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Résumé 

La lumière est essentielle pour les organismes photosynthétiques qui convertissent 

l'énergie solaire en énergie chimique. Cependant, la lumière devient dangereuse lorsque 

l'énergie qui arrive aux centres réactionnels de l'appareil photosynthétique, est en excès par 

rapport à l’énergie consommée. Dans ce cas, la chaîne de transport d'électrons 

photosynthétiques se réduit et les espèces réactives de l'oxygène (ROS) sont accumulées, 

notamment au niveau des deux photosystèmes, PSI et PSII. Les cyanobactéries ont développé 

des mécanismes photoprotecteurs qui diminuent l'énergie transférée au PSII atténuant ainsi 

l'accumulation de ROS et les dommages cellulaires, comme l’extinction non-photochimique 

(NPQcya) induite par la lumière bleue-verte. La soluble Orange Carotenoid Protein (OCPo) 

est essentielle pour ce mécanisme de photoprotection. L'OCP agit comme un senseur de 

l’intensité lumineuse et un inducteur de la dissipation d'énergie des phycobilisomes (PBS), 

l'antenne extra-membranaire des cyanobactéries. L'OCP est la première protéine photo-active 

à caroténoïde connue comme senseur. Une forte lumière bleue-verte déclenche des 

changements structurels dans l'OCPo qui induisent une forme active, rouge (OCPr). Le 

domaine N-terminal de l’OCPr, en s’intercalant entre les trimères externes d’un des cylindres 

basaux du cœur du PBS, augmente la dissipation thermique de l'énergie au niveau de 

l'antenne. L'OCP possède aussi une autre fonction : l’extinction de l’oxygène singulet, qui 

protège les cellules du stress oxydatif. Pour récupérer pleinement la capacité de l’antenne en 

faible lumière, une deuxième protéine est nécessaire, la "Fluorescence Recovery Protein" 

(FRP), dont le rôle est de détacher l’OCPr des PBS et d’accélérer sa reconversion en OCPo 

inactive. Ce manuscrit est un état des lieux des connaissances et des dernières avancées sur le 

mécanisme de NPQ associé à l'OCP dans les cyanobactéries. 

 

Mots-clés : Orange Carotenoid Protein, Fluorescence Recovery Protein, 

Phycobilisome, Cyanobactérie, Photoprotection, Synechocystis, Quenching non 

photochimique, Photosynthèse. 

 

 



v 

 

Abstract 

Photosynthetic organisms use light energy from the sun in order to perform photosynthesis 

and to convert solar energy into chemical energy. Absorbance of excess light energy beyond 

what can be consumed in photosynthesis is dangerous for these organisms. Reactive oxygen 

species (ROS) are formed at the reaction centers and collecting light antennas inducing 

photooxidative damage which can lead to cell death. In cyanobacteria, one of these 

photoprotective mechanisms consists to reduce the amount of energy arriving to the reaction 

centers by thermal dissipation of the excess absorbed energy. Energy dissipation is 

accompanied by a decrease of Photosystem II-related fluorescence emission called non-

photochemical quenching (NPQ). The soluble Orange Carotenoid Protein (OCPo) is essential 

for this photoprotective mechanism. The OCP is the first photo-active protein with a 

carotenoid known as light intensity sensor and acts as energy quencher of the phycobilisome 

(PB), the extra-membrane antenna of cyanobacteria. Structural changes occur when the OCPo 

absorbs a strong blue-green light leading to a red active form (OCPr). The N-terminal domain 

of OCPr burrows into the two external trimers of the core basal APC cylinders of the PB and 

increases thermal energy dissipation at the level of antenna. The OCP has an additional 

function in photoprotection as oxygen singlet quencher protecting cells from oxidative stress. 

Under low light conditions, to recover the full antenna capacity, a second protein is needed, 

the "Fluorescence Recovery Protein" (FRP), whose role is to detach the OCPr from the PB 

and accelerate its conversion into an inactive OCPo. In this manuscript, I will review the 

knowledge about the OCP, since the discovery of the mechanism and its characterization to 

the latest advances on the OCP-related-NPQ mechanism in cyanobacteria. 

 

Keywords : Orange Carotenoid Protein, Fluorescence Recovery Protein, 

Phycobilisome, Cyanobacteria, Photoprotective, Synechocystis, Non photochemical 

quenching, Photosynthesis. 
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Introduction 

1. Les cyanobactéries 

1.1. Aperçu et intérêts fondamentaux des cyanobactéries 

Les cyanobactéries, anciennement appelées algues bleue-vertes, sont les seuls 

organismes procaryotes capables de réaliser la photosynthèse oxygénique. Elles utilisent 

l’énergie solaire comme source d’énergie chimique pour décomposer les molécules d’eau et 

fixer le dioxyde de carbone (CO2), pour produire du dioxyde d'oxygène (O2), de l'ATP et des 

glucides (CnH2nOn) comme les algues et les plantes supérieures. Ces micro-organismes 

primitifs (~ 3 × 109 ans) sont considérés comme les acteurs de l’enrichissement en oxygène de 

l’atmosphère de notre planète (Schopf, 2011) qui a permis l'apparition de la voie vitale de la 

respiration (Archibald, 2009). Les cyanobactéries ont divergé depuis leur apparition, 

colonisant un large éventail d'habitats à travers toutes les latitudes, se répandant dans les eaux 

douces, marines et les écosystèmes terrestres. Elles sont ainsi devenues l’un des groupes de 

bactéries les plus importantes et les plus diversifiées (Shi et Falkowski, 2008). Elles survivent 

au sein de niches extrêmes telles que les glaces polaires, les sources d'eau chaude (les 

geysers), les baies hypersalines, les déserts, les lacs très chauds (Thermosynechococcus 

elongatus: Yamaoka et al, 1978) et/ou acides des cratères volcaniques (Figure 1). Elles vont 

de formes unicellulaires à des formes filamenteuses et jouent le rôle de symbiotes pour 

d'autres organismes (Champignons comme les lichens, bryophytes, gymnospermes, 

angiospermes, et fougère aquatique, l'Azolla filiculoides). Il est suggéré que les chloroplastes 

présents chez les eucaryotes (les algues et les plantes) ont évolué à partir de cyanobactéries 

via l’endosymbiose (revue: McFadden, 2001). Par conséquent, les cyanobactéries sont de 

bons modèles pour étudier l'impact des changements de conditions sur la physiologie 

(Battchikova et al, 2010; Hagemann, 2011; Kirilovsky, 2010; Singh et al, 2009), la 

morphologie (Vermaas et al, 2008), la division (Marbouty et al, 2009; Miyagishima et al, 

2005) et la différenciation (Mariscal et Flores, 2010) de cellules microbiennes. En plus d’être 

les organismes photosynthétiques les plus abondants sur la Terre (Scanlan et al, 2009), les 

cyanobactéries participent à une grande partie de la biosphère. Elles utilisent l'énergie solaire 

pour (1) renouveler l'oxygène atmosphérique (Partensky et al, 1999),  
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(2) jouer un rôle important dans les cycles biogéochimiques globaux (assimilation et fixation 

du carbone et de l'azote) et (3) former des aggrégats organiques essentiels dans la chaîne 

alimentaire. Les cyanobactéries convertissent l'énergie solaire capturée en biomasse (3-9%), 

plus efficacement que les plantes terrestres (0,25-3%), et elles tolèrent davantage une forte 

teneur en dioxyde de carbone (CO2) dans les flux gazeux que les plantes (Ducat et al, 2011). 

À l'échelle mondiale, ces organismes fixent environ 25 Gt de carbone à partir du CO2 par an 

dans la biomasse. Par conséquent, les cyanobactéries sont considérées comme de 

prometteuses usines microbiennes «peu-couteuses» pour la capture et le stockage du CO2 

industriel (Jansson et Northen, 2010), et la production écologiquement responsable des 

biocarburants (Ducat et al, 2011; Zhou et Li, 2010). En outre, les cyanobactéries ont 

également des potentiels dans la production biotechnologique de produits naturels et 

métabolites secondaires (Pearson et al 2010; Wang et al, 2011) comme les aliments riches en 

vitamines et thérapeutiques (Williams, 2009), les molécules marquées par des isotopes et les 

bioplastiques (Abed et al, 2009); et la biorestauration des sols et eaux polluées (De Philippis 

et al, 2011). Tous ces avantages proviennent de la capacité des cyanobactéries à croître dans 

divers habitats, permettant ainsi de réaliser des productions industrielles près des sites 

d’utilisation. 

 

1.2. Génomes et caractéristiques des cyanobactéries 

Le génome des cyanobactéries est diversifié et résulte probablement du gain et/ou de 

la perte de gènes, transférés par les plasmides cyanobactériens et par l’insertion de séquences 

de cyanophages. La plupart des cyanobactéries possèdent un chromosome circulaire avec une 

taille allant d'environ 1,44 Mb (par exemple dans la souche marine UCYN-A) à environ 9,05 

Mb (par exemple dans la souche Nostoc punctiforme ATCC29133) (Hess, 2011; Wang et al, 

2011). En général, les espèces marines ont les plus petits chromosomes. Un grand nombre de 

cyanobactéries comportent un petit nombre de plasmides (allant de quelques à plusieurs 

centaines de kilobases). Par exemple, Synechocystis PCC 6803 contient sept plasmides, allant 

de 2,3 kb à 119 kb (Chauvat et al, 1986) (voir Cyanobase). En revanche, les cyanobactéries 

marines Prochlorococcus et Synechococcus n’ont pas de plasmide (Hess, 2011). Bien que les 

plasmides cyanobactériens propagent des gènes éventuellement importants (Cyanobase), leur 

rôle dans la biologie et la physiologie des cyanobactéries reste inconnu, jusqu'à présent. 
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Figure 1: Exemples d’habitats des cyanobactéries. 

A. Banquise antarctique avec une couche brune d'algues vivant à plusieurs dizaines de 
centimètres sous la glace en mer (www.bioenv.gu.se). 
B. Formation de stromatolites construits par les bactéries situées à l’ouest de l’Australie dans 
le parc de Yalgroup (http://www2.ggl.ulaval.ca/personnel/bourque/s4/stromatolites.html). 
C. Importante prolifération de cyanobactéries du genre Lyngbya dans le lac Atitlán au 
Guatemala (www.research.gov). 
D. Croûte de Cyanobactéries dans le Grand Bassin Salt Flats dans l'Utah, où l'on peut 
observer des tapis «noirs» de cyanobactéries sur la surface de la boue séchée 
(www.botany.utexas.edu). 
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Le nombre de génomes entièrement séquencés a augmenté rapidement. Actuellement, 130 

séquences de génomes cyanobactériens (détails sur les génomes dans Shih et al, 2013) sont 

accessibles dans les bases de données publiques telles que : Cyanobase 

(http://genome.kazusa.or.jp/cyanobase/), DOE institut de génome commun 

(Http://genome.jgi.doe.gov/genome-projects), et la base de données Microbial Genome pour 

l'analyse comparative (http://mbgd.genome.ad.jp/). 

Les cyanobactéries ont des formes différentes, allant de morphologies unicellulaires 

(sphérique et cylindrique) à des formes complexes pluricellulaires (filamenteuses) (Figure 2). 

Dans les cyanobactéries filamenteuses telles que Anabaena et Nostoc, certaines cellules 

montrent la capacité à se différencier en cellules spécialisées avec des fonctions différentes 

(Flores et Herrero, 2010). Les cellules végétatives, cellules photosynthétiques, sont formées 

dans des conditions de croissances favorables. Les akinètes permettent la survie dans des 

conditions de sécheresse extrêmes. Les hétérocystes, cellules spécialisées, fixent l'azote 

atmosphérique (N2) et ne réalisent pas la photosynthèse oxygénique. Les cyanobactéries 

représentent un unique phylum bactérien avec des caractéristiques communes et des 

différences par rapport aux bactéries à Gram-négatif classiques telle qu’Escherichia coli 

(Gupta et Griffiths, 2002). Comme dans la plupart des bactéries à Gram-négatif, les 

cyanobactéries sont entourées par deux membranes : une paroi cellulaire formée par une 

couche de peptidoglycanes et une membrane externe qui délimite l'espace périplasmique et 

une membrane cytoplasmique. À l'intérieur du cytoplasme, une troisième membrane constitue 

les thylacoïdes (Vermass, 2001). La membrane thylacoïdienne (contenant des complexes 

photosynthétiques et la chaîne respiratoire de transport d'électrons) est le site où la 

photosynthèse et la respiration ont lieu (Figure 3A). Les thylacoïdes se présentent par paires; 

l'espace entre une paire est appelé le lumen et l'espace entre deux paires est contigu au 

cytoplasme. L'une des principales différences entre les cyanobactéries et les cellules 

eucaryotes photosynthétiques est que les complexes protéiques redox-actifs photosynthétiques 

et respiratoires des cyanobactéries se partagent une membrane thylacoïdienne commune 

(Vermass, 2001), à l’exception de la cyanobactérie Gloeobacter violaceus (dépourvue de 

thylacoïdes), où ces complexes sont associés à la membrane cytoplasmique (Rippka et al, 

1974). Dans les cyanobactéries, la membrane des thylacoïdes ne forme pas de grana comme 

chez les plantes et les algues, où la membrane est située dans un organite spécifique, le 

chloroplaste. 
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Figure 2: Observation de diverses cyanobactéries en microscopie optique. 

 

 

 

 

 

 

A et B. Cyanobactérie unicellulaire: (A) Synechocystis sp. (B) Dermocarpa violacea, contenant 
des pigments rouges (phycoerythrine) (http://cfb.unh.edu/phycokey/Choices/Cyanobacteria). 
C. Souche filamenteuse Arthrospira (Spirulina) platensis (photographie de J. Simon). D. Souche 
filamenteuse formant des hétérocystes spécialisés pour la fixation de l’azote moléculaire 
(indiqués par des flèches) (http://2011.igem.org/File:Brown-Stanford_Heterocysts.JPG). 
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Des micro-compartiments, appelés carboxysomes, comportant des enzymes impliquées dans 

la fixation du carbone, permettent de concentrer le CO2 autour de la Rubisco afin d’optimiser 

l'activité carboxylase de cette enzyme dans le cycle de Calvin-Benson. Les glucides issus de 

la photosynthèse sont stockés sous forme de glycogène (Figure 3B). Les cyanobactéries sont 

des micro-organismes modèles pour l'étude de la photosynthèse, de l'assimilation du carbone 

et de l'azote, de l'évolution des plastes des plantes et de l'adaptabilité aux stress 

environnementaux. Synechocystis sp. PCC 6803 (Synechocystis ci-après) est une 

cyanobactérie unicellulaire, la plus étudiée. Elle peut croître à la fois de manière photo-

autotrophe dans les milieux de culture (Figure 3C) (Stanier et al, 1971), ou hétérotrophe en 

l'absence de lumière dans les milieux enrichis en glucose (Rippka et al, 1979). Elle a été 

isolée à partir d'un lac d'eau douce et se développe entre 32 et 38 degrés Celsius (Stanier et al, 

1971). Synechocystis est parfaitement adaptée aux manipulations génétiques car elle a la 

capacité d’absorber de l'ADN exogène et d’effectuer une double recombinaison homologue 

(Grigorieva et Shestakov, 1982). Synechocystis était le troisième procaryote et le premier 

organisme photosynthétique dont le génome a été entièrement séquencé (3,5 Mb, Kaneko et 

al, 1996). Des données transcriptomiques sont également disponibles (Hihara et al, 2001) et, 

récemment, une analyse globale des transcrits a été réalisée (Mitschke et al, 2011). 

2. La Photosynthèse oxygénique dans les cyanobactéries 

Les cyanobactéries sont des organismes photo-autotrophes qui réalisent la 

photosynthèse oxygénique au niveau des thylacoïdes en utilisant l'énergie lumineuse. Le 

mécanisme de la photosynthèse oxygénique dans ces organismes ressemble remarquablement 

à celui des algues et des plantes. Cela permet d'utiliser les cyanobactéries comme un modèle 

approprié pour étudier les différents aspects de la photosynthèse oxygénique et sa régulation, 

qui sont souvent difficiles à étudier chez les plantes supérieures ou les algues. En dépit de 

différences mineures dans la composition des complexes redox-actifs, la chaîne 

photosynthétique de transport d'électrons des cyanobactéries est très similaire à celle des 

plantes et des algues. Elle contient quatre complexes multi-protéiques majeurs : photosystème 

II (PSII), cytochrome b6f (Cyt b6f), photosystème I (PSI), l’ATP synthase et plusieurs 

éléments mobiles (plastoquinone (PQ), plastocyanin (PC), ferrédoxine (Fd)), qui œuvrent en 

série, ainsi que des antennes collectrices de lumière. 

 



11 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3 : Aperçu des membranes et des compartiments dans une cellule de 
cyanobactérie. 
A. Représentation schématique d’une cyanobactérie : la membrane cytoplasmique sépare le 
cytoplasme du périplasme; les membranes thylacoïdiennes (contenant des complexes 
photosynthétiques et la chaîne respiratoire de transport d'électrons); l'espace entre une paire 
de membranes thylacoïdiennes est le lumen (Adapté de Vermaas 2001). 
B.Vue par microscopie électronique de la cyanobactérie Synechocystis PCC 6803 révélant 
les différentes structures intracellulaires: des granules de glycogène (g), carboxysomes (C) 
et les membranes thylacoïdiennes (T) (Adapté de Wilson et al, 2006).  
C. Culture de la cyanobactérie Synechocystis PCC 6803 en laboratoire dans un milieu 
minimum en présence de lumière et de dioxyde de carbone (CO2). 
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2.1. Flux d'électrons photosynthétiques induits par la lumière 

La conversion de l'énergie solaire en énergie chimique est le résultat des deux centres 

réactionnels (RCs, acronyme en anglais), PSI et PSII, qui agissent en tandem. Comme tous les 

autres organismes photosynthétiques, les photosystèmes des cyanobactéries contiennent de la 

chlorophylle a (Chl a). Il y a quelques cyanobactéries, par exemple, les prochlorophytes, qui 

contiennent de la Chl b en plus de Chl a (Matthijs et al, 1994), alors que la Chl d est connue 

pour être abondante dans les organismes de la même famille que les Acaryochloris (Miyashita 

et al 1996; Larkum and Kuhl, 2005; Miller et al, 2005; Murakami et al, 2004). L'étape initiale 

de la photosynthèse débute par l'absorption de la lumière (des photons) par des antennes qui 

collectent la lumière. Les antennes acheminent l'énergie d'excitation aux Chl a des centres 

réactionnels (RC-Chl a), désignées P680 (complexe-Chl a du PSII) et P700 (complexe 

"hétérodimérique" Chl a/a’ du PSI), amorçant ainsi le processus de conversion de l’énergie 

(Shevela et al, 2013). En raison des cofacteurs intégrés aux deux PS, les réactions 

photochimiques au sein des RCs impliquent des transferts d'électrons rapides et séquentiels. 

Ces transferts se traduisent par des séparations de charges stabilisées, allant pas à pas de 

l’«extraction» des électrons de l'eau à leur transfert vers le NADP+ (la forme oxydée de 

Nicotinamide Adénine Dinucléotide Phosphate). La figure 4A illustre cette voie linéaire (non 

cyclique) de transfert d'électrons connue sous le nom schéma-Z proposé par Hill et Bendall en 

1960 (Hill et Bendall, 1960). 

 
Le PSII est un grand complexe multimérique pigment-protéine, dimérique de ~ 700 

kDa. La figure 5A montre la disposition générale d’un dimère de PSII cyanobactérien basée 

sur la structure cristalline du PSII de Thermosynechococcus elongatus résolue à 1,9 Å (PDB 

ID : 3ARC; Umena et al, 2011). Chaque monomère du PSII cyanobactérien comprend 17 

protéines transmembranaires, 3 protéines périphériques situées du côté lumen du complexe et 

près de 90 cofacteurs (Figure 5A) (revues : Nelson et Yocum, 2006; Cardona et al 2012). 

Tous les cofacteurs d'oxydo-réduction requis pour la séparation photochimique de charges et 

pour le fractionnement de l'eau sont situés sur les protéines D1 (psbA) et D2 (psbD) qui 

forment l’hétérodimère D1/D2. L'hétérodimère D1/D2 intègre un cytochrome b559 et est 

étroitement associé à deux sous-unités d'antennes internes, les protéines CP47 (psbB) et CP43 

(psbC) (Figure 5A), qui attachent 16 et 13 molécules de Chl a respectivement (Guskov et al, 

2010) ainsi que des caroténoïdes (revue Bricker et Frankel, 2002). 



13 

 

Figure 4 : Représentation schématique de la chaîne photosynthétique de transport 
d'électrons dans la membrane thylacoïdienne. 
A. Voie linéaire (non cyclique) de transfert d'électrons connue sous le nom schéma-Z 
(développé par Wilbert Veit et Govindjee, 2010) 
B. Schéma de l’architecture des complexes multi-protéiques et des éléments mobiles 
impliqués dans la photosynthèse oxygénique: photosystème II (PSII), cytochrome b6f (Cyt 
b6f), photosystème I (PSI), l’ATP synthase reliés par des transporteurs d'électrons mobiles 
(plastoquinone (PQ), plastocyanin (PC), ferrédoxine (Fd)). La voie linéaire de transfert 
d'électrons génère l'accumulation du NADPH et la formation d’un gradient de protons qui est 
utilisé pour la synthèse de l’ATP. Sous certaines conditions, en absence de NADP+, un flux 
cyclique d’électrons se met en place conduisant à la création d’un gradient de protons, 
augmentant ainsi la synthèse de l'ATP (Adapté de Nevo et al, 2012). 
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Le transfert de l’énergie d'excitation par les molécules des antennes initie une séparation de 

charge de P680 (associé à D1). Il en résulte l’apparition d’une charge positive sur P680 qui va 

donner un électron à une molécule de phéophytine (Phéo : associé à D1) à proximité, 

entraînant ainsi la formation d’une paire de radicaux P680•+Phéo•- (Raszewski et al, 2008). 

Cet électron est rapidement transféré de la Phéo•- à une quinone A (QA : associé à D2 de façon 

permanente) pour générer une paire d’ion radical stabilisé, P680•+PhéoQA
•-, avant d’arriver 

finalement à la plastoquinone B (QB ou PQ) faiblement liée à D1 formant QB
-. Le transfert 

d’un second électron réduit QB
- en QB

2-, capable de capter deux protons du côté 

cytoplasmique pour produire ainsi du plastoquinol (PQH2) (Petrouleas et Crofts, 2005). Le 

PQH2 quitte le PSII et migre dans la membrane vers le cytochrome b6f (Cyt b6f) (Figure 4B). 

Ensuite, une autre molécule PQ du pool de PQ remplit immédiatement la poche de QB vide au 

sein du PSII. La réduction du cation radical P680•+ par la Tyrozine Z (TyrZ, associé à D1) va 

servir de force motrice pour l’oxydation séquentielle de deux molécules d’H2O en O2 et la 

libération de quatre protons dans le lumen des thylacoïdes via le cluster Mn4CaO5 (complexe 

d’oxydation de l’eau, OEC acronyme en anglais). Les électrons de l’eau sont ainsi récupérés 

pour réduire la TyrZ (Govindjee, 2010) (Figure 4B et 5B). Ainsi, le PSII fonctionne comme 

une oxydoréductase de l’eau et du plastoquinone. Il utilise l'énergie lumineuse pour réaliser 

les quatre séparations de charge successives du P680•+, qui vont induire l’élimination de 

quatre électrons de l'eau (oxydation de l'eau) pour former de l’oxygène moléculaire et l’ajout 

de ces électrons sous forme de quatre protons au PQ (réduction du pool de PQ). Le rôle du 

complexe d’oxydation de l’eau (OEC) dans ce processus est indispensable : les 4 protons 

enlevés du cytoplasme sont ainsi accumulés dans le lumen des thylacoïdes (Renger, 2008 ; 

Wydrzynski et Satoh, 2005).  

 

Le cytochrome b6f (Cyt b6f) joue un rôle clé en connectant le transfert d'électrons 

photo-induit entre les deux PS et en transférant des protons, à travers la membrane, au lumen 

(Figure 4B). Il existe une grande similitude structurale et fonctionnelle entre les cytochromes 

b6f des cyanobactéries et des plantes. Le Cyt b6f est un grand complexe entièrement 

membranaire constitué de multiples sous-unités protéiques se présentant sous forme de dimère 

de ~ 217 kDa. Chaque monomère comprend huit sous-unités dont quatre grandes sous-unités : 

le cytochrome f (cytf), le cytochrome b6 (cyt b6), une protéine Rieske comportant un centre 

fer-soufre (2Fe-2S), et une sous-unité IV de 17 kDa; ainsi que quatre petites sous-unités (3-4 

kDa). 
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Figure 5 : Structures des photosystèmes et disposition des cofacteurs impliqués dans la chaîne de 
transfert d'électrons. 
A. Structure du PSII de Thermosynechococcus elongatus résolue à 1,9 Å (PDB ID : 3ARC ; Umena et 

al, 2011). B. Arrangement des cofacteurs dans le PSII (Adapté de Grotjoham et al 2004): sous 

excitation, la paire de Chl P680 va donner un électron à une molécule de phéophytine (Pheo). Cet 

électron est ensuite transféré à une quinone A (QA) puis à la plastoquinone B (QB). Le transfert d’un 

second électron sur QB lui permettra de capter deux protons produisant ainsi du plastoquinol (PQH2) qui 

peut diffuser dans la membrane vers le cytochrome b6f. Le complexe d’oxydation de l’eau (OEC) va 

ensuite oxyder séquentiellement deux molécules d’H2O et libérer des électrons qui vont servir à la 

réduction du cation radical P680•+ par l’intermédiaire de la Tyrozine Z. 

C. Structure du PSI de T. elongatus résolue à 2,5 Å (PDB ID: 1JB0 ; Jordan et al, 2001).  

D. Arrangement des cofacteurs dans le PSI (Adapté de Grotjoham et al 2004): sous excitation, une paire 

de radicaux A•+A0
•- est générée puis est réduite par P700 pour former une paire d’ion radical, P700•+A0

•-. 

Le P700•+ oxydé est ensuite réduit par un électron fourni par la PC. L’électron disponible sur A0
•- est 

transféré par des cofacteurs intermédiaires (phylloquinone A1 et 3 centres [4Fe-4S] (FX, FA, FB) à 

travers la membrane pour ainsi réduire une ferrédoxine soluble (Fd). 
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Le Cyt b6f catalyse le transfert d'électrons du  plastoquinol (PQH2) au cytochrome c6 (Cyt c6, 

également connu comme Cyt c553) ou plastocyanine (PC). Dans des conditions d’abondance 

en cuivre, de nombreuses cyanobactéries remplacent le Cyt c6 comportant du fer par la 

plastocyanine (PC) comportant du cuivre (Zhang et al, 1992). Le PQH2, lié au côté lumen du 

Cyt b6f est oxydé en semiquinone (SQ) par le centre fer-soufre et deux protons sont alors 

libérés dans le lumen des thylacoïdes. Le centre fer-souffre réduit va ainsi transférer son 

électron par l’intermédiaire du cytf à la plastocyanine (PC). L’autre électron de la SQ est 

transféré par une voie différente à travers deux hème-b du cyt b6 à une quinone (située du côté 

cytoplasmique) pour former une semiquinone qui va, à son tour, capter un proton du 

cytoplasme pour former une semiquinol (revue : Osyczka et al, 2005). Ainsi le cyt b6f en 

oxydant une molécule de PQH2 accumule 2 protons dans le lumen des thylacoïdes et pompe 1 

proton du cytoplasme (réduction de SQ).  

 

Le PSI, malgré quelques similitudes avec le PSII, a une composition peptidique et des 

co-facteurs associés diffèrents du PSII. Le PSI cyanobactérien est le plus grand complexe de 

protéines photosynthétiques lié à la membrane et existe principalement sous la forme d’un 

trimère de ~ 1100 kDa (Revues : Fromme et Grotjohann, 2011 et Nelson et Yocum, 2006). La 

structure de la cyanobactérie thermophile T. elongatus a été déterminée avec une résolution de 

2,5 Å (PDB ID: 1JB0 ; Jordan et al, 2001) (Figure 5C). Dans certaines conditions 

environnementales, en particulier sous des intensités lumineuses élevées, le PSI dans les 

cyanobactéries est sous forme monomérique (comme dans les plantes supérieures) (Rögner et 

al 1990 ; Kruip et al, 1994). Chaque monomère du PSI est constitué de 12 sous-unités 

protéiques et 127 cofacteurs liés de manière non covalente (revues sur PSI : Brettel et Leibl, 

2001; Grotjohann et Fromme, 2006). L’hétérodimère PsaA/PsaB forme le cœur du PSI. La 

chaîne de transfert d'électrons du PSI est disposée en deux branches quasi-symétriques (A et 

B) qui contiennent 2 x 3 Chls (P700, A et A0) et 2 phylloquinones A1, (PhQA et PhQB). Des 

données récentes suggèrent que la séparation de charge primaire du PSI n’a pas lieu au niveau 

de P700, comme on le pensait initialement, mais au niveau de la paire de Chl A/A0 (Figure 

5D). Cette séparation de charge est suivie par la formation d’une paire de radicaux A•+A0
•- qui 

est rapidement réduite par P700 pour former une paire d’ion radical, P700•+A0
•- (Müller et al, 

2010). Le P700•+ oxydé est ensuite réduit par un électron fourni par la PC. L’électron 

disponible sur A0
•- est transféré par des cofacteurs intermédiaires (phylloquinone A1 et 3 

centres [4Fe-4S] (FX, FA, FB) à travers la membrane pour ainsi réduire une ferrédoxine 

soluble (Fd).  
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Par son importante fonction d’acheminement du transfert d'électrons transmembranaires d’un 

donneur d'électrons externe (la PC) situé dans le lumen à un accepteur d’électrons (la Fd) 

situé dans le cytoplasme, le PSI peut être nommé plastocyanine-férredoxine oxydoréductase. 

