ajouté 5µL d’acide peracétique. 

 

Le signal manquant est très probablement dû à la formation de composé II 

[Fe(IV)=O], qui est silencieux en RPE. Cependant, ceci ne peut être confirmé par les spectres 

UV-visible. En effet, les bandes de l’enzyme natif sont situés aux mêmes longueurs d’onde. 

Le signal de l’enzyme ferrique masque donc la formation du composé II. Même avec un 

grand excès d’acide peracétique (130 fois par rapport à l’hème), l’hypochromicité observée 

n’est que de 20 % et aucune bande caractéristique du composé II n’est observée. 

Même si le taux de conversion en composé I est relativement faible, il est 

suffisamment stable pour être détecté et aucun autre radical organique n’est observé dans le 

cas de BFC. 
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II.2-  FORMATION D’UN INTERMEDIAIRE ALTERNATF [FE(IV)=O TYR
••••]. 

 

Certaines catalases, telles que la catalase de foie de bœuf, la catalase d’érythrocyte 

humain, de M. lysodeikticus et de B. abortus forment comme premier intermédiaire le 

composé I [Fe(IV)=O Por•+]. Cependant, dans certaines conditions expérimentales, il est 

possible d’observer un autre intermédiaire radicalaire. Il est intéressant de noter que les 

paramètres, qui permettent la stabilisation de cet autre intermédiaire, diffèrent selon les 

catalases. 

 

II.2-1 Influence du pH. 

 

 Dans le cas de la catalase humaine, un unique intermédiaire est observé quelque soit le 

pH final de la solution. Cependant, le rendement augmente avec le pH (conversion du signal 

ferrique de 74 % à pH=8,2 contre 35 % à pH=5,6). Le spectre RPE à 9 GHz enregistré à 

T=60K est représenté sur la figure 3-13 A. Ces spectres sont très similaires à celui du radical 

tyrosyle de la catalase de foie de bœuf. Les deux radicaux présentent la même largeur pic-à-

pic de 15G et une largeur totale d’environ 60 G. Cependant, comme nous l’avons précisé dans 

le chapitre II, attribuer la nature chimique d’un radical à partir d’un spectre RPE à 9 GHz 

uniquement est ambigu, l’anisotropie du tenseur g n’étant pas résolue. Nous avons donc 

réalisé les spectres RPE à champ intense (figure 3-13 B) de ces mêmes échantillons afin de 

vérifier la nature chimique et électronique du radical observé.  

 

  
Figure 3-13: Spectres RPE à 9 GHz et à 285 GHz du radical formé par la catalase d’érythrocyte humain à 
pH=8,2 (courbes noires) et à pH=6 (courbes rouges). (A) : Spectres à 9 GHz enregistrés à 60K avec une 
modulation d’amplitude de 0,5 G. (B) : Spectres à 285 GHz. Courbe noire enregistrée à 20K avec une 
modulation d’amplitude de 5 G ; courbe rouge enregistrée à 10K avec une modulation d’amplitude de 5 G. 

B A 
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Figure 3- 14 : Spectres RPE à 9 GHz de la catalase de M. lysodeikticus (A) et de B. abortus (B). Dans les 
deux cas, le spectre noir correspond au contrôle, le spectre vert à l’intermédiaire formé à haut pH et le spectre 
rouge à celui à bas pH. Les spectres sont enregistrés dans les mêmes conditions que sur la figure 3-11. (C) : 
Spectre RPE 9 GHz et spectre d’absorption UV-visible à basse température (4K) du même échantillon de 
M. lysodeikticus à pH intermédiaire=5,5. Les bandes à 430, 532 et 566 nm ainsi que la résonance à geff

iso=2,004 
proviennent de l’espèce [Fe(IV)=O Tyr•]. La bande à 655 nm et le signal axial en RPE (valeurs de geff de 2,93 et 
1.99) proviennent de l’espèce [Fe(IV)=O Por•+]. 

A B 

C 
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Les spectres RPE à champ intense de l’unique radical observé dans le cas de HEC 

présentent des valeurs de g et des couplages hyperfins caractéristiques d’un radical tyrosyle. 

Les valeurs de g observées sont de 2,0076 ; 2,0044 et 2,0021 pour gx, gy et gz respectivement 

pour l’échantillon à haut pH (spectre noir). Pour le spectre à bas pH (spectre rouge) seule la 

composante de gx est différente : il apparaît deux contributions pour gx une à 2,0081 et une à 

2,0072. Ces valeurs concordent parfaitement avec celles des radicaux tyrosyles formés dans le 

PSII, la RNR ou la catalase de foie de bœuf. Les résultats obtenus en RPE conventionnelle 

ainsi que ceux de RPE à champ intense, nous permettent d’identifier l’intermédiaire formé par 

la catalase d’érythrocyte humain à un radical tyrosyle. 

 

 Si la nature de l’intermédiaire formé par la catalase humaine ne dépend pas du pH, il 

n’en n’est pas de même pour les catalases MLC et BAC (figure 3-14). A haut pH, le spectre 

RPE de MLC présente toutes les caractéristiques du composé oxoferryle radical π-cation 

porphyrinique (figure 3-14 A). Il est large (environ 2000 G de largeur totale) avec des valeurs 

pour g effectif de 93,2=⊥g  et g⁄⁄=1,99 et dès que la température d’enregistrement est 

augmentée, il devient difficile d’observer ce signal exactement comme pour la BFC et la 

BPC. Par contre, dans les mêmes conditions de mélange mais à bas pH, le spectre RPE 

observé est étroit avec une valeur de giso  aux alentours de 2. Le spectre enregistré à plus haute 

température ainsi que les spectres RPE à champ intense, nous permettent d’affirmer que ce 

signal correspond à un radical tyrosyle. Sur les spectres de la figure 3-14 A et la figure 3-14 

C, il apparaît également une résonance en g=3,4, notée par une étoile bleue. Cette résonance 

peut être attribuée, soit à un atome de fer à l’état spin faible, soit à une contribution différente 

du composé I, comme celle observée avec l’ascorbate peroxydase en g=3,359. 

 Dans le cas de la catalase BAC, le spectre RPE à 9 GHz d’une solution à bas pH 

présente une résonance étroite et le spectre enregistré à plus haute température est totalement 

superposable au spectre du radical tyrosyle de la catalase humaine. Par contre, à haut pH, 

après traitement à l’acide peracétique, le radical tyrosyle ne se forme plus car aucun signal 

centré à g=2 n’est détecté. La conversion du signal ferrique est pourtant de 78 %. De plus la 

rhombicité du signal correspond à la rhombicité à bas pH et non à celle attendue. L’hypothèse 

la plus simple aurait été que BAC forme un composé II à haut pH mais elle est infirmée par 

les spectres d’absorption UV-visible, qui sont en accord avec la formation d’un composé I. 



                                                                                                             Chapitre 3 : Les catalases. 
 

 - 142 -  

 

 
 

 
Figure 3- 15 : Spectres RPE à 9 GHz enregistrés à 4K de la partie ferrique de l’échantillon de la catalase 
de B. abortus, à pH=8 traitée par de l’acide peracétique, décongelé progressivement (A) et de l’effet de 
l’acétate sur le signal ferrique (B). Les conditions d’enregistrement des spectres sont identiques à celles de la 
figure 3-11. 

A 

B 
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Une autre explication est qu’à un tel pH une molécule d’acide peracétique se lie soit 

près de l’hème, soit se lie à l’hème directement modifiant la rhombicité, et empêche ainsi la 

réaction. Pour vérifier cette hypothèse, nous avons placé l’échantillon congelé à très basse 

température (température de l’azote liquide) dans un bain de glace (figure 3-15 A). 

L’échantillon reste sous forme solide mais les transferts d’électron au sein de la protéine 

redeviennent possibles. Nous avons enregistrés le spectre RPE de ces échantillons après des 

temps de réaction dans le bain de glace de plus en plus longs. Déjà, après 1 min, l’intensité du 

signal ferrique le plus rhombique diminue, tandis que celui de rhombicité identique au 

contrôle apparaît. Plus le temps passé dans la glace est important, plus l’intensité de ce dernier 

signal, identique au contrôle, augmente : de 45 % après 2 min jusqu’à 77 % après 20 min dans 

la glace. Il apparaît donc que l’enzyme n’est pas dénaturé et que le signal obtenu après 

traitement à l’acide peracétique de la catalase BAC à pH=8,2 correspond à la fixation près ou 

sur l’hème d’une molécule d’acide protonée ou non Une confirmation supplémentaire est 

obtenue en ajoutant à l’enzyme native de l’acétate de sodium concentré (figure 3-15 B). 

L’acétate étant un ligand des hèmes, il devrait impliquer des réarrangements géométrie au 

niveau de ce dernier et donc modifier le spectre RPE. Le signal obtenu présente alors la même 

différence de rhombicité qu’avec l’acide peracétique, les pH finaux des solutions étant 

identiques. Le site de fixation de l’ion acétate (ou de l’acide peracétique) se trouve donc soit 

près de l’hème soit la molécule se fixe directement sur l’hème, car sa fixation implique une 

forte perturbation du signal RPE. Cette fixation n’est pas irréversible mais elle empêche sans 

doute la réaction, d’où l’absence de signal centré à g=2. 

 Ces exemples confirment que les catalases capables de former un intermédiaire 

alternatif au composé oxoferryle radical porphyrinique cationique n’ont pas le même 

comportement vis-à-vis du pH. D’autres conditions expérimentales peuvent également avoir 

une influence sur la stabilité relative du radical porphyryle vis-à-vis du radical tyrosyle 

comme par exemple l’excès de substrat. 

 

II.2-2 Influence de l’excès d’acide peracétique. 

 

 La figure 3-16 A représente un élargissement de la région g=2 du spectre RPE à 9 

GHz pour T=4K, pour les intermédiaires formés par HEC (en vert) et ceux formés par BAC, 

l’acide peracétique étant ajouté 30 (en noir) ou 130 (en rouge) fois en excès par rapport à 

l’hème. Tous les échantillons ont été testés après décongélation pour retrouver le signal du 

contrôle.  
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Figure 3- 16 : (A) : Région haut champ des spectres RPE à 9 GHz pour T=4K des intermédiaires formés 
par la catalase de B. abortus selon l’excès d’acide peracétique. En noir le spectre correspond à un excès de 30 
fois par rapport à l’hème et en rouge pour un excès de 130 fois. Le radical tyrosyle de HEC est montré en vert 
pour comparaison. Les conditions d’enregistrement sont les mêmes que pour la figure 3-11. (B) : Spectres RPE 
normalisés à 9 GHz pour T=40K des mêmes échantillons. Le code couleur est identique. Conditions 
d’enregistrement : T=40K, puissance des microondes P=50µW, 1,5 G de modulation d’amplitude, 100 kHz de 
modulation de fréquence. (C) : Spectres d’absorption UV-visible de la catalase de B. abortus traitée par 
l’acide peracétique, ajouté 130 fois en excès (trait plein) et 30 fois en excès (trait pointillé) Les conditions de 
réaction : 700µL de protéines de concentration 10µM en hème auxquels on ajoute 5µL d’acide peracétique. Le 
spectre noir (1) correspond à l’enzyme natif ; le spectre vert (2) juste après addition de l’acide et le spectre rouge 
(3) après 10 min de réaction à T=4°C. (D) : Spectres d’absorption UV-visible de la catalase humaine. Les 
codes trait plein et pointillés ainsi que le code couleur sont les mêmes que pour (C). 

A B 

C D 
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 Sur la figure 3-16 A, il apparaît que le signal obtenu en faible excès d’acide 

peracétique est plus large que celui obtenu avec un plus grand excès. De plus, à faible excès, 

le signal est asymétrique. En augmentant la température d’enregistrement, ce signal devient 

de plus en plus symétrique et l’intensité des épaulements, présents à 4K, diminue alors que la 

région plus étroite du spectre est encore détectée à 40K. Par contre, pour le signal obtenu avec 

un plus grand excès d’acide peracétique, les épaulements ne sont pas présents et dès T=4K le 

signal est symétrique. L’augmentation de la température d’enregistrement du signal 

n’implique pas sa disparition et il est toujours présent à T=40K. Un mélange de deux espèces 

radicalaires : [Fe(IV)=O Por•+] et [Fe(IV)=O Tyr•] est détecté avec un faible excès d’acide 

peracétique tandis que seul le radical tyrosyle est observé pour de plus grand excès d’acide 

peracétique. La figure 3-16 B correspond aux spectres des échantillons précédents enregistrés 

dans des conditions telles que le signal du composé [Fe(IV)=O Por•+] ne soit pas détecté. Les 

signaux obtenus avec la catalase de B. abortus sont superposables à celui du radical tyrosyle 

de la catalase humaine. La catalase de B. abortus forme donc dans les deux conditions d’excès 

un radical tyrosyle et celui-ci est favorisé, par rapport au radical π-cation porphyrinique, avec 

un fort excès d’acide peracétique. 

 Les spectres d’absorption UV-visible confirment également cette observation. Sur la 

figure 3-16 C sont représentés les spectres obtenus avec l’acide peracétique ajouté 130 fois en 

excès par rapport à l’hème (traits pleins) et 30 fois en excès dans le cas de la catalase de B. 

abortus. La figure 3-16 D correspond aux spectres d’absorption UV-visible de la catalase 

humaine traitée par l’acide peracétique dans les mêmes conditions que BAC. Dans le cas de 

HEC, immédiatement après réaction avec l’acide peracétique, les bandes de l’espèce 

[Fe(IV)=O Por•+] sont observées (i.e. décroissance de la bande de Soret et déplacement de la 

bande de transfert de charge à 657 nm). D’autre part, après 10 min de réaction dans le cas 

d’un grand excès d’acide peracétique, un épaulement aux alentours de 420-430 nm ainsi 

qu’une bande à 566 nm sont observés tandis que la bande à 657 nm disparait. Ces bandes 

nouvelles sont similaires à celles observées par Ivancich et coll.41 dans les spectres 

d’absorption à basse température (T=10K) de la catalase de foie de bœuf et à celles de la 

figure 3-14 C pour la catalase de M. lysodeikticus. 

Dans le cas de B. abortus, dans les mêmes conditions d’excès et de mélange, en même 

temps que les bandes du composé [Fe(IV)=O Por•+], les bandes correspondant à une autre 

espèce oxoferryle sont détectées (417 nm, 554 nm, 566 nm) et ce dès l’introduction de l’acide 

peracétique. Par rapport à HEC, la proportion de cette nouvelle espèce [Fe(IV)=O] est plus 

importante et son spectre est, ainsi, mieux résolu, le déplacement de la bande de Soret, en 
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particulier. Notons également que dans le cas de B. abortus, cette espèce est encore 

majoritaire après 10min de réaction. En revanche, dans le cas d’un faible excès d’acide 

peracétique, pour les deux protéines (HEC et BAC) seul le composé I est observé et après 

10min de réaction, tout l’enzyme est retourné à sa forme native. De plus le rendement en 

composé I est alors bien inférieur à celui obtenu avec un excès de 130. Il apparaît donc, 

d’après les résultats de RPE et de spectrophotométrie d’absorption UV-visible, qu’un excès 

plus important en acide peracétique favorise la formation du radical tyrosyle par rapport au 

radical π-cation porphyrinique chez BAC et même, à un degré moindre, chez HEC. 

 

 PAA ajouté 30 fois en excès PAA ajouté 130 fois en excès 

 Rendement en 

[Fe(IV)=O Por••••+] 

Rendement en 

[Fe(IV)=O Tyr ••••] 

Rendement en  

[Fe(IV)=O Por••••+] 

Rendement en une 

espèce de type 

[Fe(IV)=O] 

HEC 13,5 % nda 56 % 16 % 

BAC 28 % nda 39 % 67 % 
and= non déterminé 
Tableau 3- 4 : Rendement en composé I et en une espèce du type oxoferryle selon l’excès d’acide 
peracétique pour la catalase humaine et la catalase B. abortus. 
 

 Au contraire, la température de la réaction, favorise la stabilisation du radical 

porphyrinique. En effet à 0°C, seule l’absorption du radical tyrosyle est détectée dans le cas 

de HEC, tandis qu’à 4°C, les bandes correspondant au composé I apparaissent en 

spectroscopie UV-visible. Parallèlement en RPE, le taux de conversion en radical tyrosyle 

passe de 56 % à 0°C à seulement 32 % à 10°C. Pour détecter le radical porphyrinique dans le 

cas de la BLC, Ivancich et coll.41 ont recours à la technique de freeze-quench, technique de 

mélange rapide qui permet de piéger les intermédiaires formés après des temps de mélange 

très courts. Le temps de mélange est, d’ailleurs, un autre facteur qui influe sur la formation du 

radical tyrosyle. 

 

II.2-3 Influence du temps de réaction. 

 

 La figure 3-17 représente l’évolution du radical tyrosyle en fonction du temps de 

mélange pour les catalases humaine, de foie de bœuf et de B. abortus. Il apparaît que les 

différentes catalases ne présentent pas le même comportement vis-à-vis du temps. Dans le cas 

de la catalase humaine, trois phases peuvent être mises en évidence.  

-Entre 2s et 10s, le taux de conversion en radical tyrosyle augmente, le maximum de 

radical tyrosyle étant obtenu avec un temps de mélange de 10s.  
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-Entre 10 et 40s à mesure que le temps de réaction augmente ce taux de conversion 

chute très rapidement (il est de 25 % lorsque le temps de mélange est de 60s).  

-A partir de 40s, le taux de conversion diminue mais plus lentement qu’au cours de la 

deuxième phase. Entre 40s et 5 min le rendement est ainsi divisé par 2,7 (contre 3,3 entre 10s 

et 40s). 

 

 
Figure 3- 17 : Influence du temps de mélange sur le taux de conversion en radical tyrosyle pour la catalase 
humaine, la catalase de foie de bœuf et la catalase de B. abortus. Le rendement a été normalisé à 100 % pour 
le temps de mélange correspondant au maximum d’intensité du signal du radical tyrosyle. Les courbes ne 
correspondent pas à des fonctions mais sont là juste pour aider à la lecture du graphique. 
 

 Le profil d’évolution du taux de conversion en radical tyrosyle dans le cas de la BLC 

est proche de celui de HEC, avec une deuxième phase un peu moins rapide et une troisième 

phase accélérée. La catalase de B. abortus présente, elle, un profil complètement différent. En 

effet, le taux de conversion est maximum pour un le temps de mélange de 30s. La formation 

du radical tyrosyle serait donc plus lente avec BAC qu’avec HEC ou BLC, mais ce radical 

serait stable plus longtemps car la décroissance du taux de conversion est beaucoup plus lente. 

Le radical tyrosyle se forme après le radical porphyrinique. Le transfert d’électron entre la 

tyrosine et la porphyrine s’effectue beaucoup plus lentement avec BAC qu’avec BLC ou 

HEC, puisqu’en RPE avec B. abortus il est encore possible de détecter le radical π-cation 

porphyrine après 10s de réaction alors que l’on ne le détecte plus au delà de quelques  
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Figure 3- 18 : (A) : Spectres d’absorption UV-visible par stopped flow de la catalase humaine concentrée 
(c=100µM) traitée par l’acide peracétique. Le spectre noir correspond à l’enzyme natif ; les spectres suivant 
correspondent au mélange après une durée ∆t de réaction entre l’acide peracétique et l’enzyme ; le temps t=0 
étant l’instant ou l’acide est introduit dans la cellule de mélange. (PAA=Acide peracétique). Les spectres ont été 
enregistrés à T=10°C, volume d’enzyme=40µL, volume d’acide=40µL, l’acide peracétique ajouté 30 fois en 
excès par rapport à l’hème. (B) : Spectres d’absorption UV-visible par stopped flow de la catalase humaine 
diluée (c=10µM) traitée par l’acide peracétique. Le code couleur est le même que pour la figure A et hormis 
la concentration de l’enzyme toutes les autres conditions expérimentales sont identiques à (A). Encadré : Zone 
du spectre correspondant à la bande de Soret dans le cas de l’enzyme dilué. (C) : Evolution de l’intensité 
du signal du radical porphyrinique selon la concentration enzymatique. 

C 

B A 
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millisecondes avec les deux autres catalases. Les comportements cinétiques différents laissent 

penser que la formation du radical tyrosyle serait moins favorisée chez BAC. 

 

 Cependant, ces résultats sont en contradiction avec ceux obtenus en spectroscopie 

d’absorption électronique UV-visible. D’après ces spectres, la formation d’un composé 

possédant une partie oxoferryle autre que le composé I est plus rapide chez BAC que chez 

HEC. Deux hypothèses peuvent donc être formulées : soit les bandes observées en absorption 

correspondent à un vrai composé oxoferryle [Fe(IV)=O] sans radical tyrosyle, soit il s’agit 

d’un effet de concentration. En effet, les échantillons utilisés doivent être beaucoup plus 

concentrés en spectroscopie RPE (de l’ordre de 200µM en hème) qu’en spectroscopie 

d’absorption UV-visible (10 à 20 µM). Pour chercher à répondre à cette question nous avons 

procédé à une étude en concentration pour la catalase humaine en utilisant la technique de 

stopped flow. Cette technique permet d’obtenir les spectres d’absorption UV-visible après un 

temps de réaction de l’ordre de quelques de millisecondes. 

 

II.2-4 Influence de la concentration. 

 

 Les figures 3-18 A et B représentent les spectres d’absorption UV-visible, obtenus par 

stopped flow, de la catalase humaine traitée par l’acide peracétique à forte et à faible 

concentration en protéines (100µM en hème et 10µM respectivement). Nous en déduisons 

l’évolution du pourcentage de l’enzyme sous forme de composé I par rapport au maximum 

obtenu, en fonction du temps pour ces deux concentrations (figure 3-18 C). La rapidité de 

formation du composé I et sa stabilité (relative) varient énormément en fonction de la 

concentration en protéine. En effet, dans le cas de l’enzyme concentré, le maximum de 

composé I est obtenu après seulement 500ms de mélange et au bout de 30s de réaction les 

bandes caractéristiques de cette espèce ne sont plus détectées. En revanche, dans le cas de 

l’échantillon dilué (figure 3-18 B), la formation du composé I est plus lente, le maximum 

étant obtenu après 5s de mélange et cet intermédiaire est persistant jusque 120s. L’échelle de 

temps que nous utilisons pour réaliser les expériences RPE est de l’ordre de la dizaine de 

secondes et comme dans le cadre de ces expériences la concentration en enzyme est encore 

plus importante, l’instant auquel aucun composé I n’est détecté est sans doute encore plus 

faible 30s (d’après la figure 3-18). C’est pourquoi en RPE, il faut réaliser avec cette protéine 

des expériences de freeze-quench pour piéger l’espèce [Fe(IV)=O Por•+]. La variation de la 

durée de vie de [Fe(IV)=O Por•+], selon la concentration, s’explique simplement en 
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considérant que le nombre des chocs efficaces par unités de temps et de volumes augmente 

avec la concentration : la réaction de formation du composé I mais aussi de disparition sont 

plus rapides à concentration élevée.  

 

Dans le cas dilué, des bandes d’absorption (517 nm et 566 nm) correspondant à une 

espèce autre oxoferryle que le composé I sont observées dès 10s de réaction et sa proportion 

au cours du temps ne fait qu’augmenter au détriment du composé I. Dans le cas de 

l’échantillon concentré, la bande de Soret ne peut être détectée car le spectre est saturé dans 

cette région de longueur d’onde et seul un petit épaulement vers 570 nm est observé. D’après 

ces spectres aucune autre espèce oxoferryle ne se forme, ce qui est en désaccord avec nos 

observations en spectroscopie RPE.  

Cependant, comme nous l’avons précisé précédemment, ces expériences sont réalisées 

à T=10°C et lorsque l’on réalise les expériences RPE à cette même température le rendement 

en radical tyrosyle est divisé par 1,75 au profit de celui du Fe(III) spin fort. La concentration 

en espèce oxoferryle, dans le cas de l’absorption électronique UV-visible, n’est peut-être pas 

assez élevée pour que des bandes bien résolues apparaissent. Celles-ci sont en plus masquées 

par les bandes correspondant à l’enzyme natif. D’où cette absence de signature évidente d’une 

espèce oxoferryle dans le cas de l’échantillon concentré par rapport au cas de l’enzyme diluée. 

Il est également possible que les équilibres entre la réaction catalase et le transfert d’électron 

intramoléculaire soient différents dans le cas concentré par rapport au cas dilué. En effet, dans 

le cas concentré la probabilité de chocs efficaces étant plus grande, le    composé I va plutôt 

avoir tendance à réagir avec une autre molécule d’acide peracétique et le transfert d’électron 

intramoléculaire ne sera pas favorisé alors que dans le cas dilué, ou la probabilité de chocs 

efficaces est moindre, le composé I pourra évoluer par transfert d’électron. 

 

II.2-5 Puissance de saturation du radical tyrosyle. 

 

Pour les radicaux tyrosyles observés chez BLC, HEC, MLC et BAC, nous avons 

réalisé des études de saturation en puissance (figure 3-19). Les spectres ont été enregistrés à 

une température suffisamment élevée pour s’affranchir de la contribution du radical 

porphyrinique, notamment pour la BAC, dans laquelle on détecte simultanément les deux 

radicaux. 
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Figure 3- 19 : Courbes de saturation en puissance pour les radicaux formés par la BLC, HEC et BAC 
obtenues avec une température d’enregistrement de 30K.  
 

La relation entre la puissance de saturation et la distance à l’hème est complexe. En 

effet, l’interaction entre le métal et le radical est constituée de deux termes : une interaction de 

type dipôle-dipôle, une interaction d’échange, qui varient toutes deux en fonction de la 

distance et de l’orientation des moments magnétiques du radical organique et du fer. 

Les valeurs de la puissance de saturation pour la catalase humaine et la catalase de foie 

de bœuf sont proches (rapport de 1,16). Il est envisageable que le radical tyrosyle dans ces 

deux enzymes se forme à la même distance de l’hème. Ces deux radicaux tyrosyles doivent 

présenter des environnements électrostatiques proches et être notamment impliqués dans un 

réseau de liaisons hydrogène et être situés à proximité d’une charge positive. Ceci a été déduit 

de l’anisotropie du facteur g et en particulier de la valeur de la composante gx par 

spectroscopie RPE à champ intense. 

Par contre, dans le cas de BAC la puissance de saturation est différente (rapports entre 

les puissances de saturation de 1,3 et de 1,5 respectivement avec HEC et BLC). Cela nous 

amène à penser que le radical tyrosyle formé chez BAC doit être localisé sur un résidu 

différent de celui de la BLC. Tout comme pour MLC, dont la puissance de saturation est de 

40 µW (contre 64 pour la BLC) à T=20K. 

 Comme nous venons de l’exposer, plusieurs catalases telles que la catalase de foie de 

bœuf, la catalase humaine, la catalase de M. lysodeikticus et la catalase de B. abortus sont 

capables de stabiliser un intermédiaire radicalaire alternatif, [Fe(IV)=O Tyr•], mais dans des 

proportions et des vitesses différentes selon les catalases. 
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Figure 3- 20: (A) : Spectres RPE 9 GHz à T=4K de la catalase d’E. coli native (spectre noir) et après 
traitement par l’acide peracétique (spectre rouge). Les conditions d’enregistrement des spectres sont 
identiques à celles de la figure 3-11. Encadré : Elargissement de la région g=6 des spectres RPE à 9 GHz 
pour T=4K (B) : Spectres d’absorption UV-visible de la catalase d’E. coli après traitement par l’acide 
peracétique. L’acide peracétique est ajouté 130 fois en excès par rapport à l’hème, ces mêmes conditions ont été 
utilisées pour les spectres RPE de la figure A. (C) : Elargissement de la région g=6 des spectres RPE à 9 GHz 
pour T=4K représentés en fonction du temps de décongélation.  

A 

B C 



                                                                                                             Chapitre 3 : Les catalases. 
 

 - 153 -  

II.3-  AUCUN INTERMEDIAIRE RADICALAIRE DETECTE . 

 

 Dans le cas des catalases d’E. coli, de P. syringae et de S. marcescens, aucun 

intermédiaire radicalaire n’a pu être détecté et ce quelques soient les paramètres 

expérimentaux. Aussi dans un souci de clarté, seuls quelques spectres seront présentés pour 

illustrer nos propos. 

 

II.3-1 Cas de la catalase d’E.coli. 

 

Sur la figure 3-20 A est représenté le spectre RPE à 9 GHz de l’enzyme après 

traitement par l’acide peracétique ajouté 130 fois en excès (spectre rouge). Il est clair 

qu’aucun signal n’est détecté en g=2, ce qui signifie qu’aucun radical organique n’est formé 

dans cette protéine. Notons que seulement 28 % du signal ferrique est converti mais sous une 

forme non détectée en RPE. L’ajout d’acide peracétique n’implique pas de changement 

spectaculaire au niveau du signal ferrique, comme nous l’avons observé pour la catalase de B. 

abortus à haut pH. Il n’y a donc pas de preuve de la fixation d’une molécule d’acide qui 

empêcherait la réaction de se produire.  

La spectroscopie d’absorption électronique UV-visible permet d’affirmer que 

l’enzyme n’est pas converti en composé II (silencieux en RPE) car aucune bande attribuable à 

une telle espèce n’est observée (figure 3-19 B). Cependant, notons que la formation du 

composé I est bien plus lente qu’avec les autres catalases (le taux de conversion varie de 10 % 

après introduction de l’acide peracétique jusqu’à 57 % après 25 min de réaction) et la 

particularité du spectre du composé I, qui ne présente pas de bande à 660 nm comme l’ont 

montré Obinger et coll.61, car l’hème présent est un hème d et non un hème b. On remarque 

donc que contrairement aux autres catalases, la formation de ce composé I est très lente. 