Enfin, l’enzyme flavoprotein ferrédoxine-NADP+ réductase (FNR) catalyse la production du 

NADPH à partir de la NADP+ en utilisant la Fd réduite comme substrat (voir la figure 4B et 

les revues : Aliverti et al, 2008 ; Medina, 2009). Deux séparations de charge successives au 

sein du PSI induisent la formation d’une molécule de NADPH en consommant un proton du 

cytoplasme.  

 
Le transfert d'électrons photosynthétiques, alimenté par les deux PS, implique 

également la formation d’un gradient de protons induit par la lumière (Figure 4B), qui va 

établir une différence de potentiel électrochimique de protons (∆ψ) à travers la membrane des 

thylacoïdes. Ce gradient de protons, et plus précisément la force proton-motrice (proton 

motive force, PMF) est utilisée par l'ATP synthase pour coupler l’acheminement des protons 

du lumen vers le cytoplasme à la phosphorylation de l'ADP (Adénosine Di-Phosphate) en 

ATP (Adénosine Tri-Phosphate) (Bald, 2011). Sous certaines conditions, lorsque le NADP+ 

n’est pas disponible pour recevoir les électrons de la Fd réduite, un flux cyclique d’électrons 

se met en place du côté accepteur du PSI, par le biais du pool de PQ et/ou Cyt b6f (accepteur 

d’électrons de la Fd) et retourne au PSI (figure 4B). Ce transfert cyclique d’électrons ou 

photophosphorylation cyclique induit la formation d’un gradient de protons (augmentation du 

pompage de protons vers le lumen), qui accroît la synthèse de l'ATP. Il a également été 

démontré que ce cycle est essentiel pour la photosynthèse (Munekage et al, 2004), car il 

permet de maintenir un bon ratio de production ATP/NADPH approprié pour la fixation du 

carbone (Bendall et Manasse, 1995; Joliot and Johnson, 2006). 

 
Comme pour tous les organismes eucaryotes photosynthétiques, les cyanobactéries 

partagent l'usage d’uniques centres réactionnels, PSI et PSII, pour amener le flux d'électrons 

induit par la lumière, de l'oxydation de l’eau (H2O) couplée au dégagement de l’O2 à la 

réduction du NADP+ en NADPH et à la synthèse de l’ATP. L’ATP et le NADPH ainsi 

produits sont nécessaires pour la fixation du carbone et la synthèse des glucides par le cycle 

de Calvin-Benson (revues : Martin et al, 2000; Tabita, 1994; Fukuzawa et al, 2012). Sous 

forte illumination, toute l'énergie absorbée ne peut être utilisée pour l'assimilation 

photosynthétique du CO2 et l’excès de l'énergie d'excitation devient la principale source de 

stress de la photosynthèse qui va diminuer l'activité des PS. 
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2.2. Photoinhibition 

L'exposition des organismes photosynthétiques aux fortes intensités lumineuses 

déclenche une baisse de l’activité photosynthétique (S.B. Powles, 1984). Ce phénomène est 

connu sous le nom de photoinhibition. Dans l'appareil photosynthétique, le site majeur de la 

photoinhibition est le PSII. Au sein du PSII, le transport d'électrons est inhibé et la structure 

des protéines endommagée sous forte illumination (Aro et al, 1993). Le PSI est souvent 

considéré plus stable que le PSII. Cependant, bien que le PSI soit assez résistant à un stress 

lumineux, il peut également être endommagé par la lumière, en particulier dans les conditions 

où le transport d'électrons à partir du PSII devient limité (Revues : Scheller et Haldrup, 2005 ; 

Sonoike, 2011). Les organismes photosynthétiques sont capables de surmonter les effets 

toxiques de la lumière par la réparation rapide et efficace du PSII (Revues : Vass et Aro 

2007;Tyystjärvi 2008 ; Vass, 2012). Par conséquent, la mesure de la photoinhibition dépend 

de l'équilibre entre la photo-destruction du PSII et la réparation de ces dommages. Bien que 

des efforts importants aient été consacrés à la clarification des mécanismes moléculaires de la 

photoinhibition, aucun consensus n'a encore été atteint. Néanmoins, il a été démontré que sous 

de fortes inténsités, la production de l’oxygène singulet (1O2) (au niveau du centre reactionel 

du PSII et des antennes) ainsi que d’autres types de ROS, espèces réactives de l'oxygène (O2
•-, 

OH•-, H2O2) sont les principales causes de l’endomagement du PSII et PSI (Revues: Krieger-

Liszkay, 2005 ; Vass, 2012). Deux groupes (Revues : Esa Tyystjärvi et al, 2008 et Norio 

Murata et al, 2007) ont proposé qu’une inactivation directe, par une forte lumière du cluster 

Mn4CaO5 (OEC), se produit au cours de la photoinhibition. 

Le schéma du mécanisme moléculaire de la photoinhibition est interprété comme suit. 

Une forte illumination ou certains stress environnementaux (stress salin, basse température et 

limitation des émissions de CO2), induisent une réduction excessive de QA, le premier 

accepteur d'électrons du PSII. L'étape de transfert d'électrons de QA à QB devient limitant et la 

recombinaison de charges entre le côté accepteur et le côté donneur du PSII augmente (I. Vass 

et al, 1992 ; N. Keren et al, 1997). Des triplets de chlorophylle (3P680) sont alors formés et 

réagissent rapidement avec l’O2 pour générer l’oxygène singulet (1O2). L’1O2 extrêmement 

réactif va directement endommager la protéine D1 et inactiver le centre réactionnel du PSII 

(Krieger-Liszkay, 2005). L’anion superoxyde (O2
•-) peut également se former du côté 

accepteur du PSII sous illumination. L’O2
•- peut alors servir de précurseur à la formation du 

peroxyde d'hydrogène (H2O2) et du radical hydroxyle (OH•-) qui pourraient également 

participer à la dégradation du PSII.  
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Du côté donneur du PSII, l’inactivation du cluster Mn4CaO5 (OEC) va entraîner la formation 

de radicaux oxydatifs (Tyr-Z+•, P680+•) stables qui peuvent détruire leurs environnements 

protéiques. Ces dommages sont réparés par la synthèse de la protéine D1 de novo. D’après 

Murata et al (2007), les ROS vont inhiber la réparation du PSII endommagé, en supprimant 

principalement la synthèse des protéines de novo, mais n'ont aucun effet sur la photo-

destruction du PSII.  

 

2.3. Phycobilisomes : complexes externes collecteurs de lumière des 
cyanobactéries 

L'événement initial dans les réactions photosynthétiques commence par l'absorption de 

la lumière (des photons) par des antennes collectrices de lumière. En plus des antennes 

membranaires collectrices de lumière associées aux deux PS et constituées de Chl a et de 

caroténoïdes, les cyanobactéries possèdent de géants complexes multiprotéiques extra-

membranaires collecteurs de lumière appelés phycobilisomes (PBS) (Gant et Conti, 1966a, b). 

Ils sont attachés à la surface cytoplasmique de la membrane thylacoïdienne et donnent une 

couleur bleue-verte ou marron aux cyanobactéries (revues sur PBS, voir Collins et 

Blankeship, 2011 ; Sidler, 1994). Les PBS ne sont pas présents dans les plantes. Cependant, 

les cyanobactéries ne sont pas les seuls organismes photosynthétiques qui en possèdent. Les 

algues rouges emploient également des PBS pour collecter la lumière (voir, par ex : Tandeau 

de Marsac, 2003 ; Arteni et al, 2008). L'ultrastructure des PBS peut varier entre les 

cyanobactéries et dépend des conditions de croissance.  

 

2.3.1. Structure du PBS 

Composition protéique du PBS 

 

Le phycobilisome (PBS) est constitué de bras rayonnants à partir d’un cœur associé à 

la membrane thylacoïdale. Le cœur et les bras se composent de protéines solubles, les 

phycobiliprotéines, qui lient de manière covalente (via des liaisons thioester) plusieurs types 

de phycobilines (chaînes tétrapyrroles ouvertes) et des peptides de liaison nécessaires pour 

son organisation structurelle et sa fonction (Revues : Glazer, 1984; Grossman et al, 1993; 

MacColl, 1998; Tandeau de Marsac, 2003; Adir, 2005). Les phycobiliprotéines constituent 

50% des protéines solubles de la cellule et absorbent la lumière visible dans la gamme de 450 

à 660 nm.  
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Dans la plupart des cyanobactéries, la protéine majeure du cœur est l’allophycocyanine (APC, 

bleue-verte) avec un maximum d’absorption à 650 nm (Amax = 650 nm). Dans les 

cyanobactéries d’eau douce, les bras sont formés de phycocyanines (PC, bleues) qui absorbent 

entre 615-640 nm. Dans les cyanobactéries marines, en plus de la phycocyanine et de 

l’allophycocyanine, des phycoérythrines (PE, rouges, absorption à 495 et /ou à 565-575 nm) 

ou phycoerythrocyanines (PEC, violètes, Amax = 567 nm) composent les disques les plus 

périphériques des bras (voir, par exemple : Wilbanks et al, 1991 ; Bryant, 1982). Chacune des 

phycobiliprotéines se compose de deux sous-unités différentes, α et β. En général, la sous-

unité α a une masse moléculaire comprise entre 15 et 20 kDa et la sous-unité β a une masse 

moléculaire comprise entre 17 et 22 kDa. Les différentes sous-unités sont désignées par le 

type de sous-unité (α ou β) et un exposant qui indique la classe de phycobiliprotéine (APC, 

PC ou PE) par exemple αPC. Les phycobilines attachés aux résidus cystéines des sous-unités 

des phycobiliprotéines sont phycocyanobiline (PCB), phycoérythrobiline (PEB), 

phycourobline (PUB) et phycobilivioline (PXB) (Figure 6A). Le maximum d'absorption 

exacte pour chacune des phycobilines est fortement influencé par la conformation et les 

interactions avec les acides aminés des sous-unités des phycobiliprotéines. Les sous-unités α 

et β des PC et APC sont liés aux phycocyanobilines. Quelques exceptions à cette généralité 

ont été notées dans les cyanobactéries marines, dans lesquelles la sous-unité αPC peut être 

associée au chromophore, phycourobline ou phycoérythrobiline (Swanson et al 1991). La 

sous-unité α des PC et les sous-unités α et β des APC lient un chromophore alors que la sous-

unité β des PC fixe deux chromophores. Dans de nombreuses cyanobactéries, la 

phycoérythrobiline est liée exclusivement à αPE et βPE (Figure 6A). Dans les cyanobactéries 

marines, les PBS contiennent deux différents types de PE, et certains sites de fixation des 

sous-unités de PE peuvent être occupés par des phycouroblines plutôt que des 

phycoérythrobilines. Puisque la transmission maximale de la lumière dans l'eau de mer est 

proche de 500 nm et que la phycourobiline a son pic d'absorbance à 498 nm, le remplacement 

de la phycoérythrobiline par la phycourobiline dans αPE provoque un décalage vers le bleu du 

maximum d’absorption des PBS et pourrait augmenter efficacement la récolte de la lumière 

dans un environnement marin. En plus, des phycobiliprotéines, le PBS contient des 

polypeptides de liaison (LR) sans pigments (Tandeau de Marsac, 1977) qui représentent 

environ 15% des protéines totales du PBS et qui sont fortement associés à des trimères ou 

hexamères de phycobiliprotéines. 
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A 

Proteins Type of bilin per 
(αβ) monomer 

Assembly 
state 

Absorption 
maxima 

Amax (nm) 

Fluorescence 
Emission 
λmax (nm) 

Allophycocyanin 
(APC) 

α : 1 PCB 
β : 1 PCB 

(αβ)3 650 660 

Phycocyanin (PC) 
α : 1 PCB 
β : 2 PCB 

(αβ)6 620 640 to 650 

Phycoerythrin (PE) 
α : 2 PEB 
β : 3 PEB 

(αβ)6γ 565 575 

Phycoerythrocyanin 
(PEC) 

α : 1 PXB 
β : 2 PCB 

(αβ)6 567 to 590 625 

ApcD 1 PCB  670 680 

ApcE 1 PCB  670 680 

Figure 6 : Structure et assemblage du phycobilisome de Synechocystis PCC 6803. 

A. Composition en biline et propriétés des principales phycobiliprotéines 
cyanobactériennes. Tableau adapté et mis à jour de Bryant (Sidler 1994). 
B.Vue de face de phycobilisomes entiers de Synechocystis au microscope électronique à 
simples particules d’après Arteni et al. 2009. 
C. Représentation schématique du même phycobilisome hémi-discoïdale présentant un 
cœur (core) tri-cylindrique (projection orthogonale) à partir duquel 6 bras (rod) rayonnent.  
PCB: phycocyanobiline; PEB: phycoérythrobiline; PXB: phycobilivioline 
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Assemblage des PBS 

 

Dans de nombreuses des cyanobactéries, le PBS est constitué de deux domaines 

morphologiquement distincts : un cœur organisé en deux (Synechoccocus PCC 7942), trois 

(Arthrospira maxima) ou cinq cylindres (Anabeana variabilis) à partir desquels émanent des 

bras au nombre de 6 (parfois 8 ou 10) qui sont des empilements de disques (3 voir plus). Seul 

le PBS de Synechocystis, l'organisme modèle couramment utilisé dans cette étude est décrit 

ici. Le cœur du PBS hémi-discoïdale de Synechocystis se compose de trois cylindres arrangés 

en triangle (deux à la base et un au dessus) (Figure 6B). Chaque cylindre du cœur est formé 

par quatre trimères d’APC (revues : Glazer, 1984; Bryant, 1991; Grossman et al, 1993; 

MacColl, 1998; Adir, 2005). Les trimères d’APC sont principalement assemblés à partir d'un 

hétérodimère αAPC-βAPC liant deux phycocyanobilines (ou bilines), un pour chaque sous-unité. 

Sur les 12 trimères d’APC du cœur du PBS, huit sont des trimères αAPC-βAPC qui absorbent la 

lumière à 650 nm et émettent à 660 nm (APC660). Le cylindre supérieur ne contient que des 

trimères d’APC660. En revanche, chaque cylindre basal ne contient que deux trimères 

d’APC660 ainsi que les éléments suivants: (1) un trimère dans lequel une sous-unité αAPC est 

remplacée par une sous-unité spéciale α
APC-like appelée ApcD, et (2) un trimère dans lequel 

une sous-unité β est remplacée par ApcF, une sous-unité β
APC-like et une sous-unité α est 

remplacée par le domaine N-terminal de l'ApcE, un domaine αAPC-like (Figure 6C). Chacune 

de ces sous-unités spéciales APC-like attache un seul phycocyanobiline. Les trimères 

contenants une ou deux de ces sous-unités spéciales présentent un décalage de l'absorbance 

vers le rouge, absorbant la lumière autour de 670 nm puis émettant à 680 nm (APC680) (Figure 

6A). Il a été proposé que ces différences spectrales soient dues à des environnements plus 

hydrophobes autour des bilines (McGregor et al, 2008). Elles sont les phycobiliprotéines les 

plus bas énergétiquement et jouent le rôle d’émetteurs terminaux (TE, acronyme en anglais) 

du PBS (Gindt et al, 1994), qui transfèrent l'énergie lumineuse absorbée par les PBS à 

l'antenne chlorophyllienne et aux photosystèmes (Mullineaux 1992; Rakhimberdieva et al, 

2001). Dans chaque cylindre, les deux trimères externes sont stabilisés par une protéine de 

liaison de 8,7 kD (ApcC ou Lc
8) (Figure 6C et revue Glazer, 1984). La partie C-terminale 

d’ApcE de Synechocystis contient 3 domaines répétés d'environ 120 résidus (Rep) analogues 

aux domaines conservés des peptides de liaison des bras qui sont impliqués dans l'interaction 

entre les trimères d’APC (Bryant, 1991; Capuano et al, 1991, 1993). Les PBS ne sont pas 

assemblés dans les mutants dépourvus d’ApcE (Ajlani et Vernotte, 1998).  
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Chaque domaine Rep interagit avec un trimère d’APC situé dans différents cylindres 

stabilisant ainsi le cœur du PBS (Zhao et al, 1992; Shen et al, 1993; Ajlani et al, 1995; Ajlani 

and Vernotte, 1998). Enfin, la sous-unité ApcE précédemment nommée polypeptide 

d’ancrage ou phycobilisome core-membrane linker (Lcm), en plus de transférer l'énergie aux 

PS, est principalement impliquée dans l'interaction entre le PBS et les thylacoïdes (Glazer and 

Bryant, 1975; Redlinger and Gantt, 1982; Capuano et al, 1991, 1993 ; MacColl, 1998). Il a été 

proposé qu’ApcE dispose d’une région flexible permettant l’interaction avec plusieurs 

composants de la membrane tels que PSII et PSI (Mullineaux 2008), éventuellement située 

entre Rep 2 et 3, désigné bras 2 (Ajlani et Vernotte, 1998). La sous-unité ApcE détermine 

également le nombre de cylindres APC qui forment le cœur du PBS (Capuano et al, 1991, 

1993). En effet, il existe des PBS contenant seulement deux cylindres basaux, comme dans 

Synechococcus elongatus PCC 7942 et Synechococcus PCC 6301. Dans ces souches, ApcE 

(approximativement 72 kD) ne possède que deux domaines Rep. Il y a également des cœurs 

pentacylindriques dans lesquels, en plus des trois cylindres présents dans les PBS de 

Synechocystis, deux autres cylindres, formés chacun par deux trimères d’APC660, sont 

observés par exemple dans Anabaena (variabilis ou PCC 7120) et Mastigocladus laminosus 

(Glauser et al, 1992; Ducret et al, 1998). Dans le PBS pentacylindrique, ApcE (environ 125 

kD) comporte quatre domaines Rep (Capuano et al, 1993).  

Dans Synechocystis, le cœur est entouré par six bras formés généralement par 3 

hexamères de phycocyanine (PC) (Figure 6B et 6C et Arteni et al, 2009). La PC, un 

hétérodimère αPC-βPC, lie 3 phycocyanobilines, 2 à la sous-unité β et un à la sous-unité α et 

présente à l’état hexamère, un maximum d'absorption à 620 nm et d’émission de fluorescence 

à 645 nm. Dans les cyanobactéries marines, deux hexamères de PC et un hexamère plus 

périphérique contenant la phycoérythrine (PE) ou la phycoerythrocyanine (PEC) composent 

les bras. Les bras et les hexamères sont stabilisés par des protéines de liaison sans pigments 

(LR
10, LR

30, LR
33 et LR

C). LR
C stabilise également la liaison des bras au cœur. Un PBS 

pentacylindrique peut contenir jusqu'à huit bras. La quantité, la longueur des bras et la 

présence de phycoérythrine ou phycoerythrocyanine à la périphérie des bras dépendent des 

conditions environnementales telles que l'intensité ou la qualité de la lumière (Kipe-Nolt et al, 

1982; Glauser et al, 1992). 
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2.3.2. Transfert d'énergie des PBS aux centres réactionnels 

Les PBS ont des spectres d’absorption différents de ceux des Chl et des caroténoïdes 

présents dans les complexes des centres réactionnels. Ces PBS peuvent être spécifiquement 

excités par une lumière dans une gamme de longueurs d'onde de 495-655 nm donnant un 

avantage aux cyanobactéries dans les profondeurs de l'océan, où une lumière principalement 

bleue-verte est disponible. L’arrangement spécial des différentes phycobiliprotéines dans le 

PBS facilite un transfert efficace en cascade de l’énergie d'excitation qui commence au niveau 

des bras (disques externes) et descend vers les phycobilines du cœur du PB [Sidler, 1994], à 

savoir, de la PE à la PC puis à l’APC. Le transfert de l'énergie lumineuse absorbée par les 

PBS aux antennes chlorophylliennes internes du PSII (CP47 et CP43) se produit via les 

émetteurs terminaux ApcD, ApcF et ApcE localisés au niveau des cylindres basaux du cœur 

du PBS. (Figure 7 et Mullineaux, 1992; Rakhimberdieva et al, 2001). 
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Figure 7 : Transfert d'énergie au sein du phycobilisome vers les centres réactionnels. 

Représentation schématique du transfert en cascade de l’énergie d'excitation dans les 
phycobilisomes de Synechocystis.  
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Les PBS ont souvent été considérés comme les antennes collectrices de lumière du 

PSII uniquement. ApcE étant composé principalement d'acides aminés basiques, il a été 

suggéré que des interactions électrostatiques interviennent entre les surfaces du PBS et PSII 

(Arteni et a, 2009). Le PSII est chargé négativement par les phospholipides et les sulfolipides 

(Loll et al, 2007) contrairement au trimère de PSI qui contient moins de lipides chargés 

négativement enfouis entre les monomères ou sous-unités périphériques (Fromme et al, 2001). 

Cependant, de nombreuses études de transfert d'énergie et de mutants ont clairement 

démontré que les PBS peuvent transférer directement l'énergie d’excitation aussi bien au PSI 

qu’au PSII (Glazer et al, 1994; Mullineaux, 1992, 1994; Rakhimberdieva et al, 2001). Dans 

Synechococcus 7002, la délétion d’ApcD affecte le transfert d’énergie au PSI (McConnell et 

al, 2002; Dong et al, 2009), alors que la délétion d’ApcF affecte le transfert d’énergie au PSII 

(Zhao et al, 1992 ; Dong et al, 2009). Cependant, dans Synechocystis, la délétion d’ApcF a un 

effet majeur sur le transfert d’énergie aux deux photosystèmes (Ashby et Mullineaux, 1999). 

Ces résultats démontrent l’implication du cœur du PBS dans le transfert d’énergie au PSI et 

PSII. Toutefois, d’autres études de mutagenèse suggèrent d’autres possibles voies de transfert 

d’énergie. Les mutants de Synechocystis dépourvus de cœur sembleraient transférer 

préférentiellement l’énergie au PSI (Su et al, 1992). En outre, il existe une autre forme de PBS 

constitué d’un unique bras de PC couplé à une sous-unité CpcG2 (qui ne lie pas le cœur) 

produit lorsque CpcG (protéine de liaison bras-cœur) est mutée dans Synechocystis (Kondo et 

al, 2007). Ce PBS transfère aussi préférentiellement l’énergie au PSI. 

Les PBS sont très importants pour la croissance photoautotrophe et reflètent 

directement les paramètres physiques de l'environnement, en particulier la lumière. La taille 

des PBS peut varier en fonction des conditions lumineuses : à faible lumière, les PBS 

augmentent en taille tandis qu’ils diminuent à forte lumière. La taille, la composition, le 

nombre et l'emplacement des PBS sont optimisés pour maximiser le rendement de l'énergie 

lumineuse physiologiquement utilisable, tout en minimisant les dommages au niveau de 

l'appareil photosynthétique et de la cellule (Gutu and Kehoe, 2012). Durant les transitions 

d’états (également nommé État 1 - État 2 (Inversement, État 2 - État l) de transition), les 

cyanobactéries équilibrent la lumière d'excitation entre les deux centres réactionnels (PSI et 

PSII) en quelques secondes ou minutes (voir 3.2.2). Un certain nombre de mécanismes 

photoprotecteurs ont également été développés par les cyanobactéries pour faire face à un 

excès d'énergie lumineuse (Bailey and Grossman, 2008).  

 



26 

 

3. Mécanismes de photoprotection chez les cyanobactéries : un aperçu 

La protection de l'appareil photosynthétique contre l'excès d’excitation est un 

processus complexe. L’organisation des appareils photosynthétiques des plantes supérieures 

et des cyanobactéries permet de multiples voies de protection contre l’effet destructeur d’une 

intense lumière sur les différents niveaux de transfert d'énergie et le transport des électrons. 

Le degré de photo-destruction dépend de la durée et des conditions d’exposition à la lumière. 

Le déséquilibre entre l'énergie absorbée et l'énergie consommée peut se produire à forte ou 

faible luminosité et également dans des conditions de carence en nutriments ou de faible CO2. 

Ce déséquilibre induit l’accumulation d’espèces réactives de l'oxygène (ROS) qui vont 

endommager l’appareil photosynthétique en détruisant la machinerie d’expression des gènes, 

entraînant la mort cellulaire (photoinhibition). Des mécanismes d’adaptation à court terme, de 

l’ordre de secondes ou minutes, superposés à des changements à long terme, qui peuvent se 

produire sur des heures voir des jours ont été développés par les cyanobactéries pour contrer 

les stress environnementaux. L'adaptation à long terme aux conditions de stress est 

accompagnée par des modifications importantes dans l'appareil photosynthétique résultant des 

changements dans les niveaux d'expression de nombreux gènes (Hihara et al, 2001). Les 

réponses à court terme à des fluctuations rapides des niveaux de lumière impliquent 

généralement des réarrangements et des modifications brèves et réversibles des composants 

photosynthétiques existants. 

 

3.1. Adaptation à long terme des cyanobactéries aux différents stress 

Les cyanobactéries ont développé des mécanismes d'acclimatation qui impliquent la 

synthèse et la dégradation de protéines pour maintenir l'équilibre entre l'énergie absorbée et 

l'énergie utilisée, afin de réduire l'accumulation de ROS ou de les détruire. Sous forte lumière 

et dans des conditions de carence en nutriments, les cyanobactéries, en réprimant ou régulant 

à la hausse des gènes spécifiques, diminuent la quantité de photosystèmes et de PBS, et 

augmentent la fixation du CO2 ainsi que le métabolisme cellulaire. Cela comprend une 

régulation de l'expression de la famille des gènes psbA codant la protéine D1 du PSII qui est 

un élément indispensable de la photosynthèse oxygénique et spécialement ciblée lors de la 

photoinhibition.  
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La synthèse d’homologues de la protéine D1 ayant un QA avec un potentiel redox modifié et 

moins enclins à effectuer des recombinaisons de charges, garantit une meilleure adaptation 

des cyanobactéries aux stress environnementaux (revue de Mulo et al, 2009). Les gènes 

codant les enzymes luttant contre les ROS (la superoxyde dismutase, la catalase et la 

peroxydase) sont également régulés à la hausse, permettant ainsi de contrôler la concentration 

d'anion superoxide (O2.-) et du H2O2 in vivo (revue : Latifi et al, 2009). Les ROS peuvent 

aussi être détoxifiées par divers métabolites (l’ascorbate, le glutathion, les vitamines, etc.) ou 

antioxydants non enzymatiques (tels que les caroténoïdes capables d’atténuer l’1O2) 

synthétisés par les cyanobactéries (Imlay, 2008; Masip et al, 2006). Des mécanismes spéciaux 

communs ou spécifiques aux différents stress et impliquant de nouvelles synthèses protéiques 

sont induits ou intensifiés. Je mentionnerai ici, à titre d'exemple, seulement trois types de 

protéines "photoprotecteurs". 

 

Les High Light Inducible Proteins (HLIPs) 

 
HLIPs (Hight Light Induced Proteins), font partie de la famille des Lhc (light-

harvesting-like-proteins) et attachent la Chl a, éventuellement des caroténoïdes, mais ne sont 

pas impliquées dans la collecte de la lumière. Elles s’accumulent sous de fortes intensités 

lumineuses et jouent un rôle important dans la survie des cellules dans ces conditions (He et 

al, 2001; Bhaya et al, 2002; Havaux et al, 2003). Des mutants de Synechocystis dépourvus de 

HLIPs poussent normalement sous un faible éclairage, mais modifient leur teneur en pigments 

sous fort éclairage, accumulant plus de myxoxanthophylles et moins de Chl que les cellules de 

Synechocystis sauvages (Havaux et al, 2003; Xu et al, 2004). Ces protéines semblent être 

aussi bien importantes pour la synthèse et le stockage de la chlorophylle que pour 

l’assemblage et la réparation du PSII sous stress lumineux (Havaux et al, 2003; Xu et al, 

2004; Vavilin et al, 2007; Hernandez-Prieto et al, 2011; Komenda et al, 2012).  

 
Les protéines CP43-like (IsiA) 

 
IsiA (Iron Stress-induced A), une autre protéine de la famille des Lhc est induite par la 

carence en fer (Laudenbach et Straus, 1988; Burnap et al, 1993), mais aussi par d'autres 

conditions de stress (Jeanjean et al, 2003; Yousef et al, 2003; Havaux et al, 2005). Sous 

carence en fer, 18 molécules d’IsiA encerclent des complexes constitués de trimères de PSI et 

fonctionnent comme une antenne accessoire (Bibby et al, 2001; Boekema et al, 2001).  
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Lors d’une carence en fer prolongée, des agrégats IsiA s’accumulent formant de grands 

anneaux multimériques vides (sans PSI) qui sont dans un état fortement «quenché», suggérant 

qu'ils peuvent être responsables de la dissipation thermique de l'énergie lumineuse qu'ils 

recueillent et jouer un rôle dans la photoprotection (Yeremenko et al, 2004 ; Ihalainen et al, 

2005).  