L’association des ligands est moins efficace avec les hèmes d qu’avec les hèmes b. Cet hème 

d rendrait donc l’enzyme moins réactif que l’hème b vis-à-vis de l’acide peracétique, qui n’est 

pas le substrat naturel des catalases mais un pseudo-substrat utilisé pour diminuer la vitesse de 

réaction et empêcher la formation de dioxygène.  

  

Afin de vérifier si un temps de mélange plus long permet de visualiser la formation 

d’une espèce radicalaire, en RPE, nous avons procédé à la décongélation progressive dans la 

glace de l’échantillon (figure 3-20 C). Seule la décroissance du signal ferrique est observée, 

sans apparition d’un autre signal. De 10s à 1 min, le signal ferrique restant correspond à la 
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moitié de l’intensité du signal du contrôle. Ultérieurement, la forme ferrique initiale réapparait 

progressivement mais sa régénération totale n’a pas pu être observée car l’enzyme précipite 

au-delà de 25 min. Sous quelle autre forme l’enzyme peut elle exister ? Deux hypothèses sont 

envisageables : 

- Bien que Loewen et coll.62 aient montré par absorption que les catalases à grandes 

sous-unités, comme HPII, sont incapables de former le composé II, cette espèce reste 

possible car les conditions expérimentales en RPE sont complètement différentes de 

celles de l’absorption UV-visible. 

- La catalase formerait une espèce spin faible dont la concentration serait trop faible 

pour être détectée. 

 

II.3-2 Cas de la catalase de P. syringae 

 

 Les figures 3-21 A et 3-21 B présentent les résultats obtenus avec CatF pour des excès 

en acide peracétique différents respectivement en spectroscopie RPE et absorption UV-

visible. 

 

 

 
Figure 3- 21 : (A) : Spectres RPE 9 GHz de la catalase de P. syringae native (spectre noir) et traitée par 
l’acide peracétique ajouté 130 fois en excès (spectre rouge) par rapport à l’hème (traits pleins) ou 30 fois 
en excès (traits pointillés). Les conditions d’enregistrement sont identiques à la figure 3-11. Encadré : 
Elargissement de la partie du spectre en g=6. (B) : Spectres d’absorption de CatF en fonction du temps, 
traitée par l’acide peracétique ajouté 130 (traits pleins) et 30 fois en excès (trait pointillées). (1) Enzyme 
natif ; (2) Après introduction de l’acide peracétique ; (3) après 30s de réaction ; (4) après 2 min de réaction ; (5) 
après 4 min de réaction ; (6) après 10 min de réaction ; (7) après 1 heure de réaction. 

 

B A 
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Avec un faible excès, aucune réaction ne semble avoir lieu puisque les signaux RPE 

avant et après la réaction sont superposables. Par contre, pour un excès plus important, 

l’intensité du signal ferrique dû à l’enzyme natif diminue significativement, jusqu’à 30 % 

après 10s de mélange.  

Toutefois, en spectroscopie UV-visible, on détecte la formation du composé I 

[Fe(IV)=O Por•+] dans les deux situations. Avec un fort excès en acide peracétique, la 

présence de composé I n’est que suggérée par un épaulement aux alentours de 654 nm. 

Rapidement (4 min) deux nouvelles bandes à 566 et 534 nm apparaissent. Il se forme une 

espèce oxoferryle. Avec un faible excès, le composé I a une durée de vie relativement 

longue : après 1 min de réaction il est toujours détecté dans les mêmes proportions qu’après 

30s de réaction. Par contre, aucune bande ni épaulement correspondant à la formation de 

composé II n’est observé. Ceci est en accord avec les résultats obtenus en RPE, puisque, 

rappelons-le, le composé II est silencieux en RPE. Il faut également remarquer que malgré 

l’excès d’acide, l’enzyme n’est nullement dénaturé puisqu’après une heure de réaction 87 % 

de l’enzyme natif est retrouvé (et 93 % dans le cas d’un excès plus faible). 

La catalase de P. syringae formerait donc jusqu’à 30 % de composé II lorsqu’elle est 

soumise à un excès d’acide peracétique important mais malgré la présence des bandes 

caractéristiques du composé I en spectrophotométrie d’absorption UV-visible, aucune espèce 

radicalaire n’a été détectée en RPE. On se retrouve ici dans le même cas que pour la catalase 

de foie de bœuf, où l’intermédiaire porphyrinique avait été observé en absorption mais avait 

nécessité l’utilisation de la technique de freeze-quench pour être détecté en spectroscopie 

RPE. 
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Figure 3- 22 : (A) : Elargissement de la région g=6 des spectres RPE à 9 GHz de S. marcescens pour T=4K 
représentés en fonction du temps de décongélation. (1) Contrôle ; (2) Après introduction de l’acide 
peracétique ; (3) Après 30s à T=0 C; (4) après 1 min à T=0°C; (5) Après 3 min à T=0°C; (6) Après 5 min à 
T=0°C; (7) Après 10 min à T=0°C. (B) : Spectres d’absorption de la catalase de S. marcescens traitée par 
l’acide peracétique ajouté 130 fois en excès. Les spectres sont représentés en fonction du temps (1) Enzyme 
natif ; (2) Après introduction de l’acide peracétique ; (3) Après 30s de réaction ; (4) Après 2 min de réaction ; (5) 
Après 4 min de réaction ; (6) Après 10 min de réaction ; (7) Après 1 heure de réaction. 

A 

B 
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II.3-3 Cas de la catalase de S. marcescens 

 

 La réaction entre l’acide peracétique et la catalase de S. marcescens, dans les 

conditions utilisées pour réaliser les expériences de spectroscopie RPE, n’a pas révélé la 

présence d’un radical (figure 3-22 A).  

 

Pourtant, comme avec HPII ou CatF, l’intensité du signal de l’enzyme natif diminue. Il 

y a deux composantes rhombiques dans ce signal. Juste après introduction de l’acide 

peracétique (2s), seule l’intensité du signal le moins rhombique a diminuée, mais fortement 

(de 45 %) alors qu’après 30s à 0°C (seuls les transferts d’électron sont possibles), c’est 

l’intensité des deux signaux qui a encore diminuée de 1,5 fois. Ensuite le comportement des 

deux signaux est le même, à savoir que leurs intensités ré-augmentent. Il semble donc que 

SMC forme un composé II. Cependant, sur les spectres d’absorption (figure 3-22 B) aucune 

preuve de formation de composé II n’est observée. Même la formation de composé I est très 

faible (environ 25 % de l’enzyme est convertie en composé I) et celui-ci est peu stable 

puisqu’il a complètement disparu après 2 min de réaction. 

 La catalase de S. marcescens semble donc être peu réactive vis-à-vis de l’acide 

peracétique. 
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Figure 3- 23 : Résidus tyrosine proposés comme étant les sites d’oxydation possibles conduisant à la 
formation du radical tyrosyle chez la catalase de foie de bœuf. D’après Ivancich 199741 et 199963 
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II.4-  DISCUSSION. 

 

II.4-1 Analyses de séquence des catalases et proposition de 

candidats pour le site de formation du radical tyrosyle. 

  

 Dans le cas de la BLC, des caractérisations spectroscopiques ont été entreprises afin de 

déterminer le microenvironnement du radical tyrosyle. Grâce à la RPE à champ intense et à la 

spectroscopie Raman53,63, il a été démontré qu’il existe une distribution de liaisons 

hydrogènes sur le radical tyrosyle de la BLC dont la force dépend du pH.  

 
 Souvent, afin d’identifier le site de formation du radical protéique, la technique de 

mutagénèse dirigée, combinée avec la spectroscopie RPE, est utilisée. Cependant, dans le cas 

de la BLC, toutes les tentatives d’expression dans une souche bactérienne ont échouées. Il 

n’est donc pas possible d’obtenir des mutants de cette protéine. Les études de RPE à champ 

intense et de spectroscopie de résonance Raman ont permis à notre équipe de proposer des 

candidats pour le site de formation de l’intermédiaire tyrosyle 53,41. Deux candidats ont été mis 

en avant dans le cas de la BLC : la tyrosine 369 et la tyrosine 259 (figure 3-23). La Tyr259 se 

trouve à la surface de la protéine et peut former des liaisons hydrogènes avec un résidu 

aspartate ainsi qu’avec une molécule d’eau. La Tyr369 est, quant à elle, enfouie au sein de la 

protéine et relativement proche de l’hème (distance=13 Å). Elle peut également former une 

liaison hydrogène avec un résidu aspartate et une molécule d’eau.  

  

Pour la catalase humaine, d’après les expériences de RPE à champ intense, 

l’environnement électrostatique du radical tyrosyle est identique à celui de la BLC. Les 

Tyr260 et Tyr370 correspondent aux Tyr259 et Tyr369 de la BLC (Tableau 3-5). Ces deux 

résidus se trouvent à la distance d’une liaison hydrogène avec le groupement carboxylique 

d’un aspartate. De plus, dans le cas de la Tyr370 un résidu histidine se trouve à 4 Å de 

l’oxygène phénolique. On se trouve ici dans une configuration similaire à celle de la catalase 

de foie de bœuf. Par analogie, dans la catalase humaine deux candidats peuvent être retenus. 
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Source Candidat 

Distance 

Fe----OTyr 

(Å) 

Donneur 

de 

liaison H 

Distance 

liaison H (Å) 

Acide aminé 

positivement 

chargé (à moins 

de 10 Å) 

Distance 

N(H)---OTyr  

(Å)  

Tyr259 25,38 
Asp206 

Eau31 

2,42 

6 

His210 

Arg209 

6,97 

8,56 

BLC 

Tyr369 13,67 
Asp334 

Eau47 

2,56 

4,24 
His361 4,24 

Tyr260 25,14 
Asp207 

Eau1338 

2,02 

2,99 

Arg210 

His211 

6,55 

7,52 

HEC 

Tyr370 13,33 Asp335 2,68 His362 4,03 

Tyr271 25,71 Glu408 2,66 
Lys214 

Lys275 

3,99 

4,00 

Tyr277 25,0 Asp292 2,05 Arg278 3,97 

MLC 

Tyr293 27,21 
Glu273 

Eau291 

2,64 

2,63 
Aucun  

BACa Tyr287 

Tyr349 
 

Asp277 

Ser314 
   

a Observation basée sur l’analyse de séquence la structure cristallographique de BAC n’étant pas disponible. 
Tableau 3- 5 : Environnement électrostatique des candidats pour le site de formation du radical tyrosyle 
chez BLC, HEC, MLC et BAC. 

 

Dans le cas de MLC, le radical présente les mêmes caractéristiques environnementales 

que celui de BLC, mais d’après les études en saturation, il est peu probable qu’il se forme sur 

le même résidu. La structure cristallographique indique trois résidus tyrosine possédant 

l’environnement adéquat : Tyr271, Tyr277 et Tyr293. En effet, pour tous ces résidus, 

l’oxygène phénolique se trouve à distance de liaison hydrogène d’un groupement 

carboxylique d’un acide glutamique ou aspartique et en plus, pour les résidus 271 et 277, un 

résidu pouvant être chargé positivement (lysine ou arginine) se situe à moins de 4 Å de 

l’oxygène phénolique. Toutefois, les résidus proposés comme site d’oxydation alternatif sont 

relativement éloignés de l’hème (25 Å) et tous très proches les uns des autres. 

Dans le cas de BAC, aucune structure cristallographique n’est actuellement disponible. 

Nous avons donc procédé à l’alignement de sa séquence avec celles de BLC, HEC et MLC. 

La séquence de BAC possède vingt tyrosines dont neuf sont conservées dans la séquence de la 
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BLC et 8 dans la séquence de MLC. De la comparaison de séquence (tableau 3-6) deux 

candidats possibles pour la catalase de B. abortus apparaissent : la Tyr287 et la Tyr349. Ces 

deux candidats sont d’autant plus probables que leurs équivalents, respectivement dans MLC 

pour la Tyr287 et dans la BLC pour la Tyr349, sont également des sites potentiels de 

formation de radical tyrosyle. Toutefois, les études en puissance de saturation sont en 

désaccord avec des intermédiaires radicalaires qui se formerait sur le même résidu. En effet, 

la puissance de saturation à T=30K de BAC est de 57 µW tandis que celle de la BLC est de 

38µW et celle de MLC sera inférieure à sa valeur à 20K qui s’élève à 40 µW. Pour vérifier 

cette hypothèse, il faudrait réaliser une expérience de RPE à champ intense avec la catalase 

BAC, que nous n’avons pu mener à bien faute d’un échantillon suffisamment concentré. 

 

Séquence 

de BAC 

Séquence 

de BLC 

Séquence 

de MLC 
Observations dans les structures de  BLC et MLC  

Tyr74 Tyr93 Tyr80 Pas de liaison H, Arg à 4,0 Å → Arg, d(O—Fe)=28,76 Å 

Pas de liaison H, Lys à 3,91 Å →Arg, d(O—Fe)=28,55 Å 

Tyr116 Tyr136 Tyr122 Pas de liaison H, d(O—Fe)=18,41 Å 

Pas de liaison H, d(O—Fe)=18,21 Å 

Tyr194 Tyr214 Tyr200 Pas de liaison H, Arg à 3,58 Å → Arg, d(O—Fe)=18,11 Å 

Pas de liaison H, Arg à 3,11 Å →Arg, d(O—Fe)=17,78 Å 

Tyr199 Phe219 Tyr205 Pas de liaison H, Arg à 4,06 Å →Arg, d(O—Fe)=9,49 Å 

Tyr287 Tyr307 Tyr293 Pas de liaison H, d(O—Fe)=26,75 Å 

Glu à 2,64 Å →Asp, d(O—Fe)=27,21 Å 

Tyr304 Tyr324 His310 Pas de liaison H, Arg à 4,35 Å → Arg, d(O—Fe)=16,24 Å 

Tyr337 Tyr357 Tyr343 Ligand axial 

Tyr349 Tyr369 Val355 Asp à 2,56 Å → Ser, d(O—Fe)=13,76 Å 

Tyr364 Asn384 Tyr370 Pas de liaison H, His à 4,10 Å →His, d(O—Fe)=32,28 Å 

Tyr384 Asn402 Tyr387 Pas de liaison H, d(O—Fe)=39,88 Å 

Tyr385 Tyr403 Val388 Pas de liaison H, d(O—Fe)=40,5 Å 

Tyr470 Tyr488 Ile476 Pas de liaison H, d(O—Fe)=23,21 Å 

Tableau 3- 6 : Alignement de séquence de la catalase de BAC avec celles de la BLC et de MLC. Lecture du 
tableau : par exemple, la Tyr287 de BAC correspond à la Tyr293 dans MLC, est proche d’un acide glutamique 
(bleu dans MLC) alors que dans la séquence de BAC, le Glu correspond à un acide aspartique (en noir dans 
BAC). 
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Source 
Intermédiaire(s) 

observé(s) 

Candidats pour les sites de formation du radical 

tyrosyle 

BLCb 
[Fe(IV)=O Por•+], 

[Fe(IV)=O Tyr ••••] 
Tyr259 Phe285 Phe291 Tyr307 Tyr369c 

HECb 
[Fe(IV)=O Por•+], 

[Fe(IV)=O Tyr ••••] 
Tyr260c Phe286 Phe292 Tyr308 Tyr370c 

MLCb 
[Fe(IV)=O Por•+], 

[Fe(IV)=O Tyr ••••] 
Phe245 Tyr271c Tyr277c Tyr293c Val355 

BAC 
[Fe(IV)=O Por•+], 

[Fe(IV)=O Tyr ••••] 
Ser239 Glu265 Thr271 Tyr287d Tyr349d 

BPC [Fe(IV)=O Por•+]  Ser242 Glu268 Tyr274 Tyr290 His352 

BFC [Fe(IV)=O Por•+]  Ser239 Glu265 Tyr271 Phe287 Ser349 

PMCb [Fe(IV)=O Por•+]  Ser239 Glu265 Val271 Tyr287 His349 

CatFb nda His262 Pro288 Phe294 Val308 Gly370 

HPIIb nd Phe318 Glu343 Phe349 Val365 Phe428 

a Non déterminé dans les conditions utilisées. b Catalases dont la structure cristallographique est disponible. c 

Candidat possible d’après l’analyse de structure cristallographique. d Candidat possible sur la base des 
alignements de séquence. Dans la partie inférieure du tableau (sous la ligne) sont inscrits, pour les catalases qui 
ne forment de radical tyrosyle, les résidus homologues aux candidats possibles. 
Tableau 3- 7 : Candidats possibles pour les catalases qui stabilisent un intermédiaire [Fe(IV)=O Tyr••••].  
 

 Bien que les sites de formation du radical tyrosyle n’aient pu être déterminés de façon 

univoque pour ces catalases, nos observations ont fait ressortir un point important quant aux 

critères habituellement utilisés pour proposer les sites de formations de radicaux chez les 

catalases et chez les peroxydases : la simple comparaison des résidus conservés par 

alignements des séquences primaires ne permet pas de conclure, quant à la localisation du site 

radicalaire.  

Ici, ce critère ne s’avère pas suffisant. Parmi les trois sites possibles de formation du 

radical tyrosyle chez MLC, seule la Tyr271 n’est pas conservée dans les protéines qui ne 

forment pas de radical tyrosyle (BFC, BFC, CatF et HPII). On pourrait donc penser que c’est 

l’absence de ce résidu qui empêche la formation du radical tyrosyle dans ce groupe de 
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catalase, et parallèlement, que chez MLC, cette tyrosine constitue le site, tout désigné, de 

formation du radical. Cependant, bien que cette même tyrosine ne soit pas conservée chez 

BLC, HEC et BAC, ces catalases forment également un radical tyrosyle. Il est donc difficile 

de lier séquences primaires et site radicalaire. Une autre observation est que la Tyr293, 

proposée comme site radicalaire possible pour MLC, est conservée chez toutes les catalases 

qui forment un radical tyrosyle. Cette tyrosine semblerait donc être un site idéal pour la 

formation du radical pour ces protéines. Mais il a été démontré que le site de formation du 

radical de la BLC ne pouvait se localiser sur un tel résidu63. De plus, ce même résidu est 

conservé chez BPC et PMC, deux catalases qui ne forment pas de radical protéique. Il 

apparaît donc que, plus que la localisation, c’est l’environnement électrostatique du radical 

qui est conservé. 

On peut également supposer que plus que le résidu en lui même, ce qui doit être 

conservé c’est l’accessibilité au résidu, c’est à dire la chaîne de transfert d’électron entre la 

tyrosine et l’hème. En effet, le résidu homologue à la Tyr293 de MLC correspond à une 

tyrosine chez BPC et PMC, qui ne stabilisent que le radical porphyrinique cationique. Il se 

peut donc que le radical ne soit pas formé dans ces deux dernières catalases car il manque un 

maillon dans la chaîne de transfert d’électron. 

  

II.4-2 Analyse des structures cristallographiques. 

 

 D’après ce qui précède, il apparaît qu’une analyse des structures est nécessaire afin de 

déterminer les microenvironnements des résidus aminés. Pour cela nous avons comparé les 

catalases suivantes dont la structure cristallographique est connue. 

Source Intermédiaire(s) Structure(s) 

BLC [Fe(IV)=O Por•+], [Fe(IV)=O Tyr•]41 7cat28 

HEC [Fe(IV)=O Por•+], [Fe(IV)=O Tyr•] f 1dgb30 

MLC [Fe(IV)=O Por•+], [Fe(IV)=O Tyr•] f , 58 1gwe18, 1gwf d,  18 

HPC [Fe(IV)=O Por•+], [Fe(IV)=O Tyr•] g 1qwl64, 2iqf e 52 

PMCa [Fe(IV)=O Por•+]41 1m85 25, 1mqf e 65, 2cag d , 57 

PVCb [Fe(IV)=O Por•+] 2iuf e 52 

HPII ndc, f 1ye9 66 

CatF ndc,f 1m7s 67 
a PMC=Proteus mirabilis catalase, b PVC=Penicillium vitale catalase, c nd= Non déterminé, d structure du 
composé II, e structure du composé I, f ce travail, g communication personnelle 
Tableau 3- 8 : Structures des catalases monofonctionnelles. 
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 L’étude de ces structures révèle qu’au niveau de l’hème de petites différences existent 

et ceci pourrait être à l’origine de la stabilisation ou non d’une espèce radicalaire. En effet, il 

apparait que la structure globale de CatF est très similaire à celles des autres catalases, mais il 

existe des différences au niveau de l’hème. Dans la structure de CatF, ainsi que dans celle de 

HPII, les positions des groupements vinyles et méthyles des cycles I et II sont inversés par 

rapports aux autres catalases. Ceci se traduit par une orientation de l’hème basculée de 180° 

par rapport aux autres catalases. En effet, les interactions entre les groupements vinyles et 

méthyles avec la protéine, comme deux points d’ancrage, définissent l’orientation de l’hème, 

donc si ces derniers sont localisés à l’inverse cela implique une orientation différente pour 

l’hème. Chez BLC, HEC, MLC HPC et PMC, qui font parties du sous-groupe III (classe III) 

défini par Klotz et coll.5, l’hème est orienté de façon à ce que l’histidine distale soit au dessus 

du cycle III, alors que dans les catalases de CatF (classe I), HPII et PVC (classe II) la même 

histidine est au dessus du cycle IV. 

 
 
 
 

BLC
HPII
CatF

BLC
HPII
CatF

BLC
HPII
CatF

BLC
HPII
CatF

 
Figure 3- 24 : Représentation des superpositions des hèmes de BLC, HPII et CatF. La numérotation des 
cycles de la porphyrine sont représentés. Le cercle rouge met en évidence la position relative des groupements 
vinyles et méthyles du cycle I (il en est de même pour le cycle II). 
 
 

Ces données peuvent être interprétées en termes d’intermédiaires formés. En effet, 

CatF et HPII sont deux des trois catalases qui ne forment pas de radical observable dans les 

conditions testées. Si le basculement de l’hème induit une forte modification des interactions 

hème-protéine alors des changements de planéarité de l’hème, des différences de stabilité 

II 

I 

III 

IV 



                                                                                                             Chapitre 3 : Les catalases. 
 

 - 165 -  

et/ou de réactivité des diverses espèces radicalaires pourraient être observés. Trois 

interprétations différentes peuvent alors être avancées :  

1) Une déstabilisation relative de l’espèce [Fe(IV)=O Por•+] élèverait le potentiel 

redox du fer et celui-ci ne serait plus capable de réagir avec l’acide peracétique, qui n’est pas 

le substrat physiologique des catalases. Cependant, en ce qui concerne CatF, cet enzyme n’est 

pas inactif vis à vis de l’acide peracétique puisque des bandes d’absorption caractéristiques du 

composé I et du composé oxoferryle, apparaissent à faible concentration.  

2) L’espèce [Fe(IV)=O Por•+] est tellement déstabilisée qu’elle devient très instable et 

se transforme rapidement en d’autres espèces (composé II ?). Cela expliquerait notamment 

l’absence de signal pour les solutions très concentrées. 

3) Tandis que le transfert d’électron intramoléculaire serait bloqué, le composé I, très 

réactif, retourne très vite à l’état natif. Des expériences de freeze-quench (mélange rapide) 

pourraient confirmer ou infirmer ces hypothèses. 

 

 Les structures cristallographiques nous renseignent également sur le nombre de 

molécules d’eau présentent dans le canal d’accès principal : six pour les catalases HPII et 

CatF, quatre pour HEC et MLC et seulement deux pour PMC. 

 

Source Intermédiaire 
Nombre de molécules d’eau dans le 

canal principal 

HPII nd 6 

CatF nd 6 

HEC [Fe(IV)=O Por•+], [Fe(IV)=O Tyr•]  4 

MLC [Fe(IV)=O Por•+], [Fe(IV)=O Tyr•]  4 

PMC [Fe(IV)=O Por•+] 2 

Tableau 3- 9 : Nombres de molécules d’eau dans le canal principal selon les catalases. 

 

Il semble donc que le nombre de molécules d’eau présent dans le canal principal peut 

être corrélé à la stabilité du radical porphyrinique. Dans le cas de PMC, le composé I est 

observé à tous les pHs et il est suffisamment stable pour qu’aucun radical tyrosyle ne soit 

détecté. Pour HEC la formation du radical tyrosyle implique que le composé I se forme mais 

il est moins stable que chez PMC, puisque réduit par transfert d’électron intramoléculaire. 

Pour MLC, la formation du radical tyrosyle est observée à bas pH, et les quatre molécules 

d’eau sont observées dans la structure réalisée à bas pH, donc dans les conditions où le radical 
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porphyrinique de MLC est moins stable. Enfin, comme on ne détecte pas l’intermédiaire 

[Fe(IV)=O Por•+] chez HPII et CatF, on peut supposer que ce dernier est très peu stable. Il 

apparaît donc que plus le nombre de molécules d’eau dans le canal principal est important 

plus la stabilité du composé I est faible.  

 

 Une autre observation révèle que la molécule d’eau qui pourrait coordinée l’atome de 

fer en tant que sixième ligand, est située différemment parmi les catalases. En effet, dans le 

cas de HPII et CatF, elle se situe à 2,39 Å et 1,99 Å respectivement du fer, la molécule d’eau 

pourrait coordiner l’atome de fer. En revanche, dans le cas de PMC, la même molécule d’eau 

se trouve à 3,46 Å du fer et cette distance passe à 4,44 Å dans le cas de la catalase humaine et 

elle ne peut en aucun cas coordiné l’atome de fer. Il apparaît, ici encore, une corrélation avec 

la stabilité du composé I formé par ces catalases. Toutefois dans le cas de la catalase de MLC, 

cette distance est de 2,4 Å, la molécule d’eau peut coordiné l’atome de fer, ce qui ne va pas 

dans le sens de la corrélation. La coordination ou non de la molécule d’eau ne semble donc 

pas influencer la stabilité de l’intermédiaire [Fe(IV)=O Por•+]. 

 

III.  CORRELATION ENTRE LA STABILITE DES INTERMEDIAIRES 

FORMES ET L ’ACTIVITE CATALYTIQUE . 

 

 En combinant les résultats obtenus en RPE et ceux de l’absorption UV-visible à basse 

température, il apparaît que toutes les catalases forment en premier lieu le radical 

porphyrinique, et seulement dans certains cas celui-ci peut évoluer vers un autre 

intermédiaire, où l’électron célibataire est porté par une espèce protéique. Ainsi, au sein des 

catalases, la stabilité relative du composé [Fe(IV)=O Por•+] varie vis à vis d’autres sites 

radicalaires potentiels. 

Afin de vérifier si la formation d’un radical protéique pouvait, d’une manière ou d’une 

autre, influencer la réactivité catalytique des protéines vis-à-vis du peroxyde d’hydrogène, 

nous avons réalisé différents tests d’activité. En supposant que le radical tyrosyle se forme 

préférentiellement avec le peroxyde d’hydrogène dans les mêmes conditions qu’avec l’acide 

peracétique nous avons fait varier la concentration en oxydant et la température (tableau 3-

10). 
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Stabilité du composé I en 

Absorption UV-visible 

Activité avec 

50mM H2O2
b 

Activité avec 

10mM H2O2
b 

Source 
Intermédiaire(s) 

observé(s) en RPE PAA  ajouté 

30 fois en 

excès 

PAA ajouté 

130 fois en 

excèsc 

T=10°C T=37°C T=10°C T=37°C 

CatF nda 10min 2min 80 800 122 000 25 700 35 700 

HPC 
[Fe(IV)=O Por•+] puis 

[Fe(IV)=O Tyr ••••] 
nda nda 84 000 77 600 28 000 36 900 

BLC 
[Fe(IV)=O Por•+] puis 

[Fe(IV)=O Tyr ••••] 
<30s 4min 94 000 108 000 33 300 30 700 

BAC 
[Fe(IV)=O Por•+] et 

[Fe(IV)=O Tyr ••••] 
30s 4min 110 000 163 000 48 000 65 200 

MLC 
[Fe(IV)=O Por•+] oud 

[Fe(IV)=O Tyr ••••] 
nda nda 145 000 202 000 50 000 43 000 

BPC [Fe(IV)=O Por•+]  30s 4min 219 000 239 000 54 600 83 500 

HEC 
[Fe(IV)=O Por•+] puis 

[Fe(IV)=O Tyr ••••] 
<30s 2min 232 000 282 000 69 700 80 600 

a nd=Non déterminé 
b en µmol H2O2. µmol hème-1. s-1. 
c Excès calculé par rapport à la quantité d’hème, PAA= Acide peracétique. 
d selon le pH. 
Tableau 3- 10 : Paramètres cinétiques observés et intermédiaires formés par les catalases. En gras : 
irrégularités dans le classement de l’activité. 
 

 La catalase la moins efficace pour la dismutation du peroxyde d’hydrogène à basse 

température est CatF. Même si à basse température, en RPE, aucun intermédiaire radicalaire 

n’est observé, en spectroscopie d’absorption UV-visible, le composé I semble être un des plus 

stables. Le basculement de l’hème implique vraisemblablement que le composé I est différent 

de celui des autres catalases, ce que nous observons effectivement au niveau de la bande à 660 

nm, qui est anormalement large. Cela pourrait expliquer sa faible réactivité par rapport au 

peroxyde d’hydrogène mais également à l’acide peracétique.  

Dans la série HPC, BLC, BAC, MLC et BPC, l’efficacité de dismutation du peroxyde 

d’hydrogène peut être corrélée à la formation de l’intermédiaire protéique. HPC et BLC, 

présentent les activités plus élevées dans cette série. Or pour ces deux catalases, le radical 

tyrosyle est formé et c’est même la seule espèce observée en RPE conventionnelle. Pour 
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observer le composé radical porphyrinique, il faut se placer à des temps très courts de réaction 

en utilisant la méthode de freeze-quench. 

BAC possède une activité catalytique plus élevée que HPC et BLC, en moyenne 

multipliée par 1,5 par rapport à BLC. Or chez cet enzyme, si le radical tyrosyle est observé, il 

l’est simultanément avec le radical porphyrinique. La stabilisation du radical porphyrinique se 

traduit donc par une augmentation de l’efficacité de la réaction de dismutation du peroxyde 

d’hydrogène. La stabilisation relative du radical porphyrinique par rapport au radical tyrosyle 

se traduit donc par une augmentation de l’efficacité de la réaction de dismutation du peroxyde 

d’hydrogène. 

La catalase la plus active suivante est MLC. Chez cette catalase, le radical tyrosyle est 

observé mais seulement à bas pH. La mesure d’activité a été menée à pH=7, c’est à dire 

lorsque seul le radical porphyrinique est présent. L’activité vis à vis du peroxyde d’hydrogène 

est alors élevée. On pourrait s’étonner qu’à faibles concentrations en peroxyde d’hydrogène, 

l’activité catalytique de MLC peut être inférieure à celle de BAC. Il faut alors se rappeler qu’à 

faibles excès d’acide peracétique, la proportion de radical tyrosyle est faible pour BAC (voir 

II. 2.4.). 

Enfin la catalase de BPC, qui forme uniquement le radical porphyrinique, possède une 

activité catalytique des plus élevées.  

 

Si on considère uniquement cette série de catalases, il apparaît que les catalases, qui 

forment uniquement le radical porphyrinique, possèdent les activités catalytiques les plus 

importantes, alors que les catalases qui sont capables de former, via un transfert d’électron 

intramoléculaire, un radical tyrosyle voient leurs activités diminuées. Ceci s’explique 

aisément si on considère le schéma réactionnel 3-1 : la formation du radical tyrosyle y est en 

compétition avec la réaction du peroxyde d’hydrogène. Ce schéma réactionnel suppose donc 

que l’intermédiaire protéique ne réagit pas avec le peroxyde d’hydrogène. Dans ce cas, la 

formation du radical tyrosyle implique une diminution de la concentration en radical 

porphyrinique et donc également de l’efficacité enzymatique, puisque [Fe(IV)=O Tyr•] est 

inactif vis à vis du peroxyde d’hydrogène. 
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Cycle pour les catalases qui 
forment le radical tyrosyle.

Transfert
intramoléculaire

d’un e-

Intermédiaire protéique

[Fe(III) Tyr ••••]

H2O, O2
H2O2

H2O2 H2O

Enzyme natif

[Fe(III)]

Composé I

[Fe(IV)=O Por•+]

Composé II

[Fe(IV)=O]

Cycle pour les catalases qui 
forment le radical tyrosyle.

Transfert
intramoléculaire

d’un e-

Intermédiaire protéique

[Fe(III) Tyr ••••]

H2O, O2
H2O2

H2O2 H2O

Enzyme natif

[Fe(III)]

Composé I

[Fe(IV)=O Por•+]

Composé II

[Fe(IV)=O]

 
Schéma 3- 1 : Mécanismes catalytiques des catalases. A gauche, cycle classique. A droite, formation d’un 
radical protéique au cours du cycle. 
 

A première vue, le cas de la catalase humaine semble en désaccord avec la corrélation 

proposée. En effet, dans HEC et BLC, on peut observer la formation des deux radicaux : le 

composé I [Fe(IV)=O Por•+] et le composé [Fe(IV)=O Tyr•], et d’après la spectroscopie 

d’absorption UV-visible, le radical porphyrinique possède, dans les deux conditions d’excès 

en acide peracétique, la même durée de vie. Et pourtant, l’activité de la catalase humaine vis-

à-vis du peroxyde d’hydrogène est 2,5 fois plus importante que celle de la BLC.  

Il faut alors s’intéresser plus particulièrement à la proportion de radical sous sa forme 

a priori active (c’est à dire le radical tyrosyle) pour proposer une explication cohérente. 

 
Figure 3- 25 : Rendement en radical porphyryle en fonction du temps de réaction pour les catalases 
humaine (point noir) et bovine (point rouge). 
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 Au temps t=0s aucun radical n’est détecté. D’après la figure 3-25, il apparaît que chez 

HEC, pour des temps inférieurs à 2 min, la proportion d’enzyme sous forme active est 

significativement plus importante que chez BLC. Au delà de 2 min, ces proportions 

deviennent identiques mais il très vraisemblable que pour des catalyseurs aussi efficaces que 

les catalases, le comportement après un tel temps de réaction n’ait plus qu’une influence 

négligeable sur l’activité, car tout le peroxyde d’hydrogène est d’ores et déjà consommé. On 

retrouve alors le cas de la corrélation : l’espèce [Fe(IV)=O Por•+] étant la seule espèce active 

vis à vis du peroxyde d’hydrogène, plus sa concentration est importante, plus l’activité de 

l’enzyme est élevée. 

 On peut également remarquer que même après des temps relativement longs (2000s) ; 

l’enzyme n’est pas entièrement retourné sous sa forme native. Cela peut être dû au fait qu’une 

partie de l’enzyme soit dégradée. 

 

IV.  VERS UNE ACTIVITE PEROXYDASIQUE DES CATALASES  ? 

 

 Le radical tyrosyle, éventuellement formé, a-t-il une utilité, notamment catalytique, ou 

n’est-il qu’un produit dérivé ? Le radical tyrosyle est formé à la suite du radical 

porphyrinique, mais bien que ce dernier ait un temps de vie très court, le turn-over d’un 

enzyme comme la BLC vis-à-vis du peroxyde d’hydrogène est tellement élevé, qu’il est fort 

peu probable que le radical tyrosyle puisse jouer un rôle dans la fonction catalytique des 

catalases. Par contre, cet intermédiaire protéique pourrait jouer un rôle dans une activité type 

peroxydase. En effet, il a été démontré que dans le cas de la CcP, c’est le radical 

tryptophanyle qui réagit spécifiquement avec le ferrocytochrome c. De même dans le cas des 

catalase-peroxydases, Singh et coll. ont montré que l’intermédiaire tryptophanyle formé par la 

KatG de M. tuberculosis réagit spécifiquement avec l’isoniazide73. 

 Pour tester ce type d’activité nous avons choisi un substrat couramment utilisé dans les 

tests d’activité peroxydasique, l’acide 2,2’-azino-bis(3-éthylbenzthiazoline-6-sulfonique) ou 

ABTS (schéma 3-2). 

-

-

-

-
 

Schéma 3- 2 : Formule semi-développée de la molécule d’ABTS. 
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 Cette molécule est fréquemment utilisée comme co-substrat avec le peroxyde 

d’hydrogène pour les peroxydases. La forme radicalaire (oxydée) de ce composé a une 

couleur différente de la forme réduite. La cinétique de sa formation peut donc être suivie en 

spectrophotométrie d’absorption UV-visible. 

 

 Comme pour les catalases, nous avons utilisé l’acide peracétique comme oxydant et 

non pas le peroxyde d’hydrogène, nous avons mesuré l’activité peroxydasique des catalases 

vis-à-vis de l’ABTS, ainsi que celle d’une catalase-peroxydase (BpKatG) et une peroxydase 

monofonctionnelle, la peroxydase de raifort (HRP), dans les mêmes conditions (tableau 3-

11) : 

 

Protéine Intermédiaire(s) formé(s) Substrats 
Activité 

(mM ABTS. min -1. µM 

hème-1) 

CatF nda PAAb+ABTS 0,2±0,01 

BPC [Fe(IV)=O Por•+] PAAb+ABTS 0,47±0,06 

HEC [Fe(IV)=O Por•+] puis [Fe(IV)=O Tyr•] PAAb+ABTS 0,51±0,07 

BLC [Fe(IV)=O Por•+] puis [Fe(IV)=O Tyr•] PAAb+ABTS 1,31±0,15 

BpKatG [Fe(IV)=O Por•+] puis [Fe(IV)=O Trp•+], 

[Fe(IV)=O Trp•], [Fe(IV)=O Tyr•] 
PAAb+ABTS 3,42±0,42 

HRP [Fe(IV)=O Por•+] PAAb+ABTS 5,5±0,09 
a nd=Non déterminé 
b PAA= Acide peracétique 
Tableau 3- 11 : Activité peroxydase pour les catalases monofonctionnelles de P. syringae, de B. pertussis, 
humaine et bovine en utilisant l’acide peracétique et l’ABTS comme substrats. Pour comparaison les 
valeurs de l’activité peroxydase dans les mêmes conditions de la peroxydase bifonctionnelle de B. pseudomallei 
et de la peroxydase monofonctionnelle de raifort sont données. 
 

 Hormis la catalase bovine, les activités mesurées sont trop faibles pour considérer que 

les autres catalases peuvent agir en tant que peroxydase. L’activité de BLC, déjà observée, par 

Baker et coll.42, bien que 4 et 2,6 fois inférieure à celle d’une peroxydase monofonctionnelle 

et à celle d’une peroxydase bi-fonctionnelle respectivement, ne peut pas être négligée.  

 

Une hypothèse élégante pour expliquer l’activité peroxydasique ou non des catalases 

serait la suivante : c’est le radical tyrosyle qui réagirait avec l’ABTS et parallèlement les 

catalases les plus performantes en tant que peroxydase seraient celles dont l’activité de type 

catalase serait moindre, comme si d’avoir étendu leur spectre de substrats leur avait fait perdre 
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en efficacité. L’exemple de BPC est en accord avec cette théorie. En effet, celle-ci, qui forme 

uniquement le radical porphyrinique cationique, est une des catalases les plus efficaces pour 

la dismutation du peroxyde d’hydrogène mais ne possède pas d’activité peroxydasique 

notable, du moins dans les conditions utilisées en spectrophotométrie d’absorption 

électronique UV-visible. On remarque également que la BLC, capable de réagir comme une 

peroxydase, n’est pas une des catalases les plus efficaces. 

 

Toutefois, si on suppose que le radical tyrosyle est l’intermédiaire réactif vis-à-vis de 

l’ABTS, une première contradiction apparaît. En effet, la catalase humaine forme également 

un tel radical mais ne présente aucune activité peroxydasique. De plus, ce radical est 

vraisemblablement très proche de celui formé chez BLC 63 : d’après l’analyse de séquences et 

de structure, ces deux radicaux seraient situés sur le même résidu tyrosine et d’après la RPE à 

champ intense, ils posséderaient le même environnement électrostatique. Comment ces deux 

radicaux, a priori proches dans leurs propriétés, pourraient dans un cas être réactif et dans 

l’autre inactif ? 

 Pour mieux comprendre l’activité de la BLC vis-à-vis de l’ABTS, nous avons alors 

cherché à déterminer les paramètres cinétiques (figure 3-26) de cette réaction. 

 

 

Substrat 
Km (mM) 

observée 
Vmax

b 

ABTS 0,15±0,02 1516,8±16 

H2O2
a 93 1,08*107 

a: Données tirées de la référence de Switala et 
coll. 2002 36 
b: Vmax en µmol substrat. min-1.µmol Hème-1. 

Figure 3- 26 : Détermination des paramètres cinétiques de la réaction de la catalase de foie de bœuf avec 
l’ABTS et comparaison de ces paramètres avec ceux obtenus avec le peroxyde d’hydrogène. 
 

La détermination de la constante Km montre que la BLC possède une grande affinité 

pour l’ABTS, plus grande que celle pour le peroxyde d’hydrogène, puisque la constante Km 

avec l’ABTS est 600 fois plus faible que celle avec le peroxyde d’hydrogène. Par contre, bien 
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que l’ABTS se lie fortement à la BLC, la réaction entre eux n’est pas très efficace. En 

comparaison, la réaction de la BLC avec le peroxyde d’hydrogène est 7000 fois plus rapide 

que celle avec l’ABTS. Finalement, l’ABTS se révèle un substrat médiocre pour la BLC. 

 

Afin de vérifier la réactivité du radical tyrosyle vis-à-vis de l’ABTS nous avons étudié 

cette réaction par spectroscopie de Résonance Paramagnétique Electronique. Nous avons suivi 

cette réaction entre l’ABTS et deux catalases, une qui forme le radical tyrosyle (BLC) et une 

qui ne le forme pas (BPC). 
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Figure 3- 28 : Réaction entre les catalases et l’ABTS suivie par spectroscopie RPE à 9 GHz. En haut : 
Spectres enregistrés à 4K. En Bas : Spectres enregistrés à 40K. En encadré A : Signal de la partie ferrique 
des spectres après réaction. En encadré B : Agrandissement de la partie en g=2 des spectres. 
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 La figure 3-28 représente les spectres RPE à 9 GHz des enzymes pré-incubés avec 

l’ABTS, en proportions équimolaires, puis l’acide peracétique est ajouté 30 fois en excès 

(spectres rouges). Les spectres noirs correspondent aux témoins (i.e sans l’ABTS). En 

présence d’ABTS, la catalase BPC forme un signal étroit très différent de celui du contrôle à 

4K. Ce signal ne correspond donc pas au composé I. Il s’agirait d’un radical organique, sans 

interaction magnétique avec le fer qui représente jusqu’à 80 % de toutes les espèces 

radicalaires, tandis que le composé I, lui, n’en représente que 18 % (figure 3-28 Encadré A). 

Dans ce cas, le spectre entre les deux échantillons ne présente pas de différences majeures 

hormis l’intensité du signal, qui est deux fois plus importante en présence d’ABTS. Notons 

également que la conversion du signal ferrique entre pour BPC et BLC (figure 3-28 encadré 

A) est similaire avec et sans ABTS et le rendement total en radical est d’environ 80%. 

A 40K, pour BPC, en absence d’ABTS, on observe, comme attendu, aucun signal 

puisque chez cet enzyme seul le composé [Fe(IV)=O Por•+] est formé (voir partie II). En 

présence d’ABTS, un radical étroit de 9 G est détecté. Avec la BLC, on observe également ce 

signal étroit de 9 G, mais la forme de ce dernier est légèrement différente que celle du signal 

obtenu avec BPC. Des épaulements de part et d’autre de g=2,004 sont superposables au 

spectre du radical tyrosyle. Cette observation laisse supposer que le spectre observé avec la 

BLC correspond à l’addition de deux signaux. Effectivement, lorsque que l’on soustrait au 

signal de BLC le signal obtenu avec BPC (spectre bleu), un spectre superposable à celui du 

radical tyrosyle apparaît. Le spectre rouge de la figure 3-28, correspond donc à la 

superposition d’un signal dû au radical tyrosyle et d’un autre dû au radical de l’ABTS. 

D’une part, on peut donc constater que dans les conditions utilisées pour les 

expériences RPE contrairement à celles de l’absorption UV-visible, BPC présente une activité 

peroxydasique, puisqu’elle oxyde l’ABTS. D’autre part, il semble clair que ce n’est pas le 

radical tyrosyle mais le radical porphyrinique cationique qui réagisse avec l’ABTS. Chez 

BLC, on observe simultanément le radical tyrosyle et le radical issu de l’ABTS. La réaction 

entre l’ABTS et le radical porphyrinique semble donc être en compétition avec le transfert 

d’électron intramoléculaire, responsable de la formation du radical tyrosyle.  
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Figure 3- 29 : Effet de l’excès d’ABTS sur le spectre RPE à 9 GHz de la catalase de foie de boeuf 
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Schéma 3- 3 : Etape de la réaction d’oxydation de l’ABTS par les catalases. 
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Si l’ABTS est deux fois en excès par rapport à la concentration en hème, on ne détecte 

plus chez BLC (encore une fois par soustraction avec le signal obtenu avec BPC) le radical 

tyrosyle (figure 3-29). Un excès en ABTS favorise donc bien la réaction de formation du 

radical ABTS par rapport au transfert d’électron intramoléculaire, comme attendu pour des 

réactions concurrentes. 

Cependant, un excès de deux fois n’est pas si important et il est assez remarquable que 

l’oxydation de l’ABTS soit autant favorisée par rapport à la formation du radical tyrosyle. 

 

Pour expliquer ce résultat, on peut modéliser l’oxydation de l’ABTS comme un 

processus en plusieurs étapes : fixation de l’ABTS sur l’enzyme ; formation du radical 

porphyrinique puis oxydation d’une molécule d’ABTS (schéma 3-3) 

 

Afin de comparer les vitesses relatives des deux réactions, mais également pour 

estimer l’importance de la fixation de l’ABTS à l’enzyme, nous avons introduit les réactifs 

dans un ordre différent (figure 3-30) : 

1) La BLC est tout d’abord pré-incubée avec l’ABTS avant que l’acide 

peracétique ne soit ajouté. 

2) A l’inverse : l’enzyme est mélangé avec l’acide peracétique suffisamment 

longtemps (2s) pour que le radical porphyrinique ait évolué vers le radical 

tyrosyle avant l’ajout de l’ABTS. 

3) L’acide peracétique et l’ABTS sont introduits en même temps mais ils ne 

sont pas mélangés entre eux. 
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Figure 3- 30 : Effet des conditions de mélange sur le rendement en radical ABTS. (A) La BLC est pré-
incubée avec l’ABTS et l’acide peracétique est ajouté ensuite. La réaction est réalisée dans la glace et stoppée 
par immersion dans l’azote liquide après 10s de ‘mélange actif’. (B) : La BLC est mélangé pendant deux 
secondes avec l’acide peracétique puis l’ABTS est ajouté. (C) : L’acide peracétique et l’ABTS sont 
introduits en même temps mais ne sont pas pré-mélangés. 
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 Dans les conditions de l’expérience 2, le signal du radical tyrosyle prédomine 

largement et l’ABTS est oxydé dans de très faibles proportions (rendement de 6 %). Cela 

signifie que l’évolution du radical porphyrinique vers le radical tyrosyle n’est pas réversible, 

la formation d’ABTS oxydé étant due à la présence de composé I dont on ne peut s’affranchir 

totalement à cause du grand excès en acide peracétique.  

Il semblerait que le transfert d’électron entre la tyrosine et la porphyrine soit plus lent 

que l’oxydation de l’ABTS mais plus rapide que la fixation de l’ABTS à l’enzyme. En effet, 

nous avons vu (figure 3-29) que lorsque l’ABTS est déjà fixé à l’enzyme son oxydation est 

tellement plus rapide que la formation du radical tyrosyle que celui-ci n’est pas du tout 

détecté. Dans l’expérience 1 (figure 3-30), on montre également que le radical de l’ABTS 

oxydé est stable puisque après 30s dans la glace, le signal est le même qu’après 10s. Après 

10s de mélange, la réaction entre la BLC et l’ABTS est donc terminée. 

 En revanche, dans les conditions de l’expérience 3, seul le radical tyrosyle et non celui 

issu de l’oxydation de l’ABTS est observé, ce qui s’explique aisément par une étape de 

fixation de l’ABTS à l’enzyme lente. 

D’après la valeur de Km, l’ABTS se lie fortement à la BLC. Or L’ABTS est une grosse 

molécule et comme nous l’avons précisé dans la première partie de ce chapitre, le canal 

d’accès menant à l’hème est en forme d’entonnoir et est très étroit. Il est donc très improbable 

que la molécule d’ABTS se fixe près de l’hème. D’ailleurs le spectre RPE du signal ferrique 

lorsque l’enzyme est pré-incubé avec l’ABTS est tout à fait superposable à celui ou il n’y a 

pas d’ABTS dans le milieu, montrant ainsi que l’ABTS ne se lie pas près de l’atome de fer.  

 

 
Figure 3- 27 : Signal ferrique de la catalase de foie de bœuf pré-incubée ou non avec l’ABTS à deux pHs 
différents. 
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La caractérisation par spectroscopie RPE de la réaction entre la BLC et l’ABTS a 

montré que le radical tyrosyle n’est pas impliqué dans cette réaction et que la réaction est 

réalisée via l’intermédiaire [Fe(IV)=O Por•+]. Le site de fixation de l’ABTS n’est cependant 

pas connu. L’ABTS se lie vraisemblablement en surface et réagit avec le radical 

porphyrinique par transfert d’électron. Cependant le mécanisme de réaction et même l’état de 

protonation exacte du radical ABTS ne sont pas connus. 

 

 Il apparait donc que l’ABTS n’est pas un substrat spécifique du radical tyrosyle. Mais 

ce radical ne peut être considéré uniquement comme un sous-produit parasite aux vues, par 

exemple, du rendement de sa formation. Des recherches sont encore en cours pour déterminer 

d’autres éventuels substrats du radical tyrosyle. 
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CONCLUSIONS 
  

La formation d’un radical tyrosyle dans d’autres catalases que la BLC n’est pas tout à 

fait inattendue. Dans notre étude comparative portant sur neuf catalases provenant de sources 

différentes, quatre sont capables de stabiliser un intermédiaire tyrosyle. Les facteurs 

influençant la formation et la stabilisation de cette espèce ne sont cependant pas les mêmes 

pour toutes les catalases. Deux points nous semblent particulièrement importants.  

D’une part la formation du radical tyrosyle au sein des catalases ne dépend pas de la 

source de celle-ci. En effet, la BLC est une catalase de mammifère tandis que MLC est une 

catalase de bactérie et toutes deux forment néanmoins un radical tyrosyle. De plus, il apparaît 

que l’alignement de séquence n’est pas un critère suffisant pour expliquer la formation ou non 

d’un radical protéique. Ce qu’il faut considérer, c’est l’environnement électrostatique des 

radicaux tyrosyles, imposé par le repliement de la protéine. Il apparaît que cet environnement, 

essentiellement électropositif, est conservé parmi les catalases qui forment un radical tyrosyle.  

D’autre part, alors que les catalases possèdent une vingtaine de résidus tyrosine, le 

radical ne se forme que sur une seule tyrosine spécifiquement. Le mécanisme de stabilisation 

de l’intermédiaire radicalaire sur le résidu spécifique reste cependant inconnu. La formation 

du radical tyrosyle dans le cas des catalases est réalisée par un transfert d’électron 

intramoléculaire, comme il l’a été démontré dans les peroxydases telles que la CcP. Se 

pourrait-il que les catalases et les peroxydases puissent réagir de la même manière ? Pour les 

catalases, la formation d’un intermédiaire, autre que le composé I, n’est pas nécessaire pour la 

dismutation du peroxyde d’hydrogène mais elle pourrait être impliquée dans l’oxydation de 

substrats, qu’il reste à déterminer. En revanche, dans le cas des peroxydases, étant donné que 

chaque enzyme possède un substrat spécifique, la formation d’un intermédiaire radicalaire 

protéique alternatif est importante. En effet, le potentiel redox d’un radical protéique peut être 

modulé par son environnement et grâce à l’existence de cet autre site l’accès du substrat à 

l’hème n’est pas nécessaire. Ainsi, la peroxydase de lignine forme un radical tryptophanyle à 

sa surface, qui participerait à l’oxydation de l’alcool veratrylique74,75, 76. 

 

Puisque les catalases et les peroxydases forment le même type d’intermédiaire, il est 

envisageable que ces deux familles d’enzymes aient évoluées à partir d’un ancêtre commun. 

Les différences structurales des catalases et des peroxydases se situent au niveau de 

l’accessibilité à l’hème. Dans les catalases, l’étroitesse du canal menant à l’hème, impliquerait 

que les substrats, autres que le peroxyde d’hydrogène ne puissent pas l’atteindre 30,77. Il a 
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également été proposé que la différence de mécanisme entre les peroxydases et les catalases 

soit due à la présence ou non d’une molécule d’eau dans le site actif78. Cependant si l’on 

considère la formation des radicaux protéiques pendant le cycle catalytique de ces protéines, 

ces deux hypothèses ne tiennent plus puisqu’il n’est pas alors nécessaire au substrat 

d’atteindre l’hème. Il apparaît que les catalase-peroxydases (voir chapitre suivant), qui 

possèdent une activité catalatique et également une activité peroxydasique, forment le 

composé I mais également des radicaux protéiques79,80. Les catalase-peroxydases pourraient 

donc être l’ancêtre commun des catalases et des peroxydases. 
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INTRODUCTION  
 

A. LES CATALASE-PEROXYDASES. 
 

 Les catalase-peroxydases, également appelées KatGs d’après le gène codant pour ces 

protéines, sont présentes chez les bactéries, les archaebactéries et quelques champignons. En 

1992, Zhang et coll.1 ont démontré que la résistance à l’isoniazide, l’un des quatre 

antibiotiques utilisés dans le traitement de la tuberculose, était due à des mutations du gène 

katG codant pour la catalase-peroxydase de M. tuberculosis.  

Tandis qu’en 1979 Claiborn et Fridovich2 ont rapporté l’existence d’une peroxydase 

chez Escherichia coli, il aura fallu attendre dix ans pour que Loewen et coll.3 démontrent que 

cet enzyme possèdait une activité catalasique, bien que celui-ci ne présente aucune similarité 

de séquence avec la catalase HPII d’E. coli. En revanche, la séquence de cet enzyme possède 

de grandes similarités avec les celles des peroxydases à hème de plantes, l’ascorbate 

peroxydase et la cytochrome c peroxydase. 

Les essais de cristallisation de la catalase-peroxydase d’E. coli aussi bien que ceux de 

la catalase-peroxydase de M. tuberculosis par un groupe de l’institut Pasteur échouèrent 

pendant environ dix ans. La première structure cristallographique fut finalement obtenue en 

2001 par Yamada et coll.4 avec la catalase-peroxydase de H.marismortui, bactérie halophile. 

Peu après, l’équipe du professeur Loewen5,6 a déterminé la structure cristallographique de la 

catalase-peroxydase de B. pseudomallei. Dans le but d’utiliser la catalase-peroxydase de B. 

pseudomallei (BpKatG), comme un cas d’étude, pour comprendre le rôle des radicaux 

protéiques dans les peroxydases et les catalases à hème, nous avons entamé une collaboration 

avec l’équipe du professeur Loewen. 
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I.  BPKATG: STRUCTURE CRISTALLOGRAPHIQUE ET PROPRIETES . 

 

I.1-STRUCTURE GLOBALE. 

 

 Les quatre structures cristallographiques disponibles7,6,8,9 montrent que les catalase-

peroxydases sont des homodimères dont chaque sous-unité est constituée de deux domaines. 

Malgré leur très grande homologie, attribuée à une duplication de gène10, seul un de ces 

domaines peut accueillir le cofacteur héminique (figure 4-1). 

 
Figure 4- 1 : Structure de la catalase-peroxydase de B pseudomallei. Chaque sous-unité est représentée 
dans une couleur différente et les hèmes sont mis en évidence en rouge.D’après Carpena6. Numéro PDB : 
1MWV. 
 
 Le centre actif des catalase-peroxydases est constitué d’une protoporphyrine IX de fer. 

Dans la partie distale, les résidus essentiels pour la catalyse chez les peroxydases de 

plantes4,6,11,8, l’arginine et l’histidine, sont conservés chez les KatGs. Du côté proximal, le 
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cinquième ligand de l’atome de fer héminique est une histidine reliée par liaison hydrogène à 

un aspartate et un à tryptophane comme observé dans chez la CcP (figure 4-2).  
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Figure 4- 2 : Superposition des parties N-terminales de la catalase-peroxydase de B. pseudmallei (en gris) 
et de la CcP (en cyan) ainsi que des résidus essentiels conservés des parties distale et proximale. Numéro 
PDB de BpKAtG : 1MWV ; Numéro PDB de CcP : 1ZBY. 
 

Si le site actif de BpKatG ressemble globalement à celui de la CcP, dans le détail il existe des 

différences significatives au niveau de l’environnement de l’hème qui confèrent leur 

spécificité aux catalase-peroxydases. 
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Figure 4- 3 : Superposition des structures de la catalase-peroxydase de B. pseudomallei (gris) et de la 
cytochrome c peroxydase (cyan). Les insertions présentent dans la structure de BpKatG sont mises en 
évidence par des couleurs : le ‘short stretch’ est en vert, la large boucle 1 est en jaune, la boucle 2 en 
magenta et la boucle 3 en orange. Numéro PDB : 1MWV. 
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I.2-PRESENCE DE TROIS LARGES BOUCLES ET D’UN ‘SHORT STRECH’  DANS 

LA REGION CATALYTIQUE. 

 

 L’arrangement des éléments de structure secondaire des KatGs est très similaire à 

celui de la CcP12 et de l’ascorbate peroxydase (APX)13 qui appartiennent à la superfamille des 

peroxydases de classe I. Cependant, les KatGs possèdent des particularités, incluant une 

extension dans la partie N-terminale, un ‘short stretch’ et trois grandes boucles (LL1, LL2, 

LL3). Toutes ces insertions sont à la surface des protéines (figure 4-3). 

 

 Le ‘short stretch’ est formé par les résidus 91-102 (numérotation BpKatG). Ce ‘short 

stretch’ est très conservé (>95 %) parmi les KatGs. Notre groupe14,15 a démontré que le site 

unique de formation du radical tryptophanyle chez SyKatG est localisé sur le résidu 95 

(numéroté 106 chez Synechocystis) qui appartient au ‘short stretch’. Ce résidu est lié au site 

actif via un réseau de liaisons hydrogène, qui est primordial pour l’activité catalasique. Nous 

avons également démontré que la déplétion de ce ‘short stretch’ implique d’importants 

réarrangements au niveau de l’environnement de l’hème, puisque le spectre RPE de l’enzyme 

natif caractéristique d’un Fe(III) spin fort est transformé en spectre correspondant à un Fe(III) 

spin faible en absence du ‘short stretch’. Cette insertion a donc un rôle crucial dans la 

géométrie de l’environnement de l’hème qui permet l’accès du peroxyde d’hydrogène au site 

actif. 