 
Les flavodiirons 

 
Dans des conditions de faible CO2, quatre gènes codant pour des protéines 

flavodiirons dans les cellules de Synechocystis sont régulés à la hausse (Vicente et al, 2002; 

Zhang et al, 2009; Allahverdiyeva et al, 2011). Flv1 et Flv3 interviennent dans la réaction de 

Mehler-like (Vicente et al, 2002; Allahverdiyeva et al, 2011). Elles prennent des électrons au 

PSI afin de réduire l'oxygène en eau sans produire de ROS. Sous de faibles émissions de CO2, 

60% des électrons issus de la décomposition de l'eau au niveau du PSII arrivent à l'oxygène 

moléculaire via Flv1 et Flv3 (Allahverdiyeva et al, 2011), ce qui diminue l'état réduit de la 

chaîne de transport d'électrons photosynthétiques généré par un faible taux de CO2. Flv2 et 

Flv4 en acceptant des électrons de PSII ou du pool de plastoquinone (PQ) sont impliquées 

dans la photoprotection du PSII (Zhang et al, 2009 et 2012). 

 

3.2. Adaptation physiologique rapide des cyanobactéries à l’environnement 
lumineux 

Pour gérer efficacement les changements brusques et les fluctuations de la qualité et de 

la quantité de la lumière, les cyanobactéries ont également développé des mécanismes 

photoprotecteurs impliquant des changements rapides dans l'appareil photosynthétique 

comme : les transitions d'état et l’extinction non-photochimique induite par la lumière bleue-

verte. Ces mécanismes, en diminuant l'énergie arrivant au niveau des deux centres 

réactionnels ou en modifiant relativement l'énergie à destination du PSII, réduisent 

l'accumulation de ROS et les dommages cellulaires. La caractéristique commune à ces 

mécanismes est la participation du PBS et le fait qu'il soit associé aux changements du 

rendement de la fluorescence du PSII. Ainsi, le déclenchement et l'évolution de ces 

mécanismes photoprotecteurs peuvent être aisément suivis par des mesures de cinétiques de 

fluorescence. 
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3.2.1. Mesures de déclin de fluorescence dans les cyanobactéries 

Les PBS présentent des spectres d’absorption qui sont clairement distincts de ceux des 

chlorophylles et des caroténoïdes des centres réactionnels. Les PBS peuvent être excités 

spécifiquement par une lumière dans une gamme de longueurs d'onde de 550-650 nm en 

fonction de la composition en phycobiliprotéines. Des mesures de fluorescence peuvent 

ensuite être utilisées pour étudier le transfert d’énergie du PBS vers les centres réactionnels. 

La diminution du rendement de fluorescence peut être suivie à température ambiante en 

utilisant des fluorimètres modulés (par exemple fluorimètre PAM ou fluorimètre P.S.I. ; 

Schreiber et al, 1986; Trtilek et al, 1997) qui enregistrent seulement la fluorescence induite 

par des impulsions non actiniques (Schreiber et al. 1995). Étant donné que la fluorescence 

induite par d'autres sources de lumière est ignorée par le système de détection, les mesures 

peuvent être effectuées en utilisant différentes intensités et qualités de lumière actinique ou en 

changeant la lumière actinique pendant la mesure. Trois niveaux de fluorescence du PSII sont 

définis et mesurés dans ce type de fluorimètre. Un niveau de fluorescence minimale (Fo) est 

déterminé en utilisant une lumière de mesure modulée de faible intensité (non-actinique) pour 

éclairer les cellules adaptées à l'obscurité. Dans ces conditions, tous les centres du PSII sont 

ouverts (le premier accepteur primaire QA est oxydé). Le niveau de fluorescence maximale 

(Fm (à l'obscurité) et Fm' (à la lumière)) est mesuré en appliquant des impulsions de lumière 

intense qui ferment transitoirement tous les centres du PSII (QA réduit). Sous une illumination 

continue, le niveau de fluorescence à l'état stable (Fs), qui dépend de l'état réduit de QA, est 

mesuré. En fonction de la longueur d'onde utilisée pour la lumière de mesure modulée de 

faible intensité, on peut soit exciter les Chl ou les PBS ou les deux. La fluorescence (Fo, Fs et 

Fm') détectée par le fluorimètre en utilisant une lumière d’excitation à 650 nm est émise à la 

fois par la Chl et le PBS (Campbell et al, 1998). Ainsi, une diminution du rendement de 

fluorescence peut être le résultat d'une diminution de l'émission, soit du PBS, soit des Chls 

des antennes, ou provoquée par une diminution du transfert d'énergie du PBS au PSII (voir 

Figure 8 et aussi El Bissati et al, 2000). 

 



30 

 

Figure 8 : Principe de montage du PAM et exemple de mesures du déclin de fluorescence 
dans les cellules de Synechocystis WT. 
Les pics représentent les flashs de lumière saturante. L’éclairement en lumière actinique est indiqué 
par les bandes de couleur (gris pour l’obscurité, bleue claire pour une lumière bleue-verte et orange 
pour une lumière orange-rouge (selon les expériences). Variations des niveaux de fluorescence 
induites par différentes sources de lumière (470 µmol photon. m-2.s-1) : bleue-verte (400 à 550 nm) et 
orange-rouge (600 à 650 nm) dans des cellules de Synechocystis WT. Des pulses saturants (30 s, 2000 
µmol photon. m-2.s-1) ont été appliqués pour évaluer le niveau maximum de fluorescence à l’obscurité 
(Fmd) et à forte intensité (Fm’ b ou Fm’

o). Fod (niveau minimal de fluorescence) et Fs (niveau de 
fluorescence à l'état stable) sont également indiqués (El Bissati el al, 2000).  
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Afin de distinguer les différentes sources contribuant aux variations du rendement de 

fluorescence du PSII observées au fluorimètre PAM (extinction de l’émission de fluorescence 

du PBS par rapport à l’extinction de l’émission de fluorescence de la Chl), les mesures des 

spectres d'émission de la fluorescence à température ambiante ou basse (77K) sont un moyen 

adéquat. A température ambiante, l'émission à 660 nm est liée au PBS (émission de l’APC), 

alors que l'émission à 680 nm résulte principalement de la chlorophylle associée au PSII. À 

77K, des pics distincts et caractéristiques proviennent de l'émission de fluorescence du PSII (à 

685 et 695 nm) et du PSI (entre 715-730 nm en fonction de l'espèce). Le pic à 685 nm 

correspond principalement à l'émission des émetteurs terminaux du PBS, mais l'émission de 

l’antenne interne du PSII (CP43) contribue également à ce pic. Le pic à 695 nm dérive de la 

deuxième antenne interne du PSII (CP47) et du centre réactionnel (RCII) alors que les pics à 

650 et 660 nm sont respectivement associés à l'émission de la PC et l’APC. Lorsque les 

cellules sont excitées à 430 nm, seule la fluorescence émise par la Chl est observée. Dans ce 

cas, le niveau de fluorescence dépend du transfert d'énergie au sein des antennes Chl du PSII 

et PSI. Lorsque les cellules sont excitées à 600 nm (lumière principalement absorbée par la 

PC), des émissions de phycobiliprotéines et de la chlorophylle sont détectées. Dans ce cas, le 

niveau de fluorescence dépend du processus qui se produit au niveau du PBS et / ou du 

transfert d'énergie à partir du PBS au PSII (antennes Chl (CP43 et CP47) et RCII). 

 

3.2.2. Les transitions d’état 

Les transitions d’état sont un mécanisme physiologique d'adaptation rapide qui régit la 

distribution de l'énergie lumineuse absorbée entre les PSI et PSII (revues : van Thor et al, 

1998; Allen et Forsberg, 2001) afin d’optimiser le rendement de la photosynthèse dans des 

conditions de lumières fluctuantes (Mullineaux et Emlyn-Jones, 2005). Les transitions d'état 

ont d'abord été décrites chez des algues rouges contenant des PBS (Murata, 1969), puis les 

algues vertes (Bonavent.C et Myers, 1969) et plus tard chez les cyanobactéries et les plantes 

supérieures (voir par exemple : Mullineaux et Emlyn-Jones, 2005; Ruban et Johnson, 2009; 

Minagawa, 2011 pour des revues récentes). L'exposition des organismes photosynthétiques à 

une lumière (bleue ou rouge lointain pour les cyanobactéries) induit un excès d'excitation du 

PSI par rapport au PSII et une transition vers l'Etat 1 où plus d’énergie est transférée au PSII 

par les PBS (augmentation relative du rendement de fluorescence de la Chl du PSII). 
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Figure 9 : Transitions d’état. 

A. Variations des niveaux de 
fluorescence induits par différentes 
sources de lumière (470 µmol 
photon. m-2.s-1) : bleue-verte (400 à 
550 nm) et orange-rouge (600 à 650 
nm) mesurées avec un fluorimètre 
PAM dans des cellules de 
Synechocystis WT. Des pulses 
saturants (30 s, 2000 µmol photon. 
m-2.s-1) ont été appliqués pour 
évaluer le niveau maximum de 
fluorescence à l’obscurité (Fd) et à 
forte intensité (Fm’bou Fm’o). Fo 
(niveau minimal de fluorescence) est 
également indiqué. (El Bissati el al, 
2000). La lumière rouge-orange à 
cette intensité ferme 95% des centres 
du PSII, alors que la lumière bleue-
verte et verte ferme seulement 20 et 
10% des centres, respectivement. 
 
B. Représentation de différents 
modèles de transitions d'état d’après 
Kirilovsky 2015. Dans l'État I, la 
plupart (ou tous) des PBS sont 
attachés au PSII et il n'y a pas de 
spillover entre le PSII et le PSI. 
Lorsque des cellules pré-adaptées à 
l’État I sont éclairées par une lumière 
(orange-rouge) préférentiellement 
absorbée par les PBS, trois 
réorganisations différentes de 
l'appareil photosynthétique ont été 
proposées : (1) modèle du Spillover 
(mouvement des PS menant à 
l'interaction entre les Chl du PSI et 
du PSII et transfert d'énergie du PSII 
au PSI). (2) modèle phycobilisome 
(déplacement du PBS du PSII au PSI 
augmentant l’énergie transférée 
directement au PSI et diminuant 
l’énergie transférée au PSII. (3) 
modèle mixte où les deux 
mouvements se produisent. 
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À l'inverse, une lumière (orange ou verte pour les cyanobactéries) préférentiellement absorbée 

par le PSII induit une transition vers l'Etat 2 où l’énergie est déroutée vers le PSI par les PBS, 

et une diminution relative du rendement de fluorescence de la Chl du PSII (Figure 9A et 

revues : Williams et Allen, 1987; van Thor et al, 1998; Wollman, 2001). Comme dans les 

plantes, les transitions d'état dans les cyanobactéries sont déclenchées par les changements de 

l’état redox des transporteurs d'électrons entre le PSII et le PSI, notamment du pool de PQ 

(Mullineaux and Allen, 1990). Dans ces organismes, les changements de l’état redox du pool 

de PQ sont non seulement causés par une activité du PSII dépendante de la lumière (transport 

d'électrons linéaire) ou du PSI (transport d'électrons cyclique autour PSI (Satoh et Fork, 

1983)), mais sont également influencés par les voies de la respiration (Mullineaux et Allen, 

1986; Dominy et Williams, 1987a). Mao et al. (2002) et Huang et al. (2003) ont clairement 

démontré que l'état redox du pool de PQ régule les transitions d'état via le cytb6f : la liaison de 

PQH2 sur le site Qo du cytb6f induit la transition d'Etat 2 (où le pool de PQ est oxydé). Dans 

les plantes et les algues, la réduction du pool de PQ déclenche l'activation spécifique d'une 

kinase qui va phosphoryler l’antenne collectrice de lumière externe du PSII (LHCII : light-

harversting complex of PSII). Cette phosphorylation entraîne la dissociation et la migration du 

PQH2vers le PSI (Revues : Wollman, 2001 et Lemeille et Rochaix, 2010).  

Dans les cyanobactéries, les transitions d’état nécessitent le mouvement des PBS (ou 

des PS) pour réguler selon les conditions d'éclairage, l’interaction et le transfert direct 

d’énergie des PBS aux PSII et PSI (Figure 9B et Joshua et Mullineaux, 2004). Des études 

utilisant la Fluorescence Recovery after Photobleaching (FRAP) avaient montré que les PBS 

seraient mobiles sur la surface de la membrane thylacoïdienne alors que le PSII serait presque 

immobile in vivo (Mullineaux et al, 1997; Sarcina et al, 2001; Yang et al. 2007; et aussi Kana 

2013 pour revues sur les mouvements des complexes photosynthétiques et des mesures de 

FRAP). L’incubation des cellules de cyanobactéries dans des tampons à forte molarité 

(phosphate, sucrose, glutaraldéhyde, ou bétaïne) inhibe fortement la mobilité des PBS. Par 

ailleurs, dans ces conditions, les cellules sont piégées dans un Etat 1 ou État 2, en fonction du 

traitement subi avant l'addition du tampon indiquant que la migration des PBS entre les 

photosystèmes est nécessaire et indispensable pour les transitions d'état (Joshua et 

Mullineaux, 2004 ; Li et al 2004, 2006). Cependant la voie de transduction du signal qui lie le 

changement de l’état redox du pool de PQ et la modification des propriétés de liaison des PBS 

au PSII ou au PSI demeure inconnue.  
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Lors des transitions d'état, la modulation du couplage des PBS au PSII ou au PSI se produit 

principalement via les émetteurs terminaux du cœur du PBS (Mullineaux, 1994). Les mutants 

de PBS ne contenant que le cœur peuvent induire la transition d’Etat 2 à l'Etat 1 avec une 

cinétique similaire à celle des cellules de type sauvage (Zhao et al, 2001), alors que des 

mutants ne contenant que les bras en sont incapables. Les transitions d'état sont affectées dans 

les mutants de délétion des émetteurs terminaux ApcD et/ou ApcF du cœur car les PBS sont 

dans l’incapacité de transférer l’énergie au PSI (∆ApcD) ou au PSII (∆ApcF), ou interagissent 

fortement avec l’un des photosystèmes bloquant les cellules dans un état (Zhao et al, 1992; 

Ashby et Mullineaux, 1999; Dong et al, 2009; Dong et Zhao, 2008, Gindt et al 1992). D'autres 

mécanismes et facteurs modulent l'association des PBS au PSII et au PSI. Par exemple, une 

petite protéine membranaire de 9 kDa, RpaC, a été identifiée comme une protéine cruciale 

dans la stabilité de l’interaction PBS-PSII (Joshua et Mullineaux, 2005). Dans les mutants de 

Synechocystis dépourvus du gène rpaC (gène cyanobactérien conservé), les transitions d’état 

sont complètement inhibées et les PBS sont liés de façon permanente au PSII dans l’Etat 1 

(Emlyn-Jones et al, 1999; Mullineaux et Emlyn-Jones, 2005).  

La mobilité des PBS ne suffit pas pour expliquer les transitions d’état qui sont 

également observées dans des mutants de Synechocystis dépourvus de PBS (Olive et al, 1997; 

El Bissati et al, 2000). La réorganisation des photosystèmes et les variations de transfert 

d’énergie entre le PSII et le PSI (mécanisme nommé spillover) pourraient être impliquées 

dans les transitions d’état (Figure 9B). Le mécanisme de spillover qui régule principalement 

le flux d'énergie d'excitation entre les Chl a des PSII et PSI et qui ne nécessite pas de PBS a 

été proposé comme un autre mécanisme de transitions d'état (Biggins et Bruce, 1989; Bruce et 

al, 1989). Ce mécanisme a besoin d'un fort couplage entre le PBS et le PSII et un couplage 

aléatoire entre les Chl a des PSII et PSI lors de transitions d'état: faible couplage PSII-PSI 

dans l'Etat 1 et un fort couplage dans l'État 2. Les domaines du PSII sont alignés en rangées 

dans l’Etat 1 et sont distribués de façon aléatoire dans l’Etat 2 (Olive et al, 1997; Folea et al, 

2008). L’organisation en rangées empêche probablement le spillover du PSII au PSI et 

augmente les transitions d’état. Le PSI est organisé en trimère ou monomère chez les 

cyanobactéries (Kruip et al, 1994). Les trimères de PSI sont plus abondants dans l'État 2 que 

dans l'État 1 et se lient plus fortement aux PBS que les monomères de PSI. Il est suggéré 

qu’une monomérisation / trimérisation rapide et réversible du PSI pourrait également être 

impliquée dans les transitions d'état (Aspinwall et al. 2004).  
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Le modèle proposé par McConnell et ses collaborateurs (McConnell et al, 2002) suggère que 

les transitions d'état sont en réalité un mécanisme combiné impliquant le transfert d'énergie du 

PBS aux deux photosystèmes avec un spillover d'énergie d'excitation entre les Chl a des PSII 

et PSI (Figure 9B). 

 

3.2.3. L’extinction non-photochimique (NPQ) de l’énergie lumineuse absorbée en 
excès 

L’extinction non-photochimique (Non-photochemical quenching, NPQ) est une 

adaptation moléculaire qui représente la réponse la plus rapide de la membrane 

photosynthétique à un excès de lumière (Demmig-Adams et al, 2014). Le NPQ est un 

processus qui induit la dissipation thermique de l’énergie lumineuse absorbée en excès. Le 

mécanisme de NPQ est directement ou indirectement lié au processus de collecte de la 

lumière par les complexes d'antennes photosynthétiques. Chez les plantes et les algues vertes, 

la lumière est principalement collectée par des complexes intramembranaires liant de manière 

non covalente des molécules de chlorophylle et de caroténoïdes connues sous le nom de light-

harvesting-chlorophyll complexes (LHCII). Ces complexes sont structurellement et 

fonctionnellement mobiles, permettant ainsi aux plantes et aux algues de réguler l'état 

énergétique de l'appareil photosynthétique en réponse aux conditions environnementales. Les 

complexes LHCII sont impliqués dans la conversion en chaleur de l'excès d'énergie sous forte 

lumière protégeant l'appareil photosynthétique contre la destruction (Horton et al, 1996; 

Niyogi, 1999; Pascal et al 2005; Ruban et al, 2007). L’illumination des plantes supérieures par 

une lumière intense induit la formation d’un ∆pH à travers la membrane des thylacoïdes 

pendant le transport d'électrons. L’acidification du lumen (faible pH) des thylacoïdes 

provoque l’interconversion d’un caroténoïde du LHC par le cycle de la xanthophylle (de-

époxydation de la violaxanthine en zéaxanthine). La zéaxanthine est un accepteur d'énergie 

efficace caractérisée par une grande quantité de liaisons-pi conjuguées et par un faible premier 

niveau de l’état singulet (S1) (Frank et al 2000; Holt et al 2004). Le faible pH du lumen 

favorise également la protonation d'une ou plusieurs protéines (Horton et Ruban 1992, 

Aspinal-O’Dea et al 2002). L'un des plus importants polypeptides est la protéine PsbS, 

membre de la superfamille des LHCs, qui ne participe qu'à la dissipation d'énergie. La 

protéine PsbS ne contient pas de chlorophylles et de xanthophylles, mais sous forme protonée, 

elle est capable de se lier à une zéaxanthine exogène (Niyogi et al, 2004; Niyogi, 1999; 

Aspinal-O’Dea et al, 2002; Li et al, 2000; Minagawa et Takahashi, 2004).  
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Il est suggéré que la protéine PsbS liant la zéaxanthine peut être le site du NPQ. Les 

changements de conformation dans le LHCII également induits par l'acidification du lumen, 

sont cruciaux pour ce mécanisme. Ces changements modifient les interactions entre les 

chlorophylles et les caroténoïdes, permettant un transfert des électrons de la chlorophylle à la 

zéaxanthine, indispensable au NPQ (Horton et al, 2000). La dissipation d’énergie est 

accompagnée d'une diminution de l'émission de fluorescence liée au PSII, connu sous le nom 

de Non-photochemical chlorophyll fluorescence quenching (NPQf) ou qE. Ce processus de 

NPQf est rapidement réversible (en quelques minutes) à l'obscurité, en l'absence de synthèse 

de protéines. La diminution de l’émission de fluorescence sert généralement comme mesure 

du processus de dissipation. 

 

3.2.3.1. Les premiers indices de l’existence du mécanisme NPQ chez les 
cyanobactéries 

Les éléments clés impliqués dans le mécanisme qE des plantes tels que le LHC, les 

enzymes du cycle de xanthophylle et la protéine PsbS sont absents dans les cyanobactéries. Il 

a longtemps été supposé que les cyanobactéries n’utilisent pas un mécanisme de dissipation 

thermique de l'excès d'énergie au niveau des antennes pour réduire l'énergie à destination des 

centres réactionnels, afin de se protéger de fortes intensités lumineuses (Campbell et al.1998). 

Plusieurs expériences réfutent ce point de vue. Les mécanismes opérés par le PBS (El Bissati 

et al, 2000; Rakhimberdieva et al, 2004; Scott et al, 2006), ou par la protéine IsiA (Iron 

Stress-induced A) (Yeremenko et al, 2004; Ihalainen et al, 2005), ou par les HLIPs (High-

Light-Inducible Proteins) (He et al, 2001; Havaux et al, 2003) ont été décrits. Chacun de ces 

mécanismes semble être un processus de photoprotection impliquant une dissipation 

thermique de l’énergie d’excitation. Les premiers résultats révélant l'existence d'un 

mécanisme de photoprotection impliquant une dissipation thermique de l’énergie absorbée et 

de la fluorescence au niveau des PBS ont été publiés en 2000 (El Bissati et al, 2000). Jusqu’à 

l’année 2000, la photoinhibition et l'Etat de transition 2 ont été les deux seuls processus non 

photochimiques connus impliquant une diminution des niveaux de fluorescence du PSII. Sous 

des conditions de forte lumière, la diminution de la fluorescence est associée à l'inactivation 

du PSII et à la dégradation de la protéine D1 (photoinhibition). La récupération de l’activité 

du PSII et de la fluorescence nécessite le remplacement de la protéine D1 endommagée qui ne 

peut pas se produire en présence d'inhibiteurs de la synthèse des protéines. 
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Dans les transitions d'état, la diminution de la fluorescence (Etat de transition 2) est induite 

par la réduction du pool de PQ causée par une illumination préférentielle du PSII par la 

lumière orange (ou verte), principalement absorbée par les PBS. En revanche, la lumière 

bleue-verte, principalement absorbée par le PSI, induit l'oxydation du pool de PQ et une 

augmentation de la fluorescence associée à l’Etat de transition 1.  

El Bissati et al. (2000) ont observé que l'exposition des cellules de Synechocystis à de 

fortes intensités de lumière bleue-verte induit une diminution de fluorescence du PSII dans 

des conditions où le pool de PQ était largement oxydé et l'activité de dégagement de 

l'oxygène n’était pas saturée. En outre, la récupération de la fluorescence se fait en présence 

d'inhibiteurs de la traduction (El Bissati et al, 2000 et Figure. 10A). Ces résultats ont 

démontré que le déclin induit par la lumière bleue-verte n'est pas lié à la photoinhibition, ni 

aux transitions d’états. El Bissati et al. (2000) ont proposé que de fortes intensités lumineuses 

blanches ou bleue-vertes induisent une diminution de la fluorescence des PBS, accompagnée 

par une diminution de l’énergie transférée des PBS vers les photosystèmes dans les 

cyanobactéries. Ce mécanisme sera nommé NPQcya dès à présent. Quatre ans plus tard, 

Rakhimberdieva et al. (2004) ont confirmé cette hypothèse. Ils ont montré, que dans des 

mutants de Synechocystis dépourvus de centre réactionnel II et/ou des antennes 

chlorophylliennes CP43 et CP47, la lumière bleue-verte est capable d’induire un déclin 

réversible de l'émission de fluorescence des PBS. De plus, le spectre d’action présentait des 

pics à 496, 470 et 430 nm suggérant qu’une molécule de caroténoïde pourrait être impliquée 

dans ce mécanisme (Figure 10B). 

Juste avant mon arrivée au laboratoire en 2004, Diana Kirilovsky avait découvert 

qu’une protéine soluble liant un caroténoïde, l’Orange Carotenoid Protein (OCP) serait 

impliquée dans le mécanisme de photoprotection associé aux PBS induit par la lumière bleue-

verte chez la cyanobactérie Synechocystis décrit par El Bissati et al. (2000). 
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Figure 10 : Mécanisme de NPQcya induit par une forte lumière bleue-verte dans les cellules de 
Synechocystis. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A. Variations des niveaux de fluorescence induits par différentes intensités de lumière bleue-verte mesurées avec 

un fluorimètre PAM dans des cellules de Synechocystis WT préalablement adaptées à l’obscurité et illuminées 

successivement par une lumière bleue-verte de faible intensité (400 à 500 nm, 80 µmol photon. m-2.s-1), puis de 

forte intensité (740 µmol photon. m-2.s-1) et de nouveau ré-illuminées avec une lumière bleue-verte faible (80 

µmol photon.m-2.s-1) en présence de chloramphénicol (34 µg ml-1). Des pulses saturants (1 s, 2000 µmol photon. 

m-2.s-1) ont été appliqués pour évaluer le niveau maximum de fluorescence à l’obscurité (Fm) et à forte intensité 

(Fm’).F0 (niveau minimal de fluorescence) et Fs (niveau de fluorescence à l'état stable) sont également indiqués 

(El Bissati el al, 2000).  

B. Le spectre d’action du mécanisme de NPQcya correspond au spectre d’absorbance d’un caroténoïde chez 

Synechocystis d’après Rakhimberdieva et al. (2004). La figure montre le spectre d’action du quenching de 

fluorescence de cellules mutantes psbDI/C/DII-. Ces cellules n’ont pas de PSII car les deux copies du gène de la 

protéine D2 y sont absentes. Les valeurs montrées sont une moyenne de 3-5 mesures, les barres d’erreur montrent 

l’écart type.  
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3.2.3.2. Découverte et Description de l’OCP chez les cyanobactéries 

David Krogmann et son équipe ont isolé pour la première fois l’Orange Carotenoid 

Protein (OCP) au cours de la purification des cytochromes de type c. Ils l'ont décrite comme 

une protéine soluble liant le céto-caroténoïde, 3’-hydroxyéchinénone (3’-hECN) (Holt et 

Krogmann, 1981) et ont démontré qu'elle était présente dans trois souches cyanobactériennes : 

Arthrospira maxima, Microcystis aeruginosa et Aphanizomenonflos-Aqua. Plus tard, le 

groupe de Krogmann a caractérisé l'OCP isolée chez les cyanobactéries Arthrospira maxima 

et Synechocystis PCC 6803 (Wu et Krogmann, 1997). En utilisant des méthodes de 

séquençage de protéines pour obtenir la structure primaire du domaine N-terminal de l'OCP, 

ils ont été en mesure de déduire que l'OCP est codée par le gène slr1963 dans le génome alors 

nouvellement séquencé de Synechocystis PCC 6803 (Wu et Krogmann, 1997). 

L’OCP est une protéine soluble de 35 kDa qui lie de manière non covalente un unique 

caroténoïde (Holt et Krogmann 1981; Wu et Krogmann 1997; Kerfeld et al, 2003, 2004 et 

revue : Kerfeld 2004). En 2003, avant que des études fonctionnelles n’aient été initiées sur 

l’OCP, Kerfeld et al. (2003) ont résolu à 2.1 Å la structure de l’OCP d’Arthrospira maxima 

isolée par Krogmann et al. (1997) (Figure 11B). L’OCP est composée de 2 domaines, N-

terminal et C-terminal reliés par un linker. La structure des deux domaines est 

significativement différente : le domaine N-terminal est constitué uniquement d’hélices α 

tandis que le domaine C-terminal est constitué de feuillets β et d’hélices α. Le caroténoïde lié, 

le 3’-hECN présente une configuration trans et est en contact avec les deux domaines 

protéiques. Lors de la purification de l’OCP, un fragment liant un caroténoïde de 16.7 kDa 

ayant une masse et une structure primaire identique au domaine N-terminal de l'OCP moins 

les quize premiers résidus a été isolé (Figure 11A). Ce fragment nommé Red Carotenoid 

Protein (RCP) est issu de la protéolyse de l’OCP (Wu et Krogmann 1997; Kerfeld et al, 2004 

et revue : Kerfeld 2004). Cette protéolyse ôte le domaine C-terminal qui, sans aucune 

intervention de changement de structure, exposerait près de la moitié du caroténoïde au 

solvant (Figure 11C).  

A l’époque, Kerfeld et al. (2003) ont montré que l’OCP et la RCP étaient capables de 

réagir avec l'oxygène singulet et le désactiver. Plusieurs rôles de l'OCP ont été aussi proposés 

dans des conditions de stress, sur la base des activités connues des caroténoïdes et sur le fait 

que le niveau de transcription de l'OCP augmente de > 600% dans des conditions de forte 

lumière (Hihara et al, 2001) tels que: désactivateur d'oxygène singulet,  
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transporteur de caroténoïdes du site de synthèse situé dans la membrane thylacoïdale vers le 

cytoplasme, ou une barrière photo-protective au niveau la membrane externe de l’organisme 

(Kerfeld et al, 2004 et revue : Kerfeld, 2004). 

 

 

Figure 11 : Description de l’OCP. 