 

La première boucle est localisée de la position 199 à 240 dans BpKatG (41 résidus). 

Dans les autres catalase-peroxydases, elle est formée de 36 à 43 résidus. Elle est située entre 

les domaines catalytiques distal et proximal. La deuxième boucle se localise aux positions 

289-323. Elle est formée de 35 ou 36 résidus et est conservée chez les KatGs. Cette boucle 2 

correspond au site de fixation du cytochrome c dans la CcP. La troisième boucle est localisée 

au niveau des résidus 346-379. Cette troisième boucle n’est pas conservée chez toutes les 

KatGs. Il est intéressant de remarquer que chez la CcP il existe une boucle similaire, plus 

courte, à cette position. 

 

 La conservation des boucles LL1 et LL2, ainsi que du ‘short stretch’ distal suggèrent 

que ces particularités structurales des catalase-peroxydases sont primordiales pour leurs 

activités16. 
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Figure 4- 4 : Canal d’accès menant au site actif de HmKatG. La région en rouge est accessible au solvant et 
la surface pointant vers l’intérieur de la protéine est en bleu. Avec la numérotation de BpKatG : 
Ser324↔Ser305, Arg108↔Arg92 ; His112↔His96, Asp141↔Asp125. D’après Yamada 20027 
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I.3-LE CANAL D’ACCES DES SUBSTRATS. 

 

 L’analyse des structures cristallographiques de HmKatG7, de BpKatG6, de 

Synechococcus11 et MtKatG8, a révélé plusieurs particularités des KatGs par rapport aux 

peroxydases monofonctionnelles. Ces particularités se sont avérées essentielles pour l’accès 

du substrat au site d’actif.  

 

 Le canal principal d’accès des substrats, ainsi que du peroxyde d’hydrogène, est en 

forme d’entonnoir et est positionné comme celui des peroxydases mais en plus long et plus 

contraint6 (figure 4-4). Ce canal est plus étroit au niveau des résidus Ser324 et Asp141, à 

environ 14 Å de l’atome de fer héminique. Grâce à la portion contrainte du canal d’accès, le 

peroxyde d’hydrogène entre dans la cavité distale de BpKatG en étant directement en contact 

avec les résidus Arg109, Trp111 et His112 et conduit à la formation du composé      

[Fe(IV)=O Por•+], nécessaire aux réactions de type catalase et peroxydase6. Si le canal d’accès 

des KatGs est plus contraint que celui des peroxydases, il ne l’est pas autant que celui des 

catalases monofonctionnelles. Comme pour les catalases, deux résidus acides sont présents 

dans le canal d’accès, le Glu242 à l’entrée du canal et l’Asp141. Notre équipe a démontré que 

la mutation de l’Asp141 diminue de façon significative l’activité catalasique de BpKatG, par 

contre le double mutant D141A/R108A restaure cette activité à un niveau pratiquement égal à 

celui de l’enzyme natif. Il est proposé que l’Asp141 et l’Arg108 favorisent l’activité 

catalasique en créant un autre site de fixation, différent de celui entre l’Arg108 et l’His112, 

pour le peroxyde d’hydrogène. La fixation du peroxyde d’hydrogène à l’Asp141 et l’Arg108 

contrôle l’accès au site actif et module la réaction catalasique. 

 

 La plupart des peroxydases possède un deuxième canal d’accès à l’hème, 

approximativement dans le plan de ce dernier, mais ce canal n’a pas d’équivalent chez les 

KatGs, car il est bloqué par la présence des boucles. Cependant, un second canal en forme 

d’entonnoir menant à une cavité au centre de BpKatG a été identifié6. Ce second canal fournit 

un accès direct au centre de la protéine et à une région qui englobe deux autres particularités 

structurales des KatGs : la chaîne latérale du résidu Arg426 qui peut exister sous deux 

conformations (voir au verso) et le site de fixation potentiel des substrats. 
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I.4-L’ ADDUIT TRP(111)-TYR(238)-MET(264) ET LA CONFORMATION DE 

L’ARG426 

 

 Comme nous l’avons décrit dans le premier chapitre, il existe au sein des 

métalloprotéines des modifications covalentes post-traductionnelles, telles que la liaison Tyr-

His dans la cytochrome c oxydase17,18,19 ou la liaison Tyr-His dans la galactose oxydase20, qui 

sont directement reliées à la fonction enzymatique. Chez les catalase-peroxydases, deux 

liaisons covalentes entre les chaînes latérales de trois résidus du côté distal de l’hème le 

Trp111, la Tyr238 et la Met264 ont été observées. Il est à noter qu’aucun autre adduit de trois 

résidus n’a été détecté dans d’autres protéines. Cet adduit est présent dans les quatre structures 

résolues des KatGs. Les liaisons covalentes impliquent le cycle indole du Trp111 et l’atome 

de soufre de la Met264 qui lient la Tyr238 aux deux positions ortho21.  

Tyr238

Met264

Trp111

Arg426

Hème

Tyr238

Met264

Trp111

Arg426

Hème

R

Y

Tyr238

Met264

Trp111

Arg426

Hème

Tyr238

Met264

Trp111

Arg426

Hème

R

Y

 
Figure 4- 5 : Représentation de la modification covalente conduisant à la formation de l’adduit entre 
Trp111-Tyr238-Met264 (en rouge) ainsi que des deux conformations (R et Y) possibles de l’Arg426 (en 
violet). La numérotation correspond à celle de BpKatG. D’après Carpena 2005 et 200626,27. Numéro PDB : 
2FXG. 
 

Basé sur le fait qu’il est essentiel pour l’activité catalasique de BpKatG et 

MtKatG21,22,23,24,25, l’adduit Met-Tyr-Trp est proposé comme étant une caractéristique 

commune à toutes les catalase-peroxydases,. Les peroxydases monofonctionnelles ne forment 
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pas cet adduit car les résidus tyrosine et méthionine n’y sont pas conservés et le Trp111 n’est 

présent que dans la CcP. Dans les autres peroxydases monofonctionnelles, ce tryptophane est 

remplacé par une phénylalanine. 

 

Cette modification a été également observée par spectrométrie de masse chez 

BpKatG21 et chez MtKatG24,23. Nos collaborateurs ont démontré que l’adduit entre les trois 

résidus est présent en solution. L’analyse des peptides issus de la digestion de BpKatG a 

également démontré que certains fragments ne présentent que la liaison entre la tyrosine et le 

tryptophane distal. La même expérience réalisée avec le mutant W111F révèle que l’adduit 

n’y est pas présent. Ceci se traduit par une perte de l’activité catalasique. Avec des mutants de 

la méthionine, la liaison covalente entre le tryptophane et la tyrosine est toujours présente, 

alors que dans les mutants de la tyrosine, l’adduit n’est pas présent. La présence du 

tryptophane et de la tyrosine sont donc nécessaires à la formation de l’adduit, alors que la 

mutation de la méthionine n’empêche pas la formation de l’adduit Trp-Tyr. La formation de 

l’adduit est donc séquentielle : dans un premier temps la liaison entre le tryptophane et la 

tyrosine s’établit, puis dans un deuxième temps la méthionine se lie à l’adduit Trp-Tyr. 

 

Ortiz de Montellano et coll.24 ont surexprimé l’apo-MtKatG dans laquelle ils ont 

réintroduit l’hème en absence de peroxyde. Ils obtiennent alors une protéine sans adduit. Chez 

cette dernière, par réaction avec le peroxyde, le composé [Fe(IV)=O Por•+] conduit à 

l’oxydation des résidus tyrosine et tryptophane distaux en radicaux. Ces deux radicaux 

réagissent entre eux pour former la liaison covalente entre le tryptophane et la tyrosine. Dans 

le cycle suivant, la formation du composé I résulte en l’oxydation de l’adduit Trp-Tyr et 

permet l’attaque nucléophile de l’atome de soufre de la méthionine sur l’adduit. La 

conséquence de cette réaction est la formation de l’adduit final Trp-Tyr-Met. 

 

Notre équipe a récemment26,27 démontré que le pH induit des changements dans la 

structure du site actif de BpKatG qui pourraient jouer un rôle clé dans la modulation des 

différentes activités des KatGs. Nous avons également démontré que l’Arg426, conservée 

parmi les KatGs, pouvait agir comme un interrupteur moléculaire en oscillant entre deux 

conformations, R et Y (figure 4-5). Dans la conformation Y, l’Arg426 est en interaction 

ionique avec la Tyr238 via son groupement guanidinium. Par contre dans la conformation R, 

cette interaction avec l’adduit n’est pas possible. Notre groupe a clairement établi une 

corrélation entre le pH de cristallisation et la proportion d’arginine en conformation Y. A 
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pH=8,5, pratiquement 100 % des Arg426 sont dans la conformation Y contre moins de 5 % à 

pH=4,5. 

Ce changement de positionnement de la chaîne latérale de l’Arg426 et surtout son 

interaction avec l’adduit explique en partie le profil d’activité des KatGs. A pH=4,5, 

l’arginine est majoritairement sous conformation R, c'est-à-dire qu’elle n’interagit pas avec la 

Tyr238. Ainsi la charge négative du tyrosinate peut être délocalisée sur l’hème favorisant la 

formation de l’oxoferryle et la réaction peroxydasique. Lorsque les proportions d’Arg426 en 

conformation R et en Y sont identiques (pH=6,5), la formation et la réduction de l’oxoferryle 

par le peroxyde d’hydrogène sont favorisées l’une comme l’autre, ce qui est nécessaire pour 

l’activité catalasique. A pH=8,5, l’arginine est en conformation Y, c’est à dire en interaction 

électrostatique avec la Tyr238. Cette interaction permet de diminuer la densité électronique au 

niveau de l’hème et de l’adduit ce qui favorise la réduction de la modification perhydroxy du 

Trp111, comme cela est observé dans l’activité NADH-oxydasique. 

 

I.5-MODIFICATION DU TRP111 DE BPKATG. 

  

En 2005, notre équipe28,27 a mis en évidence l’existence d’une densité électronique 

supplémentaire sur le cycle indole du Trp111 dans le mutant S324T et dans BpKatG lorsque 

la cristallisation est réalisée à pH=8,5, mais qui disparaît à pH=4,5. Afin de déterminer, 

l’origine de cette densité électronique, la spectroscopie RPE, réalisée à la température de 

l’hélium liquide (T=4K), a été utilisée pour observer les changements induits par le pH sur 

l’environnement de l’hème. 

Les spectres, en fonction du pH, sont caractéristiques d’un atome de Fe(III) sous 

forme spin fort (S=5/2), pentacoordiné et possèdent deux résonances majeures à g≈6 et g≈2. 

Ils montrent qu’il y a une contribution de deux signaux, un signal axial en gA⊥=5,94 et 

gA//=1,99 et un signal rhombique en gBx=6,44, gBy=5,11 et gBz=1,97 (figure 4-6). Le rapport 

des deux signaux dépend du pH. Le signal axial prédomine aux pH acides (pH<5) tandis que 

le signal rhombique domine à pH neutre. Alors que nous nous attendions a ce que le signal 

axial domine le spectre aux pH basiques, comme cela a été démontré pour SyKatG14, BpKatG, 

lorsque le pH≥7,6, présente un tout autre comportement. Cette observation combinée avec les 

structures de BpKatG à différents pH, a permis de démontrer qu’en milieu basique il existe 

une modification du Trp111, interprétée comme étant une modification perhydroxy sur le 

cycle indole du Trp111. Cette modification implique une réorganisation du réseau des 

molécules d’eau présentes dans la poche héminique d’où le changement du spectre RPE.  
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Figure 4- 6 : Gauche : Spectres RPE à 9 GHz de BpKatG sauvage sous l’état ferrique en fonction du pH. 
Par soucis de clarté seul l’agrandissement autour de g≈6 est montré. Les spectres sont enregistrés dans les 
mêmes conditions : température d’enregistrement T=4K ; Modulation d’amplitude 5 G ; puissance des micro-
ondes 1 mW ; modulation de fréquence 100 kHz. Droite : Structure du centre actif selon le pH de 
cristallisation. En haut à pH basique et en bas à pH acide. La modification sur le Trp111 est soulignée avec 
un cercle vert sur la structure à pH=8,5. Ainsi que le changement de conformation de l’Arg426 sur la structure à 
pH=4,5. D’après Carpena 2005, 200626,27 

 
Le rendement de modification du Trp111 de 100 % après seulement 1 min 

d’immersion du cristal à pH=8,5, suggère que la réaction entre le Trp111 et l’oxygène, 

présent dans le tampon, est rapide. Cette modification perhydroxy du Trp111 est à mettre en 

relation avec l’activité NADH-oxydase que possède BpKatG à pH basique29. 

 

 

Structure à pH=8.5 

Structure à pH=4.5 



                                                                                        Chapitre 4 : Les Catalase-Peroxydases. 
 

 - 202 -  

II.  RELATIONS ENTRE LES DIFFERENTES ACTIVITES DE BPKATG. 

 

 Toutes les particularités structurales décrites précédemment influencent l’activité 

catalasique et l’activité NADH-oxydasique de BpKatG. Cependant, cet enzyme possède trois 

autres types d’activité : peroxydasique, synthase et d’hydrazinolyse. Une activité peut 

dominer en fonction du pH : l’activité peroxydasique à pH=4,5, l’activité catalasique à 

pH=6,5 et enfin l’activité NADH-oxydasique à pH=8,75 29 (figure 4-6). 

 

Activité peroxydase

A
ctivité catalase

A
ctivité

N
A

D
H

 

oxydase

Activité peroxydase

A
ctivité catalase

A
ctivité

N
A

D
H

 

oxydase

 
Figure 4- 7: Profil d’activité de BpKatG en fonction du pH. Activité peroxydasique mesurée avec l’ABTS 
(•) ; Activité catalasique (○) ; NADH-oxydasique (�) et (�). La détermination de l’activité NADH oxydasique 
a été réalisée de deux façons différentes : en mesurant la formation du radical à 560 nm (mesure indirecte) et en 
mesurant la disparition du NADH à 340 nm (mesure directe). D’après Singh et coll. 200429 
 

 L’existence de cinq fonctions enzymatiques différentes chez les catalase-peroxydases 

rend ces enzymes complexes. Les activités catalasique et peroxydasique sont étroitement liées 

mais, en revanche, elles sont indépendantes des activités oxydase, synthase et 

d’hydrazinolyse. Non seulement, les pH optimums sont différents, mais contrairement aux 

activités catalasique et peroxydasique, les trois autres activités ne nécessitent ni la présence du 

peroxyde d’hydrogène ni la formation d’intermédiaires héminiques oxydés. Les activités 

synthase et hydrazinolyse sont étroitement liées car l’hydrazinolyse doit avoir lieu avant la 

fixation du NAD+ au radical isonicotinoyle. La réaction oxydasique n’est liée à aucune autre 

activité d’un point de vue mécanistique. Il est toutefois probable que cette réaction partage le 
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même site de fixation du NAD+/NADH que celui de l’activité synthasiquee. La réaction 

oxydasique pourrait servir de source de NAD+ pour l’activité synthasique et de peroxyde 

d’hydrogène pour les activités catalasique et peroxydasique. 

 

 Alors que l’analyse des particularités structurales du canal d’accès et de la partie 

distale permet d’expliquer comment l’enzyme réagit avec le peroxyde d’hydrogène par un 

mécanisme différent de celui des catalases monofonctionnelles (figure 4-8), les propriétés 

propres à la réaction peroxydasique des KatGs, restent à découvrir. 

 

 
Figure 4- 8 : Schéma décrivant le flux d’électrons et la réactivité de l’hème suivant la conformation de 
l’Arg426. 1) Etat natif, l’Arg426 est en conformation Y. 2) Intermédiaire conduisant à la formation du composé 
I : Arg426 en conformation R permet le flux d’électron vers l’hème pour favoriser l’oxydation par le  peroxyde 
d’hydrogène, lié à l’H112 et à l’Arg108. 3) Intermédiaire obtenu par transfert d’électron intramoléculaire entre 
un résidu protéique et l’hème. 4) Intermédiaire conduisant à la réduction du composé I avec le peroxyde 
d’hydrogène lié au Trp111 et à l’His112. Le mouvement de la chaîne latérale de l’Arg426 entre les deux 
conformations R et Y induit l’oxydation et la réduction de l’hème. D’après Carpena 200627 

 

III.  LES CATALASE-PEROXYDASES: LES INTERMEDIAIRES 

RADICALAIRES . 

 

 Comme nous l’avons souligné dans les chapitres précédents, les réactions de transfert 

d’électron au sein des métalloprotéines jouent un rôle critique dans de nombreux processus 

biologiques fondamentaux. Cependant, ces réactions restent mal comprises car elles 

dépendent de nombreux facteurs, tels que les cinétiques de formation et de dissociation des 

complexes, les propriétés électroniques des centres redox, la distance et le type de chemin du 

transfert d’électron et de l’énergie de réorganisation30. Comme nous l’avons précisé, la 

cytochrome c peroxydase forme un radical tryptophanyle essentiel pour l’oxydation du 
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ferrocytochrome c. Il a été également démontré que la peroxydase de lignine forme un radical 

tryptophanyle près de la surface nécessaire à l’oxydation de l’alcool vératrylique31. Des 

radicaux tyrosyles ont également été mis en évidence chez d’autres peroxydases33,34 et chez les 

catalases32 (voir chapitre précédent). 

 La formation de tels radicaux, sur des résidus tyrosine et/ou tryptophane spécifiques, 

semble indiquer qu’ils ont un rôle à jouer dans le cycle catalytique des protéines en tant que 

sites d’oxydation alternatifs à l’hème. 

 Toutefois dans le cas des catalase-peroxydases, la nature et la localisation exactes des 

radicaux protéiques sont peu connues. En 2000, Hillar et coll.35 ont attribué le signal observé 

en RPE à 9 GHz de la HPI (ou EcKatG) à un composé I [Fe(IV)=O Por•+] tandis que 

Chouchane et coll.36, dans leur étude sur MtKatG, ont attribué le signal observé en RPE à un 

radical tyrosyle, dont la localisation reste en débat actuellement14. La formation du radical 

porphyrinique cationique ainsi que celle d’un radical tyrosyle et d’un radical tryptophanyle a 

été mise en évidence chez la catalase-peroxydase de Synechocystis par notre équipe14,15. Notre 

groupe, a d’autre part démontré que le cas de la catalase-peroxydase de M. tuberculosis était 

beaucoup plus complexe que le modèle qui en a été proposé. En effet, contrairement à ce qui a 

été précédemment décrit, nous avons démontré que trois intermédiaires radicalaires protéiques 

sont formés37. 

 

IV.  OBJECTIFS.  

 

 Contrairement aux catalases et aux peroxydases monofonctionnelles, peu de choses 

sont connues sur les catalase-peroxydases et en particulier le mécanisme de la réaction type 

peroxydasique. 

 

Si on se réfère aux peroxydases monofonctionnelles, il apparaît que la connaissance du 

site de fixation des substrats n’est pas suffisante pour expliquer la spécificité des protéines 

vis-à-vis des substrats mais que la nature chimique des intermédiaires formés est en relation 

avec cette spécificité. En effet, pour ces enzymes, le site de fixation des composés 

aromatiques est localisé près de l’hème. Pourtant, dans le cas la peroxydase de lignine, un 

radical tryptophanyle, formé à la surface de la protéine, est le site d’oxydation d’un substrat 

spécifique, l’alcool vératrylique. Tandis que dans le cas de la CcP, bien qu’un composé I 

[Fe(IV)=O Por•+] de courte durée de vie soit formé, le site d’oxydation du cytochrome c est le 

radical tryptophanyle formé sur le résidu Trp191. 
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 D’après la littérature, la nature et la localisation des intermédiaires radicalaires 

protéiques formés chez les catalase-peroxydases diffèrent selon l’enzyme et celles-ci ne 

possèdent pas la même activité peroxydasique vis-à-vis des différents substrats testés. Dans le 

but de comprendre s’il existait une corrélation entre les intermédiaires radicalaires protéiques 

formés et l’activité peroxydasique et si un schéma général de mécanisme réactionnel pouvait 

s’appliquer aux catalase-peroxydases, j’ai réalisé, dans le cadre de mon travail de thèse, une 

étude comparative de six catalase-peroxydases.  
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B. CARACTERISATION DES RADICAUX FORMES CHEZ LES 

KATGS PAR RPE MULTIFREQUENCE ET MUTAGENESE 

DIRIGEE . 
 

 Les caractéristiques des six catalase-peroxydases de notre étude comparative, 

provenant de différents organismes, sont rassemblées dans le tableau 4-1. 

 

Source Abréviation 

MW 

(par sous 

unité) 

Hème,  

Structure 
Observation(s) 

Archaeoglobus 

fulgidus 
AfKatG 84 863 

Hème b, 

homodimère 

Archaebactérie thermophile 

Pas de structure  

Bacillus 

stearothermophilus 

BsKatG ou 

PerA 
82 974 

Hème b, 

homodimère 

Bactérie Gram-positive 

Pas de structure 

Burkholderia 

pseudomallei 
BpKatG 79 198 

Hème b, 

homodimère 

Bactérie Gram-négative 

Structure 1mwv6 

Escherichia coli 
EcKatG ou 

HPI 
80 033 

Hème b, 

mélange dimère 

/tétramère 

Bactérie Gram-négative 

Structure de la partie C-term 

1u2k9  

Mycobacterium 

tuberculosis 
MtKatG 80 038 Hème b, dimère 

Mycobactérie 

Structure 1sj28, 2cca38 

Synechocystis 

PCC6803 
SyKatG 84 455 

Hème b, 

homodimère 

Cyanobactérie 

Pas de structure 

Rhodobacter 

capsulatus 
RcKatG 77 858 

Hème b, 

tétramère 

Bactérie photosynthétique 

Pas de structure 

Tableau 4- 1 : Caractéristiques des catalase-peroxydases étudiées dans ce travail de thèse. 
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I.  CARACTERISATION PAR RPE DES INTERMEDIAIRES 

RADICALAIRES DE BPKATG. 

 

I.1-ETUDE DE LA REACTION DE BPKATG AVEC L’ACIDE PERACETIQUE. 

 

 Les spectres de l’enzyme natif, enregistrés en fonction du pH, ont été présentés dans la 

première partie du chapitre (figure 4-6). Dans la suite de ce chapitre, nous allons donc exposer 

les résultats concernant les intermédiaires radicalaires formés par BpKatG. 

 Pour le sauvage, après traitement par l’acide peracétique, l’intensité du signal ferrique, 

par rapport au contrôle, est diminuée de 80 % et un signal large de 400 G, centré à g=2, est 

observé (figure 4-9). 

  
Figure 4- 9 Spectres RPE à 9 GHz enregistrés à 4K de BpKatG native et après réaction avec l’acide 
peracétique. A gauche : la partie du spectre correspondant au signal ferrique et à droite la partie à g=2 du 
signal. Les spectres ont été obtenus en utilisant les conditions suivantes : T=4K ; 4 G de modulation 
d’amplitude, puissance des micro-ondes 1 mW, modulation de fréquence 100 kHz. 
 
 L’intensité du signal centré à g=2 dépend énormément de la température 

d’enregistrement du spectre, et en particulier les ailes de part et d’autre de g=2, disparaissent 
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au-dessus de 30K. Ce comportement, comme nous l’avons décrit dans le chapitre II, 

correspond à une espèce en interaction magnétique avec l’atome de fer. Le spectre RPE du 

composé [Fe(IV)=O Por•+] de SyKatG, des catalases et des peroxydases, enregistré dans les 

mêmes conditions que celles décrites pour la figure 4-9, est constitué d’un signal large de 

2000 G avec une partie étroite à g=2. Dans le cas de BpKatG, la largeur spectrale est de 400 

G et le signal est similaire au spectre de l’espèce [Fe(IV)=O Trp191
•+] formée par la CcP. Afin 

de déterminer l’espèce formée avec BpKatG, nous avons réalisé la même expérience avec les 

mutants W330F, W111F et W95F (figure 4-10). 

 

 Les mutants W111F et W95F présentent également des spectres larges à 4K. 

Cependant, la forme du signal, surtout avec W111F, est différente de celle du sauvage. Cette 

différence pourrait être expliquée par des changements géométriques del’hème induits par la 

mutation dans ces deux protéines, tout comme cela a été observé dans les mutants de la 

CcP39,40. Par contre, pour le mutant W330F (figure 4-10 spectre bleu), le spectre devient étroit 

(largeur pic à pic de 24 G) et est compatible avec un radical organique. Ceci laisse supposer 

que l’espèce en interaction magnétique avec l’atome de fer, formée dans le sauvage, 

correspondrait à une espèce [Fe(IV)=O Trp•+]. Le résidu Trp330 semble être un bon candidat 

pour former ce radical. En effet, ce dernier est positionné de la même façon que le Trp191 de 

la CcP et le spectre RPE révèle qu’aucune espèce en interaction magnétique avec l’atome de 

fer n’est formée chez le mutant W330F. Dans la structure de BpKatG, les deux résidus 

tryptophanes, Trp111 et Trp330, sont assez proches du fer pour que le signal RPE du radical 

formé soit élargit par interaction magnétique. 

 

Les spectres des signaux ferriques avant toute réaction, avec les mutants W330F et 

W111F confirment que la mutation du Trp111 induit des changements géométriques dans 

l’environnement de l’hème, puisque contrairement au sauvage, le signal ferrique ne dépend 

plus du pH et reste toujours très axial (figure 4-10, haut). Dans le cas de W330F, le signal 

correspond à la superposition de deux signaux dont les contributions varient en fonction du 

pH, comme dans le cas de l’enzyme sauvage. La partie à haut champ du signal ferrique (g=2) 

révèle que la mutation du Trp111 n’implique pas la formation de fer spin faible, alors que 

dans le cas du mutant W330F, la proportion de fer spin faible est supérieure à celle observée 

dans le sauvage à bas pH. La mutation du Trp330 modifie donc moins la géométrie de la 

partie distale du site actif que celle du Trp111. Ce changement de géométrie explique donc le 

changement de la forme du signal radicalaire de la figure 4-10. 
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 Figure 4- 10 : Haut : Spectres RPE à 9 GHz 
enregistrés à T=4K de BpKatG native et des mutants 
W330F et W111F. Est également représentée la 
structure du site actif de BpKatG. Les résidus 
tryptophanes d’intérêts sont mis en évidence par des 
cercles de couleurs. Numéro PDB : 1MWV 
Bas : Spectres RPE à 9 GHz enregistrés à 4K des 
radicaux formés par BpKatG par réaction avec 
l’acide peracétique. Le spectre du sauvage (spectre 
noir) est indiqué avec des spectres de mutants d’intérêts. 
En bleu, il s’agit du spectre du mutant du tryptophane 
proximal, en rouge du spectre du mutant du tryptophane 
distal et en noir le mutant du Trp95, site de formation du 
radical tryptophanyle chez SyKatG. Les spectres ont été 
obtenus en utilisant les conditions suivantes : T=4K ; 4 G 
de modulation d’amplitude, puissance des micro-ondes 
1mW, modulation de fréquence 100 kHz. 
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Figure 4- 11 : Superposition de la partie proximale de la cytochrome c peroxydase (en bleu), de BpKatG 
(en vert) et de MtKatG (en magenta). Le site de formation du radical tryptophanyle en interaction avec 
l’atome de fer est mis évidence par un cercle rose. Sont également représenté l’histidine et l’aspartate 
proximaux. Les structures utilisées sont 1zby pour la CcP, 1mwv pour BpKatG et 2ccA pour MtKatG. 
 

 

 

 

 

 



                                                                                        Chapitre 4 : Les Catalase-Peroxydases. 
 

 - 211 -  

Si l’on compare le spectre de l’espèce [Fe(IV)=O Trp•+] de la CcP, de MtKatG et de 

BpKatG, les formes des signaux sont différentes. Le couplage entre le résidu tryptophane et 

l’atome de fer héminique est faible pour les trois protéines mais dans la CcP le couplage est 

différent de celui observé chez MtKatG et BpKatG, qui entre eux sont similaires. Pourtant, 

pour ces trois protéines le site de formation du radical Trp•+ est le même. D’après les 

structures de ces trois protéines (figure 4-11), il apparaît que le microenvironnement du 

tryptophane n’est pas exactement le même. En effet dans le cas de la CcP, la distance entre le 

fer héminique et l’atome d’azote du groupe indole du tryptophane est de 6,8 Å, alors qu’elle 

s’élève à 6,7 Å dans le cas de MtKatG et à 7,00 Å dans le cas de BpKatG. Plus important 

encore est la triade His-Asp-Trp proximale. En effet, dans le cas de la CcP, Fishel et coll.39 ont 

démontré que lorsque l’aspartate est remplacé par une asparagine, le radical tryptophanyle 

n’est pas détecté. Cette mutation supprime les liaisons hydrogène entre l’aspartate et 

l’histidine, d’une part, et entre l’aspartate et le tryptophane proximal d’autre part. Cela a pour 

conséquence la déstabilisation du radical Trp•+. De la même façon, Goodin et coll.40 ont 

montré que la mutation de l’aspartate en glutamate, qui forme des liaisons hydrogène avec 

l’histidine et le tryptophane mais dont les forces sont modifiées par rapport au sauvage, 

entraîne un changement de couplage entre le Trp191 et l’atome de fer et la forme du signal se 

rapproche de celle observée dans les KatGs. Dans les structures de MtKatG et BpKatG, la 

distance entre le groupe carboxylique de l’aspartate et l’atome d’azote du groupe indole du 

tryptophane est de 2,6 Å et 2,7 Å respectivement. Elle est de 2,8 Å dans le cas de la CcP. La 

distance entre l’atome d’azote du groupe imidazole de l’histidine proximale et le groupe 

carboxylique de l’aspartate est de 2,81 Å dans MtKatG, contre 2,85 Å pour BpKatG et 2,83 Å 

pour la CcP. Ce sont ces changements subtils au niveau de l’environnement héminique, 

notamment des changements au niveau de l’arrangement de la triade His-Asp-Trp, qui 

pourraient induire des différences sur le spectre RPE de l’espèce [Fe(IV)=O Trp•+]. 

 



                                                                                        Chapitre 4 : Les Catalase-Peroxydases. 
 

 - 212 -  

 

 

  

Figure 4- 12 : Gauche : Spectres à 9 GHz enregistrés à 60K des intermédiaires radicalaires organiques 
formés chez BpKatG et dans les mutants sélectionnés. Haut : en noir spectre du sauvage. Sont superposés les 
spectres des échantillons deutérés. En violet pour les résidus tryptophanes deutérés et en cyan pour les tyrosines 
deutérées. Puis les spectres des mutants tryptophanes W330F, W111F et W95F sont représentés respectivement 
en bleu, rouge et noir, pour comparaison. Tous les spectres sont enregistrés dans les mêmes conditions : T=60K ; 
1,5 G de modulation d’amplitude, puissance des micro-ondes 50 µW, modulation de fréquence 100 kHz. 
Droite : Spectres RPE à champ intense (10T) et haute fréquence (285 GHz) des radicaux protéiques 
formés chez le sauvage de BpKatG (noir en haut) et des mutants sélectionnés.  
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Les spectres RPE à 9 GHz pour BpKatG et ses mutants après ajout d’acide peracétique 

enregistrés à 60K sont présentés sur la figure 4-12. Le spectre de l’enzyme sauvage (spectre 

noir en haut) est en accord avec la formation d’un ou plusieurs radicaux organiques avec une 

valeur de g effective de geff
iso=2,004. La largeur pic à pic est de 24 G et la largeur totale de 80 

G. Afin de déterminer la nature chimique des espèces formées, nous avons utilisé la même 

approche que pour les autres catalase-peroxydases étudiées par notre groupe, Synechocystis et 

M. tuberculosis 14,37. Cette approche combine deutération et RPE multifréquences. 

 

Les spectres des échantillons deutérés de la souche sauvage sont présentés sur la figure 

4-12. Des changements dans les spectres RPE des protéines deutérées sont attendus si les 

radicaux sont formés sur un résidu tryptophane ou un résidu tyrosine, car les atomes 

d’hydrogène et de deutérium ne possèdent pas le même rapport gyromagnétique41,42. Pour 

BpKatG, la deutération des tryptophanes et des tyrosines entraîne une modification du spectre 

RPE. Le spectre, pour des tyrosines deutérées, est plus étroit que celui du sauvage, la largeur 

pic à pic à est de 8 G dans l’échantillon deutéré contre 27 G pour le sauvage. Pour les 

tryptophanes deutérés, l’enveloppe du spectre est également modifiée.  

 

Les spectres RPE à champ intense sont représentés sur la figure 4-12 droite. Le spectre 

RPE à champ intense du sauvage (spectre noir en haut) révèle la contribution de deux 

radicaux organiques. Ces résultats confirment les conclusions déduites des expériences de 

deutération : il y a formation d’un radical tyrosyle (repéré par gx, gy et gz sur la figure 4-12) et 

d’un radical tryptophanyle (repéré par la flèche). Cependant, dans le cas de BpKatG, le 

rapport entre le signal des radicaux tyrosyle et tryptophanyle est différent de celui observé 

chez d’autres catalase-peroxydases telles que SyKatG14 et MtKatG37, où la proportion de 

radical tryptophanyle est plus faible.  

 

Sur la figure 4-12 sont également représentés les spectres RPE à 9 GHz enregistrés à 

60K des mutants W330F, W111F et W95F. Seul le spectre du mutant W111F, plus étroit 

(17,5 G) est différent du sauvage. Pour W111F, la proportion de radical tryptophanyle 

détectée est très inférieure à celle observée dans le sauvage (figure 4-12, spectre à champ 

intense). Or, c’est le spectre du radical tryptophanyle qui contribue majoritairement à 

l’enveloppe du spectre à 9 GHz. La différence de proportion entre le radical tryptophanyle et 

tyrosyle expliquerait donc ce changement observé dans le spectre RPE à 9 GHz de W111F. 

Pareillement à MtKatG, trois espèces radicalaires protéiques sont formées chez 

BpKatG : une espèce en interaction magnétique avec le fer héminique, [Fe(IV)=O Trp330
•+] et 
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deux radicaux protéiques isolés, un radical tyrosyle et un radical tryptophanyle, qui ne se 

forme pas sur le Trp95 site de formation de cette espèce chez SyKatG15. 

 

Actuellement, les résultats, dont nous disposons, ne nous permettent pas de proposer 

un candidat unique pour le site de formation de ce deuxième radical tryptophanyle. 

La séquence de BpKatG contient 23 résidus tryptophane (figure 4-13). D’après nos 

résultats de spectroscopie RPE à champ intense nous savons que la mutation du Trp111 

influence la stabilisation du radical tryptophanyle. Le résidu responsable du signal RPE serait 

donc relativement proche dans l’espace du Trp111. Il peut donc s’agir des résidus Trp420, 

situé dans le canal d’accès, ou Trp139.  

Si on suppose que la formation du radical tryptophanyle est réalisée via un transfert 

d’électron impliquant le Trp330, le site de formation de ce radical doit être proche 

spatialement du Trp330. Dans ce cas, deux candidats sont possibles les Trp350 et 362.  

Il a été mis en évidence dans le cas de la peroxydase de lignine (LiP) la formation d’un 

radical tryptophanyle sur le résidu 17143,44. Ce résidu est dans un environnement spécifique, 

c’est à dire qu’il forme des liaisons hydrogène avec un résidu aspartate et un résidu glutamate. 

Dans la structure de BpKatG seuls deux résidus tryptophane possèdent un tel environnement, 

Trp195 et Trp165. 

 

Afin de déterminer le site de formation du radical tryptophanyle autre que le Trp330•+, 

nous sommes en train d’étudier les mutants proposés. 
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W139
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Figure 4- 13 : Structure de BpKatG et localisation des différents résidus tryptophanes. En magenta est 
représenté l’hème, en rouge le Trp111, en bleu le Trp330 et en noir le Trp95. En vert sont représentés tous les 
autres résidus tryptophane de la protéine. Les résidus qui portent un label correspondent aux candidats 
envisagés.Numéro PDB : 1MWV 
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I.2-LE CYCLE CATALYTIQUE DE BPKATG EN ABSENCE DE SUBSTRAT. 

 

D’après nos résultats de spectroscopie RPE, trois radicaux organiques sont formés par 

réaction entre l’acide peracétique et BpKatG en l’absence de substrat, donneur d’un électron. 

Il s’agit du Trp330
•+, d’un radical tryptophanyle et d’un radical tyrosyle. Ces résultats 

permettent d’avancer le cycle catalytique suivant pour BpKatG : 

BpKatG

Fe(III)

Composé I

[Fe(IV)=O Por•+]

[Fe(IV)=O Trp330
•+]

[Fe(IV)=O Trp?
•]

Composé II

[Fe(IV)=O]

[Fe(IV)=O Tyr?•]

1

2

3

BpKatG

Fe(III)

Composé I

[Fe(IV)=O Por•+]

[Fe(IV)=O Trp330
•+]

[Fe(IV)=O Trp?
•]

Composé II

[Fe(IV)=O]

[Fe(IV)=O Tyr?•]

1

2

3

 
Schéma 4- 1 : Cycle catalytique de BpKatG, en l’absence de substrat, déterminé par spectroscopie RPE. 
Toutes les espèces ont été directement observées par RPE à l’exception des composés I (en bleu) et II (en rouge). 
Le premier à un temps de vie trop court pour être détecté en mélange manuel et le second est silencieux en RPE. 
Les numéros correspondent aux différentes possibilités pour les transferts d’électron intramoléculaires. 

 

Dans cette représentation nous avons supposé que BpKatG formait en premier lieu un 

radical porphyrinique cationique, ce qui n’a pas été directement mis en évidence par 

spectroscopie RPE. Cette hypothèse repose sur des observations faites dans le cas de la 

catalase-peroxydase de Synechocystis. En effet, notre équipe14 a mis en évidence que chez 

SyKatG, enzyme ne formant/stabilisant pas le radical tryptophanyle sur le résidu proximal, le 

radical porphyrinique cationique est relativement stable, puisqu’il est toujours détecté après 

10s de réaction avec l’acide peracétique. Grâce à cet exemple, et par analogie aux cas connus 

chez les catalases et les peroxydases monofonctionnelles, nous pouvons supposer que 

BpKatG forme également cet intermédiaire. Cependant celui–ci se transformerait trop 

rapidement pour être observé à l’échelle de la seconde. Pour confirmer cette hypothèse, des 

expériences de freeze-quench devront être réalisées pour atteindre des temps de l’échelle de la 

milliseconde. 
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La formation de l’espèce oxoferryle, [Fe(IV)=O], est déduite par comparaison de la 

conversion du signal ferrique à la quantité d’espèces radicalaires formées. 

 

Dans la représentation schématique du cycle de BpKatG trois hypothèses peuvent être 

émises quant au transfert d’électron intramoléculaire entre les intermédiaires : 

� La formation des intermédiaires est séquentielle selon Trp•+ → Trp• →Tyr•. Cette 

hypothèse est fortement étayée par les résultats obtenus par notre équipe sur la catalase-

peroxydase de MtKatG en présence de substrats. En effet, en présence d’INH les espèces 

réactives sont des radicaux isolés et que cette réaction est très rapide. Simultanément, la 

proportion de Trp321
•+ augmente. Si la formation des intermédiaires n’était pas séquentielle, 

on ne devrait pas voir de modification du rendement en radical Trp321
•+. Avec le mutant 

W321F (qui correspond au mutant W330F chez BpKatG), l’espèce accumulée est l’espèce          

[Fe(IV)=O Por•+], c’est à dire l’intermédiaire qui précède la formation des radicaux 

protéiques isolés dans ce mutant.  

� La formation des radicaux isolés n’est pas liée à la formation du Trp330
•+. Il y aurait 

alors deux chemins électroniques différents. En effet, SyKatG ne forme pas le radical sur le 

tryptophane proximal mais, au contraire, les deux autres radicaux y sont détectés14. De même, 

dans le cas du mutant W330F de BpKatG, le signal large caractéristique de l’espèce Trp•+ 

n’est plus observé mais les deux autres radicaux, eux, sont détectés. 

� Les trois radicaux se forment de façon concomitante. Toutefois, notre équipe a 

démontré que dans le cas de SyKatG, la formation du radical sur le tryptophane ou sur la 

tyrosine est séquentielle45. Il est fortement probable qu’il en est de même avec BpKatG et rend 

cette troisième hypothèse moins vraisemblable. 

 

Les comparaisons avec les protéines étudiées dans la littérature nous permettent de 

supposer que pour BpKatG, la formation des intermédiaires radicalaires serait séquentielle. 

Cependant, pour confirmer cette hypothèse des expériences de combinaison de substrats sont 

en cours. 
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Figure 4- 14 : Effet de l’acétate sur le spectre RPE de BpKatG. (A) : effet sur le spectre ferrique ; (B) : 
Effet sur la conversion du signal ferrique en radicaux protéiques. (C) : Effet sur la formation des espèces 
radicalaires. (D) : Effet sur la formation des radicaux isolés. Conditions d’enregistrement : (A), (B) : T=4K, 
Modulation d’amplitude 4 G, Puissance des micro-ondes 1 mW, Modulation de fréquence 100 kHz. (C) : T=4K, 
Modulation d’amplitude 2 G, Puissance des micro-ondes : 1 mW, Modulation de fréquence 100 kHz ; (D) 
T=30K, Modulation d’amplitude 2 G, Puissance des micro-ondes 50 µW, Modulation de fréquence 100 kHz. 
 

C D 

A B 
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I.3-EFFET DE L ’ACETATE DE SODIUM. 

 

Après incubation de l’enzyme ferrique avec l’acétate de sodium, en excès (30 fois) 

pendant 5 min à température ambiante, des changements spectraux sont observés (figure 4-14 

A). Le rapport entre la contribution du signal rhombique et celle du signal axial est différent 

en présence d’acétate, comme ceux induits par le pH (figure 4-6) ou par des mutations (figure 

4-10 haut). Il faut remarquer que dans le cas de l’ajout d’acétate aucun changement de pH n’a 

lieu. Nous avons donc attribué ce changement du signal à des modifications du 

microenvironnement de l’hème par analogie avec les résultats obtenus avec les mutants, en 

particulier ceux qui affectent le réseau de liaisons hydrogène27,26.  

 

 

Pour les catalases, nous avons observé que l’acétate en excès (80 fois) entraîne une 

modification du signal ferrique et inhibe ensuite la réaction avec l’acide peracétique (voir 

figure 3-15). Au contraire, BpKatG pré-incubée avec un excès d’acétate de sodium, réagit 

facilement avec l’acide peracétique (figures 4-14 B, C, D). L’intensité du signal large de 

400G, détecté à 4K est multipliée par 2,8 par rapport à celui de l’échantillon contrôle. 

L’intensité du signal ferrique, observé après la réaction avec l’acide peracétique, est 2,7 fois 

plus faible en présence d’acétate que dans le contrôle. Il est intéressant de noter que la 

conversion du signal et la formation en espèces radicalaires sont les mêmes pour le contrôle 

lorsque qu’on utilise 10s de mélange (contre 2s dans ces expériences). Nos expériences en 

spectroscopie d’absorption UV-visible à mélange rapide (‘stopped flow’) montrent que le 

premier intermédiaire détecté, dans la réaction entre BpKatG et l’acide peracétique, 

correspond à une espèce où une molécule d’acide peracétique est liée à la partie distale de 

l’hème. Un second intermédiaire est observé et les changements dans le spectre d’absorption 

sont en accord avec la formation d’un intermédiaire oxoferryle-radical. A notre avis, les deux 

molécules d’acide peracétique sont nécessaires pour former l’intermédiaire de type oxoferryle 

[Fe(IV)=O Trp•+] détecté en RPE. Nos travaux en cours consistent à modéliser la fixation de 

deux molécules d’acide peracétique dans le site distal et d’envisager un schéma de la réaction, 

en utilisant la structure cristallographique de BpKatG. Pris dans leur ensemble, nos résultats 

d’absorption UV-visible à mélange rapide et de spectroscopie RPE renforcent le modèle dans 

lequel les deux molécules d’acide peracétique sont nécessaires pour la réaction. Ceci implique 

une différence mécanistique par rapport aux peroxydases monofonctionnelles.  
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I.4-REACTION DE BPKATG AVEC D’AUTRES OXYDANTS. 

 

Pour les catalases et les catalase-peroxydases, l’acide peracétique permet de ralentir la 

réaction de catalyse et de détecter les intermédiaires radicalaires formés.  

Afin de comparer la réactivité de BpKatG avec d’autres oxydants, nous avons réalisé 

le traitement de BpKatG avec l’acide m-chloroperoxybenzoïque (mCPBA) et le tert-

butylhydroperoxyde (tBHP), dont les formules semi-développées sont présentées ci-dessous : 

 

 

 

 

Acide peracétique (PAA) 

 

Acide m-chloroperoxybenzoïque 

(mCPBA) 

 

 

 

tert-butylhydroperoxyde 

(tBHP) 

Schéma 4- 2 : Formules semi-développées des oxydants utilisés. 
 
 Nous avons choisi ces molécules en raison de leurs différences d’encombrements 

stériques et de pouvoir oxydant. La différence de potentiel provient, chez mCPBA de l’effet 

inductif attracteur du chlore qui facilite la formation de la forme carboxylate. Cependant, le 

paramètre le plus important est l’encombrement stérique, car comme le canal d’accès des 

KatGs est relativement étroit, il se peut que cela ait un effet sur la réactivité de BpKatG. Les 

spectres RPE à 9 GHz obtenus après réaction avec ces trois molécules sont représentés sur la 

figure 4-15. 
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Figure 4- 15 : Effet des oxydants sur la réactivité de BpKatG. (A) : le spectre noir correspond à l’expérience 
30µL BpKatG (C=300µM) + acide peracétique en excès de 10 fois, mélangé pendant 2s dans la glace. Spectre 
Rouge : mêmes conditions expérimentales sauf que l’oxydant utilisé est l’acide m-chloroperoxybenzoïque, 
Spectre bleu : l’excès utilisé est de 100 fois et l’oxydant est le tert-butylhydroperoxyde. Le code couleur est le 
même pour toutes les figures. Les conditions d’enregistrement des spectres sont identiques à celles indiquées sur 
la figure 4-7, respectivement pour (A), (B) et (C). Les figures (B) et (C) sont des agrandissements du signal 
ferrique et du signal des espèces radicalaires de la figure (A), respectivement. (D) Spectres RPE à 9 GHz 
enregistrés à 30K des mêmes échantillons que pour (A). 

A B 

C D 
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 Il est remarquable qu’avec le tBHP aucun radical ne soit détecté, à 4K comme à 30K 

(figure 4-15 spectre bleu), bien que le signal ferrique disparaît quand même. L’interprétation 

la plus probable est qu’il se forme une espèce oxoferryle [Fe(IV)=O] silencieuse en RPE. 

Cependant, aucune formation de composé II n’a été observée en spectroscopie d’absorption 

UV-visible, mais comme nous l’avons vu avec les catalases, un effet de concentration de 

l’enzyme pourrait expliquer ce phénomène (voir chapitre précédent). Dans le cas de 

l’expérience RPE le mélange a lieu dans la glace pendant 2s. Il est possible que la réaction 

avec le tBHP soit réalisée à l’échelle de la milliseconde et donc, qu’au cours de nos mesures 

de RPE dont le temps caractéristique est de l’ordre de la seconde aucun intermédiaire 

radicalaire ne puisse être détecté. Pour vérifier cette possibilité, il faudrait réaliser des 

expériences de freeze-quench avec cet oxydant. 

 Dans le cas de l’acide m-chloroperoxybenzoïque, un signal large de 400 G centré à 

g=2 identique à celui du témoin (réalisé avec l’acide peracétique) est observé, mais d’intensité 

quatre fois plus grande à 4K. Ce signal étant attribué à l’intermédiaire [Fe(IV)=O Trp•+], 

celui-ci serait donc plus stable avec le mCPBA. A 30K, le signal du radical n’est que 1,6 fois 

plus intense que celui du témoin. D’après ces résultats, on peut émettre l’hypothèse que le(s) 

site(s) de fixation du mCPBA est (sont) différent(s) de celui de l’acide peracétique et/ou que 

la réaction entre BpKAtG et le mCPBA est différente de celle entre l’enzyme et l’acide 

peracétique. Des études de stopped-flow et de modélisation avec ces deux oxydants sont en 

cours pour tenter de répondre à ces questions.  

 

I.5-REACTIVITE DES INTERMEDIAIRES RADICALAIRES VIS-A-VIS DES 

SUBSTRATS DANS LA REACTION DE TYPE PEROXYDASE. 

 

-

-

-

-
 

ABTS 

 

 

INH 
Schéma 4- 3 : Formules semi-développées des substrats ABTS et INH 
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 Nous avons démontré que la catalase peroxydase de B. pseudomallei forme, en plus du 

composé I, [Fe(IV)=O Por•+], trois intermédiaires radicalaires protéiques, deux étant identifiés 

comme des radicaux tryptophanyles, l’un formé sur le Trp330, et le dernier identifié comme 

un radical tyrosyle. Afin d’évaluer le(s) possible(s) rôle(s) de ces intermédiaires dans le cycle 

catalytique de BpKatG, nous avons testé la réactivité de ces radicaux vis-à-vis de substrats. 

 

 Pour cela, nous avons choisi d’étudier deux substrats de tailles très différentes l’acide 

2,2’-azino-bis(3-éthylbenzthiazoline-6-sulfonique) (ABTS) et l’isoniazide (INH) dont les 

formules sont représentées sur le schéma 4-3. 

 
 Ces deux molécules ont été sélectionnées car l’ABTS est un substrat couramment 

utilisé pour étudier l’activité des peroxydases monofonctionnelles et l’INH est l’un des quatre 

antibiotiques administrés dans le traitement de la tuberculose et nécessite la présence de la 

catalase-peroxydase de M. tuberculosis pour être activé.  

 

 Notre hypothèse de travail est que chaque intermédiaire radicalaire possède au moins 

un substrat spécifique et qu’en présence de celui-ci sa réaction sera favorisée ou du moins en 

compétition avec le transfert d’électron intramoléculaire à l’origine de la formation des trois 

espèces radicalaires protéiques dans BpKatG. 

 

Enzyme natif

[Fe(III) Por]

Composé II

[Fe(IV)=O Por]

H2O2 H2O

S1

S1, ox

S1

S1

1e-1e-

Composé I

[Fe(IV)=O Por•+]

Enzyme natif

[Fe(III) Por]

Composé II

[Fe(IV)=O Por]

H2O2 H2O

S1

S1, ox

S1

S1

1e-1e-

Composé I

[Fe(IV)=O Por•+]

 

Enzyme natif

[Fe(III) Por]

Composé I

[Fe(IV)=O Por•+]

Composé II 

[Fe(IV)=O]

[Fe(IV)=O Trp330
•+]

[Fe(IV)=O Trp?
•]

S2S2,ox

S1,ox

S1

H2O

H2O2

[Fe(IV)=O Tyr?•]

Enzyme natif

[Fe(III) Por]

Composé I

[Fe(IV)=O Por•+]

Composé II 

[Fe(IV)=O]

[Fe(IV)=O Trp330
•+]

[Fe(IV)=O Trp?
•]

S2S2,ox

S1,ox

S1

H2O

H2O2

[Fe(IV)=O Tyr?•]

 
Schéma 4- 4 : Cycles catalytiques possibles en présence de substrats, donneurs d’un électron.  
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Figure 4- 16 : Spectres RPE à 9 GHz de la réaction de BpKatG avec l’ABTS (rouge) et de son contrôle 
(noir) à différentes températures d’enregistrement. Les spectres des figures C et D ont été normalisés en 
prenant comme référence l’intensité du signal des espèces radicalaires formés dans le contrôle. Les figures 4-16 
B et 4-16 C montrent les spectres RPE à 9 GHz enregistrés à 4K après la réaction avec l’ABTS en excès de deux 
fois et l’acide peracétique en excès de cinq fois, la réaction étant stoppée par immersion dans l’azote liquide 
après 2s à 0°C 

 

A B 

C D 
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I.5-1 Réaction entre BpKatG et l’ABTS. 

 

 Lorsqu’on pré-incube BpKatG avec l’ABTS, aucun changement dans les valeurs du 

tenseur g du signal ferrique n’est observé (figure 4-16 A) contrairement à ce qu’on a observé 

avec l’acétate de sodium (voir paragraphe précédent). Il semble donc que l’ABTS ne se fixe 

pas à proximité de l’hème.  

 

En présence d’ABTS et après réaction avec l’acide peracétique, il apparaît dans le 

spectre RPE de BpKatG (figure 4-16 B et 4-16 C) un signal à g=2 intense (3 fois plus intense 

que le contrôle) tandis que l’intensité du signal ferrique est identique à celle du contrôle. Le 

signal du radical large observé dans le contrôle, attribué au radical formé sur le Trp330 n’est 

plus détecté en présence d’ABTS, par contre, un autre signal radicalaire plus étroit est détecté 

(figure 4-16 C). Le spectre à 60K (figure 4-16 D) de l’échantillon avec l’ABTS confirme la 

présence d’un signal plus étroit (largeur pic à pic de 9 G) que celui des radicaux 

tryptophanyles et tyrosyles (largeur pic à pic de 22 G). Le signal étroit détecté correspond au 

signal du radical ABTS46. Contrairement au cas de la BLC, aucun autre signal de radical 

organique n’est détecté.  

 Le spectre d’absorption UV-visible de l’échantillon RPE contenant l’ABTS présente 

les bandes caractéristiques attendues pour le radical ABTS mais également celles de l’espèce 

oxoferryle. 

Même le premier radical alternatif, dans l’ordre séquentiel proposé n’est pas observé. 

Il semblerait donc que l’ABTS réagisse directement avec le composé I [Fe(IV)=O Por•+].  

BpKatG Fe(III)

+ABTS

Composé I

[Fe(IV)=O Por•+]

Composé II

[Fe(IV)=O]

ABTS

ABTS•

ABTS

ABTS•

1e-

1e-

BpKatG Fe(III)

+ABTS

Composé I

[Fe(IV)=O Por•+]

Composé II

[Fe(IV)=O]

ABTS

ABTS•

ABTS

ABTS•

1e-

1e-

 
Schéma 4- 5 : Cycle catalytique de BpKatG en présence d’ABTS. 
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Figure 4- 17 : Réaction entre BpKatG et l’isoniazide suivie par spectroscopie RPE à 9 GHz. En noir sur 
(A), (C) et (D) est représenté le spectre du contrôle (i. e. sans INH) et en rouge en présence d’INH. (B) 
Représentation du site de fixation possible pour l’INH. D’après Carpena et coll.6 

C D 
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I.5-2 Réaction entre BpKatG et l’isoniazide. 

  

 Lorsque l’on pré-incube BpKatG avec l’INH, un changement de couleur de 

l’échantillon est observé, il passe du brun au rouge sang. Cette observation indique que l’INH 

doit se fixer près de l’hème (puisque s’il y a un changement de couleur cela signifie que les 

bandes d’absorption du fer héminique sont modifiées). Cette hypothèse est confirmée par le 

spectre RPE du signal ferrique de l’enzyme (figure 4-17 A). En effet, l’incubation de l’INH 

induit de légers changements au niveau du signal axial du spectre. Il apparaît un épaulement 

en g=5,65 (repéré par un cercle bleu sur la figure). Vraisemblablement, l’INH se fixe de façon 

telle qu’il perturbe le réseau de liaisons hydrogène du site distal de l’hème, mais il n’est pas 

ligand, contriarement à l’acétate, qui peut l ‘être, et qui induit de réels changements sur le 

signal ferrique (figure 4-14).  

En 2003, nos collaborateurs6 ont proposé un site de fixation de l’INH chez BpKatG 

représenté sur la figure 4-17 B. Dans ce modèle, l’INH serait connecté à ce dernier via un 

réseau de liaisons hydrogène qui font intervenir le résidu Ser324. Il est intéressant de noter 

que dans les cas de résistance à l’INH, la majorité des mutations spontanées observées chez 

les patients concernent cette sérine (qui est localisée au même endroit chez MtKatG). Il est 

envisageable que la mutation de ce résidu détruise le site de fixation de l’INH et rende ainsi le 

traitement inefficace. 

 Après traitement de ces deux échantillons par l’acide peracétique, les spectres RPE à 9 

GHz ont été enregistrés à T=4K (figure 4-17 C) et à T=60K (figure 4-17 D). A 4K, pour les 

deux échantillons le signal large est détecté. Par contre à 60K, l’intensité du signal du contrôle 

est trois fois plus importante que celle de l’échantillon avec l’INH. Même si l’INH et l’acide 

peracétique sont introduits en conditions stœchiométriques, la vitesse de réaction entre l’INH 

et BpKatG est sans doute plus lente que celle du transfert d’électron intramoléculaire entre le 

deuxième site radicalaire tryptophane isolé et le Trp330, d’où le signal radicalaire observé en 

RPE à 60K. 

 D’après ces résultats, il apparaît que l’intermédiaire [Fe(IV)=O Trp330
•+] ne réagit pas 

avec l’INH. Il semble donc que l’espèce réactive en présence d’INH soit l’un des deux 

radicaux isolés. Ces résultats sont similaires à ceux observés avec la catalase-peroxydase de 

M. tuberculosis, bien qu’avec cette dernière aucun signal ne soit détecté à 60K37. En 

particulier, les études dans notre laboratoire37 ont montré que chez MtKatG, l’INH réagirait 

avec le deuxième radical tryptophanyle plutôt qu’avec le radical tyrosyle. Toutefois, les 

résultats ne sont pas directement transposables d’un enzyme à l’autre, comme l’ont montré 
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des études de spectrophotométrie d’absorption UV-visible à mélange rapide (stopped-flow) 

qui attestent d’une réactivité différente pour BpKatG et MtKatG47. 

Nos expériences, jusqu’à présent, ne nous permettent pas de conclure de manière 

définitive sur la réactivité sélective des radicaux protéiques. Pour pouvoir trancher, la 

mutagenèse dirigée sur des résidus tryptophanes et tyrosines est en cours, afin de déterminer 

le site de formation des radicaux protéiques isolés, ce qui nous permettrait le cas échéant de 

déterminer avec exactitude l’intermédiaire réactif en présence d’INH. De plus, pour connaître 

le site de fixation de l’INH, nous avons entamé une collaboration afin de faire des études de 

spectroscopie ENDOR avec l’INH marqué à l’azote 15, dont j’ai réalisé la synthèse (voir 

annexe). 

 

 En tant qu’ancêtre commun des catalases et des peroxydases monofonctionnelles, les 

catalase-peroxydases forment une famille importante qu’il faut mieux connaître pour 

appréhender les différences de réactivité des catalases et des peroxydases vis-à-vis du 

peroxyde d’hydrogène. C’est pourquoi, nous avons réalisé une étude comparative de ces 

protéines. 