A. De gauche à droite: 3’-hydroxyechinénone (3’-hECN) dans un solvant organique 
(Amax = 450 nm), l’OCP (Amax = 495 nm) et la RCP (Amax = 505 nm) isolées chez A. 
maxima. 
B. Structure du monomère de l’OCP (PDB 1M98; Kerfeld et al, 2003) montrant le 
domaine N-terminal en jaune et bleu, le domaine C-terminal en rouge et le caroténoïde 
(3’-hECN) en orange. Les petites croix indiquent la position des molécules d’eau et 
l’ion chloride est la sphère verte. 
C. Modélisation de la RCP (couleur comme dans A). Le caroténoïde est représenté dans 
la conformation qu'elle détient dans la forme OCP.  
Figures adaptées de la revue: Kerfeld et al, 2004. 
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Objectif de ma thèse 

Le but de mon travail au cours de ces dix dernières années (ma thèse) a été de 

caractériser le mécanisme moléculaire de la photoprotection chez les cyanobactéries et le rôle 

de l’Orange Carotenoid Protein (OCP) : 

(1) caractériser le mécanisme de NPQcya dans les conditions de croissance normales 

 et sous carence en fer, 

(2) isoler l’OCP afin de réaliser des études spectroscopiques et structurales, 

(3) déterminer les différents acteurs impliqués dans le mécanisme de photoprotection 

 in vivo et in vitro, 

(4) élucider les acides aminés impliqués dans l’attachement de l’OCP avec le 

 caroténoïde ainsi qu’avec les différents acteurs grâce à l’étude de mutants de l’OCP et,  

(5) étudier les différents gènes codant pour des homologues du gène de l’OCP chez les 

 cyanobactéries. 

 

Ma thèse présentée ci-après est un état des lieux des connaissances sur l’OCP, depuis 

la découverte du mécanisme et sa caractérisation, jusqu’aux dernières avancées sur le 

mécanisme de l’OCP obtenues au sein de notre laboratoire. 

 

Je présenterai sous forme de revue mes principales publications (articles en premier 

auteur et deuxième auteur qui figurent dans l’annexe). Je mentionnerai également les résultats 

auxquels j’ai collaboré (articles en différente position). Les études réalisées par d’autres 

membres de notre équipe mais aussi par nos collaborateurs auxquelles je n’ai pas participé 

sont aussi décrites pour leur importance dans l’élucidation du mécanisme de NPQcya. 

 

Les résultats présentés dans cette thèse ont donné lieu à 19 articles (en gras dans le 

texte) et un dépôt de brevet : 7 articles en premier auteur, 7 articles en deuxième auteur et 5 

articles en différente position. 
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Résultats 

1. Rôle de l’OCP dans un mécanisme de photoprotection chez les 
cyanobactéries 

 

1.1. Induction du mécanisme NPQcya par l’OCP chez la cyanobactérie 
Synechocystis PCC 6803 

(Wilson et al, Plant Cell 2006) 

 
En 2006, nous avons démontré que l'OCP était spécifiquement impliquée chez la 

cyanobactérie Synechocystis PCC 6803 (Synechocystis ci-après) dans un mécanisme de 

photoprotection, qui dissipe par la chaleur, l’énergie lumineuse absorbée en excès (Wilson et 

al, 2006). Pour démontrer cela, nous avons construit le mutant ∆OCP. Nous avons suivi les 

variations des niveaux de fluorescence de cellules du sauvage (WT) et du mutant ∆OCP 

illuminées par différentes intensités de lumière bleue-verte avec un fluorimètre PAM. Lorsque 

les cellules étaient exposées à une forte intensité lumineuse, une diminution rapide de tous les 

niveaux de fluorescence était observée chez le WT. Le déclin de fluorescence dépendait de 

l’intensité et de la qualité de la lumière. La dépendance du NPQcya à l’intensité lumineuse 

était liée à l’OCP. En l'absence de l'OCP, le NPQcya induit par une forte lumière bleue-verte 

dans la cyanobactérie Synechocystis était complètement inhibé (Figure 12A). 

Lorsque des cellules de la souche WT et du mutant ∆OCP étaient illuminées par une 

forte lumière blanche, une diminution de la fluorescence maximale était observée dans les 

deux types de cellules. En présence du chloramphénicol, un inhibiteur de la synthèse des 

protéines, une récupération du niveau maximum de fluorescence était observée uniquement 

chez le WT, mais pas chez le mutant ∆OCP. Ce résultat avait révélé que chez le WT, la 

diminution du niveau de fluorescence observée n'était pas liée à la dégradation de la protéine 

D1, qui elle est associée à la photoinhibition. En revanche, dans le mutant ∆OCP, la 

diminution de la fluorescence maximale apparaissait être en corrélation avec la 

photoinhibition, et non pas avec le NPQcya. Nous avons cherché à savoir, chez la 

cyanobactérie Synechocystis, si le NPQcya induit par une forte lumière était lié au ∆pH, ou à 

l’activité du PSII.  
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Figure 12 : Implication de l’OCP dans un mécanisme de NPQcya induit par de fortes intensités de 
lumière bleue-verte dans les cellules de Synechocystis. 
A. Mesures du rendement de fluorescence avec un fluorimètre PAM de cellules préalablement adaptées à 
l’obscurité du sauvage (WT) (ronds rouges) et du mutant ∆OCP (carrés verts) et illuminées 
successivement par une lumière bleue-verte de faible intensité (400 à 500 nm, 80 µmol photon.m-2.s-1), 
puis de forte intensité (740 µmol photon.m-2.s-1). Une forte intensité lumineuse induit une large diminution 
de la fluorescence maximale dans des cellules du WT mais pas dans le mutant ∆OCP. Plus de détails dans 
Wilson et al. (2006). 
B. Mesures similaires dans des cellules du WT qui ont ensuite été ré-illuminées avec une lumière bleue-
verte faible (80 µmol photon.m-2.s-1) montrant la récupération du niveau maximum de fluorescence en 
présence de DCMU (trait vert), de nigéricine (carrés bleus) et sans ajout (ronds rouges).  
Le mécanisme NPQcya n’est pas lié à l’état redox du pool de PQ ou au ∆∆∆∆pH mais à l’OCP. Plus de 
détails dans Wilson et al. (2006). 
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Nous avions donc réalisé des mesures en présence de nigéricine, un inhibiteur qui dissipe le 

gradient de protons (∆pH), et en présence de la DCMU, un inhibiteur de transport d'électrons 

entre les quinones QA et QB, qui empêche la réduction du pool de PQ. En présence ou en 

absence de ces inhibiteurs, les cinétiques de déclin de la fluorescence étaient identiques. Par 

ailleurs, ces inhibiteurs n’avaient pas d’effet sur la cinétique de récupération du niveau 

maximum de fluorescence. Cela nous a permis de démontrer que le NPQcya n’était pas lié à 

l’état redox du pool de PQ ou au ∆pH (Figure 12B). Nous avions également observé, que 

l’activité de dégagement de l’oxygène diminuait plus vite dans le mutant que dans le sauvage 

sous de fortes intensités lumineuses, indiquant que le mutant ∆OCP était plus sensible au 

stress lumineux. Ces résultats avaient suggéré que l’OCP était liée à un mécanisme de 

dissipation thermique de l’excès d’énergie absorbée aux niveaux des PBS, qui diminue la 

quantité d’énergie transférée des PBS vers les centres réactionnels. 

Dans le fluorimètre PAM où nous avions réalisé toutes nos mesures de déclin de la 

fluorescence, la lumière de mesure a un maximum à 650 nm et la fluorescence est détectée à 

des longueurs d'onde >700 nm. Chez les cyanobactéries dépourvues de la chlorophylle b, la 

plupart de la lumière de mesure est absorbée par les PBS. Ceci a été confirmé par le faible 

niveau de fluorescence émis par les mutants dépourvus de PBS (El Bissati et Kirilovsky, 

2001). Ainsi, l’observation d’une baisse des niveaux de fluorescence dans le fluorimètre PAM 

pourrait être le résultat d’une faible émission des PBS, ou de l'antenne chlorophyllienne, ou 

encore d'une diminution du transfert d'énergie des PBS vers le PSII. La comparaison des 

spectres de fluorescence à température ambiante, des cellules du WT et du mutant ∆OCP 

(avant et après induction du NPQcya par une forte lumière bleue-verte) a montré que le déclin 

de fluorescence observé au PAM correspondait à une diminution de l’émission de 

fluorescence des PBS et non de la chlorophylle. De ce fait, il y avait moins de transfert 

d'énergie des PBS vers le PSII et le PSI. En outre, une forte lumière bleue-verte était capable 

d'induire un NPQcya chez les mutants de Synechocystis dépourvus de centres réactionnels ou 

des antennes chlorophylliennes CP43 et CP47 (Figure 13B). Dans ces mutants, une 

diminution spécifique de l’émission de fluorescence des PBS a été observée alors qu'il n’y 

avait aucune modification de l'émission de fluorescence liée à la chlorophylle (Wilson et al, 

2006; Scott et al, 2006). En revanche, la lumière bleue-verte fut incapable d'induire un 

NPQcya chez le mutant dépourvu de PBS ou du cœur des PBS (Figure 13A) démontrant que 

le NPQcya induit par la lumière bleue-verte et inhibé par l'absence de l'OCP, est lié aux PBS.  
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Figure 13 : Le mécanisme de NPQcya induit par la lumière bleue-verte est lié aux 
phycobilisomes. 
Mesures du rendement de fluorescence (avec un fluorimètre PAM) de cellules de 
Synechocystis pré-adaptées à l’obscurité (A) du mutant sans phycocyanine (∆PC, ronds 
bleus), du mutant sans allophycocyanine (∆APC, triangles rouges) et d’un mutant sans 
phycobilisomes (PAL, carrés verts) et (B) du mutant sans PSII (∆RC, ∆CP47, ∆CP43) et 
illuminées successivement par une lumière bleue-verte de faible intensité (400 à 500 nm, 80 
µmol photon.m-2.s-1, pour PAL, 300 µmol photon.m-2.s-1), puis de forte intensité (740 µmol 
photon.m-2.s-1, pour PAL, 1700 µmol photon.m-2.s-1) suivies par une incubation à l'obscurité 
pour la récupération de la fluorescence. La diminution de la fluorescence maximale est 
dépendante du cœur des phycobilisomes mais pas de la chlorophylle. Plus de détails dans 
Wilson et al. (2006) 
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Les PBS sont donc des composants essentiels au mécanisme de NPQcya induit par la lumière 

bleue-verte. La seule présence du cœur des PBS est suffisante pour induire le déclin de 

fluorescence (Wilson et al, 2006).  

Pour déterminer la localisation cellulaire de l’OCP, nous avons construit un mutant de 

Synechocystis, où l’OCP a été fusionnée avec la GFP («Green Fluorescent Protein» en 

anglais). Les cellules mutées, refermant la protéine de fusion OCP-GFP, ont été marquées par 

immunogold et analysées par microscopie électronique. La visualisation des anticorps anti-

GFP a montré que la majeure partie des protéines de fusion OCP-GFP était localisée dans la 

région cytoplasmique inter-thylacoïdienne, qui est le côté de la membrane où se trouvent les 

PBS (Figure 14A). L’interaction entre l'OCP et les PBS et/ou les thylacoïdes nécessaires pour 

le NPQcya a été corroborée par la co-isolation de la protéine de fusion OCP-GFP avec les 

membranes liées ou non aux PBS (Figure 14B et Wilson et al, 2006). Nos résultats étaient en 

corrélation avec la détection de l’OCP dans une préparation de thylacoïdes lors d’études 

protéomique sur les thylacoïdes de Synechocystis (Srivastava et al, 2005). 

Nos données indiquaient que, nous étions en présence d’un nouveau mécanisme de 

photoprotection chez les cyanobactéries dans lequel l'OCP, qui a un rôle essentiel, 

interviendrait à la fois comme photorécepteur et inducteur de la dissipation de l'énergie 

lumineuse. Ce mécanisme d’action était complètement nouveau pour une protéine à 

caroténoïde soluble. 

 

1.2. Dissipation d’énergie induite par la lumière sous carence en fer : étude des 
rôles des protéines OCP et IsiA 

(Wilson et al, Plant Cell 2007) 

 
Dans les conditions de carence en fer, un large déclin de fluorescence réversible est 

induit par une lumière bleue (Cadoret et al, 2004; Bailey et al, 2005; Joshua et al, 2005). Il 

avait été proposé que la protéine Iron Stress-induced A (IsiA), appartenant à la famille des 

complexes protéiques et liant la chlorophylle, soit impliquée dans ce processus de NPQ. 

L’expression de la protéine IsiA (codée par le gène isiA) est induite sous carence en fer 

(Laudenbach et Straus 1988; Burnap et al. 1993) et par d’autres stress (par exemple le stress 

salin, le stress oxydatif et le stress lumineux) (Jeanjean et al, 2003; Yousef et al, 2003; 

Havaux et al, 2005).  
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Figure 14 : Localisation cellulaire de l’OCP. 

A. Analyse par microscopie électronique de cellules du WT et du mutant de Synechocystis où 

l’OCP a été fusionnée avec la GFP («Green Fluorescent Protein») marquées par immunogold 

(anticorps polyclonaux anti-GFP couplés avec des particules d’or de 10 nm).  

B. Détection par immublot de la protéine de fusion OCP-GFP dans la fraction M (membrane, 1), 

MP (membrane-phycobilisome, 2) et les fractions solubles de cellules cassées dans du tampon 

Phosphate/Citrate (4) et MES (5); (3) marqueur de masse moléculaire reconnu par l'anticorps 

secondaire (IgG de souris). L’OCP est liée à la membrane thylacoïdienne à côté des PBS. Plus 

de détails dans Wilson et al. (2006) 
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La protéine IsiA se réarrange autour du centre réactionnel du PSI pour former des 

complexes constitués d'un PSI trimérique et de 18 molécules d’IsiA (Bibby et al. 2001; 

Boekema et al. 2001). IsiA augmente ainsi l'absorption du PSI en agissant comme un 

additionnel et puissant capteur d’énergie (Andrizhiyevskayaet al, 2002; Melkozernov et al. 

2003). Lors d’une carence en fer prolongée, des agrégats IsiA, formés d’anneaux 

multimériques sans PSI, s’accumulent (Yeremenko et al, 2004). Ihalainen et al. (2005) ont 

montré qu’in vitro, les agrégats d’IsiA isolés sont dans un état «quenché». Cet état, 

indépendant de la qualité et de l'intensité de la lumière, suggère qu'IsiA pourrait être 

responsable d'une dissipation permanente de l’énergie sous forme de chaleur. Deux 

mécanismes impliquant IsiA avaient été proposés. (1) La lumière bleue convertit la protéine 

IsiA d’une forme (qui collecte la lumière nécessaire à la photosynthèse) à une autre, qui va 

dissiper l'excès d’énergie sous forme de chaleur (Cadoret et al, 2004). (2) L’exposition à une 

forte lumière augmente l’affinité d’IsiA aux PBS, ce qui permet une diminution de la 

fluorescence des PBS (Joshua et al, 2005). Nous avions démontré que le NPQcya était lié à 

l’OCP dans les conditions normales de croissance (Wilson et al, 2006). Nous avions recherché 

dans les conditions de carence en fer, si le NPQcya était associé à l’OCP ou à IsiA dans la 

cyanobactérie Synechocystis (Wilson et al, 2007).  

En utilisant des mutants de Synechocystis dépourvus d’IsiA (mutant ∆IsiA), ou d’OCP 

(mutant ∆OCP), ou de PBS (mutant PAL), nous avions démontré que, dans les cellules de 

mutants carencées en fer (tout comme celles non carencées), le NPQcya induit par la lumière 

bleue-verte était associé aux PBS et à l'OCP et pas à IsiA (Wilson et al., 2007). Dans le 

mutant ∆IsiA, un large déclin de la fluorescence réversible était induit par une lumière bleue-

verte alors que, dans les mutants PAL, ou ∆OCP, aucun déclin n’a été observé, même après 

une très longue période de carence en fer (Figure 15A). Sous carence en fer, la dissipation 

d’énergie augmentait plus rapidement dans le mutant ∆IsiA que dans le WT (Figure 15B). 

Cette augmentation était liée d’une part à l’apparition d’une population importante de PBS, 

fonctionnellement déconnectés des photosystèmes et «dangereux» pour les cellules, qui 

pouvaient transférer l'excès d’énergie absorbée aux thylacoïdes. D’autre part, une 

concentration élevée d’OCP, observée dans les cellules de Synechocystis carencées en fer par 

rapport aux cellules non carencées, permet de dissiper sous forme de chaleur l’excès d’énergie 

provenant des PBS déconnectés (Figure 15C et Wilson et al, 2007). 
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Figure 15 : La lumière bleue-verte induit un mécanisme de NPQcya dans les cellules carencées 
ou non en fer de Synechocystis. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A. Mesures du rendement de fluorescence (avec un fluorimètre PAM) de cellules pré-adaptées à 
l’obscurité du WT (carrés bleus), du mutant ∆OCP (losanges oranges), du mutant ∆IsiA (triangles 
violets) et du mutant PAL (∆PBS, losanges bleus) carencées en fer pendant 7 jours et illuminées 
successivement par une lumière bleue-verte de faible intensité (400 à 500 nm, 80 µmol photon.m-2.s-1, 
pour PAL, 300 µmol photon.m-2.s-1), puis de forte intensité (740 µmol photon.m-2.s-1, pour PAL, 1700 
µmol photon.m-2.s-1). Des pulses saturants ont été appliqués pour évaluer le niveau maximum de 
fluorescence à faible (Fm) et forte intensité (Fm’).  
B. Augmentation de NPQcya [(Fm-Fm’)/Fm’] pendant la carence en fer du WT (cercles et traits pleins) 
et de ∆IsiA (carrés et traits pointillés). Le graphique est une moyenne de 4 expériences indépendantes et 
l’écart type est représenté par les barres d’erreurs.  
C. Mesures similaires dans des cellules du WT non carencées (+Fe) et carencées en fer pendant 12 
jours (-Fe) ; Insertion de la détection par immublot de l’OCP dans les fractions MP isolées de ces 
cellules (chaque puits contient 1 µg de Chl).  
NPQcya induit par la lumière bleue-verte est associé aux PBS et à l'OCP et pas à IsiA. Plus de 
détails dans Wilson et al. (2007) 
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Les transitions d’états n’étaient pas affectées par la présence ou non de l’OCP mais 

semblaient être inhibées lors de la carence en fer. Nos résultats indiquaient que, la plupart des 

modifications observées au niveau de l’appareil photosynthétique et induites par la carence en 

fer, seraient indépendantes de la présence ou l'absence d'OCP. En effet, nous avions observé 

que l’accumulation d’agrégats d’IsiA (non associés au PSI), dans les cellules carencées en fer, 

pouvaient protéger le PSII en dissipant l'énergie provenant des PBS (Wilson et al, 2007). 

Cependant, ce mécanisme, qui implique IsiA, n’était pas modulé par la lumière. Dans nos 

conditions expérimentales, les cellules du mutant ∆IsiA étaient plus sensibles à la carence en 

fer que les cellules des mutants PAL ou ∆OCP. Ceci indiquait qu’en carence en fer et dans les 

conditions de faible luminosité, IsiA assure une meilleure protection que le mécanisme NPQ 

associé à l’OCP et aux PBS (Wilson et al, 2007). L’absence d’IsiA, de HLIP («High Light 

Inducible Proteins» décrites par He et al. (2001) et Havaux et al. (2003)), comme celle 

d’OCP, rend les cellules plus sensibles aux fortes intensités lumineuses. Dans les cellules du 

WT, IsiA et les HLIPs sont présentes uniquement dans les conditions d’une illumination 

intense et prolongée. Alors que le mécanisme associé à l’OCP est toujours présent, les 

mécanismes impliquant IsiA et les HLIPs interviennent quand celui de l’OCP devient 

insuffisant pour protéger les cellules. 

Notre travail a montré que le mécanisme de photoprotection associé à l’OCP devenait 

plus important en présence de stress combinés (carence en fer et stress lumineux), où un 

déséquilibre entre le nombre de PBS et de centres réactionnels a été induit. 

 

1.3. Mécanisme de NPQcya associé à l’OCP chez différents cyanobactéries 

(Je n’ai participé pas aux travaux décrits dans ce chapitre et réalisés par d’autres membres de 

notre équipe (Boulay et al, 2008).) 

 
L’OCP est codée par le gène slr1963 chez la cyanobactérie Synechocystis (Wu et 

Krogmann, 1997) et est exprimée de façon constitutive même dans les mutants sans 

phycobilisomes (PBS) (Wilson et al, 2007). Beaucoup de cyanobactéries, dont les génomes 

sont connus, possèdent des gènes hautement conservés codant des protéines homologues à 

l’OCP de Synechocystis, à l’exception de Prochlorococcus. Les souches Prochlorococcus, un 

phylum de cyanobactéries dépourvues de PBS, n’ont pas le gène ocp. 
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Figure 16 : Répartition de l'OCP, de la FRP et des domaines N- et C-terminaux de l'OCP 
parmi les cyanobactéries d’après Kirilovsky et Kerfeld (2013). 

Distribution des gènes codant l'OCP, la FRP et les domaines N- et C-terminaux de l'OCP en 

compilant des données de 126 génomes séquencés de cyanobactéries (les détails sur les génomes et 

les souches utilisés dans cette analyse sont publiés dans Shih et al, 2013). Les organismes sont 

identifiés par section : section 1 (noir) sont unicellulaires et se divisent par fission binaire; section 2 

(jaune) sont unicellulaires et subissent de multiples fissions pour produire des baeocytes; section 3 

(vert) sont des souches filamenteuses; section 4 (violet) sont des souches filamenteuses qui forment 

des hétérocystes et section 5 (bleu) sont des souches de ramification qui forment des hétérocystes. Les 

branches et les sous-branches affectées sont indiquées par des lettres. Plus de détails dans Kirilovsky 

et Kerfeld. (2013).  
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Sur les 130 génomes de cyanobactéries connus, 97 contiennent des gènes hautement 

conservés, codant pour des protéines homologues à l’OCP de Synechocystis (Figure 16 et 

revue: Kirilovsky et Kerfeld 2013). La séquence en acides aminés est hautement conservée. 

L’identité (nombre d’acides aminés identiques) de ces protéines homologues par rapport à 

l’OCP de Synechocystis varie entre 50% (Gloeobacter violaceus) et 82% (Arthrospira 

maxima). Les séquences en acides aminés homologues de l’OCP des cyanobactéries d’eau 

douce présentent une forte similarité à l’OCP de Synechocystis (66% à 82%) par rapport aux 

cyanobactéries marines (62% à 64%). Les cyanobactéries marines Synechococcus sont très 

similaires entre elles (entre 77% -95%). Les séquences de l’OCP de Gloeobacter violaceus 

(50%) et Nodularia spumigena (56%) présentent une faible similitude par rapport à l’OCP de 

Synechocystis.  

Après avoir étudié et caractérisé la fonction de l'OCP dans le mécanisme de 

photoprotection NPQcya chez la cyanobactérie Synechocystis, Clémence Boulay a cherché à 

savoir, si la présence du gène ocp est systématiquement associée à la capacité de réaliser un 

NPQcya induit par une lumière bleue-verte chez diverses cyanobactéries originaires de 

différents habitats (Boulay et al, 2008). L’expression de la protéine entière de l’OCP a été 

confirmée dans sept souches cyanobactériennes comportant un gène homologue au gène 

entier ocp (Figure 17A, 17B et Boulay et al, 2008). Ces souches sont capables de réaliser le 

mécanisme NPQcya induit par la lumière bleue-verte. Ces résultats suggèrent que la plupart 

des cyanobactéries, pour se protéger des fluctuations de lumière, utilisent le mécanisme de 

dissipation d'énergie associé à l’OCP, et aux PBS précédemment découvert chez la 

cyanobactérie Synechocystis. Le gène ocp joue un rôle important dans la physiologie de ces 

micro-organismes (Figure 17A, 17B et Boulay et al, 2008). En outre, dans Arthrospira 

maxima (A. maxima ci-après), comme dans Synechocystis, la carence en fer induit une 

augmentation de la concentration de l’OCP et une importante diminution de fluorescence 

(Figure 17C et Boulay et al, 2008) en accord avec de précédents travaux (Hihara et al, 2001 ; 

Fulda et al, 2006 ; Wilson et al, 2007). Cette quantité élevée d’OCP protège les cellules des 

«dangereux» PBS, fonctionnellement déconnectés, observés en grand nombre dans les 

conditions de carence en fer. Le transfert de l'excès d’énergie absorbée des PBS aux 

thylacoïdes peut induire des dommages oxydatifs (par exemple la peroxydation des lipides), 

s’il n’est pas dissipé sous forme de chaleur au niveau des PBS. 
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Figure 17 : Expression de l’OCP et mécanisme de NPQcya associé dans les cyanobactéries. 

A. (haut) Mesures du rendement de fluorescence avec un fluorimètre PAM et (bas) détection de l’OCP par 

immublot dans les fractions MP (chaque puits contient 1 µg de Chl) de cellules de cyanobactéries d’eau 

douce: WT (1) et mutant ∆OCP (1-) de Synechocystis, A. variabilis (rond, 2), A. maxima (carré, 3), S. 

elongatus (triangle, 4) et T. elongatus (losange, 5). Les cellules pré-adaptées à l’obscurité sont illuminées 

successivement par une lumière bleue-verte de faible intensité (400 à 550 nm, 80 µmol photon.m-2.s-1), 

puis de forte intensité (740 µmol photon.m-2.s-1). Des pulses saturants ont été appliqués pour mesurer les 

niveaux maximaux de fluorescence (Fm’). 

B. (haut) Mesures similaires et (bas) détection de l’OCP par immublot à partir des protéines totales 

(chaque puits contient 3 µg de protéines totales) dans des cellules de cyanobactéries marines: 

Synechococcus WH8018 (triangle, 2), Synechococcus WH8102 (losange, 4), Synechococcus RS9917 (carré, 

1) et Synechococcus  RCC307 (rond, 3).  

C. Mesures similaires dans des cellules d’A. maxima non carencées (+Fe) et carencées en fer pendant 12 

jours (-Fe). Insertion de la détection par immublot de l’OCP dans les fractions MP isolées de ces cellules 

(chaque puits contient 1 µg de Chl). NPQcya est très répandu chez les cyanobactéries. Plus de détails 

dans Boulay et al. (2008) 
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Parmi les cyanobactéries comportant des PBS, peu de souches sont dépourvues 

d’homologues de l’OCP entier, par exemple : les cyanobactéries d'eau douce (Synechococcus 

elongatus PCC 7942 (S. elongatus ci-après) et PCC 6301), les cyanobactéries thermophiles 

(Thermosynechococcus elongatus (T. elongatus ci-après), Synechococcus sp. A et 

Synechococcus sp. B'), et les cyanobactéries marines (Synechococcus sp. CC9605 et 

Crocosphaera watsoniiWH8501 (C. watsonii ci-après)). La question qui reste ouverte est de 

savoir pourquoi certaines cyanobactéries ne contiennent pas l'OCP et n’effectuent pas le 

mécanisme de photoprotection associé ? L’absence de l’OCP dans les cyanobactéries 

thermophiles telle que T. elongatus pourrait s’expliquer par leur niche écologique particulière. 

Les cas des cyanobactéries d'eau douce S. elongatus PCC 7942, PCC 6301 et marines 

Synechococcus CC9605 et C. watsonii sont plus intriguants. Elles partagent leur habitat avec 

des souches possédant l'OCP. De ce fait, il n’existe aucune corrélation entre la présence ou 

l’absence de l’OCP et les divers habitats des cyanobactéries. La plupart des souches citées 

précédemment n’ont pas d’homologue entier du gène ocp. Cependant, T. elongatus et C. 

watsonii contiennent deux cadres de lecture codant chacune une partie N- et C-terminale, 

homologues de l'OCP (Figure 16). Dans T. elongatus, il s’agit de deux gènes distincts, mais 

adjacents, alors que dans C. watsonii, les deux gènes se situent dans différentes parties du 

génome. Dans S. elongatus PCC 7942 et T. elongatus (souches dépourvues du gène entier 

ocp), le mécanisme de photoprotection est inexistant, démontrant que le mécanisme NPQcya 

induit par la lumière bleue-verte est corrélé à la présence du gène entier ocp (Figure 17A et 

Boulay et al, 2008). En outre, les résultats indiquent que les fragments encodés par les 

homologues des parties N- et C-terminales du gène ocp dans T. elongatus ne participent pas 

au mécanisme de photoprotection induit par une lumière bleue-verte dans les conditions 

normales de croissance ou sous carence en fer. Les cyanobactéries dépourvues d’OCP sont 

plus sensibles aux épisodes de forte irradiation lumineuse comme le mutant ∆OCP de 

Synechocystis (Boulay et al, 2008). Les cyanobactéries S. elongatus et T. elongatus sans OCP 

se protègent en dégradant rapidement les phycobiliprotéines, afin d’éviter l'accumulation de 

PBS, fonctionnellement déconnectés et potentiellement nocifs sous carence en fer (Boulay et 

al, 2008). 
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2. Structure et Photo-activité de l’OCP 

2.1. Structure de l’OCP 

(Wilson et al, JBC 2010) 

 
La structure de l'OCP, isolée par le groupe de Krogmann (Holt et Krogmann, 1981) à 

partir de la cyanobactérie A. maxima a été déterminée à 2.1 Å (code PDB : 1M98) par le 

groupe de Cheryl Kerfeld avant que son rôle dans la photoprotection ne soit connu (Kerfeld et 

al. 2003). En 2010, en collaboration avec le groupe de Kerfeld, nous avons résolu à 1.65 Å la 

structure de l'OCP isolée du WT (PDB ID: 3MG1) et deux mutants de Synechocystis, 

l'organisme modèle pour l'élucidation du mécanisme de photoprotection (Wilson et al, 2010). 

Ces structures sont essentiellement identiques et composées de deux domaines : un domaine 

N-terminal en hélices-α (résidus 15 à 165) et un domaine C-terminal en hélices-α/feuillets-β 

(résidus 190-317). Le repliement du domaine C-terminal fait partie de la superfamille des 

facteurs de transport nucléaire 2 (NTF-2) (Pfam 02136), alors que la structure primaire et 

tertiaire du domaine N-terminal de l’OCP est unique aux cyanobactéries (Pfam 09150). Les 

deux domaines sont reliés par un long (~ 25 acides aminés) linker flexible : seule cette région 

de la protéine est peu conservée. Les deux domaines interagissent par le biais de deux régions 

distinctes. Les 19 premiers acides aminés N-terminaux (formant une petite hélice α) se 

déploient loin du domaine N-terminal et interagissent avec la face exposée au solvant du 

domaine C-terminal (Figure 18A). De nombreux acides aminés, qui composent cette face, 

sont conservés. La seconde interface, plus centrale, est stabilisée par quatre liaisons 

hydrogènes, dont deux sont formées par la paire de résidus Asn104 et Trp277, et un pont salin 

entre Arg155 et Glu244 (Figure 18B). Les multiples structures maintenant disponibles 

suggèrent également la présence de molécules d'eau structurellement conservées entre les 

domaines et autour du caroténoïde. La fonction significative de ces dernières est inconnue, 

mais elles pourraient faciliter des changements conformationelles de la protéine. 

Le céto-caroténoïde, 3’-hECN incorporé à l’intérieur de la protéine est en contact avec 

les deux domaines (figure 18A) : seulement 4% de la surface du caroténoïde est exposée aux 

solvants (Kerfeld et al, 2003; Wilson et al, 2010). Le 3’-hECN composé d’une conjugaison 

de chaînes de 11 doubles liaisons carbone-carbone se trouve dans une configuration trans dans 

les structures de l'OCP (Kerfeld et al, 2003; Polivka et al, 2005; Wilson et al, 2010). 
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Figure 18 : Structure de l’OCP de Synechocystis d’après Wilson et al. (2010). 

A et B. Vue d'un monomère de l’OCP montrant le domaine N-terminal (résidus 1-165) en 
violet, le domaine C-terminal (résidus 186-317, NTF2-like) en turquoise, le linker flexible 
en bleu et le bras en rouge. Le caroténoïde (échinénone) est représenté avec des bâtonnets 
orange, son anneau hydroxyle se trouvant dans le domaine N-terminal et son groupement 
carbonyle dans le domaine C-terminal. B. Gros plan sur la position dans la protéine des 
résidus fonctionnels clés et absolument conservés: Arg155, Glu244, Tyr201, Trp288, 
Trp110, Tyr44 et Trp41. Les chaînes latérales des résidus sont représentées par des 
bâtonnets gris avec l'oxygène en rouge et l'azote en bleu. De potentielles liaisons 
hydrogènes sont indiquées par des lignes en pointillés vertes. Quelques molécules d'eau 
conservées sont présentées sous forme de sphères jaunes. La figure a été réalisée avec 
Pymol (http://www.pymol.org/) en utilisant le fichier PDB 3MG1. 
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Le groupement cétone (carbonyle) du 3’-hECN forme une liaison hydrogène avec les résidus 

conservés Tyr201 et Trp288 au sein de la «poche» hydrophobe du domaine C-terminal alors 

que, la partie hydroxyle est nichée au sein d'un groupe de résidus aromatiques conservées 

(Trp 41, Tyr 44 et Trp 110) dans le domaine N-terminal (Figure. 18B et Kerfeld et al, 2003; 

Wilson et al, 2010; Wilson et al, 2011). L'interaction du 3’-hECN avec la protéine change sa 

configuration et a un effet important sur ses propriétés spectroscopiques. Dans les solvants 

organiques, le 3’-hECN est jaune (λmax= 450 nm), mais dans l'OCP, il apparaît orange 

(λmax= 465 et 495 nm) (Kerfeld et al, 2003; Polivka et al, 2005). L’anneau portant le 

groupement cétone terminal du caroténoïde se trouve dans une configuration s-cis en solution 

mais adopte une configuration s-trans dans l'OCP. Pour le 3’-hECN, cet état caractéristique 

des caroténoïdes à groupement carbonyle dans un environnement polaire est observé 

exclusivement dans l'OCP. 

 

2.2. Photo-activité de l’OCP 

(Wilson et al., PNAS 2008) 

2.2.1. L’OCP, est une protéine photoactive 

Afin d’étudier les propriétés spectrales de l'OCP, nous avons construit un mutant 

exprimant l’OCP avec une étiquette 6xHis en position C-terminale dans la cyanobactérie 

Synechocystis. Le mécanisme de photoprotection est également induit par une lumière bleue-

verte dans ce mutant, indiquant que la présence de l'étiquette 6xHis n'affecte pas l'activité de 

l'OCP. Le spectre d'absorption de l’OCP isolée à partir de Synechocystis (Wilson et al, 2008) 

est identique à celui de l’OCP isolée chez A. maxima (Polivka et al, 2005). Comme dans cette 

dernière, l’OCP isolée lie le 3’-hECN. Nous avons ensuite démontré que l’OCP est une 

protéine photo-active. À l'obscurité ou à faible lumière, l'OCP est orange (OCPo). Son spectre 

d’absorption typique des caroténoïdes reflète les transitions S0-S2 avec trois bandes 

vibrationnelles distinctes (2 pics : 476 nm et 495 nm et un épaulement à 440 nm). La bande 

vibrationnelle 0-0 est localisée à 496 nm (Kerfeld et al, 2003; Polivka et al, 2005; Wilson et 

al, 2008). La position et la forme de cette transition correspondent au 3’-hECN bloqué dans 

une conformation trans par la protéine (Kerfeld et al, 2003; Polivka et al, 2005). Sous 

illumination avec une lumière bleue-verte, l'OCPo est complètement photo-convertie à une 

forme rouge (OCPr) (Wilson et al, 2008 et Figure 19A et 19B).  
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La forme rouge perd la résolution des bandes vibrationnelles et présente un spectre 

d’absorption avec un maximum d’absorbance à 510 nm. Le taux de photo-conversion dépend 

de l’intensité de la lumière et est peu assujetti à la température entre 18 et 30°C. In vitro, la 

forme rouge de l'OCP est spontanément reconvertie en une forme orange à l'obscurité 

(Wilson et al, 2008). Cette réaction, qui n’est pas accélérée par une illumination est 

dépendante de la température. 

Figure 19 : L’OCP est une protéine photoactive. 

A et B. Photographie et spectre d’absorbance de la forme orange (OCPo ; noir) à l’obscurité et de la 
forme rouge illuminée (OCPr ; rouge) de l’OCP isolée. OCPr a été obtenue après une illumination par 
une lumière bleue-verte de 740 µmol photon.m−2.s−1 à 12°C pendant 2 min.  
C. Accumulation de la forme rouge à 11°C sous différentes intensités lumineuses: 20 (cercles noirs), 
50 (carrés rouges), 120 (triangles verts), 210 (carrés bleus), 350 (triangles roses), 740 (triangles 
oranges), et 1200 (cercles violets) µmol photon.m−2.s−1 de lumière bleue-verte (400–550 nm).  
D. Reconversion à l’obscurité de la forme rouge à la forme orange (diminution de l’absorbance à 580 
nm) et E. Photo-conversion de la forme orange à la forme rouge (augmentation de l’absorbance à 580 
nm) en utilisant une lumière bleue-verte de 350 µmol photon.m−2.s−1 à différentes températures: 32°C 
(triangles violets), 28°C (cercles roses), 24°C (carrés bleus), 19°C (triangles verts), 15°C (carrés 
rouges) et 11°C (cercles noirs). La concentration de la protéine est de DO495nm= 0.2 dans les 
expériences. Sous forte lumière et faible température, la forme orange (OCPo) est complètement 
photo-convertie à une forme rouge (OCPr). Plus de détails dans Wilson et al. (2008). 
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2.2.2. Modifications structurelles du caroténoïde et de la protéine, essentielles à la 
photo-activation de l’OCP 

 
La comparaison des spectres des formes rouge et orange de l’OCP obtenus par 

spectroscopie de résonance Raman et par FTIR (« Fourier Transform InfraRed » en anglais) a 

démontré que l’absorption de la lumière par l’OCP n’induit pas seulement des changements 

structurels au niveau du caroténoïde, mais aussi au niveau de l’apo-protéine (Wilson et al, 

2008). Les spectres Raman de l’OCP isolée chez A. maxima et Synechocystis sont presque 

identiques, indiquant que les interactions entre le caroténoïde et la protéine dans ces deux 

OCPs sont similaires. Ceci a été confirmé par la résolution de la structure de l’OCP de 

Synechocystis en 2010 (Wilson et al, 2010). Dans l’OCPr, le 3’-hECN garde une 

configuration trans, mais il est moins contraint par la conformation de la protéine. Le 

caroténoïde pourrait avoir une structure plus plane et moins distordue (Figure 20B). Ceci a 

récemment été démontré par la résolution de la structure du domaine N-terminal de l’OCP 

(Leverenz et al, 2015, décrite au 5.2.1). Ces changements sont en accord avec l’observation 

d’un décalage vers les longueurs d’onde rouges du spectre d'absorption. Les modifications 

observées par spectroscopie Raman, suggèrent qu'une isomérisation trans-cis de la chaîne 

polyène du 3’-hECN n'intervient pas dans la photo-activation. Les changements observés au 

sein du caroténoïde de l'OCP sont clairement différents de ceux qui interviennent dans le 

rétinal, un dérivé de caroténoïde, qui est le chromophore des protéines de la famille des 

rhodopsines (revue : Spudich et al, 2000). Dans les rhodopsines, le rétinal est lié de façon 

covalente à la protéine, via la liaison d’une base de Schiff protonée à un résidu Lys. La 

lumière induit une isomérisation du rétinal initiant le photocycle. Le photocycle implique un 

transfert de protons entre la base de Schiff et un résidu carboxylate. Dans l’OCP, non 

seulement aucune isomérisation de ce type n’est détectée, mais en plus, le 3’-hECN n’est pas 

lié de manière covalente à la protéine. 

Ces changements de conformation induisent des modifications des états excités du 

caroténoïde (Berera, …. Wilson et al, J Phys Chem 2012). La liaison de la protéine au 3’-

hECN est responsable du raccourcissement de la durée de vie de l’état S1 (de 6,5 ps dans une 

solution à 3,3 ps) dans l'OCP, de la modification de l’énergie de l’état S1 et de la stabilisation 

de l’état ICT («Intramolecular Charge Transfer» en anglais). Cela rend le 3’-hECN-OCP plus 

efficace pour dissiper l’énergie que le caroténoïde libre (Berera et al, 2012; Polivka al, 2013 ; 

Polivka et al, 2005). 

 



62 

 

Figure 20 : Changements structurels dans le caroténoïde et la protéine sous illumination. 

A. Modèle proposé pour le quenching : le caroténoïde dans l'OCPr reçoit de l'énergie de la biline 
excitée de l’émetteur terminal par un processus médié par l’état ICT (Intramolecular Charge 
Transfer) du caroténoïde (Adapté de Berera, et al, 2012). 
B. Spectre de Résonance Raman de l’OCPr et de l’OCPo de Synechocystis, ainsi que de l’OCPo 
d’A. maxima dans une gamme de 1740 à 820 cm-1.  
C. Spectre « lumière moins obscurité » FTIR (Fourier Transform InfraRed) de l’OCP dans H2O 
(noir), dans D2O environ 5 sec (trait rouge) ou 50 sec (ligne bleue) après illumination avec une 
LED bleue dans la région du carbonyle entre 1700 et 1600 cm-1 (région Amide I). Un shift vers le 
haut des vibrations Amide I correspond à un affaiblissement des liaisons hydrogènes des 
boucles et des hélices α indiquant une structure hélicoïdale moins rigide d'une partie 
significative de la forme OCPr. Un shift vers le bas des vibrations Amide I correspond à un 
renforcement des liaisons hydrogènes des feuillets β indiquant un domaine en feuillets β plus 
compacte dans la forme OCPr. Plus de détails dans Wilson et al. (2008). 
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L’état S1 du caroténoïde dans l’OCPr a une énergie inférieure à celle dans l’OCPo, indiquant 

que des changements interviennent autour du groupement carbonyle sous illumination 

(Polivka et al, 2013). Les liaisons hydrogènes présentes entre le groupement carbonyle du 

caroténoïde et le domaine C-terminal de l'OCP jouent un rôle crucial dans la modulation et la 

stabilisation de l’état ICT (Berera et al, 2012; Chàbera et al, 2010; Polivka et al, 2005). L'état 

ICT du caroténoïde agirait comme un intermédiaire dans le processus de transfert d'énergie. Il 

a été démontré qu’en général, l'efficacité de la dissipation d’énergie augmente avec la 

puissance de l'état ICT (Berera et al, 2006). Dans l'état excité de l’OCPr, la contribution de 

l’état ICT est plus importante que dans l’OCPo (Berera et al, 2012). Ainsi, le caroténoïde 

devient un meilleur médiateur dans le processus de dissipation de l'énergie. Nous avons 

proposé que l’OCPr accepte l'énergie d'une biline excitée des PBS via son état ICT (Berera et 

al, 2012). Les durées de vie des états ICT et S1 (0,6 et 3,2 ps) sont environ trois fois plus 

courtes que celle de la biline excitée, faisant du 3’-hECN un dissipateur extrêmement efficace 

(Figure 20A). Tian et al. (2011) ont énoncé un deuxième mécanisme suggérant que le déclin 

rapide de la fluorescence est probablement causée par un transfert de charge entre l'une des 

bilines émettant à 660 nm et le caroténoïde (3’-hECN) de l’OCPr. 

Des modifications importantes ont également été observées par FTIR sous 

illumination notamment, un réarrangement majeur du squelette de la protéine. Les 

changements observés correspondent à une structure hélicoïdale moins rigide d'une partie 

significative de la protéine et à un domaine de feuillets β plus compacte lors de la conversion 

en forme rouge (Figure 20C et Wilson et al, 2008). Cependant, des résultats plus récents 

(Leverenz et al, 2015 ; Gupta et al, 2015) indiquent que les domaines N et C-terminaux 

conservent en grande partie leurs structures secondaires au cours du processus de photo-

activation. 

 

2.3. La forme rouge (OCPr) est la forme active de l’OCP 

Après avoir démontré que l’OCP est une molécule photo-active, le lien entre l’OCPr et 

le mécanisme de NPQcya a été étudié. La différence de spectres d'absorption mesurés avec 

des cellules de Synechocystis, avant et après illumination avec une forte lumière bleue, 

montrait que l’OCPr s’accumule in vivo, dans les mêmes conditions que celles qui induisent 

une dissipation d'énergie et un déclin de la fluorescence (Wilson et al, 2008). D’une part, la 

forte dépendance à l'intensité lumineuse du NPQcya, induit par la lumière bleue-verte dans les 

cellules entières (Wilson et al, 2006) est en corrélation avec les cinétiques de formation de 



64 

 

l’OCPr in vitro (Figure 19C et Wilson et al, 2008). D’autre part, aussi bien les cinétiques de 

reconversion (rouge à orange) de l’OCP isolée que les cinétiques de récupération du NPQcya 

in vivo montrent une large dépendance à la température. Cependant, les cinétiques de 

récupération du NPQcya sont plus lentes (El Bissati et al 2000; Wilson et al, 2006; 

Rakhimberdieva et al. 2007a, b) que la conversion de la forme rouge vers la forme orange à 

l’obscurité in vitro. Le temps de demi-vie de la conversion de l’OCPr en OCPo varie de 30 s 

(à 32°C) à environ 45 min (à 11°C) in vitro (Figure 19D et Wilson et al, 2008). Ceci suggère 

que l’OCPr est plus stable in vivo qu’in vitro, ou que le déclin de la fluorescence demeure 

plus longtemps que l’OCPr. En revanche, le taux initial de photoconversion (orange vers 

rouge) est indépendant de la température entre 18 et 30°C (Figure 19E). Ainsi, à une intensité 

lumineuse fixe, la concentration de l’OCPr à l’équilibre dépend de la température. Cela se 

traduit in vivo par un déclin de la fluorescence plus important à 7°C qu'à 33°C (Wilson et al, 

2008). Ainsi, le ratio des deux formes de l'OCP sous illumination dépend de l’intensité de la 

lumière et de la température: accumulation de formes rouges à forte intensité et à basse 

température, conditions dans lesquelles la photoprotection est nécessaire. L’OCP apparaît 

alors comme un senseur des conditions de photoinhibition en induisant plus de 

photoprotection sous forte intensité et à basse température. Toutes ces observations suggèrent 

déjà fortement que la forme active de l’OCP est la forme rouge. Pour confirmer ceci, nous 

avons étudié le NPQcya dans des mutants de Synechocystis (Wilson et al, 2008 ; Punginelli 

et al, 2009; Wilson et al, 2011). Déjà en 2008, nous avons montré qu’un mutant de 

Synechocystis contenant une OCP photo-inactive ne présentait pas de mécanisme NPQcya 

(Wilson et al, 2008). 

 

2.3.1. Rôle du caroténoïde dans la photo-activation 

(Ce chapitre se réfère à l’article Punginelli, Wilson et al, BBA 2009 dont je suis le 

 deuxième auteur. Ma contribution à ce travail a été de construire la souche surexprimant 

l’OCP-WT et de la caractériser (gels, purification de l’OCP et mesures d’absorbance)). 

 

Pour pouvoir isoler de grandes quantités d’OCP afin d’approfondir nos études sur sa 

photo-activité, nous avons construit une souche de Synechocystis dans laquelle, le gène ocp 

est sous la régulation d’un puissant promoteur psbA2. Dans cette souche surexprimant l’OCP, 

une grande quantité d’OCP est présente (8 à 10 fois plus que dans le WT) et un NPQcya 

important est observé confirmant la relation entre la concentration de l’OCP et le déclin de 
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fluorescence (Figure 21A et Wilson et al, 2008). Ces résultats sont en accord avec nos 

précédents travaux, où sous carence en fer, la concentration de l'OCP et la dissipation 

d’énergie augmentent (Wilson et al, 2007). La diminution de l'émission de fluorescence des 

phycobilisomes mesurée est de 25-30% dans le sauvage et de 60-70% dans la souche 

surexprimant l'OCP. La quantification de l'OCP et des PBS suggère qu’il y aurait dans les 

cellules de Synechocystis, une molécule d'OCP par 2-3 PBS contre 3-4 molécules d’OCP par 

PBS dans la souche surexprimant l’OCP (Revue: Kirilovsky 2012). 

Dans la souche mutante surexprimant l'OCP, le 3’-hECN qui est un caroténoïde 

mineur dans Synechocystis n’est pas suffisamment abondant pour se lier à toute l'OCP 

produite. L'OCP est également capable de se lier à d'autres types de caroténoïdes. Dans cette 

souche, l'OCP se lie à l’échinénone (ECN) et à la zéaxanthine (ZEA) en plus du 3’-hECN 

(Punginelli et al, 2009). Quand l’OCP est surexprimée dans un mutant dépourvu du gène 

crtO codant la β-carotène monocétolase, qui catalyse la formation d’ECN et du 3’-hECN, 

l’OCP se lie principalement à la zéaxanthine (Punginelli et al, 2009). Dans une souche 

surexprimant l’OCP, où le gène crtR codant la β-carotène hydroxylase a été interrompu 

(conduisant à l’absence du 3’-hECN et de la ZEA), l’OCP se lie principalement à l’ECN avec 

des traces de cantaxanthine (CAN) (Wilson et al, 2011). Alors que la ZEA a deux 

groupements hydroxyles, un sur chaque anneau (sites 3 et 3'), l’ECN et le 3’-hECN possèdent 

un groupement carbonyle sur un des anneaux (site 4). Le 3’-hECN présente un groupement 

hydroxyle supplémentaire sur l'autre anneau (Figure 21C).  

À l’obscurité, l’OCP liant l’ECN ou le 3’-hECN est orange contrairement à celle liant 

la ZEA qui apparaît jaune (Punginelli et al, 2009) (Figure 21B). L’illumination de l’ECN-

OCP et du 3’-hECN-OCP avec une forte lumière bleue-verte génère une forme rouge avec des 

cinétiques similaires. De plus, l'ECN-OCP induit efficacement un NPQcya dans les cellules 

de Synechocystis (Figure 21A et 21B) indiquant que, le groupement hydroxyle du 3’-hECN 

n’est pas essentiel à l'activité de l'OCP (Punginelli et al, 2009). Récemment, nous avons 

démontré que le groupement hydroxyle du 3’-hECN est important pour stabiliser 

l’attachement du caroténoïde aux OCPs d’A. maxima et d’Anabaena (Bourcier de Carbon et 

al, 2015). La ZEA-OCP n’est pas photo-active (Figure 21B) et n'induit aucun déclin de 

fluorescence sous forte illumination, même quand elle est présente en grande quantité dans les 

cellules (Figure 21A) (Punginelli et al, 2009).  

Ces résultats soulignent que la présence du groupement carbonyle qui distingue l’ECN 

et le 3’-hECN de la ZEA, est essentielle pour la formation de l’OCPr et la fonction de l'OCP. 
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Figure 21 : Influence du caroténoïde sur l’activité de l’OCP. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A. Diminution de la fluorescence maximale (Fm) induite par une forte lumière bleue-verte (850 µmol 
photon.m-2.s-1, 400-550 nm) dans les cellules du WT (carrés rouges), du mutant ∆crtR surexprimant 
l’OCP (cercles bleus) contenant en majorité de l’échinénone (ECN-OCP) et du mutant ∆crtO 
surexprimant l’OCP (losanges violets) contenant uniquement de la zéaxanthine (ZEA-OCP); Insertion : 
immuno-détection de l’OCP dans les fractions MP (chaque puits contient 0.5 µg de Chl) des cellules du 
mutant surexprimant l’OCP et du WT.  
B. Spectres d'absorbance à l'obscurité (noir) et à la lumière (rouge) de l'ECN-OCP (isolée de la souche 
∆crtR surexprimant l’OCP, trait plein) et de la ZEA-OCP (isolée du mutant ∆crtO surexprimant l’OCP, 
ligne en pointillée). Les protéines ont été illuminées pendant 5 min par une lumière bleue-verte (1200 
µmol photon.m-2.s-1) à 12°C. L'ECN-OCP est orange à l'obscurité (1) et rouge sous forte illumination 
(3) alors que la ZEA-OCP demeure jaune (2). 
C. Biosynthèse des caroténoïdes [zéaxanthine (ZEA), échinénone (ECN), 3’-hydroxyechinénone (3’-
hECN) et cantaxanthine (CAN)] chez Synechocystis. CrtR: β-carotène hydroxylase (flèche rouge), 
CrtO: β-carotène monocétolase (flèche bleue).  
La forme rouge est la forme active de l’OCP : la zéaxanthine ne peut pas remplacer le 3’-hECN 
ou l’ECN pour l'activité.  Plus de détails dans Punginelli et al. (2009) et Wilson et al. (2011). 
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Figure 22 : Rôle des résidus Y201 et W288 du domaine C-terminal dans la photo-activité de 
l’OCP et la photoprotection. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A. Structure de l’OCP de Synechocystis (PDB 3MG1): liaisons hydrogènes entre le groupement 
carbonyle du caroténoïde (en orange) et W288 et Y201 dans le domaine C-terminal (turquoise). Les 
résidus F217 et 290 et M202 (en vert) sont également indiqués. Les chaînes latérales des résidus sont 
représentées par des bâtonnets gris ou verts avec l'oxygène en rouge, l'azote en bleu et le soufre en 
jaune.  
B. Accumulation de l’OCPr sous lumière blanche (5000 µmol photon.m-2.s-1) (cercles) et à l'obscurité 
(carrés) à pH 12 et à 19°C. 
C. (haut) Diminution de la fluorescence maximale (Fm) induite par une forte lumière bleue-verte (850 
µmol photon.m-2.s-1, 400-550 nm) et (bas) immuno-détection de l’OCP à partir des protéines totales 
(0.5 µg de Chl) dans les cellules du WT (triangles noirs, 1) et des mutants ∆crtR surexprimant l’OCP 
(cercles rouges, 3), Y201H (carrés bleus, 4) et W288H (losanges verts, 2). 
D et E. Spectres d'absorbance à l'obscurité (noir) et sous lumière blanche (5 min, 5000 µmol 
photon.m-2.s-1) (rouge) à 19°C des OCP isolées des souches dépourvues de zéaxanthine (∆crtR) 
surexprimant les mutants Y201H (D) et W288H (E).  
Les résidus Tyr201 et Trp288 sont essentiels pour la formation d’une OCP active rouge 
nécessaire pour le NPQcya. Plus de détails dans Wilson et al. (2011). 
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2.3.2. Rôle des tyrosines et des tryptophanes dans la photo-activité de l’OCP 

(Wilson et al. BBA 2011) 

 
Dans les structures de l'OCP d’A. maxima et de Synechocystis, le 3’-hECN forme une 

liaison hydrogène, via son groupement céto, avec les acides aminés aromatiques conservés 

Tyr201 et Trp288 (Numérotation suivant l’OCP de Synechocystis; Figure 18B) du brin central 

du feuillet β du domaine C-terminal (Kerfeld et al. 2003; Wilson et al, 2010). Les distances 

des liaisons hydrogènes sont respectivement de 2,6 et 2,9 Å ; le premier est une liaison 

hydrogène relativement courte. L’orientation de la Tyr201 semble être stabilisée par des 

interactions aromatiques avec les chaînes latérales de deux Phe conservées (résidus 217 et 

290). Alors que, l'orientation du Trp288 peut être stabilisée par l'interaction avec le soufre de 

la Met202 (Kerfeld et al. 2003; Wilson et al, 2010) (Figure 22A). Des mesures de cinétiques 

de photo-conversion de l’OCP à différents pH suggéraient que la liaison hydrogène entre la 

Tyr201 et le groupement carbonyle du caroténoïde serait impliquée dans la photo-activité de 

l’OCP. Nous avons observé que, la conversion de l’OCPo en OCPr est environ huit fois plus 

rapide à pH 12 qu'à pH 8 ou 7 (Figure 22B et Wilson et al, 2011). Or, le pK de la Tyr est 

autour de 10, indiquant que, la déprotonation de la Tyr201 favoriserait la conversion de 

l’OCPo en OCPr. À pH 12, l’OCPo est si instable que l’OCPr s’accumule, même en l'absence 

de lumière. Nous avont déduit que dans l’OCPr, la liaison hydrogène entre la Tyr201 (et le 

Trp288) et le groupement carbonyle du caroténoïde est fragilisée ou brisée (Wilson et al, 

2011). Pour confirmer le rôle de la Tyr201 et du Trp288, nous avons muté ces acides aminés 

par une Ser, une His ou une Phe. La lumière bleue-verte est incapable d’induire un déclin de 

fluorescence dans les mutants de Synecocystis produisant ces OCPs mutées (Figure 22C). Le 

remplacement de la Tyr201 ou du Trp288 par une Ser, ou une His diminue l'affinité et/ou la 

stabilité du caroténoïde lié (Wilson et al, 2011). La concentration de l'OCP dans ces mutants 

est basse et seule une petite fraction peut être isolée; 50% à 70% des protéines isolées sont 

dépourvues de caroténoïdes (Figure 22C). Par ailleurs, l’attachement du caroténoïde n’est pas 

assez spécifique; en plus des céto-caroténoïdes (3’-hECN, ECN et CAN (contenant deux 

groupements carbonyles)), les protéines mutées lient principalement la ZEA (ou le ß-carotène 

dans les souches dépourvues de ZEA). Les protéines mutées Trp288 et Tyr201-OCPs liant 

l’ECN-(CAN) sont plus rouges que l’OCP WT, suggérant que les deux liaisons hydrogènes 

sont essentielles pour maintenir et stabiliser l’attachement du caroténoïde dans la forme 

orange (Figure 22D et 22E).  
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Pourtant, ces protéines rouges sont incapables d’induire un NPQcya. De plus, ces protéines ne 

sont pas photo-actives. Ces données supposent que les changements de conformation 

essentiels à une bonne interaction entre l'OCP et les PBS et à l’induction d’un mécanisme 

NPQcya sont partiellement inhibés, ou n’ont pas été induits par l’illumination dans ces 

mutants (Wilson et al, 2011). 