 

II.  CARACTERISATION ET COMPARAISON DES INTERMEDIAIRES 

RADICALAIRES FORMES PAR LES KATGS. 

 

II.1-D EPENDANCE EN PH DU SIGNAL RPE A 9 GHZ DES KATGS NATIVES.. 

 

 Comme nous l’avons montré dans le cas de BpKatG, le pH de la solution peut 

engendrer des modifications structurales du site actif comme la modification perhydroxy du 

Trp111 ou le changement de conformation de l’Arg426, qui sont corrélées aux différentes 

activités catalytiques des catalase-peroxydases. Afin de vérifier si les autres catalase-

peroxydases présentaient ces mêmes caractéristiques, nous avons réalisé une étude en pH du 

signal ferrique pour chaque catalase-peroxydase. Les spectres obtenus en RPE à 9 GHz et 

enregistrés à T=4K sont présentés sur la figure 4-18. 

 Comme on pouvait s’y attendre les spectres RPE à 9 GHz des KatGs dans leur état 

natif sont caractéristiques d’un Fe(III), spin fort, pentacoordiné, avec deux résonances 

principales en g≈6 et g≈2. Pour toutes ces KatGs, les spectres correspondent à la contribution 

de deux signaux, un signal axial (gA⊥, gA//) et un signal rhombique (gBx, gBy et gBz). Les 

proportions relatives de ces deux signaux varient avec le pH pour chaque KatGs et ces 
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variations sont spécifiques à chaque enzyme. Les valeurs des composantes du tenseur g du 

signal axial et du signal rhombique (selon le pH) sont résumées dans le tableau 4-2. 

 

 

KatG Tenseur g du signal 
axial 

Tenseur g du signal 
rhombique à pH=5 

Tenseur g du signal 
rhombique à pH=8 

MtKatG 
gA⊥=5,90 

gA//=1,99 

gBx=6,50 

gBy=5,10 

gBz=1,97 

gBx=6,63 

gBy=5,01 

gBz=1,98 

BsKatG 
gA⊥=5,98 

gA//=1,99 

gBx=6,29 

gBy=5,18 

gBz=1,98 

gBx=6,38 

gBy=5,26 

gBz=1,98 

SyKatG 
gA⊥=5,90 

gA//=1,99 

gBx=6,50 

gBy=5,10 

gBz=1,97 

gBx=6,62 

gBy=5,01 

gBz=1,98 

RcKatG 
gA⊥=5,97 

gA//=1,99 

gBx=6,57 

gBy=5,06 

gBz=1,97 

gBx=6,57 

gBy=5,07 

gBz=1,97 

EcKatG 
gA⊥=5,97 

gA//=1,99 

gBx=6,65 

gBy=5,07 

gBz=1,96 

gBx=6,66 

gBy=5,07 

gBz=1,96 

BpKatG 
gA⊥=5,94 

gA//=1,99 

gBx=6,44 

gBy=5,11 

gBz=1,97 

gBx=6,59 

gBy=5,03 

gBz=1,96 

AfKatG 
gA⊥=6,04 

gA//=1,99 

gBx=6,44 

gBy=5,26 

gBz=1,97 

gBx=6,60 

gBy=5,16 

gBz=1,97 

Tableau 4- 2 : Caractéristiques des spectres RPE à 9 GHz du signal ferrique des catalase-peroxydases 
enregistrés à T=4K. 
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Figure 4- 18 : Dépendance du signal ferrique selon le pH des différentes KatGs enregistrés à T=4K. Les 
conditions d’enregistrement sont identiques à celles de la figure 4-1 gauche. En trait plein, le spectre correspond 
au pH acide (pH=5,3) et en pointillés au pH basique (pH=8,2). Pour BpKatG, le spectre noir correspond au 
pH=4,5. 
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 Nous avons déjà démontré que des changements de pH induit des changements de 

proportion de signal rhombique sur le spectre de l’enzyme natif de BpKatG. En particulier, 

l’absence de signal axial à pH basique a été attribuée à des changements géométriques induits 

par la modification perhydroxyle du Trp11127. 

 Comme SyKatG, les autres KatGs ne possèdent pas d’activité NADH-oxydase et la 

contribution du signal axial est plus importante que celle du signal rhombique à pH basique. 

Seule AfKatG se distingue et se comporte comme BpKAtG à pH basique mais elle ne possède 

pas d’activité NADH-oxydase, activité qui nécessite la modification du tryptophane distal. 

Les changements dans le signal RPE ferrique d’AfKatG résulterait plutôt de la protonation ou 

de la déprotonation d’un résidu. La partie distale du site actif d’AfKatg est donc 

vraisemblablement différente de celui des autres enzymes, du point de vue acido-basique 

notamment. 

 

II.2-I NTERMEDIAIRES RADICALAIRES FORMES PAR LES KATGS. 

 

 Nous avons démontré que BpKAtG et MtKatG forment un intermédiaire       

[Fe(IV)=O Por•+] de courte durée de vie, un intermédiaire [Fe(IV)=O Trp•+] sur le 

Trp330/Trp321 (BpKAtG/MtKatG) ainsi qu’un autre radical tryptophanyle et un radical 

tyrosyle. SyKatG forme un radical [Fe(IV)=O Por•+] stable ainsi qu’un radical tryptophanyle 

sur le Trp106 et un radical tyrosyle. Par contre, aucun radical n’est formé sur le tryptophane 

proximal. 

 
Figure 4- 19 : Comparaison des intermédiaires formés par les catalase-peroxydases après réaction avec 
l’acide peracétique. 
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Figure 4- 20 : (A) Agrandissement du spectre figure 4-19 de la partie du spectre correspondant au signal 
ferrique après réaction avec l’acide peracétique et les KatGs (B) : Agrandissement du spectre de la figure 
4-19 de la partie du spectre correspondant au signal des espèces radicalaires après réaction avec l’acide 
peracétique et les KatGs. Les conditions d’enregistrement sont T=4K, Modulation d’amplitude 4 G, Puissance 
des micro-ondes P=1 mW, Modulation de fréquence 100 kHz. (C) : Spectres RPE à 9 GHz, enregistrés à 
T=40K. Conditions d’enregistrement : T=40K, Modulation d’amplitude 0,5 G, Puissance des micro-ondes 
60µW, modulation de fréquence 100 kHz. (D) : Spectres RPE enregistrés à champ intense (10 T) et haute 
fréquence (285 GHz) des radicaux protéiques formés par les catalase-peroxydases. Conditions 
d’enregistrement : T=10K, Modulation de fréquence 3KHz modulation du champ 10 G. Pour chaque enzyme, les 
conditions utilisées sont celles pour lesquelles le rendement en espèces radicalaires est maximal. 

C B 

A D 
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 Nous avons cherché à identifier les intermédiaires radicalaires pour les autres catalase-

peroxydases (figure 4-19). Les figures 4-20 A et B sont des agrandissements de la partie 

ferrique et de la partie radicalaire respectivement du spectre de la figure 4-19. Après 

traitement avec l’acide peracétique, hormis ceux de RcKatG et BsKatG, les spectres des 

KatGs présentent un signal large de 400 G centré à g=2. Par comparaison avec ceux de 

BpKatG et de MtKatG, les formes de ces signaux larges sont différentes, rappelant ce que 

nous avions observé avec les mutants de BpKatG. En particulier, le signal obtenu avec 

AfKatG est similaire à celui du mutant W111F de BpKatG (figure 4-20 B). Comme pour 

l’étude de la dépendance en pH du signal ferrique, nous pouvons en conclure que la partie 

distale de l’hème dans AfKatG est différente de celles des autres KatGs. Pour BsKatG et 

RcKatG, le signal large n’est pas détecté mais un signal plus étroit de 24 G centré à g=2 est 

détecté. Cependant, le composé [Fe(IV)=O Por•+] n’est peut-être pas détecté à cause de la 

faible concentration des échantillons. 

 

 La conversion du signal ferrique est également variable selon les KatGs. Il faut 

préciser que les conditions utilisées pour chaque enzyme correspondent à celles pour 

lesquelles le maximum de signal radicalaire en g=2 est obtenu. Sur la figure 4-20 A, on 

observe, après normalisation que la conversion du signal ferrique de RcKatG est inférieure à 

celle des autres KatGs. Comme précédemment une absence de réaction aussi bien qu’une 

réaction trop rapide peuvent interpréter cette diminution. On ne peut également exclure la 

formation de composé II, [Fe(IV)=O] avec cet enzyme. Pour les autres KatGs, la conversion 

du signal est d’environ 80 % et le maximum est obtenu avec BpKatG. 

 

 La figure 4-20 C présente les spectres RPE des mêmes échantillons enregistrés à 40K. 

Les spectres obtenus possèdent une largeur pic à pic d’environ 25 G. Les allures des spectres 

sont différentes, ce qui peut s’interpréter par des rapports quantitatifs entre les radicaux 

tryptophanyles et radical tyrosyle différents, ou par des sites de formation de ces 

intermédiaires différents. Seul RcKatG se distingue, car son signal est légèrement plus étroit 

(19 G) de forme est similaire à celle du radical tyrosyle de la catalase de foie de bœuf. Un 

spectre RPE à champ intense aurait pu éventuellement approfondir l’investigation mais le 

rendement en radical avec RcKatG est trop faible (≤ 30 %) pour réaliser cette expérience. 

 

Les spectres RPE à champ intense confirment les informations déduites des spectres à 

9 GHz. En effet, il apparaît clairement sur cette figure que la proportion de radical 
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tryptophanyle est la plus importante chez BpKatG même si toutes les catalase-peroxydases 

forment les deux radicaux. 

SyKatG est donc la seule KatG de cette étude qui forme un composé   [Fe(IV)=O 

Por•+] assez stable pour être détecté à l’échelle de la seconde. Dans BsKatG et RcKatG aucun 

signal dû à un radical formé sur le tryptophane proximal n’est détecté. Le signal large (400 G) 

de ce radical a la même forme dans BpKatG et MtKatG mais pas dans AfKatG et EcKatG. 

Deux interprétations sont possibles. Soit, chez ces deux dernières catalase-peroxydases, le site 

de formation du radical tryptophanyle n’est pas le tryptophane proximal mais le tryptophane 

distal, soit l’environnement distal de ces deux protéines est différent de celui de BpKatG et 

MtKatG et ce changement de géométrie entraîne un changement de la forme du signal, 

comme nous l’avons vu pour les mutants de BpKatG. 

 

II.3-I NFLUENCE DE LA TEMPERATURE DE MELANGE SUR LA FORMATION 

DES INTERMEDIAIRES RADICALAIRES DES KATGS. 

 

 Dans le cas des catalases monofonctionnelles, nous avons vu que la diminution de la 

température favorise la formation d’une espèce radicalaire protéique, alternative au composé 

I. Parmi les catalase-peroxydases étudiées, AfKatG provient d’une bactérie thermophile. Il est 

donc intéressant de connaître l’effet de la température sur le signal RPE des espèces 

radicalaires formées par cette dernière. Nous avons choisi de comparer l’effet de la 

température sur AfKatG à celui sur MtKatG, car c’est une des catalase-peroxydases les mieux 

connues. Nous avons donc réalisé la réaction de mélange entre les enzymes et l’acide 

peracétique à 0°C, 10°C, 25°C et 50°C, toutes les autres conditions expérimentales étant 

identiques. 

 

 Dans le cas d’AfKatG, les spectres RPE à 9 GHz révèlent que le maximum de 

conversion du signal ferrique est obtenu lorsque la température de mélange est de 25°C 

(figure 4-21 A). Ce maximum de conversion du signal ferrique correspond au maximum 

d’intensité de la partie étroite du signal centré à g=2, attribuée aux radicaux organiques. Le 

minimum de conversion est obtenu lorsque la température de mélange est de 50°C. En outre, 

l’intensité du signal ferrique à T=25°C est 1,7 fois plus importante qu’à 50°C. Le rapport des 

intensités dues aux radicaux protéiques indique également une plus grande conversion à 25°C, 

mais il est, à cette température, de quatre (au lieu de 1,7). Cela indique qu’une augmentation 

de température favorise la formation de composé II, [Fe(IV)=O]. 
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       A          B 

 

Figure 4- 21 : Spectres à 9 GHz enregistrés à 9 GHz d’AfKatG traitée par l’acide peracétique selon la 
température de mélange.  Tous les spectres ont été obtenus avec des échantillons de même concentration en 
enzyme ; pour tous les échantillons l’acide peracétique est utilisé 20 fois en excès et le temps de réaction est de 
2s. 
 

 Pour MtKatG (figure 4-21 B), dans les mêmes conditions, le maximum de conversion 

du signal ferrique est obtenu avec la température de mélange de 25°C et le minimum pour 

T=50°C. Le maximum de signal radicalaire est obtenu pour une température de mélange de 

25°C alors que le minimum est obtenu à 50°C. Le rapport d’intensité du signal ferrique entre 

T=25°C et T=50°C est de 1,5 alors qu’il est de 6 pour les signaux des radicaux organiques. 

Comme précédemment la formation de composé II, que l’on ne peut mesurer directement par 

spectroscopie RPE, permet d’expliquer la non-proportionnalité des rapports d’intensité. 

  

Pour être plus précis dans notre étude de l’influence de la température sur les 

intermédiaires radicalaires, nous devons distinguer le spectre large observé à 4K et le signal 

enregistré à 40K, puisque ces deux signaux correspondent à des espèces différentes. La figure 

4-22 représente les spectres RPE enregistrés aux deux températures (4K et 40K) pour les deux 

catalase-peroxydases. 
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       AfKatG          MtKatG  

  

  
Figure 4- 22 : Influence de la température de mélange sur le rendement et sur la nature des intermédiaires 
radicalaires formés par AfKatG (gauche) et MtKatG (droite). En haut : Spectre RPE à 9 GHz enregistrés 
à T=4K ; En bas : Spectres RPE à 9 GHz enregistrés à T=40K. Pour les deux protéines les conditions de 
mélange et d’enregistrement des spectres sont strictement identiques. Les conditions d’enregistrement sont 
identiques à celles des figures 4-12 A et 4-12 C respectivement pour T=4K et T=40K. 
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Le signal large d’AfKatG est plus sensible à l’effet de la température que le signal de 

MtKatG. En effet entre 0°C et 25°C, l’intensité du signal large d’AfKatG est divisée par 1,5 

alors qu’il n’est divisé que par 1,2 pour MtKatG. Par contre entre 25°C et 50°C, le signal 

large d’AfKatG diminue moins que celui de MtKatG, puisque le rapport est de 5 pour 

AfKAtG et de 6 pour MtKatG. 

L’intensité du signal enregistré à 40K n’est pratiquement pas modifiée entre T=0°C et 

T=25°C chez MtKatG et AfKatG. Par contre entre T=25°C et T=50°C, l’intensité du signal 

est divisée par 2 pour AfKatG et par 2,5 pour MtKatG.  

MtKatG est donc plus sensible à l’effet de la température, lorsqu’elle est supérieure à 

25°C. Ceci est en accord avec les mesures de l’activité catalytique. Après 60s à 60°C, 

MtKatG perd 50 % de son activité catalase alors que celle d’AfKatG ne diminue que de 10 %.  

D’après ces résultats il est important de souligner que non seulement l’activité des 

catalase-peroxydases est liée à la nature des radicaux formés, mais également leurs 

proportions respectives. 

 

II.4-D ETERMINATION DU ROLE DES INTERMEDIAIRES RADICALAIRES : 

TESTS AVEC LES SUBSTRATS. 

 

 Nous avons démontré que seule SyKatG forme un radical porphyrinique cationique 

stable. De plus, avec cet enzyme, comme BsKatG et RcKatG, le tryptophane proximal n’est a 

priori  pas le site de formation d’un intermédiaire radicalaire. Il l’est en revanche avec 

BpKatG et MtKatG37. Avec AfKatG et EcKatG un signal large est également détecté, mais 

nos résultats ne nous ont pas permis de déterminer le résidu responsable de ce signal.  

Afin déterminer la réactivité de ces espèces vis-à-vis de substrats, nous avons comparé 

la réactivité d’AfKatG et de RcKatG. 
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II.4-1 Réaction avec l’ABTS. 

 

 Le spectre RPE de l’enzyme ferrique pré-incubé avec l’ABTS en excès (5 fois) 

pendant cinq minutes à température ambiante est identique au spectre ferrique de l’enzyme 

seul (figure 4-23). 

 

  
Figure 4- 23 : Spectre 9 GHz des enzymes sous forme ferrique pré-incubés ou non avec l’ABTS. A 
gauche : Spectre entier ; A droite : agrandissement du signal ferrique. 
 

 Pour les deux protéines, l’incubation n’implique aucun changement dans le spectre 

natif.  

 

 Lorsque l’on fait réagir RcKatG avec l’acide peracétique, un signal centré à g=2 est 

observé dans le contrôle mais le rendement de la réaction est faible (18 %). Par contre, quand 

l’enzyme est pré-incubé avec l’ABTS, après ajout d’acide peracétique un signal étroit centré à 

g=2 très intense (55 fois plus intense que celui détecté dans le contrôle) est observé (figure 4-

24 A et C). 

 

 Le signal ferrique après réaction avec l’acide peracétique (figure 4-24 B), est le même 

pour les deux échantillons, avec ou sans ABTS. L’ABTS ne réagit donc pas avec le composé 

II pour régénérer l’enzyme natif et le cycle catalytique est bloqué au stade du composé II. 
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Figure 4- 24 : Spectres RPE à 9 GHz enregistrés à T=4K de RcKatG pré-incubée (spectres rouges) ou non 
(spectres noirs) avec l’ABTS 5 fois en excès puis traitée par l’acide peracétique 20 fois en excès. (A) 
Spectres de 500 G à 4000 G. (B) : Agrandissement du signal ferrique (de 800 à 1800 G). (C) : 
agrandissement de la région en g=2 (de 3200 à 3500 G). Les spectres en présence d’ABTS ont été enregistrés 
dans les mêmes conditions ; T=4K ; Puissance des micro-ondes 1mW, Modulation d’amplitude 4 G, Modulation 
de fréquence 100 kHz et le Gain de 5*103. Dans le cas du contrôle, le gain lors de l’accumulation était dix fois 
plus important (5*104). Sur les figures, les spectres ont été normalisé, d’où la différence de signal sur bruit dans 
l’agrandissement du signal ferrique. 
 

 

 

A 

B C 
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 A 40K, le signal du radical organique en présence d’ABTS (largeur pic à pic 9 G) 

centré à g=2 est différent de celui des radicaux protéiques et notamment de celui observé pour 

le contrôle (i.e. en absence d’ABTS) dont largeur pic à pic est de 22 G. Ce signal peut donc 

être attribué à un radical ABTS. Il est important de noter ici que les conditions 

d’enregistrement du spectre à 40K du contrôle sont différentes de celles utilisées pour 

enregistrer le spectre du radical ABTS, car le rendement en radical avec le contrôle est trop 

faible pour utiliser les mêmes conditions. 

 

 
Figure 4- 25 : Spectres RPE normalisés en intensité des radicaux formés par RcKAtG en présence (spectre 
rouge) ou non (spectre noir) d’ABTS. Les conditions d’enregistrement des deux spectres sont différentes : 
Spectre Rouge : T=40K, 1 scan, Gain 1,25*104, Puissance des micro-ondes : 0,5 mW, Modulation d’amplitude : 
0,5 G, Modulation de fréquence : 100 kHz. Spectre Noir : T=40K, 12 scan, Gain 1,25*106, Puissance des micro-
ondes : 1 mW, Modulation d’amplitude : 1,5 G, Modulation de fréquence : 100 kHz. Les deux spectres ont 
ensuite été normalisés. 
 

 En absence d’ABTS (i.e. contrôle), RcKatG forme très peu de radical protéique. Il est 

donc très peu probable que ces radicaux réagissent avec l’ABTS, puisque la quantité de 

radical ABTS formée est très importante. Vraisemblablement, l’ABTS réagit avec le radical 

porphyrinique cationique. Si celui-ci n’est pas détecté en absence d’ABTS c’est sans doute 

parce qu’il a une durée de vie trop courte.  

 

 Pour AfKatG, en absence d’ABTS, après réaction avec l’acide peracétique un signal 

large de 400 G est détecté et la conversion du signal ferrique est d’environ 60 %, donc bien 

supérieur à celle de RcKatG. En présence d’ABTS, le signal large est remplacé par un signal 

étroit et intense (8 fois plus intense que le contrôle) (figure 4-26 A, B et C). En outre, le signal 

ferrique est 1,7 fois plus intense en présence d’ABTS que dans le cas du contrôle.  
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Figure 4- 26 : Spectres RPE à 9 GHz de AfKatG pré-incubée (spectres bleus) ou non (spectres magenta) 
avec l’ABTS 5 fois en excès puis traitée par l’acide peracétique 20 fois en excès. (C) Spectres de 500 G à 
4000 G. (A) : Agrandissement du signal ferrique (de 800 à 1800 G). (B) : Agrandissement de la région en 
g=2 (de 3200 à 3500 G). Les spectres en présence d’ABTS ont été enregistrés dans les mêmes conditions ; 
T=4K ; Puissance des micro-ondes 1 mW, Modulation d’amplitude 4 G, Modulation de fréquence 100 kHz et le 
Gain de 5*103. Dans le cas du contrôle, le gain lors de l’accumulation était dix fois plus important (5*104). Sur 
les figures, les spectres ont été normalisés, d’où la différence de signal sur bruit dans l’agrandissement du signal 
ferrique. (D) Spectres enregistrés à 40K normalisés en intensité. Les conditions d’enregistrement des deux 
spectres sont différentes : Spectre Bleu : T=40K, 1 scan, Gain 1,25*104, Puissance des micro-ondes : 0,5 mW, 
Modulation d’amplitude : 0,5 G, Modulation de fréquence : 100 kHz. Spectre Magenta: T=40K, 6 scan, Gain 
1,25*106, Puissance des micro-ondes : 1 mW, Modulation d’amplitude : 1,5 G, Modulation de fréquence : 
100kHz. Les deux spectres ont ensuite été normalisés. 
 

 

A B 

C D 
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 Comme pour RcKatG, la forme du signal à 40K en présence d’ABTS est beaucoup 

plus étroite (9 G) que celle du contrôle. L’ABTS réagirait donc de la même façon qu’avec 

RcKatG, c’est-à-dire avec le composé I. D’autre part, comme l’intensité du signal ferrique 

après la réaction avec l’acide peracétique est 1,7 fois plus grande que dans le contrôle, il 

semble que dans le cas d’AfKatG et contrairement à RcKAtG, l’ABTS réagisse avec le 

composé II. 

 

 Les signaux enregistrés à 4K et 40K des radicaux ABTS obtenus avec AfKatG et 

RcKatG dans les mêmes conditions expérimentales sont comparés dans la figure 4-27.  

 

  

Figure 4- 27 : Spectres des radicaux ABTS obtenus avec AfKatG (bleu) et RcKatG (rouge). A gauche 
enregistrés à 4K et à droite enregistrés à 40K. Pour chaque température, les conditions d’enregistrement sont 
les mêmes avec les deux enzymes. 
 

 Pour les deux enzymes, la forme du signal est identique aux deux températures. Par 

contre, les rapports d’intensité sont différents. A 4K, le signal obtenu avec RcKAtG est 1,8 

fois plus intense que celui obtenu avec AfKatG et ce même rapport est de 1,2 à 40K. Ces 

différences d’intensités peuvent être expliquées en considérant que ces deux radicaux ont des 

propriétés de relaxation différentes, qui sont dues à l’influence du métal. Les puissances de 
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saturation du radical ABTS étant différentes (à 4K P1/2= 24µW avec AfKatG et P1/2=98µW 

avec RcKatG), l’intensité plus faible du radical ABTS d’AfKatG pourrait avoir son origine 

dans des effets de saturation. Un modèle envisageable est que le site de fixation de l’ABTS, 

serait plus proche de l’hème dans le cas de RcKatG. Il est intéressant de noter, que l’activité 

spécifique de RcKatG vis-à-vis de l’ABTS est environ deux fois plus élevée que celle 

d’AfKatG (respectivement de 3,0±0,02 mM ABTS.min-1.µM hème-1 et 1,7±0,02 mM 

ABTS.min-1.µM hème-1). La fixation du substrat sur un site plus éloigné pourrait impliquer un 

transfert d’électron ralenti pour l’oxydation de l’ABTS par le composé [Fe(IV)=O Por•+] et 

expliquer la plus faible activité d’AfKatG. 

 

II.4-2 Réaction avec l’INH. 

 

 Les résultats obtenus en spectroscopie RPE à 9 GHz avec l’INH sont représentés sur la 

figure 4-28. Sur la figure A sont représentés les spectres RPE à 4K du signal ferrique de 

RcKatG et AfKatG avant et après incubation avec l’INH. Contrairement à BpKatG, en 

absence d’oxydant les signaux ferriques ne sont pas modifiés par la présence de l’INH. Une 

interprétation est que le site de fixation de l’INH dans AfKatG et RcKatG n’est pas identique 

à celui de BpKatG. Dans AfKatG et RcKatG, ce site de fixation ne doit pas interférer dans le 

réseau de liaisons hydrogène de la partie distale. Ni les structures de RcKatG et d’AfKatG, ni 

celle d’un complexe KatG-INH ne sont actuellement disponibles. Nous ne sommes donc pas 

en mesure de localiser le site de fixation de l’INH dans ces enzymes. 

 

Après ajout de l’oxydant et pour les deux enzymes (figure 4-28 B et C), il apparaît 

nettement que la présence d’INH implique une diminution drastique de l’intensité du signal 

des radicaux protéiques. Pour RcKatG, aucun signal correspondant à un radical organique 

n’est détecté. En l’occurrence, contrairement à l’ABTS, le produit de l’oxydation de l’INH 

n’est pas détecté. L’enzyme n’est toutefois pas inactive vis-à-vis de l’INH car la conversion 

du signal ferrique est légèrement supérieure à celle du contrôle. Comme aucun radical n’est 

détecté deux hypothèses sont possibles : INH réagit avec le radical porphyrinique cationique 

et empêche le transfert d’électron entre la tyrosine et la porphyrine d’avoir lieu ou INH réagit 

avec le radical tyrosyle.  
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Figure 4- 28 : Effet de l’INH sur la formation des radicaux protéiques chez AfKatG et RcKatG. (A) 
Influence de la fixation de l’INH sur le signal ferrique enregistrée à T=4K et 9 GHz. (B) Influence sur la 
formation des radicaux protéiques. (C) : Agrandissement du signal des radicaux protéiques, les spectres 
pour AfKatG étant normalisés. (D) Influence sur la formation des radicaux protéiques enregistrée à 
T=40K et 9 GHz. Les conditions d’enregistrement : pour (A) et (B) elles correspondent à celles de Figure 4-13 
A et pour (C) à celles de figure 4-12 D. L’INH est utilisé deux fois en excès et l’acide peracétique est utilisé 20 
fois en excès (les excès sont toujours calculés par rapport à l’hème). Le temps de réaction est de 2s et la 
température de réaction 0°C. 

C 

D 

A B 
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 Pour AfKatG, en présence d’INH, l’intensité du signal des intermédiaires protéiques 

est divisée par 3,5 par rapport à celle du contrôle à 4K. Si on réalise cette même comparaison 

avec les spectres enregistrés à 40K (figure 4-28 D), le signal du contrôle est divisé par 7. Tout 

comme nous l’avons démontré pour BpKatG, il semble que le composé [Fe(IV)=O Trp•+] ne 

réagisse pas avec l’INH et donc ce dernier réagirait avec l’un ou les deux radicaux isolés. 

 Dans le cas de MtKatG, le signal de [Fe(IV)=O Trp321
•+] est deux fois plus intense 

lorsque l’enzyme est pré-incubé avec l’INH, avant la réaction avec l’acide peracétique37 . Or 

ce phénomène n’est pas observé avec AfKatG et RcKatG. En considérant que le site de 

fixation est différent dans MtKatG, dans AfKAtG et RcKAtG, il est possible que l’espèce 

réactive par rapport à l’INH avec les deux dernières KatGs soit le [Fe(IV)=O Por•+], comme 

dans le cas de la HRP. 
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CONCLUSIONS 
 

Les sept catalase-peroxydases étudiées au cours de ce travail de thèse possèdent une 

similarité dans leurs séquences allant de 50 à 70 %. Les quatre structures cristallographiques 

disponibles7,11,6,8 révèlent un haut degré de similitude, en particulier dans l’environnement de 

l’hème. Les résidus du site actif sont conservés, et les superpositions des structures montrent 

un parfait alignement. Seules quelques différences structurales dans l’arrangement en 

tridimensionnel de la chaîne polypeptidique sont observées. En particulier, la modification 

covalente entre les résidus Trp111-Tyr238-Met264 de la partie distale (numérotation de 

BpKatG), qui est conservée parmi toutes les catalase-peroxydases étudiées, joue un rôle 

essentiel dans la modulation de l’activité catalase de ces hémoprotéines21,22. Malgré ces 

apparentes similarités structurales, cette étude démontre qu’il existe des différences au niveau 

des intermédiaires catalytiques formés au sein des catalase-peroxydases. Notre étude par 

spectroscopie RPE montre que trois sous-groupes de KatGs peuvent être distingués selon les 

espèces radicalaires formées par réaction avec l’acide peracétique:  

• BpKatG, MtKatG, AfKatG et EcKatG forment trois espèces radicalaires alternatives, 

dont une se forme sur un tryptophane proche de l’atome de fer. Pour BpKatG et MtKatG, le 

radical se forme sur le tryptophane proximal. Les deux autres radicaux se forment sur un autre 

tryptophane et une tyrosine. 