Dans le domaine N-terminal de l'OCP, le groupement hydroxyle sur l’autre anneau du 

3’-hECN est entouré par une molécule d'eau structurellement conservée et par des résidus 

aromatiques conservés: Trp41, Tyr44 et Trp110 (Figure 23A) (Wilson et al, 2010). Bien que 

la présence du groupement hydroxyle ne soit pas nécessaire à la photo-activité, l'interaction de 

l'anneau terminal du caroténoïde avec ces acides aminés est essentielle pour la formation et/ou 

la stabilisation de l’OCPr. La nature aromatique des Tyr44 et Trp110 est cruciale. En 

modifiant ces acides aminés par une Phe, nous n'affectons pas la photo-activité de l'OCP ni la 

photoprotection, y compris dans le double mutant Tyr44Phe/Trp110Phe. Toutefois, lorsqu’ils 

sont remplacés par une Ser, la photo-activité et le déclin de fluorescence disparaissent 

(Figures 23B, 23C, 23D, 23E et Wilson et al. 2008, 2010, 2011). Cependant, les mutations 

affectent différemment la photo-activité de l'OCP. La protéine W110Ser-OCP est photo-

inactive à des températures inférieurs à 25°C ; par contre, à des températures supérieures à 

30°C, une forte lumière est capable de convertir la protéine mutée orange en une forme rouge 

(Figure 23D et Wilson et al, 2011). Par ailleurs, à cette température l’OCPr est relativement 

stable. Ainsi, la substitution du Trp110 par une Ser semble affecter la quantité d'énergie 

nécessaire pour la convertir en une forme rouge. Malgré que Synechocystis croisse à 32°C, 

aucune induction du mécanisme de photoprotection par Trp110Ser-OCP n’a été observée à 

cette température (Figure 23B), démontrant que cette forme rouge est incapable d’interagir 

correctement avec les PBS. Récemment, nous avons confirmé ce résultat par des expériences 

in vitro (M. Gwizdala, communication personnelle). En revanche, bien qu’in vitro la protéine 

Tyr44Ser-OCP ne soit pas photo-active entre 8 à 35°C, in vivo, elle peut induire un certain 

déclin de fluorescence avec une cinétique lente (Figure 23B et 23E, Wilson et al, 2011). 

Ainsi, la substitution de la Tyr44 par une Ser paraît déstabiliser la forme rouge, même si, dans 

la cellule, elle est partiellement stabilisée, peut-être par l’interaction avec les PBS ou d’autres 

protéines. 

Ces résultats démontrent que les acides aminés Tyr44, Trp110, Tyr201 et Trp288 sont 

essentiels pour induire des changements de conformation décrits précédemment dans l’OCP 

essentiels pour la photoprotection : une OCPr stabilisée est primordiale pour le NPQcya. 
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Figure 23 : Rôle des résidus Y44 et W110 du domaine N-terminal dans la photo-activité de 
l’OCP et la photoprotection. 

A. Structure de l’OCP de Synechocystis (PDB 3MG1) : interaction de Y44 et W110 avec l’anneau 
hydroxyle du caroténoïde (en orange) dans le domaine N-terminal (en violet). Les chaînes latérales des 
résidus sont représentées par des bâtonnets gris avec l'oxygène en rouge et l'azote en bleu.  
B. (haut) Diminution de la fluorescence maximale (Fm) induite par une forte lumière bleue-verte (850 
µmol photon.m-2.s-1, 400-550 nm) et (bas) immuno-détection de l’OCP à partir des protéines totales 
(0.5 µg de Chl) dans les cellules du WT (triangles, 1) et des mutants ∆crtR surexprimant l’OCP 
(triangles pleins, 2), W110S (cercles pleins, 4) et Y44S (carrés pleins, 3). 
C à E. Spectres d'absorbance à l'obscurité (noir) et sous lumière blanche (5 min, 5000 µmol photon.m-

2.s-1) (rouge) à 19°C des OCP isolées des souches dépourvues de zéaxanthine (∆crtR) surexprimant les 
mutants W110F (C), W110S (D) et Y44S (E).  
Les résidus Tyr44, Trp110 sont essentiels pour la stabilisation de l’OCPr . Plus de détails dans 
Wilson et al. (2011). 
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Figure 24 : Système de reconstitution in vitro: complexe OCP-PBS. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A. Augmentation de l'absorbance à 550 nm lors de l'illumination de l’OCP (DO495nm= 0,35) sous 
lumière blanche (5 min, 5000 µmol photon.m-2.s-1) à 23°C et B. Diminution de la fluorescence 
maximale (Fm) induite par une forte lumière bleue-verte (1200 µmol photon.m-2.s-1, 400-550 nm) dans 
les cellules de Synechocystis WT à différentes concentrations de K-phosphate : 0,8 M (cercles pleins), 
0,7 M (carrés pleins), 0,6 M (triangles pleins), 0,5 M (cercles vides), 0,4 M (triangles vides) et 0,08 M 
(carrés vides). 
C. Mesures avec un fluorimètre PAM du déclin de fluorescence des PBS (0,013 µM) illuminés 
pendant 5 min par différentes intensités d’une lumière bleue-verte (400-500 nm) en absence d’OCP 
(carrés noirs, à 1285 µmol photon.m-2.s-1), en présence d'un excès d’OCPo (0,53 µM ; 40 OCP par 
PBS) à l’obscurité (losanges violets) ou à 90 (cercles bleus) ou 1285 (triangles verts) µmol photon.m-

2.s-1 et en présence d'un excès d’OCPr (obtenue après une illumination par une lumière blanche de 
5000 µmol photon.m-2.s-1 à 10°C) à l’obscurité (carrés rouges) ou à 1285 (triangles rouges) µmol 
photon.m-2.s-1 dans 0,8 M phosphate. 
D. Isolation des complexes OCP-PBS dans un gradient de saccharose (à droite) et composition 
protéique de la fraction bleue (en haut à gauche) contenant les complexes OCP-PBS pré-illuminés 
(WTL), OCP-PBS à l’obscurité (WTD) et Y44S-OCP-PBS pré-illuminés (Y44SL). Détection de 
l’OCP par western-blot (en bas à gauche). Chaque puits contient 5 µM PBS.  
Seule l’OCPr (dont l’accumulation est dépendante de la lumière et de la concentration de 
phosphate) est capable de se lier aux PBS. Plus de détails dans Gwizdala et al. (2011). 
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3. Etude des interactions OCP-phycobilisomes chez les cyanobactéries 

3.1. Système de reconstitution in vitro : interaction de l’OCPr avec les 
phycobilisomes 

(Ce chapitre se réfère à l’article Gwizdala, Wilson et al, Plant Cell 2011 dont je suis le 

deuxième auteur. J’ai contribué à cet article en purifiant l’OCP et les complexes OCP-PBS 

par chromatographie sur colonne et en réalisant les cinétiques de conversion de l’OCP en 

présence de tampon phosphate.) 

 

En 2011, nous avons développé un système de reconstitution in vitro du mécanisme de 

photoprotection associé à l’OCP, qui nous a fourni de nouvelles approches pour étudier 

l'interaction OCP-phycobilisome (Gwizdala et al, 2011). Ce système nous a permis 

d’observer un large déclin de la fluorescence des PBS lorsque des PBS isolés sont éclairés par 

une forte lumière blanche ou bleue-verte en présence d'un excès d'OCPo (Figure 24C, 25A et 

Gwizdala et al, 2011). Dans le système de reconstitution in vitro, une concentration élevée de 

phosphate (0,8 M ou plus) est nécessaire pour maintenir l'intégrité des PBS purifiés. Or, cette 

forte concentration de phosphate gêne spécifiquement l'accumulation de l’OCPr et inhibe 

fortement le NPQcya induit par une forte lumière bleue-verte (Gwizdala et al, 2011 et Figure 

24A et 24B), ainsi que la récupération de la fluorescence à faible lumière dans des cellules de 

Synechocystis (Joshua et al, 2005). De ce fait, un excès d'OCP est nécessaire dans le système 

expérimental. Néanmoins, une concentration élevée de phosphate stabilise les complexes 

OCP-phycobilisomes (OCP-PBS) rendant cette interaction irréversible à 0,8 M phosphate. 

Cette stabilisation permet de ré-isoler par centrifugation sous gradient de sucrose des 

complexes OCP-PBS pré-illuminés et «quenchés». Ces complexes ont servi dans un grand 

nombre de travaux sur l’interaction OCP-PBS réalisés par notre laboratoire mais aussi par nos 

collaborateurs (Tian et al, 2012) et également par nos compétiteurs (Stadnichuk et al, 2012, 

2013 ; Zhang et al, 2013). Ce système de reconstitution nous a permis de montrer clairement 

que les OCPs mutées, incapables de se photo-activer, n’induisent pas le mécanisme NPQcya 

parce qu’elles ne s’attachent pas aux PBS. Lorsque les PBS sont incubés sous illumination en 

présence de Tyr44Ser-OCP (non photo-active) ou à l'obscurité avec WT-OCP, les complexes 

OCP-PBS ré-isolés sont pleinement fluorescents et n’attachent pas d’OCPo. Ces expériences 

démontrent que seule l’OCPr est capable de se lier aux PBS (Figure 24D et Gwizdala et al, 

2011). 
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Lorsque les PBS sont illuminés en présence d'OCPo, le taux et l'amplitude du déclin 

dépendent de l'intensité lumineuse car l’accumulation de l’OCPr dépend elle-même de 

l'intensité lumineuse. En revanche, si l’OCP est pré-convertie en OCPr, le déclin de 

fluorescence induit ne dépend pas de l'intensité lumineuse, et se produit même à l'obscurité, 

indiquant que la liaison de l’OCPr aux PBS est indépendante de la lumière (Figure 24C et  

Gwizdala et al, 2011). Ceci a également été observé in vivo, dans des cellules de 

Synechocystis, où l’induction du déclin de la fluorescence par une lumière intense pendant 

une brève période demeure plusieurs minutes après leurs transferts à l'obscurité (Gorbunov et 

al, 2011; Rakhimberdieva et al, 2011). Récemment, nous avons démontré qu’une fois liée aux 

PBS, l’OCPr est capable d’induire le déclin de la fluorescence de tout type de PBS, même 

ceux isolés à partir de souches dépourvues d'OCP. Ces données indiquent que la liaison de 

l'OCPr aux PBS est une étape déterminante pour l'induction du mécanisme de photoprotection 

(Jallet et al, 2014).  

Le phycobilisome (PBS) composé de phycobiliprotéines associées à des chromophores 

et des polypeptides de liaison est constitué d’un cœur et de bras qui rayonnent autour. Dans 

Synechocystis, les bras sont formés par trois hexamères de phycocyanine (PC). Des 

expériences in vivo, utilisant des mutants de PBS ont suggéré que l’OCP se lie au cœur du 

PBS (Wilson et al, 2006 et Figure 13A). Nous avons confirmé par des expériences in vitro 

cette hypothèse. L’OCPr est capable d'éteindre la fluorescence du mutant de PBS dépourvu de 

bras (CK-PBS, contenant que le cœur). En revanche, aucune extinction de la fluorescence 

n’est observée lorsque le cœur est absent (Figure 25B, 25D, 25E et Gwizdala et al, 2011). 

Cependant, les complexes OCPr-CKPBS sont moins stables que les complexes OCPr-PBS, 

indiquant que la présence des bras stabilise la liaison de l’OCPr aux PBS (Gwizdala et al, 

2011). Ceci explique l’observation d’un faible déclin de la fluorescence induit par une lumière 

bleue-verte dans les cellules de CK (Wilson et al, 2006). En revanche, la présence d'un seul 

hexamère de PC dans le mutant CB-PBS (Cœur plus bras contenant un hexamère de PC) est 

suffisante pour stabiliser cette liaison (Figure 25C et Gwizdala et al, 2011). 

 

 

 



74 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 25 : Déclin de fluorescence induite par l’illumination des PBS en présence 
d'un excès d'OCP. 

A. Photographie des PBS quenchés (à gauche) ou non (à droite), illuminés par une 
lumière blanche montrant la fluorescence émise par les échantillons. La couleur des 
PBS non quenchés provient de la fluorescence rouge de la PC et de l'APC.  
B à E Spectres de fluorescence à température ambiante de PBS (0,013 µM) non 
quenchés (trait noir) et quenchés (trait rouge) isolés à partir des cellules de 
Synechocystis WT (A), CB (B), CK (C) et ∆AB (D) et illuminés par une lumière 
blanche (5 min, 5000 µmol photon.m-2.s-1) en l'absence (trait noir) et en présence de 
l'OCP (0,53 µM ; 40 OCP par PB) (trait rouge). 
L’OCPr se lie au cœur du PBS. Plus de détails dans Gwizdala et al. (2011). 
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Figure 26 : Cœur du PBS : site du déclin d’énergie et de la fluorescence. 

A. Représentation schématique de la projection orthogonale du cœur tri-cylindrique du PBS de 
Synechocystis. Le schéma est basé sur le modèle présenté par Arteni et al (2009). Le cylindre 
supérieur (noté A) ne contient que des trimères αAPC-βAPC émettants à 660 nm. Chacun des 
cylindres basaux (noté B), adjacent à la membrane, contient deux trimères émettant à 660 nm 
(3αAPC 3βAPC) et deux trimères émettant à 683 nm : 2αAPC 3βAPC ApcD et 2αAPC 2βAPC 
ApcF ApcE. Dans chaque cylindre, les 2 trimères externes contiennent une protéine de liaison de 
8,7 kDa (ApcC). 
B. Diminution de la fluorescence maximale (Fm) induite par une forte lumière bleue-verte (1400 
µmol photon.m-2.s-1, 400-550 nm) dans les cellules de Synechocystis WT (noir) et mutants 
∆ApcD (bleu), ∆ApcF (vert), ∆ApcDF (violet) et ApcE-C190S (rouge). 
C. Mesures du déclin de fluorescence des PBS (0,012 µM) illuminés pendant 5 min par une 
lumière bleue-verte (400-500 nm, 900 µmol photon.m-2.s-1) en présence d'un excès d’OCPo (0,24 
µM ; 20 OCP par PBS) et isolés à partir des cellules de Synechocystis WT (noir) et mutants 
∆ApcD (bleu), ∆ApcF (vert), ∆ApcDF (violet) et ApcE-C190S (PBS pré-illuminés) (rouge) dans 
0,5 M phosphate. 
ApcD, ApcF et ApcE ne sont pas nécessaires pour le mécanisme NPQcya. Plus de détails 
dans Jallet et al. (2012). 
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3.2.  Cœur des phycobilisomes : site du déclin d’énergie et de la fluorescence 

(Je n’ai pas participé aux travaux décrits dans ce chapitre. Je mentionne ces résultats 

pour leur importance dans l’élucidation du mécanisme NPQcya. Ces travaux ont été réalisés 

par d’autres membres de notre équipe (Jallet et al, 2012), mais aussi par nos collaborateurs 

(Tian et al. 2011, 2012, 2013)) 

 

Dans Synechocystis, le constituant majeur du cœur est l’allophycocyanine (APC). Le 

cœur est composé de trois cylindres, dont deux sont en contact avec les thylacoïdes, formés 

par quatre trimères d’APC. Les trimères du cylindre supérieur sont formés par trois 

hétérodimères αAPC-βAPC et présentent une émission de fluorescence maximale à 660 nm 

(APC660). Les 2 cylindres basaux contiennent chacun deux trimères d’APC660, et deux 

trimères d’APC émettant à 680 nm (APC680). Dans un trimère APC680, un αAPC est 

remplacé par ApcD et dans l'autre, un βAPC est remplacé par ApcF et un αAPC par le 

domaine N-terminal de l'ApcE (ou Lcm). Chaque sous-unité contient le chromophore 

phycocyanobiline (ou biline). Dans chaque cylindre, les deux trimères externes sont stabilisés 

par un petit polypeptide de liaison de 8.7 kDa (ApcC ou Lc8) (Figure 26A). L’ApcE, essentiel 

pour la stabilisation du cœur des PBS, est aussi impliqué dans l’interaction entre les PBS et 

les thylacoïdes. ApcE est un des accepteurs finaux (émetteur terminal d’énergie) des PBS, qui 

transfère l'énergie lumineuse absorbée par les PBS à l'antenne chlorophyllienne et aux PSII et 

PSI (Mullineaux, 1992; Rakhimberdieva et al, 2001).  

Une OCPr par PBS est suffisante pour éteindre la quasi-totalité de la fluorescence du 

PBS, indiquant que le site de liaison de l'OCPr est spécifique dans le cœur du PBS (Gwizdala 

et al, 2011). En se basant sur des méthodes spectroscopiques et sur l’analyse de mutants, il a 

été proposé que le premier site du déclin de la fluorescence et d’énergie est une biline 

émettant à 660 nm (Jallet et al, 2012; Tian et al, 2011, 2012, 2013). Quatre différents groupes 

de recherche, y compris, notre laboratoire ont clairement démontré qu’ApcD et ApcF ne sont 

pas nécessaires pour le mécanisme de NPQcya associé à l’OCP. Une forte lumière bleue-verte 

est capable d'induire un déclin de la fluorescence dans des mutants sans ApcD et /ou ApcF de 

Synechocystis (Figure 26B et Jallet et al, 2012; Stadnichuk et al, 2012 ; Kuzminov et al, 2014) 

ainsi que dans les cellules d’Anabaena PCC 7120 (Dong et al, 2008). De plus, des 

expériences de reconstitution in vitro, utilisant des PBS isolés à partir de ces mutants et du 

WT en présence de différentes concentrations d’OCP et de phosphate, montrent des cinétiques 

de déclin et de récupération de la fluorescence similaires (Figure 26C et Jallet et al, 2012).  
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Des mesures de cinétiques rapides d’extinction de fluorescence (de l’ordre du picoseconde) 

sur des cellules de Synechocystis (WT et surexprimant l’OCP) non ou pré-illuminées (Tian et 

al, 2011, 2013) et sur des complexes OCP-PBS ré-isolés (Tian et al, 2012), montrent que le 

déclin a lieu au niveau d’une biline émettant à 660 nm. Cependant, Kuzminov et al (2012) en 

utilisant un fluorimètre doté d’un laser non linéaire, ont proposé que l’OCP induit 

simultanément le déclin de la fluorescence d’une biline émettant à 660 nm, et d’une autre 

émettant à 680 nm attachée à la protéine ApcE. De plus, Stadnichuk et al, (2012) ont proposé 

que l’OCP interagit avec ApcE et éteint sa fluorescence. Pour étudier l’implication d’ApcE 

dans le mécanisme de NPQcya, Denis Jallet a construit un mutant dépourvu du chromophore 

attaché à ApcE car la délétion d’ApcE conduit à l'absence des PBS dans les cellules (Jallet et 

al, 2012). En remplaçant la Cys 190 qui lie la phycocyanobiline en Ser, l’ApcE muté lie de 

manière non covalente le chromophore inhabituel, probablement 3(Z)-phycocyanobiline, qui 

émet à 710 nm (Gindt et al, 1994). Dans les PBS isolés, ce chromophore se détache 

facilement lors d’une forte illumination par une lumière blanche (Jallet et al, 2012). 

L’illumination des PBS isolés du mutant ApcE-Cys190Ser en présence d'OCP montre un 

large déclin de fluorescence. De plus, les déclins de fluorescence dans les cellules du mutant 

ApcE-Cys190Ser et du WT sont identiques (Figure 26B, 26C et Jallet et al, 2012). Ces 

travaux révèlent que le chromophore phycocyanobiline, attaché à ApcE, n’est pas directement 

impliqué dans le mécanisme de NPQcya ou au moins qu’il n’est pas primordial. Ces résultats 

suggèrent qu’ApcE n’est également pas nécessaire pour le NPQcya. 

 

3.3. Rôles essentiels de l’arginine 155 et du domaine N-terminal de l’OCP dans 
la liaison avec les phycobilisomes 

3.3.1. Importance de la charge positive de l’arginine 155 (Arg155) dans 
 l’interaction entre l’OCPr et les phycobilisomes 

(Wilson et al, Plant Cell 2012)  

 
Dans la structure de l'OCPo, la Glu244 et l’Arg155 qui sont à l'interface entre les 

domaines N- et C-terminaux, forment un pont salin qui stabilise l'interaction entre les deux 

domaines (Figure 27A; Wilson et al, 2010). L’Arg155 et la Glu244 forment aussi une liaison 

hydrogène avec une molécule d'eau conservée, cadenassant ainsi une petite région de la 

structure au sein de laquelle le caroténoïde est exposée au solvant. Les deux domaines de 

l'OCPo sont réunis par un long linker souple. 
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La rupture du pont salin, causée par la mutation de l’Arg155 ou de la Glu244, pourrait 

déstabiliser l'interaction entre les deux domaines, et éventuellement entraîner un mouvement 

relatif de l’un par rapport à l'autre. Huit molécules d'eau, structurellement conservées, peuvent 

également faciliter la rupture de cette interface. Nous avons étudié des mutants de 

Synechocystis où l’Arg155 de l’OCP a été mutée par une Leu (R155L), une Lys (R155K) ou 

une Glu (R155E) et la Glu244 par une Leu (E244L).  

Les OCPs mutées R155L, R155K, R155E et E244L sont photo-actives et leurs 

spectres d'absorption de la forme active sont similaires à celle de l’OCPr-WT (Figure 27B et 

27C). Des mesures de FTIR de l’OCPr du WT et des mutants montrent des similitudes dans 

les changements de conformation de la protéine, induits par une forte lumière bleue-verte. Ces 

données indiquent que des changements structurels identiques ont été induits dans le 

caroténoïde (et la protéine) de l’OCP WT et des mutants. Cependant, une forte lumière bleue-

verte est incapable d'induire un déclin de la fluorescence dans les mutants R155L et R155E de 

Synechocystis (Figure 28A et Wilson et al, 2012). In vitro, les formes rouges des mutants 

R155L, R155E et E244L s'accumulent plus rapidement et sont plus stables que l’OCPr-WT, 

démontrant l’importance de l'interaction électrostatique entre les deux domaines dans la 

stabilisation de l’OCPo (Figure 27C et 27D). Nous pouvons aussi déduire de ces résultats que 

l’OCPr a une une structure plus ouverte causée par la fragilisation ou l’absence d’interaction 

entre les deux domaines (Wilson et al, 2012). Dans la structure de la forme orange du mutant 

R155L-OCP résolue à 1,7 Å (PDB ID: 3MG3), nous n’avons observé aucune différence dans 

la disposition des deux domaines par rapport à la structure du WT. Une molécule de glycérol 

occupe l'espace laissé vacant par la chaîne latérale de l’Arg et forme une liaison hydrogène 

avec la Glu244 (Wilson et al, 2010).  

Nous avons utilisé le système de reconstitution in vitro pour déterminer quel domaine 

de l’OCP interagit avec le PBS. Lorsque la Glu244 (dans le domaine C-terminal) est mutée 

par une Leu, la liaison de l’E244L-OCP aux PBS est similaire à celle du WT-OCP, indiquant 

que cet acide aminé n’est pas directement impliqué dans l’interaction (Figure 28B et Wilson 

et al, 2012). En revanche, les mutations de l’Arg155 affectent de manière significative 

l'interaction avec les PBS (Wilson et al, 2010, Wilson et al, 2012). Le remplacement de la 

charge positive de l’Arg par un acide aminé neutre (R155L-OCP) diminue la stabilité de la 

liaison de l’OCPr aux PBS. Alors que le remplacement par une charge négative (R155E-OCP) 

abolit presque complètement l’interaction avec les PBS (Figure 28B). 
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Figure 27 : Importance du pont salin entre l’Arg155 et la Glu244 dans la photoactivation et 
la stabilité de l’OCP. 

A. Structure de l’OCP de Synechocystis (PDB 3MG1) : gros plan sur l’interface centrale entre les 
2 domaines de l'OCP et le pont salin entre R155 dans le domaine N-terminal (en violet) et E244 
dans le domaine C-terminal (en turquoise). Le caroténoïde est représenté avec des bâtonnets 
orange. Les chaînes latérales des résidus sont représentées par des bâtonnets gris avec l'oxygène 
en rouge et l'azote en bleu. Des molécules d'eau conservées sont indiquées sous forme de sphères 
jaunes.  
B et C. Spectres d'absorbance à l'obscurité (noir) et sous lumière blanche (5 min, 5000 µmol 
photon.m-2.s-1) (rouge) à 19°C des OCPs isolées des souches dépourvues de zéaxanthine (∆crtR) 
surexprimant les mutants R155L/K/E (B) et E244L (C).  
D et E. (D) Photo-conversion sous lumière blanche (5 min, 5000 µmol photon.m-2.s-1) et 
Reconversion à l’obscurité (E) à 19°C des OCPs isolées du WT (noir) et des mutants E244L 
(losanges violets), R155L (carrés rouges), R155K (ronds bleus) et R155E (carrés verts) dans 40 
mM Tris-HCl pH 8.0.  
L'absence d’une liaison hydrogène entre l’Arg 155 et la Glu244 déstabilise l’OCPo et 
favorise l'accumulation et la stabilisation de l’OCPr. Plus de détails dans Wilson et al. (2012). 
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Lorsque nous conservons la charge positive de l’Arg155, en le mutant par une Lys (R155K-

OCP), un effet relativement faible sur le déclin de la fluorescence est observé. Ceci suggère 

que la charge positive de l’Arg 155 est importante pour la liaison de l’OCPr aux PBS (Wilson 

et al, 2012). Globalement, ces résultats montrent que la charge positive de l’Arg155 est 

indispensable pour l’attachement de l’OCP aux PBS et, que le domaine N-terminal, 

comprenant l'Arg 155 est directement impliqué dans la liaison de l’OCPr au cœur du PBS. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 28 : Effets de l’absence du pont salin entre Arg155 et Glu244 sur le déclin de la
fluorescence et l’interaction de l’OCPr aux PBS. 
A. Diminution de la fluorescence maximale (Fm) induite par une forte lumière bleue-verte 
(1950 µmol photon.m-2.s-1, 400-550 nm) et immuno-détection de l’OCP à partir de fractions 
MP (0.5 µg de Chl) dans les cellules du WT (1) et des mutants ∆crtR surexprimant l’OCP 
(triangles noirs, 2), E244L (losanges violets, 3), R155L (carrés rouges, 4), R155K (ronds 
bleus, 5) et R155E (carrés verts, 6).  
B. (haut) Mesures du déclin de fluorescence des PBS (0,013 µM) illuminés pendant 5 min 
par une lumière bleue-verte (400-500 nm, 900 µmol photon.m-2.s-1) et (bas) Composition 
protéique de la fraction bleue obtenue dans un gradient de saccharose après illumination des 
PBS en présence d'un excès d’OCPr (0,53 µM ; 40 OCP par PBS) isolées du WT (noir) et 
des mutants E244L (losanges violets), R155L (carrés rouges), R155K (ronds bleus) et R155E 
(carrés verts) dans 0,5 M phosphate. L’OCPr est obtenue après une illumination par une 
lumière blanche de 5000 µmol photon.m-2.s-1 à 10°C.  
La charge positive de l’Arg155 est essentielle pour l’attachement de l’OCPr aux PBS. 
Plus de détails dans Wilson et al (2012). 
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3.3.2. Rôles des domaines N- et C- terminaux de l’OCP dans le mécanisme de 
photoprotection 

(Je n’ai pas participé aux travaux décrits dans ce chapitre. Ils sont mentionnés pour 

 leur importance dans l’élucidation du mécanisme de NPQcya.) 

 

L’implication du domaine N-terminal dans l’interaction, entre l’OCPr et les PBS a été 

confirmée par les travaux de nos collaborateurs avec une contribution minime de notre 

laboratoire (Leverenz, Jallet et al, 2014). Pour ces expériences, l’OCP isolée à partir de la 

cyanobactérie A. maxima a été traitée par la trypsine et les fragments obtenus, liant ou non un 

caroténoïde ont été caractérisés. La protéolyse de l’OCPr par la trypsine a donné deux 

fragments de 18 et 14 kDa qui correspondent respectivement au domaine N-terminal et au 

domaine C-terminal. Les fragments ont en grande partie conservé leurs structures secondaires, 

et le caroténoïde reste fixé au fragment de 18 kDa qui apparaît rouge (nommé Red Carotenoid 

Protein, RCP). Le spectre d'absorption visible de la RCP isolée est presque identique à celle 

de l’OCPr photo-produite (Figure 29A) (avec une absorbance maximale à 510 nm pour 

l’OCPr et 507 nm pour la RCP). Nous avons suggéré que la position du caroténoïde et son 

interaction avec la protéine peuvent être la même dans la RCP et l’OCPr (Leverenz et al, 

2014). La structure moléculaire du caroténoïde (3’-hECN) de la RCP a aussi été caractérisée 

par spectroscopie Raman (Figure 29B). Les spectres Raman de la RCP et de l’OCPr sont 

presque identiques. Même en l'absence du domaine C-terminal, le 3’-hECN de la RCP se 

trouve dans une configuration relativement plane et trans (Leverenz et al, 2014). 

Lorsque les PBS isolés sont incubés en présence de la RCP, un large déclin de la 

fluorescence des PBS est observé à l’obscurité et sous illumination. Cette observation montre 

que le domaine N-terminal (NTD) de l’OCP est suffisant pour induire le mécanisme de 

photoprotection. Le NTD ou RCP est constitutivement actif (Figure 29C et Leverenz et al, 

2014). Le domaine C-terminal (CTD) de l'OCP n’est absolument pas nécessaire pour la 

liaison de l’OCPr aux PBS ou pour le mécanisme de NPQcya. En revanche, le rôle principal 

du CTD de l'OCP est de réguler l'activité du NTD. Dans l’OCPo, le CTD protège la face du 

NTD comprenant l’Arg155 et empêche le NTD d’interagir avec les PBS. Sous illumination, 

des changements structurels impliquant le domaine C-terminal vont contribuer à l’ouverture 

de l’OCPr. 
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Figure 29 : L’OCP est une protéine modulaire avec des domaines ayant des rôles 
fonctionnels spécifiques. 
pour ces domaines A. Spectres d'absorbance de l'OCPo (noir), l’OCPr (rouge), la fraction 17.5 kD RCP (ligne 
en pointillée violet) et de la fraction 14 kD CTD (bleue) d’Arthrospira platensis. Dans 
l’insert: photographie de l'OCPo, l’OCPr et de la RCP.  
B. Spectre de Résonance Raman de l’OCPo (noir), l’OCPr (rouge) et de la RCP (violet) 
dans une gamme de 1740 à 820 cm-1.  
C. Mesures du déclin de fluorescence des PBS (0,012 µM) illuminés pendant 5 min par 
une lumière bleue-verte (400-500 nm, 900 µmol photon.m-2.s-1) en présence d'un excès 
d’OCPr (0,48 µM ; 40 OCP par PBS) (rouge) et de la RCP (0,24 µM ; 20 RCP par PBS) 
(bleue) dans 0,8 M phosphate. L’OCPr est obtenue après une illumination par une lumière 
blanche de 5000 µmol photon.m-2.s-1 à 10°C.  
Le domaine N-terminal de l’OCP est suffisant pour induire le mécanisme de NPQcya. 
Plus de détails dans Leverenz et al. (2014) 
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Un modèle sur la façon dont une intense lumière pourrait déclencher le processus de 

photoprotection a émergé. Il apparaît que dans l’OCPo, la présence du pont salin entre 

l’Arg155 et la Glu244 stabilise une conformation «fermée» et empêche la liaison de l’OCPo 

aux PBS (Figure 30). Les fortes intensités lumineuses induisent des changements de 

conformation dans le caroténoïde (et la protéine), qui provoqueraient la rupture du pont salin 

R155-E244. Cette rupture permettrait ainsi de séparer les deux domaines, et d'exposer la 

surface du NTD, y compris l’Arg155, afin que le NTD puisse interagir avec les bilines du 

cœur du PBS. 

Figure 30 : Modèle schématique du mécanisme de NPQcya et le rôle de l’OCP. 

À l'obscurité et sous faible lumière, l'OCP est principalement sous la forme orange (OCPo) et elle 
n’est pas (ou faiblement) attachée au PBS (1). L'absorption d’une forte lumière bleue-verte induit 
des changements conformationnels dans le caroténoïde et la protéine convertissant l’OCPo en une 
forme active rouge (OCPr) (2). L’OCPr se lie à l'un des cylindres basaux du cœur du PBS par 
l'intermédiaire de son domaine N-terminal, induisant un déclin de la fluorescence et de l'énergie 
transférée aux centres réactionnels et une augmentation de la dissipation de l’excès d’énergie sous 
forme de chaleur (3). Plus de détails dans Kirilovsky (2015). 
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3.4. Site de fixation de l’OCP dans le cœur du phycobilisome  

Des membres de notre équipe ont démontré que le cylindre supérieur n’est pas 

indispensable pour la liaison de l'OCPr aux PBS. L’OCPr est capable d’éteindre la 

fluorescence des PBS de la cyanobactérie Synechococcus PCC 7942, qui ne contient que deux 

cylindres basaux (Jallet et al, 2014). Ceci indique que l’OCPr se lie uniquement au cœur du 

PBS, au niveau d’un des cylindres basaux. Plusieurs modèles d'interaction OCP-PBS ont été 

présentés. Des expériences de cross-linking, réalisées sur des complexes OCP-PBS pré-

illuminés et ré-isolés par Zhang et al (2014), suggèrent que le NTD se fixe sur un des 

cylindres basaux, entre une biline émettant à 660 nm et une autre émettant à 680 nm (attachée 

à ApcE). De ce fait, le caroténoïde (3’-hECN) se retrouve à proximité (26 Å) d’une biline 

émettant à 660 nm. Cependant, Stadnichuk et al (2012, 2015) ont proposé que l’OCP interagit 

directement avec ApcE. Or, Jallet et al (2012) en utilisant un mutant d'ApcE ont établi que 

l’absence du chromophore d'ApcE n’affecte pas le déclin de la fluorescence. Par ailleurs, 

Jallet et al (2012) et Kuzminov et al (2014) ont démontré que les simples et doubles mutants 

sans ApcD et /ou ApcF présentent un mécanisme de NPQcya. Ces résultats ont amené à la 

conclusion que le site d’interaction de l’OCPr se trouve au niveau d’une biline émettant à 660 

nm.  

Des travaux de nos collaborateurs avec une contribution de notre laboratoire 

(Harris,… Wilson et al, PNAS 2016) ont montré que seuls les résidus (Lys167 et 170, 

Arg171 et 185) situés dans le linker (reliant les domaines N- et C-terminaux) et un unique 

résidu du CTD (Lys249) de l'OCP forment des «cross-links» avec des protéines du PBS. Trois 

de ces résidus ont également été identifiés par Zhang et al (2014). Dans cette précédente 

étude, les résidus de l’OCP interagissaient uniquement avec ApcB (deux résidus) et ApcE (un 

résidu). Dans notre étude, l'OCP interagit fortement avec ApcB (cinq résidus), ApcC (trois 

résidus), ainsi qu’avec les composants du bras du PBS, CpcG (quatre résidus) et CpcB (un 

résidu). Ces données confirment que la présence du bras stabilise la liaison de l’OCPr aux 

PBS (Figure 26 et Gwizdala et al, 2011). Un modèle du site de fixation de l'OCP, différent 

des précédents, a été proposé (Figure 31A). Le NTD de l’OCPr est complètement enfoui dans 

le PBS entre le trimère terminal (comprenant ApcD) et le second trimère (incluant le 

monomère ApcEF) d’un des cylindres basaux, alors que le CTD reste à l'extérieur du 

complexe (Harris et al, 2016). Cette intercalation induit une séparation du trimère terminal 

du second, et un déplacement du petit polypeptide de liaison, ApcC, dans la cavité du 

cylindre, stabilisant ainsi l'interaction entre l'OCPr et le PBS.  
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Ceci est confirmé par un mutant ∆ApcC, où la diminution de la fluorescence est lente et 

faible, en l'absence d’ApcC, suggérant un faible attachement de l’OCP au PBS dans ce mutant 

(Figure 31B et 31C et Harris et al, 2016).  

L’intercalation du NTD entre les deux trimères rapproche le caroténoïde (3’-hECN) de 

l’OCPr à moins de 5-10 Å des bilines. Par conséquent, l’interaction entre la charge positive de 

l’Arg155 du NTD et les charges négatives autour d’une des bilines (émettant à 660 nm) du 

cœur du PBS permettrait une étroite interaction entre le 3’-hECN et la biline. Cela dissiperait 

ainsi l’excès d’énergie absorbée par les PBS, soit par transfert de charge entre la biline et le 

3’-hECN de l’OCPr (Tian et al 2011, 2012), ou via un transfert d’énergie de l’état excité de la 

biline aux états excités du 3’-hECN dans l’OCPr (Bererra et al, 2012). Mais ce point reste en 

discussion (voir discussion et perspectives). 
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Figure 31 : Site de fixation de l’OCP dans le cœur du phycobilisome. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A. Modèle schématique du complexe OCP-PBS montrant un seul cylindre basal composé de quatre 
trimères. Les deux derniers trimères ont été séparés par l'intercalation du domaine N-terminal de l'OCP 
(rouge), relié par un linker souple (ligne noire) au domaine C-terminal (orange foncé) qui est suspendu à 
l'extérieur du cylindre. En raison du changement dans la structure du cylindre, ApcC (orange clair) se 
retrouve hors du trimère terminal, dans l'espace à proximité du second trimère, interagissant ainsi avec le 
domaine N-terminal et éventuellement avec ApcF (bleu clair). Un disque unique du bras est représenté 
(CpcA et CpcB en rose et rouge, respectivement) avec une protéine de liaison CpcG (noir) faisant saillie 
vers le cylindre.  
B et C. Mesures du déclin de fluorescence des PBS (B) et des CK (C) isolés des cellules du WT (rouge) et 
du mutant ∆ApcC (bleu) dans 0.5M (B) et 0.8M (C) phosphate. Les PBS (0,012 µM) sont illuminés 
pendant 5 min par une lumière bleue-verte (400-500 nm, 900 µmol photon.m-2.s-1) en présence d'un excès 
d’OCPo (0,48 µM ; 40 OCP par PBS).  
Le domaine N-terminal s’intercale entre les deux trimères externes et induit le déplacement d’ApcC 
dont la délétion affaiblit l’interaction entre l'OC Pr et le PBS in vitro. Plus de détails dans Harris et al. 
(2016) 



 

 

 

 



87 

 

4. Récupération de la fluorescence de l’antenne : Rôle de la Fluoresence 
Recovery Protein (FRP) 

 

4.1. Mécanisme de la FRP 

(Ce chapitre se réfère à l’article Boulay, Wilson et al, PNAS 2010 dont je suis le 

deuxième auteur. Ma contribution à ce travail a été de construire la souche de délétion de la 

FRP dans Synechocystis, et d’exprimer dans E. coli la FRP "courte" et de réaliser les 

cinétiques de reconversion de l’OCPr en OCPo en présence de la FRP.)  

 

In vitro, l'OCPr forme un complexe stable avec le PBS, et cette liaison est quasiment 

irréversible (Gwizdala et al, 2011). Cependant, in vivo, lorsque des cellules illuminées sont 

transférées à l'obscurité ou dans la pénombre, elles récupèrent la totalité de leurs 

fluorescences (et la capacité complète de l'antenne) dans les minutes suivantes (El Bissati et 

al, 2000; Wilson et al, 2006; Rakhimberdieva et al, 2007a, b). Ceci suggère le détachement 

de l’OCPr du phycobilisome ainsi que sa reconversion en OCPo. Nous avons montré que la 

récupération de la fluorescence in vivo requiert une autre protéine. Lorsque la souche de 

Synechocystis délétée du gène slr1964 est exposée à une forte lumière puis transférée à 

l’obscurité (ou à une faible intensité lumineuse), une récupération partielle de la fluorescence 

(seulement 20 à 30% de la perte de fluorescence est récupérée) est observée (Figure 32A et 

Boulay et al, 2010). Le gène slr1964 code une protéine de 13 kDa soluble dans l’eau et qui ne 

renferme aucun chromophore. Nous l’avons nommée la Fluorescence Recovery Protein (FRP) 

(Boulay et al, 2010).  

Dans la cellule, la FRP est localisée comme l’OCP au niveau des membranes 

thylacoïdiennes liant des PBS (dans la région cytoplasmique inter-thylacoïdienne) (Figure 

32B et Boulay et al, 2010). Pour élucider une possible interaction entre l'OCP et la FRP, nous 

avons développé des expériences de co-immunoprécipitation. Nous avons observé que l’OCP 

ne co-précipite qu’avec la FRP lorsque l’expérience est réalisée sous forte illumination, mais 

presque pas à l’obscurité. (Figure 32C et Boulay et al, 2010). Cela démontre que la FRP 

interagit principalement avec l’OCPr. 
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In vitro, l'OCPr est spontanément reconvertie en OCPo à l'obscurité. Or, la présence de 

la FRP accélère considérablement la reconversion de l’OCPr en OCPo (Boulay et al, 2010). 

Les cinétiques de reconversion (OCPr en OCPo) montrent une grande dépendance à la 

température en absence de la FRP, avec un temps de demi-vie de plus d’une heure à 8°C et 

d’environ 120 secondes (s) à 18°C. En revanche, le temps de demi-vie est réduit en présence 

de la FRP : environ 110s à 8°C et autour de 5s à 18°C (pour un ratio d’une FRP par 2 OCPs) 

(Figure 32D et Boulay et al, 2010). In vitro, l’ajout de la FRP aux complexes OCP-PBS pré-

illuminés et «quenchés» accélère la récupération de la fluorescence et le détachement de 

l'OCPr du PBS à l’obscurité (Figure 32E et Gwizdala et al, 2011). Nous avons ainsi confirmé 

que le rôle de la FRP est de contribuer au détachement de l'OCPr du PBS, et d’accélérer la 

reconversion de l’OCPr en OCPo. Le mécanisme de photoprotection est alors désactivé 

(Boulay et al, 2010 ; Gwizdala et al, 2011).  

 

4.2. Régulation de l’expression de la FRP 

(Ce chapitre se réfère aux articles Boulay, Wilson et al, PNAS 2010 et Gwizdala, 

Wilson et al, BBA 2013 dont je suis le deuxième auteur. Dans ce dernier article, j’ai participé 

à la construction des mutants de la FRP dans Synechocystis et à la réalisation de gels de 

protéines.)  

 

Dans Synechocystis, la FRP est codée par le gène slr1964 adjacent au gène slr1963 

codant l’OCP. Les homologues de ce gène sont présents dans la plupart des souches contenant 

l'OCP (Figure 16), mais pas dans tous (par exemple Anabaena cylindrica PCC 7122). Le peu 

de génomes comportant plus de deux ou trois copies du gène ocp (Pleurocapsa PCC 7319, 

Calothrix PCC 6303) ne renferment qu’une copie de gène codant la FRP. Dans les 

cyanobactéries d'eau douce, le gène frp se trouve immédiatement en aval du gène ocp. En 

revanche, dans les cyanobactéries marines, un gène codant le β-carotène cétolase les sépare 

(Figure 33A et Boulay et al, 2010). Les homologues de la FRP se trouvent presque 

exclusivement dans les cyanobactéries. Cependant, des homologues (par exemple des 

protéines de taille similaire avec 35-40% d’identité de séquences avec la FRP) sont trouvés 

dans quelques génomes bactériens, tel que celui de Mesorhizobium ciceri bv biserrulae 

WSM1271. Ce gène (Mesci_2682) fait partie d'un groupe de gènes codant plusieurs 

transporteurs. 
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Figure 32 : Récupération de la fluorescence de l’antenne : Rôle de la Fluoresence Recovery 
Protein (FRP). 
A. Diminution de la fluorescence maximale (Fm) induite par une forte lumière bleue-verte (740 µmol 
photon.m-2.s-1, 400-550 nm) suivie par une incubation à faible intensité (80 µmol photon.m-2.s-1) pour 
la récupération du niveau maximum de fluorescence dans les cellules du WT (ronds noirs) et du 
mutant ∆slr1964 (carrés rouges).  
B. Immuno-détection de la FRP à partir des protéines totales (cell), dans les fractions membrane-
phycobilisome (MP), membrane (M) et soluble (sol) de cellules du mutant surexprimant la FRP. 
C. Immuno-détection de l’OCP dans des expériences de co-immunoprécipitation où les protéines 
fixées à l'obscurité (dark) et sous forte illumination (light, 3000 µmol photon.m-2.s-1) sur des billes de 
Sepharose via les anticorps anti-FRP ont été éluées et séparées par gel SDS-PAGE. Un contrôle (sans 
anticorps anti-FRP) réalisé sous forte illumination est également montré. 
D. Reconversion à l’obscurité de l’OCPr en OCPo (2.3 µM) en absence (cercles rouges) et en 
présence de 2.3 µM (carrés bleus) ou 1.15 µM (triangles bleus) de FRP à 8°C. 
E. Mesures de la récupération de fluorescence des PBS (0,013 µM) illuminés pendant 5 min par une 
lumière bleue-verte (400-500 nm, 870 µmol photon.m-2.s-1) en présence d’OCP (0,53 µM) suivie par 
une incubation à l’obscurité en absence et en présence de la FRP (16 mM) dans 0.5 M phosphate. 
Insertion: immuno-détection de l’OCP dans les complexes OCP-PBS pré-illuminés (qPB) et incubés 
ensuite à l’obscurité en absence (D) et en présence de la FRP (D+FRP).  
La FRP contribue au détachement de l'OCPr du PBS et accélère la reconversion de l’OCPr en 
OCPo. Plus de détails dans Boulay et al. (2010) et Gwizdala et al. (2011).  
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Des expériences de transcription inverse (reverse transcription, RT en anglais), nous 

ont permis de démontrer que le gène slr1964 (frp) peut être exprimé indépendamment du gène 

slr1963 (ocp) grâce à la présence de deux promoteurs dictints. Cependant, un long ARNm a 

été détecté dans une souche, surexprimant les gènes slr1963 (ocp) et slr1964 (frp), sous la 

régulation d’un puissant promoteur psbA2, suggérant que les deux gènes peuvent aussi être 

co-transcrits (Boulay et al, 2010). Cependant, en modélisant de potentielles structures 

secondaires d'ARN présentes entre les phases ouvertes de lecture (Open Reading Frame ou 

ORF en anglais) des gènes ocp et frp, nous avons identifié la présence d'une forte terminaison 

de transcription entre ces deux gènes. Ces données sous-entendent qu’une possible co-

transcription des deux gènes dans les cellules de Synechocystis WT est improbable. Nous 

avons destabilisé la structure secondaire en introduisant une étiquette 6xHis entre les deux 

gènes (sous le contrôle du promoteur psbA2), obtenant ainsi un long ARNm (Gwizdala et al, 

2013).  

La synthèse de l'OCP et de la FRP doit être strictement régulée afin d'obtenir un ratio 

OCP par FRP élevé dans des conditions où la photoprotection est nécessaire. Dans le mutant 

surexprimant la FRP, nous avons détecté une grande quantité de FRP et aucun déclin de 

fluorescence n’a été induit par une forte lumière bleue-verte (Figure 33C et Gwizdala et al, 

2013). Une concentration élevée de FRP empêche l’accumulation de l'OCPr essentielle pour 

le mécanisme de NPQcya. In vitro, lorque les PBS sont illuminés en présence de l’OCP et de 

la FRP, le déclin de la fluorescence des PBS est en grande partie inhibé. Une FRP par OCPr 

est suffisante pour inhiber complètement le déclin de la fluorescence (Figure 33D et 

Gwizdala et al, 2011), démontrant que la quantité de FRP dans les cellules doit être inférieure 

à celle de l'OCP pour maintenir un bon niveau de photoprotection. L’ensemble des analyses 

de transcrits (Ludwig et al, 2011, 2012; Singh et al, 2009; Straub et al, 2011) confirment que 

l'expression des deux gènes est inversement corrélée. Dans les conditions où l'OCP est 

hautement exprimée (stress salin, CO2, limitations en nutriments, transitions de faible à forte 

lumière, y compris les cycles diurnes), l’expression de la FRP est basse. Ainsi, l'amplitude du 

mécanisme de photoprotection serait non seulement régulée par la concentration de l'OCP, 

mais aussi par celle de la FRP. 
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Figure 33 : Régulation de l’expression de la FRP. 

A. Arrangement des gènes slr1963 (OCP) et slr1964 (FRP) dans les cyanobactéries d'eau douce 
et marines. 
B et C. Les gènes ocp et frp peuvent être exprimés indépendamment ou co-transcrits. (B) Dans le 
mutant ∆OCP, l'ARNm frp (1) est présent tandis que l'ARNm ocp est absent (2); (C) Dans la 
souche surexprimant l'OCP/N-terHis FRP, les ARNm contenant le gène ocp et au moins les 30  
premiers nucléotides du gène frp (6), ou la moitié du gène frp (7), ou la totalité (piste 8) du gène 
frp ont été détectés.  
D. Diminution de la fluorescence maximale (Fm) induite par une forte lumière bleue-verte (870 
µmol photon.m-2.s-1, 400-550 nm) dans les cellules du WT (triangles) et du mutant surexprimant 
la FRP "longue" (OHL, carrés) ou la FRP "courte" (OSH, cercles).  
E. Des PBS (0,013 µM) sont illuminés pendant 5 min par une lumière bleue-verte (400-500 nm, 
870 µmol photon.m-2.s-1) en présence d’OCP (0,53 µM) et de différentes concentrations de FRP 
dans 0.5 M phosphate: 0,85 mM (cercles ouverts), 0.425 mM (carrés ouverts), 0,21 mM (cercles 
fermés), 0,085 mM (triangles) et 0,0425 mM (carrés pleins) ou en l'absence de FRP (trait plein). 
Le rapport FRP/OCP va de 1,6 à 0,08.  
L'amplitude du mécanisme de photoprotection est non seulement régulée par la 
concentration de l'OCP, mais aussi par celle de la FRP. Plus de détails dans Boulay et al. 
(2010) et Gwizdala et al. (2011 et 2013). 
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4.3. Structure de la FRP 

(Ce chapitre se réfère à l’article Sutter, Wilson et al, PNAS 2013 dont je suis le deuxième 

auteur. Dans cet article, j’ai construit et exprimé dans E. coli des mutants de la FRP (W9L, 

W50L, H53L et R60L) et j’ai également réalisé des cinétiques de reconversion de l’OCPr en 

OCPo en présence des FRP mutées). 

 

Dans Cyanobase, la FRP de Synechocystis renferme une extension N-terminale 

d'environ 22-25 acides aminés, comparée aux autres FRPs cyanobactériennes. Cette séquence 

supplémentaire contient quatre codons ATG ou GTG codant quatre méthionines (Met). Le 

premier codon GTG était considéré comme la première Met (numérotation suivant 

Cyanobase.org) de la FRP mais la quatrième Met (Met 26) coïncide avec la première Met de 

la plupart des homologues de la FRP. Nous avons construit un mutant de Synechocystis 

surexprimant la FRP à partir de la Met1 (nommée FRP "longue"). Cette souche produit une 

quantité relativement élevée de FRP "longue" active, mais toutes les tentatives pour l’isoler 

ont échoué (Boulay et al, 2010). La FRP "longue" reste fortement attachée à la membrane, et 

le détergent utilisé pour l’isoler affecte son activité. Lorsque la FRP "longue" est surexprimée 

dans E. coli, elle est isolée sous forme de corps d'inclusions. En revanche, la surexpression de 

la FRP "courte" à partir de la Met26 dans E. coli ou Synechocystis, nous a permis d’isoler une 

protéine soluble ayant une faible interaction avec les thylacoïdes, et plus active que la FRP 

"longue" (Boulay et al, 2010; Gwizdala et al, 2013). L’étude des différents mutants de la 

FRP, nous a permis de conclure qu’in vivo, la forme active est la FRP "courte". Lorsque le 

gène codant la FRP est sous son propre promoteur, la FRP commence à partir de la Met26 et 

non pas à la Met1 (identifiée dans Cyanobase) (Gwizdala et al, 2013). 

Nous avons récemment déterminé la structure de la FRP "courte" à 2,7 Å en 

collaboration avec le groupe de Kerfeld (PDB ID: 4JDX, Sutter et al, 2013). Sa structure 

secondaire se compose uniquement d’hélices α organisés en un domaine N-terminal allongé 

(résidus 1-65), suivie par une partie C-terminale globulaire (résidus 66-109) (Figure 34A). Sa 

structure tertiaire semble être unique car il n'y a pas de structures homologues dans la base de 

données Protein Data Bank (PDB) (Sutter et al, 2013). La FRP est présente sous deux formes 

oligomériques différentes dans le cristal : une forme dimérique prédominante en solution lors 

de l’isolement de la FRP, et une forme tétramérique (Sutter et al, 2013).  
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Sur la base de dosages d'activité, nous avons proposé que le dimère est la forme active de la 

FRP, et que le tétramère pourrait être une forme inactive (Sutter et al, 2013). Nous avons 

identifié des acides aminés 100% conservés (Trp50, Asp54, His53 et Arg60), exposés sur une 

surface du dimère de la FRP. Ils forment un réseau complexe de liaisons hydrogènes entre les 

deux monomères et stabilisent le dimère (Figure 34B). La mutation de ces acides aminés 

affecte l'activité de la FRP indiquant que cette région pourrait être le site actif de la FRP. 

Nous avons observé un effet drastique en mutant l’Arg60. Une perte complète de la fonction 

de la FRP est induite même lorsque l’Arg60 est substituée par une lysine (ayant une charge 

positive). L’Arg60 jouerait un rôle central dans l’activité de la FRP (Figure 34C). 

L’orientation exacte de la charge positive de l'Arg60 par rapport à l’OCPr est fondamentale 

pour l'activité de la FRP, mais la distance intermoléculaire entre la FRP et l'OCPr est aussi 

critique. Les mutations de l’Asp54, du Trp50 et de l’His53 altèrent aussi la capacité de la FRP 

à accélérer la reconversion de l’OCPr en OCPo (Figure 34C et Sutter et al, 2013). Le Trp50 

et l’Asp54 sont importants dans la stabilisation de la FRP, car elles interagissent avec l’Arg60 

(cations-π avec le Trp50 et pont salin avec l’Asp54). Ces acides aminés essentiels pour 

l’activité de la FRP ne sont pas exposés dans le tétramère. 

L’analyse des simulations d’interactions OCP-FRP et les expériences de co-

immunoprécipitation nous ont permis de montrer que la FRP interagit spécifiquement avec le 

domaine C-terminal (mais pas avec le domaine N-terminal) de l'OCP (Figure 34D et Sutter et 

al, 2013). Le domaine C-terminal aurait un rôle dans la désactivation du mécanisme de 

photoprotection. La liaison de la FRP au domaine C-terminal de l’OCPr va restaurer la 

conformation fermée, et inactive de l’OCPo. Le changement de conformation qui en découle 

pourrait provoquer la dissociation de la FRP. Ces résultats soulignent également que les deux 

domaines de l’OCP ont différents rôles dans le mécanisme de photoprotection. 
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  Figure 34 : Structure de la FRP. 
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A et B. (A) Vue du dimère de la FRP montrant un monomère en rouge et l’autre en vert. La partie  
N-terminale (résidus 1-65) est en couleur claire et la partie C-terminale (résidus 66-109) en couleur 
sombre. Des résidus fonctionnels clés et absolument conservés formant le site actif sont représentés 
par des bâtonnets. (B) Gros plan sur le site actif de la FRP (encadré dans la figure A). La figure a été 
réalisée avec Pymol (http://www.pymol.org/) en utilisant le fichier PDB 4JDX. 
C. Reconversion à l’obscurité de l’OCPr en OCPo (2.3 µM) à 8°C en absence et en présence de la 
FRP WT et en présence des mutants de la FRP avec un ratio OCP par FRP 2:1; en absence (trait 
noir) et en présence de la FRP WT (trait rouge), FRP-W9L (carrés bleu ciel), FRP-H53L (losanges 
oranges), FRP-W50L (triangles violets), FRP-D54L (losanges bleus) et FRP-R60L (cercles verts). 
D. Immuno-détection des domaines N- (N-ter) et C- (C-ter) terminaux de l’OCP dans des 
expériences de co-immunoprécipitation où chaque domaine de l’OCP fixé sur des billes de 
Sepharose via les anticorps anti-FRP a été élué puis chargé sur un gel SDS-PAGE. Des contrôles 
pour les domaines N- (1) et C- (2) terminaux (sans anticorps anti-FRP) sont également montrés. M: 
marqueur de masse moléculaire de 20 kDa. 
La FRP est dimère (avec un site actif) et interagit spécifiquement avec le domaine C-terminal 
de l'OCP. Plus de détails dans Sutter et al. (2013). 
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5. Changements structurels sous-jacents à la photo-activation de l’OCP 

5.1. Production d’Holo-OCPs in E. coli 

Il n’y a pas si longtemps, nous isolions l’OCP à partir des cellules de Synechocystis 

qui surexpriment l’OCP WT ou mutée (Wilson et al, 2008, 2010, 2011, 2012; Punginelli et 

al, 2009). Le processus de purification qui nécessite trois semaines est fastidieux et le 

rendement est faible voir quasi-nul pour certains mutants. En effet, même lorsque l’OCP-WT 

est surexprimée, nous n’obtenons que 40 mg de protéines pour 30 litres de culture de 

Synechocystis (données non publiées). Pour accélérer l'élucidation du mécanisme de 

photoprotection lié à l’OCP, Céline Bourcier de Carbon a développé une méthode pour 

synthétiser des holo-OCPs (OCPs fixant une molécule de caroténoïde) dans E. coli et isoler de 

grandes quantités de caroténo-protéines (Bourcier de Carbon, .... Wilson et al, Sci Rep 

2015). Pour réaliser cela, les gènes codant les enzymes impliquées dans la synthèse des 

caroténoïdes souhaités et le gène ocp doivent être exprimés dans la même cellule. Avant nos 

travaux, aucune étude dans la littérature ne mentionnait la possibilité d'insérer une molécule 

de caroténoïde dans une caroténo-protéine dans E. coli. Les protéines sans caroténoïde étaient 

exprimées dans E. coli et isolées, puis le caroténoïde était lié aux protéines par une 

reconstitution in vitro (Bhosale et al, 2004, 2005; Giuffra et al, 1996 ; Paulsen et al, 1990). 

Les principaux éléments de notre méthode de production sont le choix des promoteurs 

et l'induction en cascade des gènes. La souche d’E. coli utilisée pour la production d’holo 

OCPs contient trois plasmides (Figure 35A). Afin de maintenir les trois plasmides dans la 

souche d’E. coli, l'utilisation de trois différentes origines de réplication compatibles et trois 

différentes résistances aux antibiotiques sont nécessaires. Le premier plasmide, pAc-BETA 

(ou pACCAR16∆crtX) (Cunningham, F. X. et al, 1996; Misawa, N. et al, 1995) renferme 

l’opéron d’Erwinia herbicola (ou Erwinia uredovora) qui comportent quatre gènes (crtB, 

crtE, crtI et crtY) nécessaires à la synthèse du β-carotène. Cet opéron est sous le contrôle du 

promoteur constitutif du gène crtE. Dans le second plasmide a été introduit, le gène crtO de 

Synechocystis, codant la β-carotène monocétolase qui catalyse la formation de l’échinénone 

(ECN), ou le gène crtW d’Anabaena PCC 7210, codant une dicétolase qui catalyse la 

formation de la cantaxanthine (CAN). Ce gène est sous le contrôle d’un promoteur araBAD 

inductible avec l’arabinose. Le gène ocp est cloné dans un troisième plasmide (pCDFDuet-1) 

sous le contrôle d’un promoteur T7lac inductible avec IPTG (Figure 35A). Une induction en 

cascade des gènes est indispensable pour isoler des quantités élevées d’holo-OCPs.  
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Une concentration relativement élevée de β-carotène doit être présente dans la membrane 

avant l'induction du gène crtO ou crtW, permettant ainsi la synthèse de l'ECN ou de la CAN. 