• BsKatG et SyKatG  forment un radical tryptophanyle, situé sur le Trp106 chez 

SyKatG, et un radical tyrosyle.  

• RcKatG forme une seule espèce alternative et ce sur une tyrosine. 

Dans tous les cas, à l’exception de SyKatG, l’espèce [Fe(IV)=O Por•+] n’est pas détectée à 

l’échelle de la seconde, c'est-à-dire à l’échelle de temps utilisée pour nos expériences RPE. 

Nous pouvons donc supposé que cet intermédiaire est de courte durée de vie. Cependant des 

preuves de sa formation ont été obtenues avec nos expériences de stopped flow avec MtKatG 

et BpKatG. Une preuve indirecte de sa formation dans RcKatG est fournie par les expériences 

en présence d’ABTS.  

Nous avons également pu démontrer que le site de formation du radical tryptophanyle 

isolé (sans interaction magnétique avec le fer) n’est pas localisé sur le même résidu dans 

BpKatG et SyKatG. Ces différences au niveau des intermédiaires formés pourraient expliquer 

les différences observées dans la réactivité des catalase-peroxydases, notamment avec les 

deux substrats que nous avons testés ainsi que celles observées dans l’efficacité des réactions 

d’oxydation. 
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Bien que le substrat in vivo des catalase-peroxydases soit toujours inconnu, nous avons 

utilisés l’ABTS dans nos tests in vitro. D’après les spectres RPE, la fixation de l’ABTS 

n’induit pas de changement dans la géométrie du site actif. D’après nos résultats de 

spectroscopie RPE, il est possible que les sites de fixation de l’ABTS soient différents pour 

chaque catalase-peroxydase.  

D’après notre étude, l’ABTS réagirait avec l’intermédiaire [Fe(IV)=O Por•+]. Si 

l’ABTS se fixe à la surface de la protéine, cela signifierait qu’il existe donc un chemin de 

transfert d’électron entre l’ABTS et l’hème. Cependant dans le cas des catalase-peroxydases, 

il est possible que les radicaux protéiques observés participent à cette chaîne de transfert 

d’électron, mais que la présence de l’ABTS accélèrerait ce transfert, d’où l’absence de signal 

en RPE. On peut également envisager que le transfert d’électron utiliserait un chemin 

différent et que la réaction entre l’ABTS et les catalase-peroxydases devienne prioritaire par 

rapport aux transferts d’électron intramoléculaires lorsqu’il est présent. 

 

Dans le cas de l’INH, il a été démontré que l’intermédiaire [Fe(IV)=O Trp•+] n’est pas 

une espèce impliquée dans la réaction avec la prodrogue. Nous avons donc conclu que ce 

dernier devait réagir avec l’un des résidus isolés ou avec le composé [Fe(IV)=O Por•+]. 

Cependant, les résultats de notre groupe37 avec MtKatG étayent l’idée que le radical 

tryptophanyle serait nécessaire à l’activité. Toutefois, on ne peut pas déduire de nos 

expériences si la formation du radical tryptophanyle précède celle du radical tyrosyle, puisque 

ces deux espèces contribuent simultanément au spectre RPE obtenu par mélange manuel. Le 

fait que l’activation de l’INH ne soit pas réalisée via l’hème indique que le site de fixation de 

l’INH n’est pas le même que celui des substrats aromatiques chez les peroxydases, telle que la 

peroxydase de raifort48. Toutefois, Metcalfe et coll.49 ont publié récemment les structures de la 

CcP et l’APX co-cristallisées avec l’INH. Il apparaît que dans ces deux protéines l’INH se 

fixe près de l’hème.  

La localisation du site de fixation de l’INH dans les catalase-peroxydases est encore 

actuellement en débat. La structure de BpKAtG présente une densité électronique non 

identifiée juste avant le rétrécissement du canal d’accès, à 10 Å de l’hème et à proximité de la 

Ser324 (figure 4-29 A). La même densité électronique a été observée chez MtKatG par 

Bertrand et coll.8 mais ceux-ci ont argumenté que cette région est trop petite pour permettre la 

fixation d’une molécule de type pyridine et suggèrent qu’une molécule de solvant est localisée 

à cet emplacement. Selon, Bertrand et coll. le site de fixation des composés aromatiques est 

localisé près de l’hème, comme c’est le cas chez les peroxydases monofonctionnelles (figure 

4-29 B). 
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Figure 4- 29 : Site de fixation de l’INH (A) proposé par Carpena et coll6 d’après la structure de BpKatG 
(résolution de 1,7 Å). (B) Site proposé par Bertrand et coll.8 d’après la structure de MtKatG (résolution de 
2,4 Å). 

 

Le site actif des catalase-peroxydases est plus encombré que celui des peroxydases 

notamment par la présence de la boucle LL1 (voir introduction). De plus, la présence du 

réseau de liaisons hydrogène dans la partie distale du site actif des catalase-peroxydases serait 

modifiée par la fixation de l’INH près de l’hème, ce qui se traduirait par des changements 

significatifs sur le spectre RPE de la partie ferrique en présence d’INH, tels que ceux observés 

chez les mutants des résidus de la partie distale. Or nous avons vu que ce n’était pas le cas ni 

chez BpKatG, ni chez RcKatG ni chez AfKatG.  

L’identification du site de formation du radical tryptophanyle et du radical tyrosyle 

serait d’une aide précieuse pour déterminer le site de fixation de l’INH dans les catalase-

peroxydases ainsi que le mécanisme de réaction, qui est encore mal compris à ce jour. 

Comme nous l’avons démontré pour BpKatG, le mécanisme de la réaction de type 

catalase n’est pas identique à celui des catalases à hème monofonctionnelles, tandis que celui 

de la réaction type peroxydase n’est pas celui des peroxydases monofonctionnelles.  

 

Bien que les sites de formation des radicaux isolés ne soient pas encore déterminés au 

sein des catalase-peroxydases, une conclusion importante se dégage de nos résultats : les 

radicaux protéiques formés par transfert d’électron intramoléculaire dans les catalase-

peroxydases ne sont pas issus de réactions parasites mais ils constituent des sites alternatifs 

d’oxydation des substrats. Ces sites de formation de radicaux protéiques sont d’autant plus 

importants qu’ils sont uniques. Dans le cas de SyKatG15, le radical tryptophanyle se forme 

uniquement sur le Trp106. 
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Tout comme dans le cas des peroxydases monofonctionnelles, il apparaît que les 

catalase-peroxydases présentent une diversité au niveau des intermédiaires radicalaires formés 

tant dans leur nature que dans leur localisation. Les signaux ferriques des enzymes natifs sont 

différents et présentent des dépendances en pH différentes, ce qui indique que 

l’environnement de l’hème n’est pas exactement identique parmi les catalase-peroxydases. 

Ces subtils changements peuvent être associés à des spécificités de substrats. Comme nous 

l’avons démontré, MtKatG réagit de façon très efficace avec l’INH ce qui n’est pas le cas 

pour les autres catalase-peroxydases, pour lesquelles on observe toujours une compétition 

entre la réaction d’oxydation de l’INH et le transfert d’électron intramoléculaire. Ces 

protéines semblent donc s’être adaptées et spécialisées en fonction de leur niche 

environnementale.  
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INTRODUCTION  
 

Comme nous l’avons démontré dans ce travail, la formation de radicaux tyrosyles ou/et 

tryptophanyles, issus du transfert d’électron intramoléculaire vers l’hème, apparaît comme une 

caractéristique commune de certaines catalases (chapitre III) et catalase-peroxydases ou 

peroxydases bifonctionnelles (chapitre IV). Ces résultats permettent de généraliser les cas déjà 

connus de la cytochrome c peroxydase, de la peroxydase de lignine ou de la Prostaglandine H 

Synthase1,2,3,4,5,6. Dans ce chapitre notre objectif est de comprendre les propriétés physico-

chimiques permettant et favorisant la formation des radicaux protéiques en tant qu’intermédiaires 

alternatifs à l’intermédiaire typique des hémoprotéines, le composé [Fe(IV)=O Por•+]. Parmi les 

différentes stratégies possibles, telles que l’utilisation de systèmes modèles comme la 

microperoxydase ou l’ingénierie des sites de formation des radicaux protéiques, nous avons 

choisi d’étudier une peroxydase de raifort reconstituée dans laquelle l’hème, avant d’être replacé 

dans la protéine, a été modifié par liaison covalente avec un résidu tyrosine ou tryptophane. La 

peroxydase ainsi reconstituée a été étudiée par spectroscopie RPE et par spectrophotométrie 

d’absorption électronique UV-visible, afin de détecter d’éventuels radicaux tyrosyles ou 

tryptophanyles. 

 

Dans la première partie de ce chapitre, nous rappellerons les propriétés de la peroxydase 

de raifort. Puis dans une deuxième partie, nous présenterons les résultats obtenus avec la 

peroxydase reconstituée. 

 

A. LA PEROXYDASE DE RAIFORT . 
 

 La peroxydase de raifort (HRP) est une hémoprotéine qui utilise le peroxyde d’hydrogène 

pour oxyder une grande variété de substrats. Les racines de plantes contiennent plusieurs 

isoformes de peroxydases (30 dans le cas de Armorique rusticage) et l’isoforme C est le plus 

abondant dans celle du raifort. La production de l’enzyme recombinant7 a permis des avancées 

majeures dans la compréhension de la structure et de la fonction de la HRP. En 1997, la structure 

cristallographique de la HRP C a été obtenue8 (figure 5-1) et plus récemment, les structures à 

haute résolution des intermédiaires catalytiques9. Plusieurs rôles physiologiques ont été attribués 

à la peroxydase de raifort, notamment le métabolisme de l’acide indole 3-acétique et la 

lignification. 



                                                                                                  Chapitre 5 : Peroxydases modifiées 
 

 - 256 -  

 

 

 

 

 

 

 

Phe41

His42
Asn70

Arg38

His170

Asp247

heme

Gln176

Arg31

Phe41

His42
Asn70

Arg38

His170

Asp247

heme

Gln176

Arg31

Figure 5- 1 : Structure tridimensionnelle de l’isoforme C de la peroxydase de raifort à gauche. L’hème est 
représenté en rouge, il est localisé entre les parties distale et proximale, chacune contenant un atome de calcium. A 
droite est représenté l’environnement de l’hème. D’après Gajhede 19978. Numéro PDB : 1ATJ 
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I.  GENERALITES ET STRUCTURE TRIDIMENSIONNELLE  

 

L’isoforme C de la peroxydase de raifort est constitué d’une chaîne polypeptidique de 

308 résidus, dont la séquence a été déterminée par Linder en 197610. Le site actif est constitué 

d’un hème (protoporphyrine IX à Fe(III)) et deux atomes de calcium, l’un nécessaire pour 

l’activité enzymatique, l’autre pour maintenir l’intégrité structurale7. Le ligand axial de l’hème 

est l’histidine 170 tandis que la sixième position de coordination est vacante dans l’enzyme natif 

et reste disponible pour le peroxyde d’hydrogène pendant la catalyse. Le monoxyde de carbone, 

le cyanure, le fluorure et l’azoture (N3
-), peuvent se lier à l’atome de fer dans cette position 

distale, formant ainsi des complexes hexacoordinés.  

 

 Les deux sites de fixation des atomes de calcium sont localisés du côté distal et proximal 

par rapport au plan de l’hème et restent en contact avec la région héminique par un réseau de 

liaisons hydrogène. Sept ligands entourent chaque atome de calcium : des carboxylates (Asp), 

des groupes hydroxyles (Ser, Thr), le squelette carboné et une molécule d’eau structurale (dans 

le site distal uniquement). La perte d’un atome de calcium se traduit par une diminution de 

l’activité enzymatique, par une diminution de la stabilité thermique11 mais également par de 

faibles réarrangements dans l’environnement de l’hème, qui peuvent être détectés par 

spectroscopie RPE12.  

 

L’enzyme est essentiellement constitué d’hélices α. La partie proximale et la partie 

distale de la protéine forment deux domaines distincts. Ces deux domaines sont probablement le 

résultat d’une duplication de gène. Cette proposition est étayée, notamment par la présence des 

sites de fixation du calcium. En tant que peroxydase de classe III de la superfamille des 

peroxydases13, la HRP contient trois hélices α supplémentaires par rapport aux autres 

peroxydases. Une de ces hélices fait partie du canal d’accès à l’hème. Selon certains auteurs cette 

insertion explique la stabilité des espèces radicalaires produites au cours de son cycle 

catalytique8. 
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II.  MECANISME CATALYTIQUE  

 

 Les réactions catalysées par la HRP, peuvent être résumées par l’équation suivante : 

 

2 2 2 22 2 2HRPH O AH H O AH•+ → +    Equation 5-1 

 

AH2 représente le substrat et AH• son radical.  

Les substrats les plus courants sont des phénols aromatiques, des acides phénoliques, 

l’indole et ses dérivés, des amines et des sulfonates. 

 

 La HRP catalyse le couplage oxydant de composés phénoliques en utilisant le peroxyde 

d’hydrogène comme oxydant. La réaction est divisée en trois étapes principales.  

 

- Premièrement, l’enzyme est oxydée par le peroxyde d’hydrogène 

(oxydation à deux électrons)  

- Par deux réactions successives de réduction à un électron par deux 

molécules de substrat, l’enzyme est régénéré dans son état initial. 

- Les radicaux issus de la réaction avec la HRP peuvent dimériser, 

notamment si le substrat est un dérivé phénolique. Le produit final 

dépend de la nature chimique du radical formé, de l’environnement et de 

l’isoforme utilisé14. 

 

La formation de produits radicalaires par la HRP donne des indications sur la fonction in 

vivo de la protéine. La HRP pourrait, ainsi, être impliquée dans la polymérisation des précurseurs 

de la lignine. 

 

 La réaction catalytique de la peroxydase de raifort, et en particulier de l’isoforme C, a été 

largement étudié15,16. Les principales étapes de ce cycle catalytique sont représentées sur le 

schéma 5-1. 
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Schéma 5- 1 : Cycle catalytique de la peroxydase de raifort. S représente le substrat. 
 

 

La première étape du cycle catalytique est la réaction entre le Fe(III) de l’enzyme natif et 

le peroxyde d’hydrogène pour former le composé I, [Fe(IV)=O Por•+], qui est un oxydant très 

puissant. La réduction à un électron de cette espèce nécessite la participation d’un substrat et 

conduit à la formation du composé II, une autre espèce oxoferryle [Fe(IV)=O]. Le composé II est 

encore une espèce très oxydante. Il peut donc réagir avec une autre molécule de substrat, à 

nouveau par réduction à un électron, pour régénérer la forme native de l’enzyme. 

 

 D’après le mécanisme établi par Poulos et Kraut17, la réaction de formation du composé I 

débute dès l’entrée du peroxyde d’hydrogène dans la cavité distale de l’hème. Un intermédiaire 

transitoire est obtenu avec l’ion H-O-O- , conjugué du peroxyde d’hydrogène, coordinant l’ion 

Fe(III) tandis que le proton acide a été transféré à l’histidine distale18. Au cours de l’étape 

suivante, la liaison O-O se rompt hétérolytiquement. Dans l’état de transition, la charge négative 

portée par l’atome d’oxygène non lié au fer est stabilisée par l’His42 et l’Arg38 via des liaisons 

hydrogène et des interactions électrostatiques. L’implication de l’arginine distale dans la 

formation du composé I de la CcP a été démontré grâce à la structure de la CcP sous sa forme 

oxy (Fe(II)-O2)19. La structure cristallographique de la HRP-C confirme le rôle essentiel des 

résidus histidine et arginine de la partie distale9 dans la formation du composé I. 
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Figure 5- 2 : Cycle catalytique proposé pour les peroxydases de plantes avec de petits substrats phénoliques. 
La première étape est la formation du composé I, dont le mécanisme a été établi par Poulos et coll.17. Puis, 
l’arginine38 établie une liaison hydrogène avec l’oxygène phénolique du substrat. Cette liaison hydrogène assiste le 
transfert de proton de l’oxygène phénolique à l’histidine42, grâce à une molécule d’eau, présente dans le site actif, 
maintenue en position par la proline139. L’électron est transféré du substrat à l’hème. Le composé II ainsi formé est 
à son tour réduit par le même processus. Un proton peut être transféré à l’oxoferryle grâce à une molécule d’eau, 
située à équidistance de l’histidine 42 et de la position attendue pour l’oxygène du composé II permettant le retour à 
l’enzyme natif. D’après Galjhede20. 
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Le site de fixation des substrats aromatiques est localisé près de l’hème, permettant ainsi 

la réaction par déprotonation du substrat. Le site de fixation de l’acide férulique a été mis en 

évidence par des cristaux de l’enzyme rendu inactif par complexation du fer par un ion cyanure21. 

Un mécanisme de réduction des composés I et II en a été déduit. L’oxydation des molécules de 

substrat par les peroxydases de plantes, s’accompagne d’un transfert de proton depuis le phénol 

jusqu’à l’histidine distale ou l’oxygène de l’oxoferryle. Le départ de ce proton est favorisé par la 

liaison hydrogène qu’il établit avec l’Arg38. Dans le cas de la réduction du composé I, 

l’accepteur final du proton est l’histidine distale. Un électron est transféré du phénolate au cycle 

porphyrine et le radical ainsi obtenu peut se dissocier de l’enzyme. Dans le cas de la réduction du 

composé II, le proton, d’une seconde molécule de substrat, est transféré à la partie oxoferryle et 

l’électron à l’atome de fer. L’implication d’une molécule d’eau est supposée dans les deux 

transferts et celle-ci serait a équidistance de l’His42 et de l’oxygène des espèces oxoferryles. 

 

 

L’oxydation des substrats par la HRP a lieu à proximité de la partie de l’hème accessible, 

c’est à dire entre le groupement méthyle du carbone C18 et les protons méso du carbone C20 

(schéma 5-2). Ce site d’interaction, entre l’enzyme et les différents substrats, a été identifié avec 

des hydrazines et l’azoture de sodium, entre autres22.  
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Schéma 5- 2 : Structure de l’hème de la HRP. Le site l’oxydation des substrats est souligné en bleu dans le 
schéma. 
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III.  CARACTERISATION PAR SPECTROSCOPIES D’ABSORPTION UV-

VISIBLE ET DE RESONANCE PARAMAGNETIQUE ELECTRONIQUE . 

 

 Les spectres d’absorption électronique UV-visible de la HRP-C native, du composé I et 

du composé II, espèces caractéristiques du cycle catalytique de l’enzyme (figure 5-3). Le spectre 

de l’enzyme natif présente une bande de Soret à 404 nm et des bandes de transfert de charge à 

500 et 640 nm. La bande de Soret présente un épaulement à 380 nm. Cet épaulement a été 

attribué à la forme pentacoordiné de l’hème.  

Après ajout du peroxyde d’hydrogène, (figure 5-3 spectre vert), la diminution de la bande 

de Soret et l’apparition de la bande de transfert de charge à 648 nm ont été corrélées à la 

formation de l’intermédiaire oxoferryle radical porphyrinique cationique (composé I). Avec la 

formation du composé II (figure 5-3 spectre rouge), l’intensité initiale de la bande de Soret est 

retrouvée mais elle est déplacée à 420 nm et deux nouvelles bandes apparaissent à 427 et 554 

nm, signature de l’oxoferryle. 

 

 
Figure 5- 3 : Spectres d’absorption UV-visible de la peroxydase de Raifort sous sa forme native (noir) et de 
ces composé I (vert) et II (rouge). 
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Comme décrit dans les chapitres précédents, l’intermédiaire [Fe(IV)=O] est silencieuse 

en RPE tandis que le spectre de l’enzyme natif est caractéristique d’une espèce Fe(III) spin fort, 

avec deux résonances majeures en g≈6 et g≈2 (figure 5-4, spectre noir). Par combinaison des 

spectroscopies RPE et Mössbauer, le spectre large (2000 G) centré à g=2 (figure 5-4 spectre vert) 

a été attribué à l’intermédiaire oxoferryle radical porphyrinique cationique ou Composé I23. 

 

 
Figure 5- 4 : Spectre RPE à 9 GHz de la peroxydase de raifort native (spectre noir) et du composé I (spectre 
vert). Les deux spectres sont enregistrés dans les mêmes conditions : T=4K, modulation d’amplitude 1,6G, 
Puissance des micro-ondes 1mW, Modulation de fréquence 100kHz. 
 

 

B. LA PEROXYDASE DE RAIFORT MODIFIEE . 
 

La peroxydase de raifort est une des peroxydases les mieux caractérisées. Les structures 

de la forme ferrique ainsi que de ses intermédiaires, le composé I et le composé II, sont 

disponibles et ces trois espèces sont également caractérisées par spectroscopie de Résonance 

Paramagnétique Electronique et par spectrophotométrie d’absorption UV-visible. Pour notre 

étude, cette protéine est particulièrement intéressante parce qu’elle ne forme pas de radicaux 

issus de l’oxydation d’acides aminés.  

Nous avons modifié la structure chimique de l’hème présent au sein de cet enzyme en le 

reliant à une tyrosine ou un tryptophane, susceptibles de stabiliser un radical et de pouvoir. Ainsi 
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nous pourrions déterminer les contraintes structurales permettant l’équilibre entre les deux 

formes radicalaires ([Fe(IV)=O Por•+] et [Fe(IV)=O Tyr•] ou [Fe(IV)=O Trp•]). 

 

 Dans l’hème modifié, l’acide aminé supplémentaire est relié à l’une des fonctions 

propionates de l’hème : directement dans le cas de la tyrosine et espacé par une glycine 

additionnelle dans le cas du tryptophane. 
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Schéma 5- 3: Représentation des protoporphyrines (IX) modifiées, utilisées dans les expériences de 
reconstitution de la peroxydase de raifort. 
 

 Afin de n’obtenir spécifiquement qu’un seul type de liaison peptidique, la fonction 

carboxylique du groupe propionique de l’hème est activé par estérification avec le 1-

hydroxybenzotriazole (HOBt) et le O-(benzotriazol-1-yl)-N,N,N’,N’-tetraméthyluronium 

hexafluorophosphate (HBTU)24, tandis que celle de la tyrosine ou du dipeptide Gly-Trp est 

protégée par formation de l’ester de méthyle correspondant (très peu réactif) (schéma 5-3). En 

appliquant une telle procédure à la protoporphyrine (IX), on obtient un mélange des produits de 

mono- et bis-condensation, sur les deux groupes propionates de l’hème. Ces deux produits sont 

séparés sur colonne chromatographique puis purifiés par HPLC. Les produits désirés, la 

Protohémine-Tyr et la Protohémine-Gly-Trp, ont été caractérisés par RMN, spectroscopie de 

masse et par spectrophotométrie d’absorption électronique UV-visible. Une des difficultés 
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majeures dans la synthèse du composé protohémine-Tyr est la déprotection de la tyrosine. En 

effet, pour éviter les produits secondaires, dans le cas de la tyrosine, il faut protéger non 

seulement son groupe carboxylique mais également son groupe hydroxyle. Cette réaction de 

déprotection, réalisée dans des conditions très dures, implique une diminution importante du 

rendement. Le composé protohémine-Gly-Trp a donc été plus largement utilisé dans les essais de 

reconstitution de la peroxydase de raifort. 

 

 

Schéma 5- 4 : Représentation schématique de la synthèse du composé Protohémine-6-(7)-L-méthyl-
ester de la tyrosine 

 

 

 

 

 

 

 



                                                                                                  Chapitre 5 : Peroxydases modifiées 
 

 - 266 -  

I.  RECONSTITUTION DE LA PEROXYDASE DE RAIFORT . 

 

 Une fois modifié, l’hème doit être réintroduit au sein de l’apoprotéine, pour tenir compte 

également du rôle de l’environnement protéique dans la formation du radial. La procédure de 

reconstitution de la protéine, à partir de la peroxydase de raifort native, est la suivante25 : 

 

1°) Préparation de l’apoprotéine : la peroxydase de raifort native est traitée à un pH très acide 

(pH=2) pour permettre la libération de son hème. La porphyrine libre est alors extraite par de la 

2-butanone. 

Après purification (dialyse), la concentration de l’apo-HRP ainsi obtenue est évaluée par 

spectrophotométrie d’absorption électronique UV-visible, en mesurant l’absorbance à 280 nm 

(coefficient d’extinction molaire ε=3500 M-1.cm-1). 

 

2) Insertion de l’hème modifié dans l’apo-HRP : l’hème modifié est dissout dans le méthanol et 

est ajouté à la solution d’apo-HRP. Pour permettre l’insertion de celui-ci, le mélange est incubé 

pendant une heure à 4°C puis dialysé dans un tampon phosphaté à pH=8. 

3) Restructuration de l’enzyme : la structure tridimensionnelle de l’enzyme se reforme lentement 

autour de l’hème. Après plusieurs jours, la protéine reconstituée est séparée de l’apoprotéine et 

de l’hème modifié seul par chromatographie. 
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II.  CARACTERISATION DE LA PEROXYDASE DE RAIFORT MODIFIEE . 

 

Le spectre RPE de l’enzyme native est dominé par le signal rhombique avec des valeurs 

de gx, gy et gz de 6,47 ; 5,05 ; 1,97 à pH 7,2 et 6,56 ; 5,16 ; 1,96 à pH 5,2, respectivement. Le 

spectre de l’enzyme reconstitué montre la contribution d’un signal axial et d’une proportion du 

Fe(III) à l’état spin faible (étoile bleue sur la figure 5-5). 

 

 

 

 

 

   
Figure 5- 5 : Spectre RPE de l’état ferrique de la peroxydase de raifort (haut) et de la peroxydase de raifort 
modifiée (bas). A gauche est représenté la région à g≈≈≈≈6 et à droite la région à g≈≈≈≈2. Les conditions 
d’enregistrement des spectres sont identiques à celles de la figure 5-4. 
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 Ces différences notables, entre le signal de l’enzyme natif et de l’enzyme modifié, sont 

attribuées aux modifications de l’environnement de l’hème, induites par un possible changement 

d’orientation de celui-ci après insertion dans la poche protéique (figure 5-6). 

 

   A       B 

 

 

  
Figure 5- 6 : Structure de la peroxydase de raifort superposé avec la structure de l’hème modifié (en vert). En 
rouge est représenté l’hème de l’enzyme natif et en bleu les résidus aminés essentiels pour la réaction de 
dismutation du peroxyde d’hydrogène. La figure B représente une vue tournée de 90° par rapport à la figure A. 
Les figures du bas représentent un agrandissement de l’accès à l’hème selon les deux canaux présents dans la HRP 
native. L’ajout du dipeptide Gly-Trp ne semble pas bloquer l’accès à l’hème au peroxyde d’hydrogène. 
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 Nous avons testé la réactivité de l’HRP modifiée avec le peroxyde d’hydrogène (figure 5-

7). A différence de l’enzyme native, le signal du Composé I n’est pas détecté pour l’enzyme 

reconstitué bien que l’on puisse observer le changement de couleur de l’échantillon. De plus, la 

disparition du signal ferrique à g=6 et à g=2 suggère que l’intermédiaire formé est silencieux en 

RPE. Aucun signal de radical protéique n’est détecté. 

 

 
Figure 5- 7 : Spectres RPE de la peroxydase de raifort (haut) et de la protéine modifiée (bas) traitées par le 
peroxyde d’hydrogène deux fois en excès. Le temps de mélange est de 10s et la réaction est réalisée dans la glace. 
Le conditions d’enregistrements des spectres sont les même que pour la figure précédente. 
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Figure 5- 8 : Spectres d’absorption UV-visible des échantillons RPE décongelés dans le cas du contrôle (haut) 
et dans le cas de la protéine modifiée (bas). 
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 Le spectre d’absorption UV-visible (figure 5-8 bas) de ce même échantillon présente les 

bandes caractéristiques de l’espèce oxoferryle [Fe(IV)=O] à savoir la bande de Soret à 414 nm et 

deux bandes de transfert de charge à 526 et 552 nm. Ces résultats indiquent que l’introduction de 

la protoporphyrine-Gly-Trp dans la peroxydase de raifort favorise la réaction de formation du 

composé II et déstabilise le composé I. En effet, bien qu’il ne soit pas détecté, il est tout à fait 

vraisemblable que le composé I se forme également avec l’enzyme modifié mais qu’il évolue 

très rapidement vers le composé II. Par comparaison, dans l’enzyme natif (figure 5-8 haut) les 

bandes d’absorption du composé I sont encore observées après 5 min de réaction à 0°C. Dans les 

deux cas, après 25 min de réaction à température ambiante, le signal ferrique est retrouvé. 

 Nous pouvons conclure que la modification sur l’hème induit des changements dans la 

structure électronique de l’hème ayant comme résultat la déstabilisation de l’intermédiaire 

[Fe(IV)=O Por•+], comme nous l’avons observé pour certaines catalases (voir Chapitre 3). Il est 

possible que l’intermédiaire [Fe(IV)=O Trp•] soit formé mais de durée de vie très courte, 

contrairement à la CcP ou à la peroxyde de lignine. 
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 Un des inconvénients, avec la peroxydase de raifort commerciale de chez Sigma, est que 

lorsqu’on réalise les expériences de spectroscopie RPE à pH neutre une grande quantité de fer 

spin faible est formée. Afin d’éviter ce phénomène, nous avons utilisé dans la suite de l’étude 

une peroxydase commerciale de chez Biozyme.  

 

  
Figure 5- 9 : Spectre RPE à 9 GHz de la peroxydase de raifort de chez Biozyme sous forme ferrique (haut) et 
de l’enzyme modifiée de chez Biozyme (bas). A gauche est représentée la région autour de g=6 et a droite la 
région autour de g=2. Les spectres sont enregistrés dans les mêmes conditions que sur la figure 5-7. Etoile bleue : 
faible quantité de Fe(III) spin faible. 
 

 L’influence de la modification sur l’hème apparaît encore plus clairement avec cette 

protéine. Le signal rhombique de l’hème dans le contrôle (HRP native) devient complètement 

axial après reconstitution, avec g⊥=6,07 et g//=1,99. Il y a toujours un peu de fer sous la forme 

spin faible (étoile bleue).  

 

 Comme nous l’avons vu pour les catalases, les conditions expérimentales telles que la 

température ou l’excès d’oxydant peuvent favoriser la formation du radical protéique. Se 

pourrait-il qu’en jouant sur ces facteurs on puisse forcer la protéine modifiée à former un radical 

sur l’acide aminé tryptophane ? 
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Figure 5- 10 : Spectres RPE à 9 GHz de la peroxydase de raifort modifiée traitée par le peroxyde 
d’hydrogène en excès de deux fois à différentes températures de mélange. Encadré : Spectre RPE enregistré à 
15K du signal centré en g=2. 
 

 Apres réaction avec le peroxyde d’hydrogène, le spectre RPE de l’enzyme modifié 

montre la conversion du Fe(III) en Fe(IV)=O et d’un radical organique à g=2, mais avec un 

rendement très faible. La faible concentration de l’échantillon ne permet pas de déterminer la 

nature chimique du radical ni une possible interaction magnétique avec le fer. En augmentant 

l’excès de peroxyde d’hydrogène, la diminution de l’intensité du signal ferrique est plus 

importante, indiquant que l’hème est réactif mais il forme toujours l’intermédiaire [Fe(IV)=O] 

(Figure 5-11).  

  
Figure 5- 11 : Spectres RPE à 9 GHz de la peroxydase de raifort modifiée avec le peroxyde d’hydrogène en 
excès de dix fois. Encadré : Spectre RPE de l’espèce observée en g=2 enregistré à 15K. 
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CONCLUSIONS 
 

 Dans le cadre de notre étude, nous avons choisi de lier par liaison covalente un résidu 

tryptophane ou un résidu tyrosine sur une des fonctions propionate d’une protoporphyrine IX. 

Durant la synthèse de ces composés, de nombreuses difficultés sont survenues notamment avec 

le dérivé contenant la tyrosine. Il nous a été impossible de l’obtenir en quantité assez importante 

pour pouvoir l’incorporer dans la peroxydase de raifort. Le composé contenant un tryptophane, 

lui, a pu être incorporé dans cette protéine.  

Les résultats montrent que l’hème modifié induit la déstabilisation de l’intermédiaire 

[Fe(IV)=O Por•+] et induit une réaction plus rapide vers le [Fe(IV)=O]. La suite des expériences 

nécessite l’utilisation de l’appareil de congélation à mélange rapide (freeze-quench) pour 

préparer les échantillons RPE et vérifier si un intermédiaire de type [Fe(IV)=O Trp•+] transitoire 

est formé, comme dans le cas du radical tyrosyle dans la CcP5.  

De plus, il est possible que l’insertion d’une chaîne polypeptidique plus longue entre 

l’atome de fer et le résidu tryptophane soit plus adaptée pour une meilleure incorporation de 

l’hème dans la poche. Cet allongement de la chaîne pourrait ralentir la réaction et permettre de 

stabiliser la formation d’un radical tryptophanyle. Il est aussi possible que l’environnement du 

tryptophane ne soit pas adapté pour permettre la stabilisation du radical, comme cela est observé 

dans le cas des KatGs. En particulier, nous avons démontré que la formation du radical 

tryptophanyle (unique) de SyKatG nécessite la présence d’une liaison hydrogène26. 
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Tout au long de ce travail, nous nous sommes intéressés à la mise en évidence et à la 

caractérisation des intermédiaires réactionnels issus de l’oxydation de tyrosines et/ou de 

tryptophanes dans deux familles d’hémoprotéines : les catalases et les catalase-peroxydases 

(peroxydases bifonctionnelles). Nous avons pu démontrer que ces protéines sont capables de 

former des radicaux protéiques comme intermédiaires alternatifs au  composé I         

[Fe(IV)=O Por•+]. La prise en compte de la formation de tels radicaux nous a amené à 

réexaminer le mécanisme réactionnel classique des catalases et des peroxydases, jusqu’alors 

centré uniquement sur l’oxydo-réduction de l’hème. La détermination précise de la nature 

chimique et l’identification du (des) site(s) de formation de ces intermédiaires sont 

nécessaires pour mieux comprendre les différences fonctionnelles de ces enzymes. 

L’approche multidisciplinaire (spectroscopie de Résonance Paramagnétique Electronique 

(RPE), spectrophotométrie d’absorption électronique UV-visible par stopped-flow, Biochimie 

et Biologie Moléculaire (en collaboration)) s’avère essentielle pour progresser dans la 

compréhension du rôle des radicaux protéiques dans la catalyse enzymatique.  

 

J’ai réalisé une étude comparative de catalases provenant de souches bactériennes 

différentes et de mammifères. Afin de déterminer le type d’intermédiaire(s) radicalaire(s), 

[Fe(IV)=O Por•+] ou [Fe(IV)=O Tyr•], formé(s) par ces catalases, j’ai utilisé comme 

techniques de caractérisation la spectroscopie RPE et la spectrophotométrie d’absorption 

électronique UV-visible. La RPE à 9 et 285 GHz nous a permis de détecter et de caractériser 

directement ces deux espèces paramagnétiques. Parallèlement, en utilisant la 

spectrophotométrie d’absorption électronique UV-visible, nous avons caractérisé les 

changements d’états d’oxydation de l’hème. J’ai ainsi démontré que la température de 

mélange, le pH final de la solution ainsi que l’excès d’acide peracétique favorisent la 

formation de l’intermédiaire [Fe(IV)=O Tyr•] dans les catalases de foie de bœuf, 

d’érythrocytes humains, mais aussi de B. abortus et de M. lysodeikticus, par transfert 

intramoléculaire d’électron depuis la tyrosine vers la porphyrine. La formation d’un radical 

tyrosyle généralise le cas déjà mis en évidence auparavant par notre équipe de la catalase de 

foie de bœuf. En particulier, la température de mélange a une grande influence sur la stabilité 

et/ou l’équilibre entre les intermédiaires [Fe(IV)=O Por•+] et [Fe(IV)=O Tyr•]. L’espèce 

prédominante à température ambiante est l’espèce [Fe(IV)=O Por•+]. Ceci explique pourquoi 

les études cinétiques de la littérature, pour lesquelles seule l’absorption électronique UV-

visible à température ambiante est utilisée, n’avaient pas permis de mettre en évidence la 

formation du radical tyrosyle. 
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Afin de corréler de façon précise les résultats obtenus par spectroscopie avec les 

mesures d’activité enzymatique (en collaboration avec l’équipe du Prof. Peter Loewen, 

University of Manitoba, Winnipeg, CANADA), nous avons réalisé les mesures d’activité 

spécifique à 10°C avec différents excès de peroxyde d’hydrogène, c’est-à-dire dans des 

conditions tout à fait différentes des conditions usuelles pour les mesures d’activité 

(température de 37°C avec un excès de mille fois en peroxyde d’hydrogène) mais similaires à 

celles utilisées pour les expériences de spectroscopie RPE. Les résultats de notre étude 

confirment notre hypothèse de travail : le transfert spontané d’électron entre la tyrosine et la 

porphyrine, favorisé dans certaines catalases, serait en compétition avec la réaction de 

réduction du peroxyde d’hydrogène par l’intermédiaire [Fe(IV)=O Por•+] (deuxième partie de 

la dismutation). Ceci expliquerait les différences d’efficacité de la réaction avec le peroxyde 

d’hydrogène, pour les catalases étudiées. Jusqu’à présent, la grande homologie structurale de 

ces protéines, en particulier au niveau du site actif et du canal d’accès pour le peroxyde 

d’hydrogène ou l’acide peracétique, ne permettait pas d’expliquer les différences d’activité 

spécifique au sein des catalases. 

Nos résultats mettent également en évidence que les catalases pourraient être 

potentiellement des enzymes ‘bifonctionnelles’ grâce à un mécanisme de réduction à un 

électron de type peroxydase. En particulier, la catalase de foie de bœuf est capable de réagir 

avec l’ABTS, donneur d’un électron. Cependant, nos résultats ont démontré que 

l’intermédiaire réactif vis-à-vis de ce substrat est le radical porphyrinique cationique et non le 

radical tyrosyle. 

 

 Dans le cadre de mes études spécifiques sur les peroxydases bifonctionnelles ou 

catalase-peroxydases (KatGs), j’ai utilisé la KatG de B. pseudomallei comme cas d’étude, 

puisque sur celle-ci nous pouvons réaliser des mutations spécifiques ou obtenir des structures 

cristallographiques grâce à notre collaboration avec le laboratoire canadien du Prof. Peter 

Loewen. Chez BpKatG, nous avons ainsi pu mettre en évidence la formation d’un radical 

tyrosyle mais également de deux intermédiaires tryptophanyles, l’un étant formé sur le 

Trp330 du coté proximal de l’hème, équivalent au site du radical tryptophanyle de la 

cytochrome c peroxydase. Ces radicaux ont été détectés en utilisant la spectroscopie RPE 

multifréquences combinée avec le marquage isotopique spécifique des résidus tryptophane et 

tyrosine et la mutagenèse dirigée. Tout comme dans le cas de la cytochrome c peroxydase, 

l’intermédiaire [Fe(IV)=O Por•+] a un temps de vie trop court pour être détecté, même avec 

des expériences de stopped-flow (échelle de la milliseconde). Nos études en cours sur des 
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mutants de résidus tryptophane sélectionnés pourraient permettre de localiser le deuxième site 

de formation du radical tryptophanyle. 

Bien que le substrat physiologique des catalse-peroxydases reste indéterminé à ce jour, 

j’ai démontré que BpKatG réagit in vitro avec deux substrats donneurs d’électrons, l’ABTS et 

l’isoniazide (INH, antibiotique utilisé dans le traitement de la tuberculose). En particulier, 

nous avons démontré que l’intermédiaire [Fe(IV)=O Por•+] réagit avec l’ABTS et que le 

[Fe(IV)=O Trp330
•+] n’est pas l’intermédiaire réactif vis-à-vis de l’isoniazide. 

 L’étude comparative de sept catalase-peroxydases, nous a permis de démontrer que les 

intermédiaires tryptophanyles ont pour chaque enzyme un site de formation unique, mais 

ceux-ci ne sont pas identiques pour les différentes catalase-peroxydases, et ceci malgré 

l’homologie de séquences de ces dernières. Ceci expliquerait en partie leurs différences de 

réactivité vis-à-vis de l’ABTS et de l’INH.  

 

 Nous avons aussi démontré que le mécanisme de la réaction de dismutation du 

peroxyde d’hydrogène dans les catalase-peroxydases est différent de celui des catalases 

monofonctionnelles et que certaines particularités structurales, ont un rôle crucial dans 

l’activité catalase, notamment l’adduit Trp-Tyr-Met, absent chez les catalases 

monofonctionnelles. Il est également intéressant de noter que les KatGs, en tant qu’ancêtres 

des peroxydases monofonctionnelles, possèdent plus de sites d’oxydation alternatifs que ces 

dernières, peut-être pour contrebalancer l’inaccessibilité de l’hème ou l’absence de site de 

fixation des substrats aromatiques près de l’hème. D’un point de vue de évolutif, il semblerait 

que les peroxydases monofonctionnelles sont devenues des enzymes plus spécialisés que les 

catalase-peroxydases et que leurs structures se soient simplifiées. En effet, la partie distale du 

site actif des peroxydases monofonctionnelles est moins encombrée que celle des catalase-

peroxydases. Cette complexité du site actif empêche d’ailleurs la fixation des composés 

aromatiques près de l’hème dans le cas des catalase-peroxydases. Celles-ci possèdent dans 

leur structure, comme nous l’avons décrit dans le chapitre IV, un ‘short strecht’ et trois 

insertions supplémentaires et elles possèdent toutes une vingtaine de résidus tryptophanes. 

Chez ces enzymes, un radical tryptophanyle peut se former  sur le tryptophane proximal (en 

liaison hydrogène avec l’histidine axiale via un aspartate) ainsi qu’un deuxième radical 

tryptophanyle et un radical tyrosyle. Notons que la cytochrome c peroxydase qui possède le 

début de ce ‘short stretch’ et sept résidus tryptophanes forme également un radical sur 

tryptophane proximal. Parallèlement, la peroxydase de raifort, elle, ne possède pas de ‘short 

stretch’ ni de boucle dans sa structure, et un seul résidu tryptophane qui ne forme pas de 

radical protéique. Il semble donc, qu’avec l’évolution, la complexité des catalase-peroxydases 
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ait disparue pour que ces dernières soient plus performantes dans leurs réactions spécifiques 

avec des substrats. 

 

A la suite de ces résultats, plusieurs perspectives de recherche se dégagent. 

L’utilisation de la mutagénèse dirigée va permettre d’approfondir la recherche du site de 

formation du radical tyrosyle chez les catalases de souches bactériennes. En ce qui concerne 

la catalase de foie de bœuf, des études de spectroscopie de masse sont en court afin de 

localiser le site de formation du radical. Ceci nous permettra alors de mieux comprendre le 

rôle a priori essentiel de l’environnement du résidu dans la formation d’espèces radicalaires. 

Dans le cas du projet sur les catalase-peroxydases, l’étude d’autres mutants de résidus 

tryptophanes de BpKatG, qui d’après nos résultats de spectroscopie RPE sont de bons 

candidats pour le site de formation du radical tryptophanyle est en cours. Toujours sur la base 

de nos résultats de spectroscopie RPE, des mutants de résidus tyrosines sont actuellement 

synthétisés par nos collaborateurs. Afin de déterminer la séquence de formation des espèces 

radicalaires, des études de réaction de compétition de substrats (sensés réagir avec des 

intermédiaires radicalaires différents) vont être réalisées. D’autres substrats, tels que le 

cytochrome c, vont être testés afin de déterminer s’il existe des substrats spécifiques à chaque 

intermédiaire radicalaire protéique observé.  

Etant donné la courte durée de vie de certains intermédiaires [Fe(IV)=O Por•+], des 

techniques de mélange rapide, telles que le stopped flow ou le freeze-quench, sont 

nécessaires. Nous avons donc entamé des études combinant ces deux techniques et la 

spectroscopie RPE. Pour pouvoir établir une corrélation entre les résultats obtenus avec ces 

différentes techniques, nous sommes en train d’établir un protocole expérimental qui 

permettra d’attribuer les spectres d’absorption aux intermédiaires radicalaires. Par exemple, 

dans le cas de BpKatG, les trois espèces ([Fe(IV)=O Trp•+
330], [Fe(IV)=O Trp•] et    

[Fe(IV)=O Tyr•]) présentent un spectre d’absorption électronique UV-visible de type 

‘oxoferryle’. En travaillant avec les différents mutants de BpKatG, nous espérons pouvoir 

attribuer un spectre UV-visible spécifique à chaque intermédiaire.  

Des mutants de BpKatG (sur les résidus la Tyr238 ou le Trp111 notamment), qui ne 

possèdent pas d’activité catalase, vont également être étudiés afin de déterminer s’il existe 

une corrélation entre activité catalase, activité peroxydase et intermédiaires radicalaires 

protéiques formés. 
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I.  SPECIFICATIONS ET PREPARATIONS . 

 

I.1-I NSTRUMENTATION 
RPE à 9 GHz  Spectromètre Bruker ES-300 avec une cavité standard TE102 

équipé d’un cryostat Oxford Instrument à hélium liquide, d’un 

fréquencemètre Hewlett Packard modèle 5350B. Le traitement 

des données est réalisé avec le logicielle WINEPR de Brucker et 

le logiciel ORIGIN. 

 

RPE à champ intense Spectromètre construit par Dr. Sun UN. La source de micro-

ondes est un synthétiseur (ELVA-1, Saint-Pétersbourg, Russie) 

de 95 GHz. Cette fréquence peut être multipliée en utilisant un 

doubleur ou un tripleur de fréquence (Radiometric Physics, 

Menkenheim, Allemagne), les fréquences de 190 et 285 GHz 

peuvent ainsi être atteintes. La puissance maximale de sortie est 

alors de 3 à 4 mW. La puissance micro-onde absorbée par 

l’échantillon est mesurée au moyen d’un bolomètre (QMC 

Intruments Ldt., Royaume-Uni). L’acquisition du signal se fait 

par ordinateur. 

 

Absorption UV-visible Spectromètre Uvikon 922. Les spectres sont mesurés sur la 

plage 200-700 nm, à la vitesse de 1000 nm.s-1, à 10°C (bain 

thermostaté) 

 

Stopped-flow  Spectrophotomètre SX20 d’Applied PhotoPhysics équipé d’un 

détecteur à diode array, connecté à un bain thermostaté pour 

réguler la température des seringues et de la cellule. Les 

analyses ont été effectuées grâce au programme Pro-K Global 

Analysis programm d’Applied PhotoPhysics. 

 

I.2-ENZYMES. 
 

 Toutes les protéines dans ce travail de thèse ont été surexprimées et purifiées par le 

laboratoire de notre collaborateur Prof. Peter Loewen, Université de Manitoba, Winnipeg 
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Canada, à l’exception des enzymes ci-dessous, qui ont été achetés. La catalase de foie de 

bœuf provient de chez Boehringer et  la catalase d’érythrocytes humains de chez Calbiochem. 

Pour la peroxydase de raifort, plusieurs lots ont été utilisés provenant de chez deux 

fournisseurs : Sigma-Aldrich et Biozyme. Hormis la catalase de foie de bœuf, les protéines 

commerciales ont été utilisées sans purification supplémentaire, mais des changements de 

tampon par centrifugation ont été réalisés. 

 

I.3-PURIFICATION DE LA CATALASE DE FOIE DE BŒUF. 
 

 La purification de la catalase de foie de bœuf (BLC) a été réalisée en suivant la 

procédure décrite par Ivancich et coll.1 

La BLC est dialysée une première fois contre 1L de tampon Tris-HCL 25mM pour enlever le 

tampon initial. Le tampon est changé plusieurs fois puis la solution est dialysée sous agitation 

pendant toute la nuit. L’enzyme lavé est concentré par centrifugation, dans des centricons de 

15mL. 

L’enzyme est ensuite purifié par colonne échangeuse d’ions à 4°C. Le gel utilisé pour 

effectuer la séparation est du gel Whatman DE52. 

 On analyse chaque fraction en mesurant son spectre d’absorption électronique UV-

visible. L’éluant est le tampon Tris 25mM, NaCl 50mM et dès que la bande d’absorption à 

405 nm apparaît on augmente la proportion de sel de l’éluant pour atteindre, en fin de colonne 

Tris 25 mM, 120 mM en NaCl. 

 Les fractions récoltées sont regroupées selon leurs puretés et sont dialysées contre du 

tampon TRIS 25 mM. Après dialyse, les échantillons sont concentrés (centricons 100 puis 

10). 

 

I.4-M ISE AU POINT DES CONDITIONS EXPERIMENTALES POUR LES 

EXPERIENCES RPE. 
 

 Dans ces expériences, les échantillons sont préparés à partir de protéine native. La 

concentration en hème est mesurée par spectrophotométrie d’absorption UV-visible en 

utilisant ε403=100 mM-1. cm-1. 

Le tampon utilisé est le Tris-maléate 50mM à différents pH allant de pH=5,2 à pH=8,2. La 

solution mère à 42 mM d’acide peracétique est préparée par dilution d’une solution d’acide 
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peracétique commerciale à 4,2M (32 %, Merck) dans du tampon Tris 0,1 M. Puis les dilutions 

successives sont effectuées avec du tampon Tris 50mM, pH=6. 

 

Catalases. 

 Des expériences précédentes avec la catalase de foie de bœuf ont permis de mettre au 

point les conditions de réaction afin d’optimiser la quantité de radical tyrosyle formé : nombre 

d’équivalent d’acide peracétique ajoutés 30 par rapport à la BLC et le volume d’enzyme est 

2,4 fois plus important que celui de l’oxydant. 

Pour les autres catalases, les proportions volumiques ont été conservées et différents excès 

d’acide peracétique, temps de mélange, pH et température de réaction ont été testés.  

Pour chaque catalase, la combinaison optimale n’est pas identique. Cependant, l’ajout d’acide 

peracétique 30 fois et 130 fois en excès permet de mettre en évidence les différents 

comportements pour chaque catalase sans que les protéines ne précipitent. La quantité de 

radical avec ces deux excès est suffisante pour enregistrer les spectres à 40K. 

 La préparation des échantillons RPE est réalisée de la façon suivante : la catalase est 

placée directement dans le tube RPE dans la glace. On ajoute ensuite l’acide peracétique 

directement dans le tube et on mélange pendant quelques secondes. Ensuite le tube RPE 

contenant la solution est congelé dans un mélange éthanol/carboglace puis plongé dans l’azote 

liquide. 

 

 L’échantillon ainsi obtenu est analysé par spectroscopie RPE. Un spectre à 4K et à 

40K est enregistré. 

 

Catalase-peroxydases. 

 Pour les catalase-peroxydases, le meilleur rendement en radical est obtenu lorsque 

l’enzyme et l’acide peracétique sont mélangés en condition équivolume. Comme pour les 

catalases, différentes conditions de mélange ont été testées afin de déterminer les conditions 

optimales pour chaque enzyme.  

 

Peroxydases. 

 Pour la peroxydase de raifort, l’oxydant utilisé est le peroxyde d’hydrogène qui est 

ajouté dans les proportions stœchiométriques, les volumes des deux réactifs étant identiques. 

La suite de la procédure est la même que celle utilisée pour les catalases. 
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II.  PROCEDURES EXPERIMENTALES DE CHIMIE ORGANIQUE  

 
II.1-SYNTHESE DE L’ ISONIAZIDE MARQUE A L’AZOTE 15 

 

N

C
O 15NH 15NH2

 
 
 

Dans un ballon surmonté d’un réfrigérant, sont placés l’hydrazine marquée à l’azote 

15 (100mg, 1,93 mmol), l'isonicotinate d'éthyle (265µL, 1,75 mmol) et l’eau (300µL). Le 

mélange est chauffé à 70°C pendant trois heures. Il est ensuite refroidi pendant une heure dans 

un bain de glace jusqu’à apparition de cristaux blancs. La solution est alors filtrée sur filtre 

Büchner et les cristaux sont lavés trois fois avec du méthanol. 

 
La formation de l’isoniazide a été vérifiée par spectroscopie RMN du proton. 
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Formule Brute : C6H7N

15N2O 
 
Masse molaire : 139,13 g.mol-1 
 
Rendement : 87 % 
 
 
 

II.2-  SYNTHESE DU COMPOSE PROTOHEMINE-6-(7)-L-METHYL-ESTER DE 

LA TYROSINE 

 

N

N

HOOC

N

N

C

Fe+

HN CH

C

CH2

O

O

O

C(CH3)3

C(CH3)3

O

Cl-  
 

La condensation entre le chlorure de la protoporphyrine IX de fer et le dérivé de la 

tyrosine a été réalisée en suivant le protocole suivant2,3,4: 

 

Une solution contenant du chlorure de protoporphyrine IX de fer (300 mg; 0,46 mmol), les 

agents d’activation 1-hydroxybenzotriazole (HOBt, 62,2 mg; 0,46 mmol), O-(benzotriazol-1-

yl)-N,N,N’,N’-tétraméthyluronium hexafluorophosphate (HBTU, 174,5 mg; 0,46 mmol) ainsi 

que de la triéthylamine (255 µL) dans du DMF fraîchement distillé (10 mL) est agitée pendant 

20 minutes à température ambiante. 
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Ensuite la tyrosine, protégée par deux fonctions tert-butyl (136,4 mg; 0,414 mmol), est 

ajoutée au milieu réactionnel. Le mélange est agité pendant deux heures à température 

ambiante, à l’abri de la lumière. 

L’ajout d’eau (5µL) entraîne la précipitation du dérivé héminique. Le mélange est ensuite 

centrifugé et la phase solide est récupérée. Puis le mélange est lavé plusieurs fois par l’éther 

diéthylique afin d’éliminer les traces de solvant organique. 

Le produit de mono-condensation est purifié par chromatographie sur gel de silice (éluant 

méthanol:dichlorométhane 1:9, v/v). Les solvants des fractions d’intérêt sont évaporés sous 

pression réduite. L’obtention du composé de mono-couplé a été confirmé par spectrométrie de 

masse ESI-MS avec un pic parent à m/z 891,2. 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
Formule brute : C51H57ClFeN5O6/C51H57FeN5O6

+ 
 
Masse molaire : 927,3 g.mol-1/891,3 g.mol-1 
 
Rendement : 67 % 
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II.3-  DEPROTECTION DE LA TYROSINE 

 

N N

NN
Fe

C
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La déprotection de la tyrosine a été réalisée selon le protocole suivant4: 

La Protohémine-6-(7)-L-méthyl-ester de la tyrosine tert-butylée est dissoute dans un mélange 

d’acide trifluoroacétique (TFA, 475µL) et d’eau (25µL). La solution est agitée à température 

ambiante pendant trois heures à l’abri de la lumière. Les solvants sont évaporés sous pression 

réduite. L’huile obtenue est lavée plusieurs fois par l’éther diéthylique, qui est éliminé par 

décantation puis filtration. 

 
 
Formule brute : C43H41FeN5O6 
 
Masse molaire : 779,24 g.mol-1 
 
Rendement : 12 % 
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RESUME. 
 
 Les catalases, les peroxydases et les catalase-peroxydases sont des hémoprotéines, dont 
l’activité enzymatique essentielle est la régulation de la concentration cellulaire du peroxyde 
d’hydrogène. Au cours de ce travail de thèse, nous avons mis en évidence et caractérisé, dans 
ces protéines, des intermédiaires réactionnels issus de l’oxydation de tyrosines et/ou de 
tryptophanes, alternatifs au composé I, [Fe(IV)=O Por•+]. La prise en compte de la formation 
de tels radicaux protéiques nous a amené à réexaminer le mécanisme des catalases et des 
peroxydases, jusque là centré sur l’oxydo-réduction de l’hème. Pour déterminer les structures 
électroniques et la réactivité des intermédiaires réactionnels, nous avons utilisé une approche 
multidisciplinaire combinant les spectroscopies de Résonance Paramagnétique Electronique 
(RPE) multifréquences (9-285 GHz), d’absorption électronique UV-visible par stopped-flow, 
ainsi que la mutagenèse dirigée et le marquage isotopique. 
 

L’étude comparative de huit catalases, provenant de souches bactériennes et de 
mammifères, nous a permis de démontrer que la température de réaction, le pH et l’excès 
d’oxydant favorisent la formation de l’intermédiaire [Fe(IV)=O Tyr•], résultant du transfert 
d’électron intramoléculaire entre la tyrosine et la porphyrine dans les catalases de foie de 
bœuf, d’érythrocytes humains, de B. abortus et de M. lysodeikticus. Nos études ont montré 
que l’intermédiaire [Fe(IV)=O Por•+] est prédominant à T ≥ 20°C. Ceci explique pourquoi les 
études cinétiques de la littérature, pour lesquelles seule l’absorption UV-visible à température 
ambiante a été utilisée, n’avaient pas permis de mettre en évidence la formation du radical 
tyrosyle. Nos résultats expliqueraient aussi les différences d’efficacité de dismutation du 
peroxyde d’hydrogène de ces catalases. En effet, le transfert spontané d’électron entre la 
tyrosine et la porphyrine, favorisé dans certaines catalases, serait en compétition avec la 
réaction entre l’intermédiaire [Fe(IV)=O Por•+] et le peroxyde d'hydrogène. 

 
 Dans le cadre d’études spécifiques sur les catalase-peroxydases (KatGs) et en utilisant 
la catalase-peroxydase de B. pseudomallei comme cas d’étude, nous avons pu mettre en 
évidence la formation d’un radical tyrosyle et de deux intermédiaires tryptophanyles, dont 
l’un est formé sur le Trp330, équivalent au site radicalaire de la cytochrome c peroxydase. 
Nous avons démontré que l’intermédiaire [Fe(IV)=O Por•+] réagit avec l’ABTS et que le             
[Fe(IV)=O Trp330

•+] n’est pas l’intermédiaire réactif vis-à-vis de l’isoniazide (antibiotique 
utilisé dans le traitement de la tuberculose). Notre étude comparative de sept catalase-
peroxydases a démontré que le site de formation du radical tryptophanyle est unique pour 
chaque enzyme, mais peut différer entre deux protéines, ce qui expliquerait en partie leurs 
différences de réactivité vis-à-vis de l’ABTS et de l’isoniazide. Nous avons montré que dans 
les catalase-peroxydases, les radicaux protéiques peuvent jouer le rôle de cofacteurs dans 
l’oxydation des substrats et que le mécanisme de la réaction de dismutation du peroxyde 
d’hydrogène diffère de celui des catalases monofonctionnelles. 
 

Afin de comprendre les propriétés physico-chimiques permettant et favorisant la 
formation des radicaux protéiques, en tant qu’intermédiaires alternatifs à l’intermédiaire 
[Fe(IV)=O Por•+], nous avons caractérisé une peroxydase de raifort reconstituée, dans laquelle 
l’hème à été remplacé par un hème lié par liaison covalente à une tyrosine ou à un 
tryptophane.  

 