Ensuite, l'expression du gène ocp est induite dans une souche d’E. coli renfermant des 

concentrations élevées d’ECN ou de CAN dans leurs membranes (Figure 35B). Avec cette 

méthode, nous avons obtenu en seulement quatre jours plus de 30 mg d’holo-OCP à partir 

d’un litre de culture d’E. coli (Bourcier de Carbon et al, 2015). 

La possibilité d'isoler l’holo-OCP à partir d’E. coli constitue une avancée majeure 

pour élucider le mécanisme moléculaire de l'OCP parce qu’il facilite l'isolement rapide de 

protéines mutées présentant de nouvelles caractéristiques. Cette méthode nous a permis de 

caractériser davantage l’OCP, notamment sur la spécificité du caroténoïde lié à ce dernier. 

Auparavant, il ne nous était pas possible d’étudier la CAN-OCP car, lorsque l’OCP est 

surexprimée dans des cellules de Synechocystis, elle ne renferme que des traces de CAN. 

Nous avons donc démontré que l’OCP est également capable de lier la CAN (ayant deux 

groupements carbonyles). La CAN-holo-OCP est aussi photoactive (Figure 35C) et capable 

d'induire le déclin de fluorescence des PBS, comme le 3’-hECN-OCP, confirmant que le 

groupement carbonyle est important dans la fonction de l’OCP (Bourcier de Carbon et al, 

2015). 

 

5.2. Position du caroténoïde et du bras N-terminal dans la forme rouge de 
l’OCP 

5.2.1. Structure du domaine N-terminal (RCP) de l’OCP  

(Ce chapitre se réfère à l’article Leverenz, Wilson et al, Science 2015 dont je suis le 

 deuxième auteur et Leverenz et Sutter, les co-premiers auteurs. Ma contribution dans ce 

travail a été de construire et d’exprimer dans E. coli, la RCP en présence d’ECN et de la 

CAN, et de réaliser des mesures de quenching de fluorescence des PBS en présence des RCP 

isolées.) 
 

La dissociation des domaines N- et C-terminaux ou l'absence du CTD expose près de 

la moitié du caroténoïde au solvant. Cela soulève une question fondamentale sur la façon dont 

le caroténoïde hydrophobe est structurellement logé dans l’OCPr et la RCP avant d’interagir 

avec les PBS. Afin d’élucider les mécanismes moléculaires des interactions protéine-

caroténoïde dans la RCP/OCPr, nous avons exprimé le domaine N-terminal de l'OCP en 

présence d’ECN ou de CAN dans une souche d’E. coli (Figure 35). 
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Figure 35 : Production d’Holo-OCPs dans E. coli. 

A. Représentation schématique de la production de l’OCP dans E. coli basée sur trois 
plasmides: pAC-Beta (jaune) porte les gènes impliqués dans la synthèse du β-carotène (crtB, 
crtE, crtl et crtY) sous le contrôle du promoteur crtE; pBAD-crtO (orange) porte le gène crtO 
(ou crtW) qui convertit le β-carotène en échinénone (ECN) (ou en cantaxanthine) et sous le 
contrôle du promoteur ara (arabinose inductible); PCDF-OCP porte le gène ocp sous le contrôle 
d'un promoteur inductible par IPTG (rouge).  
B. Observation de la photo-activité dans des culots cellulaires portant les trois plasmides requis 
pour la synthèse de l'OCP à l'obscurité ou sous lumière blanche (5 min, 5000 µmol photon.m-

2.s-1) : culot cellulaire sans induction (1), après l'induction par arabinose produisant l’ECN (2) et 
après l'induction à la fois par arabinose et IPTG produisant l’holo-OCP (3). 
C. Spectres d'absorbance à l'obscurité (noir) et à la lumière (rouge) de l’ECN-holo-OCP (trait 
plein) et de la CAN-holo-OCP (ligne en pointillée). La photo-conversion a été faite en utilisant 
une lumière blanche de 5000 µmol photon.m-2.s-1 à 18°C pendant 5 min. Des photographies des 
holo-OCPs (orange à l'obscurité et rouge sous illumination) accompagnent les spectres 
d’absorbance. 
Il est possible de produire une holo-OCP photoactive à partir d’ E. coli et l’OCP est 
également capable de lier la CAN. Plus de détails dans Bourcier de Carbon et al. (2015).   
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Les holos RCP ont été isolées en utilisant le protocole récemment développé dans notre 

laboratoire et décrite au 5.1 (Bourcier de Carbon et al, 2015). La CAN-RCP (liant 

exclusivement la CAN) est plus active que l’ECN-RCP (liant majoritairement l’ECN). Elle 

induit également un déclin de fluorescence des PBS, comparable à celui de la RCP obtenue 

par protéolyse partielle de l'OCP. Les spectres d'absorption de la CAN-RCP et de la CAN-

OCPr sont presque identiques. L’environnement caroténoïde-protéine est comparable dans les 

deux protéines tel que nous l’avons déjà rapporté pour la 3’-hECN-RCP obtenue par 

protéolyse partielle et la 3’-hECN-OCPr d’Arthrospira (Leverenz et al, 2014). 

En collaboration avec le groupe de Kerfeld, nous avons donc déterminé 

respectivement, les structures de la CAN-RCP à 1.54 Å et de la CAN-OCPo à 1,90 Å (PDB 

ID : 4XB4 et PDB ID : 4XB5, Leverenz et al, 2015). La structure de la CAN-OCPo 

correspond étroitement à la structure de l’ECN-OCPo (Wilson et al, 2010). La structure de la 

CAN-RCP se superpose à celle du domaine N-terminal (NTD) de la CAN-OCPo. Ces 

données indiquent que d’importants changements conformationnels du NTD ne sont pas 

nécessaires pour la liaison de l’OCPr avec les PBS ; seule l’ouverture de l’OCP est requise 

(Leverenz et al, 2015). En revanche, nous avons noté une différence remarquable dans la 

position et la conformation du caroténoïde de la RCP par rapport à la CAN-OCPo. Dans la 

RCP isolée, en l’absence du CTD, le caroténoïde remonte d’environ 12 Å à l’intérieur du 

NTD pour se protéger du solvant (Figure 36A; seulement 8% du caroténoïde est exposé) 

(Leverenz et al, 2015). Le mouvement du caroténoïde a des conséquences profondes sur ses 

interactions avec la protéine. Plus précisément, deux configurations caroténoïde-protéine 

(cpcs) distincts sont formées par les acides aminés, présents dans les poches de liaison avec la 

CAN, observées dans les structures de l’OCPo et de la RCP. Dans la cpcO (correspondant à la 

configuration de la CAN dans l’OCPo), onze résidus du NTD sont étroitement proches (< 4 

Å) du caroténoïde. Dans la cpcR (correspondant à la configuration de la CAN dans la RCP ou 

l’OCPr), neuf résidus supplémentaires du NTD interagissent avec le caroténoïde (Figure 36B 

et Leverenz et al, 2015). Nous avons donc muté plusieurs résidus conservés de l’OCP à 

moins de 4 Å de la CAN dans la cpcR (Leverenz et al, 2015). Les holo-OCPs mutées ont été 

exprimées en présence de CAN dans une souche d’E. coli et isolées en utilisant le protocole 

décrit au 5.1 (Bourcier de Carbon et al, 2015).  
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Figure 36 : Position du caroténoïde dans la forme rouge de l’OCP. 

A et B. Structure de la RCP (domaine N-terminal) et de l’OCP de Synechocystis liant la 
cantaxanthine (CAN). La CAN est représentée avec des bâtonnets orange dans l’OCP et rouge 
dans la RCP. (A) Structure de la RCP (en violet) avec les résidus présents dans les poches de 
liaison avec la CAN (Tyr129, Glu34, Pro126 et Cys84) représentés par des bâtonnets jaunes. 
(B) Superposition des structures de la CAN-OCP (gris) et de la CAN-RCP (violet). Des 
configurations caroténoïde-protéine (cpcs) distinctes sont observées dans les 2 structures. Les 
figures ont été réalisées avec Pymol (http://www.pymol.org/) en utilisant les fichiers PDB: 
4XB4 et 4XB5. 
C. Photo-conversion sous lumière blanche (5 min, 5000 µmol photon.m-2.s-1) à 19°C des OCP 
WT (noir) et mutants P126/Y129 (violet), E34A (orange), Y129F (bleu), P126V (rose) et  
C84A (vert) dans 40 mM Tris-HCl pH 8.0.  
Dans la RCP isolée, en l’absence du CTD, le caroténoïde remonte d’environ 12 Å à 
l’intérieur du NTD pour se protéger du solvant. Plus de détails dans Leverenz et al. (2015). 
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Figure 37 : Importance du bras N-terminal dans la photoactivation et la stabilité de l’OCP. 

A. Structure de l’OCP de Synechocystis (PDB 3MG1) : gros plan sur l’interface mineure entre le 
domaine C-terminal (en turquoise) et le bras N-terminal (19 premiers résidus du domaine N-
terminal (en rouge)). La liaison hydrogène entre l’Asp6 (D6) du bras N-terminal et l’Arg229 
(R229) du domaine C-terminal ainsi que le résidu Pro22 (P22) du domaine N-terminal (en violet) 
sont indiqués. Le caroténoïde est représenté avec des bâtonnets orange. Les chaînes latérales des 
résidus sont représentées par des bâtonnets gris avec l'oxygène en rouge et l'azote en bleu. 
B et C. Spectres d'absorbance à l'obscurité (noir) et sous lumière blanche (5 min, 5000 µmol 
photon.m-2.s-1) (rouge) à 19°C (B) du WT-OCP (trait plein) et ∆2-20 OCP (ligne en pointillée), 
(C) du D6L-OCP (trait plein) et P22V-OCP (ligne en pointillée). 
D et E. (D) Photo-conversion sous lumière blanche (5 min, 5000 µmol photon.m-2.s-1) et 
Reconversion à l’obscurité (E) à 19°C du WT-OCP (cercles violets), ∆2-20 OCP (losanges 
verts), D6L-OCP (carrés rouges) et P22V-OCP (triangles bleus) dans 40 mM Tris-HCl pH 8.0.   
L'absence du bras N-terminal déstabilise l’OCPo et favorise l'accumulation et la 
stabilisation de l’OCPr. Plus de détails dans Thurotte et al. (2015). 
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Les mutations Cys84→Ala, Tyr129→Phe, Pro126→ Val, et Glu34→Ala réduisent la stabilité 

de l’OCPr, en affectant l’accumulation de l'OCPr sous illumination et en accélérant la 

reconversion OCPr en OCPo à l’obscurité (Figur. 36C). Ces holo-OCPs mutées induisent 

moins de 40% de déclin de la fluorescence des PBS. Le double mutant 

Pro126→Val/Tyr129→Phe demeure orange, même sous une illumination forte et prolongée 

(Figure 36C), suggérant que ces résidus relativement éloignés du caroténoïde dans la cpcO, 

jouent un rôle essentiel dans la photochimie de l'OCP (Leverenz et al, 2015). L’ensemble de 

ces résultats démontrent l’implication des résidus liant la CAN dans la cpcR (observés 

également dans la structure de la RCP) dans la stabilisation du caroténoïde dans l'OCPr. 

 

5.2.2. Rôle du bras N-terminal dans la photo-activation de l’OCP 

(Ce chapitre se réfère à l’article Thurotte, Wilson et al, Plant Physiol 2015 dont je 

suis le deuxième auteur et Thurotte et López-Igual, les co-premiers auteurs. Dans cet article, 

j’ai purifié le mutant ∆9-15 OCP, procédé à une caractérisation préliminaire in vitro 

(absorbance, activité, quenching de Fluorescence) et réalisé des gels de protéines). 

 

De récents résultats obtenus avec nos collaborateurs (Leverenz et al, 2015) et par 

d'autres équipes suggèrent que la conformation ouverte de l’OCPr impliquerait également la 

rupture des interactions entre le domaine C-terminal (CTD) et les 19 premiers acides aminés 

N-terminal, formant une petite hélice α (nommée bras N-terminal ou hélice αA). En effet, 

l’analyse des empreintes structurales par spectrométrie de masse a montré que cette interface 

est plus exposée au solvant dans l’OCPr que dans l’OCPo (Liu et al, 2014). D’après la 

structure de l’OCPo, l’existence d’une liaison hydrogène entre l’Asp6 du bras N-terminal et 

l’Arg229 dans le CTD stabiliserait aussi la conformation fermée de l’OCPo (Figure 37A). Il a 

été également proposé que l’isomérisation cis-trans des prolines (Pro) pourrait être impliquée 

dans la photo-activation de l’OCP (Gorbunov et al, 2011). Or, une Pro22 est située à la 

jonction entre le bras N-terminal et le domaine N-terminal (Figure 37A). L’isomérisation de 

cette Pro pourrait éventuellement contribuer au mouvement du bras N-terminal, provoquant 

ainsi son détachement du CTD durant la photo-activation. Nous avons donc étudié l'effet de la 

délétion du bras N-terminal (∆2-20) et des mutations Asp6Leu (D6L) et Pro22Val (P22V) sur 

la photo-activité et l'interaction de l’OCP avec les PBS et la FRP (Thurotte et al, 2015).  
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Les holo-OCPs mutées ont été produites dans une souche d’E. coli et purifiées en utilisant le 

protocole décrit au 5.1 (Bourcier de Carbon et al, 2015). À l’obscurité, le spectre 

d’absorption du mutant ∆2-20 OCP présente une faible population d’OCPr qui induit un 

déclin de la fluorescence des PBS (Figure 37B et Thurotte et al, 2015). In vitro, la forme 

rouge du mutant ∆2-20 s’accumule plus rapidement et est plus stable que l’OCPr-WT 

(Thurotte et al, 2015), indiquant que l'interaction entre le bras N-terminal et le CTD qui 

stabilise l’OCPo se rompt lors de la photo-activation (Figure 37D et 37E). En revanche, 

l’absence du bras N-terminal n’affecte pas l’interaction avec les PBS car un large déclin de la 

fluorescence comparable à celui de l’OCP-WT est observé en présence de ∆2-20 OCP. À 

l’obscurité, un détachement rapide de l'OCPr des PBS et, en conséquence, une récupération 

rapide de la fluorescence est favorisée par l’ajout de la FRP aux complexes ∆2-20 OCP-PBS 

pré-illuminés et «quenchés». L'absence du bras N-terminal facilite l’accès de la FRP à l'OCPr 

liée aux PBS (Figure 38A, 38B et Thurotte et al, 2015). Le remplacement de l’Asp6 par une 

Leu n'a aucun effet sur la photo-activation et l’interaction de l’OCPr avec les PBS et la FRP. 

Cette liaison hydrogène n’est pas indispensable dans les changements de conformation de 

l'OCP durant la photo-activation (Figures 37C, 37D, 37E, 38A, 38C et Thurotte et al, 2015). 

En revanche, la mutation P22V accélère l’accumulation et diminue l’affinité de la forme 

rouge pour les PBS par rapport à l’OCP-WT. La fonction de la FRP n’est pas affectée par 

cette mutation (Figures 37C, 37D, 37E, 38A et 38C). D’une part, l'isomérisation de la Pro 

n’est pas essentielle à la photo-activation de l’OCP, car sa substitution par une Val facilite le 

détachement du bras N-terminal du CTD plutôt que de l'empêcher. D’autre part, l’observation 

d’un faible déclin de la fluorescence est la conséquence d’une faible interaction entre l’OCPr 

et les PBS dûe à un libre mouvement du bras et/ou une orientation incorrecte du bras N-

terminal qui pourrait gêner l'interaction OCPr-PBS (Thurotte et al, 2015). 

Nous avons conclu à partir de ces résultats que l’orientation exacte du bras N-terminal 

dans l’OCPo et l’OCPr est primordiale pour le mécanisme de photoprotection. Dans l’OCPo, 

l’interaction entre le bras N-terminal et le CTD évite la photo-activation de l’OCP à 

l'obscurité et à de faibles intensités. Dans l’OCPr, la position du bras N-terminal contrôle le 

niveau de récupération de la fluorescence, et sa présence ralentit l'action de la FRP, 

permettant un large NPQcya dans des conditions de stress lumineux. 
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Figure 38 : Effets de l’absence du bras N-terminal sur le déclin de fluorescence et l’interaction 
de l’OCPr avec le PBS et la FRP. 

A. Mesures du déclin de fluorescence des PBS (0,012 µM) illuminés pendant 5 min par une lumière 
bleue-verte (400-500 nm, 900 µmol photon.m-2.s-1) en présence d'un excès d’OCPr (0,48 µM ; 40 
OCP par PB) : WT (cercles violets), ∆2-20 (losanges verts), D6L (carrés rouges) et P22V (triangles 
bleus) dans 0,5 M phosphate. L’OCPr est obtenue après une illumination par une lumière blanche de 
5000 µmol photon.m-2.s-1 à 10°C. 
B et C. Récupération de la fluorescence dans les complexes OCP-PB quenchés à l’obscurité en 
l'absence (symboles colorés) ou en présence de la FRP (symboles blancs) : (B) WT-OCP (cercles 
violets) et ∆2-20 OCP (losanges verts) et (C) D6L-OCP (carrés rouges) et P22V-OCP (triangles 
bleus)  
L’orientation exacte du bras N-terminal dans l’OCPo et l’OCPr est primordiale pour le 
mécanisme de photoprotection. Plus de détails dans Thurotte et al. (2015). 
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Les changements de la structure inhérents à l'activation de l'OCP sont cruciaux pour la 

photoprotection. Récemment, Gupta et al (2015) ont montré que des changements locaux et 

globaux de la structure, y compris, la séparation complète des domaines NTD et CTD se 

produisent lors de la photoactivation de l'OCP. Mais, seule la structure secondaire du bras N-

terminal de l'OCP est modifiée. La séparation des domaines dans l’OCPr augure un 

mouvement de 12 Å du caroténoïde (Leverenz et al, 2015) ainsi que le dépliement du bras N-

terminal et sa dissociation du CTD (Thurotte et al, 2015 ; Gupta et al, 2015). Deux faces (β1, 

Face 1; β2, Face 2) constituées de résidus conservés à la surface du NTD sont alors exposées 

aux solvants : une Face 1 (dissimulée par l’interface "inter-domaine" dans l’OCPo) chargée 

positivement et une Face 2 relativement chargée négativement (Figure 39). La Face 1 du NTD 

proposée comme le motif de liaison aux PBS comprend l’Arg155, un résidu dont la charge 

positive est primordiale pour l'interaction de l'OCPr avec les PBS (Leverenz et al, 2015 ; 

Wilson et al, 2012). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 39 : Mécanisme proposé pour la photochimie de l’OCP 
Représentation schématique de l'assemblage modulaire de l’OCP (Adapté de 
Melnicki et al, 2016): l'absorption de la lumière par l’OCPo induit des changements 
dans la structure localisés principalement au niveau du domaine C-terminal (CTD) (à 
savoir, la dissociation de bras N-terminal et la séparation des 2 domaines) et couplés 
à la translocation du caroténoïde. Le caroténoïde est entièrement enfoui dans le 
domaine N-terminal (NTD) dans la configuration cpcR (dans l’OCPr) alors qu'elle 
est à cheval sur les domaines N- et C-terminaux (CTD) dans la configuration cpcO 
(dans l’OCPo). Plus de détails dans Leverenz et al. (2015) et Melnicki et al. (2016). 
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6. Etude des homologues du domaine N-terminal de l’OCP chez les 
cyanobactéries 

 

6.1. Distribution et Analyse phylogénétique des gènes hcp dans les 
cyanobactéries 

 
Dans de nombreuses cyanobactéries, en plus du gène entier ocp, de multiples copies 

codant uniquement des homologues du domaine N-terminal de l’OCP sont dispersées dans 

leurs génomes (Figure 16 et Kerfeld et al, 2003; Kerfeld, 2004a, 2004b; Kirilovsky et Kerfeld, 

2012, 2013). Ces homologues font partie d’une nouvelle famille de protéines en hélices α, 

liant un caroténoïde, nommée HCPs (Helical Carotenoid Proteins en anglais) (Melnicki, …. 

Wilson et al, Mol Plant 2016). Elles sont présentes dans la plupart des souches capables de 

fixer l'azote moléculaire (N2), par exemple dans Leptolyngbya, Cyanothece, Nostoc, 

Anabaena, Nodularia, Oscillatoria, Calothrix, etc…. Dans ces souches, un à quatre gènes hcp 

peuvent être présents par génome, parfois à proximité de l’unique gène codant un homologue 

du domaine C-terminal de l’OCP (CTDH pour homologue du CTD). Les analyses de 

protéomique et de transcriptomique ont montré l'expression de quelques gènes hcp dans une 

variété de souches (Ow et al, 2008; Park et al, 2013). Dans Nostoc punctiforme PCC 73102, 

plusieurs gènes codant des HCPs s’expriment (Anderson, Campbell and Meeks, 2006). Dans 

Cyanothece ATCC 51142, le gène codant le CTDH et l’une des gènes codant la HCP, 

s’expriment sous forte illumination, mais pas à l’obscurité (Stockel et al, 2008). Le génome 

d’Anabaena (Nostoc) sp. PCC 7120 (ci-après Anabaena) contient quatre gènes hcp dont les 

transcrits ont été détectés dans la plupart des études d'expression (EHira et Ohmori, 2006; 

Flaherty et al, 2011; Mitschke et al, 2011). Cependant, le rôle de ces multiples HCPs, s’ils en 

ont un, restait encore à déterminer.  

 
Nos collaborateurs (M. Melnicki et Cheryl Kerfeld) ont étudié la diversité des HCPs 

présentes dans les génomes de cyanobactéries en utilisant une approche phylogénétique 

(Figure 40 et Melnicki et al, 2016). Sur les 154 génomes de cyanobactéries, 87 comportent au 

moins un gène codant une HCP et 66 d'entre eux renferment au moins deux voir plus de gènes 

hcp. Chaque génome codant une HCP (83 sur 87) comprend également un homologue du 

domaine C-terminal (CTDH) de l'OCP (Melnicki et al, 2016). 

Dans cette famille de gènes, neuf branches distinctes ont été identifiées par l'analyse 

phylogénétique (Figure 40). Pour un génome donné, les HCPs sont rarement membres d'une 
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même branche, mais elles sont plutôt réparties sur des branches différentes. Par exemple, les 

séquences codant les HCPs dans le génome d’Anabaena sont dispersées sur l'arbre 

phylogénétique, comme l’indique les carrés rouges sur la Figure 40 (Melnicki et al, 2016). 

Bien qu'il n'y ait aucune tendance claire pour le maintien de certaines branches HCPs dans des 

génomes particuliers, les branches HCP1 à HCP4 sont le plus souvent représentées, et sont les 

plus susceptibles d’être co-exprimées. Les membres des branches HCP4 et HCP5 sont 

généralement à proximité de gènes codant le CTDH. Ces branches se situent au centre de 

l'arbre phylogénétique et sont les plus proches de la branche de l’OCP (Melnicki et al, 2016).  
 

6.2. Régulation, Localisation et Fonction des HCPs dans Anabaena sp. PCC 
7120 

 (Ce chapitre se réfère à l’article López-Igual, Wilson et al, Plant Physiol 2016 dont je suis 

co-premier auteur.) 

 

En plus du gène ocp, le génome d’Anabaena comprend quatre gènes codant des HCPs 

réparties sur quatre branches différentes (Melnicki et al, 2016) : HCP1 (all1123), HCP2 

(all3221), HCP3 (alr4783) et HCP4 (all4941) (Figure 40). Ils sont tous situés sur le 

chromosome (et non sur les six plasmides présents dans Anabaena). Le gène all4941 (HCP4) 

est suivi par le gène codant le CTDH (all4940), ce qui est typique des membres de la branche 

HCP4 (Figure 41A). L’identité (nombre d’acides aminés identiques) par rapport au NTD 

d'Anabaena (all3149-NTD) varie entre 50% (all4941 HCP4, 40% (all1123 HCP1), 30% 

(alr4783 HCP3) et 28% (all3221 HCP2). La répartition des gènes hcp dans les cyanobactéries 

suggère qu'il pourrait y avoir un lien entre l’aptitude à fixer l'azote et la fonction des protéines 

codées par ces gènes. Nous avons donc utilisé Anabaena comme modèle de cyanobactérie 

filamenteuse pour étudier l'expression, la localisation et la fonction des quatre HCPs présentes 

dans son génome, tout en se concentrant sur une possible relation entre la capacité 

d’Anabaena d’assimiler l’azote (N2) et la présence de ces quatre HCPs.  
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Figure 40 : Arbre phylogénétique de l’OCP et de ses homologues N-terminaux (HCPs). 

La famille des OCPs et les sous-classes d’HCPs sont identifiées par des branches 
monophylétiques et sont désignées par des chiffres et des couleurs. Les gènes codant l’OCP 
et les HCPs dans le génome d’Anabaena sont indiqués par des carrés rouges.  
Au moins 9 branches distinctes ont été identifiées dans la famille des gènes hcp. Plus de 
détails dans Melnicki et al. (2016). 
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6.2.1. Expression et Détection des HCPs dans Anabaena sp. PCC 7120 

Lorsqu'Anabaena est cultivée dans des conditions de carence en nitrate, elle est 

capable de convertir 5-10% de ces cellules végétatives en cellules spécialisées (désignées 

hétérocystes) qui fixent l’azote (N2), mais ne réalisent pas l’activité de dégagement d’oxygène 

(revues : Fay, 1992; Flores et Herrero, 2010). Dans la plupart des études d'expression, les 

transcrits de certains gènes hcp ont été détectés en l'absence de nitrate (EHira et Ohmori, 

2006 ; Flaherty et al, 2011 ; Mitschke et al, 2011). Afin de déterminer si les gènes hcp sont 

exprimés dans les cellules d’Anabaena, nous avons réalisé des expériences de transcription 

inverse et de PCR quantitative, en utilisant l’ARN isolé à partir de cellules d’Anabaena 

cultivées en présence ou en absence de nitrate et d’hétérocystes isolés. Tous les gènes ocp, 

all1123 HCP1, all3221 HCP2, all4941 HCP4 et alr4783 HCP3 sont exprimés en présence ou 

en absence de nitrate, ainsi que dans les hétérocystes isolés. Le niveau d’expression des gènes 

hcp est homogène, mais relativement faible par rapport à celui du gène ocp (Figure 41B et 

López-Igual et al, 2016). Ces résultats confirment que les HCPs n’ont pas de rôle spécifique 

dans la formation d’hétérocystes et que ces protéines pourraient avoir des rôles semblables 

dans les hétérocystes et dans les cellules végétatives. 

 
Nous avons également détecté la présence d'au moins deux des quatre HCPs dans des 

cellules d’Anabaena cultivées avec ou sans nitrate. Les techniques d’immunoblot et de 

microscopie électronique (détection de la fluorescence dans une souche exprimant la protéine 

de fusion All1123-GFP) ont permis de démontrer la présence de la protéine All1123 (HCP1) 

dans les cellules végétatives et les hétérocystes (Figure 41C et 42 et López-Igual et al, 2016). 

Ces résultats ont été confirmés par l’isolation de la protéine All1123 (HCP1), marquée par 

une étiquette 6xHis et liant un caroténoïde, à partir de cellules d’Anabaena WT, mais en 

faible quantité (Melnicki et al, 2016). La présence d’une quantité infime de la protéine 

All4941 (HCP4) a également été démontrée par immuno-blot (Figure 41D). La concentration 

de la protéine All3221 (HCP2) est en dessous du seuil de détection par immuno-blot et par 

microscopie électronique (détection de la fluorescence dans une souche exprimant la protéine 

de fusion All3221-GFP) (Figure 42 et López-Igual et al, 2016). 
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Figure 41 : Expression et Détection des HCPs dans Anabaena (Nostoc) sp. PCC 7120. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A. Arrangement des gènes all3149 (OCP), all4941 (HCP4), all3221 (HCP2), all1123 (HCP1) et alr4783 
(HCP3) dans Anabaena sp PCC 7120 d’après Kerfeld et al (2003). 
B. Analyse par RT-PCR de l'expression des gènes ocp et hcp dans la souche Anabaena sp. PCC 7120. Les 
ARN ont été isolés à partir de cellules cultivées en présence ("NO3") ou en absence de nitrate ("-NO3") et à 
partir d’hétérocystes isolés (Het). 
C. et D. Gel SDS (en haut) et immuno-détection (en bas) des HCPs dans les cellules d’Anabaena cultivées 
en présence ("NO3") ou en absence de nitrate ("-NO3") et à partir d’hétérocystes isolés (Het). (C) Immuno-
détection par des anticorps anti-All1123 (HCP1). Chaque puits contient 1 µg de Chl (à gauche) ou 4 µg de 
Chl (à droite). (D) Immuno-détection des HCPs par des anticorps anti-OCP dans les cellules d’Anabaena 
WT et du mutant 1123-GFP cultivées en présence ou en absence de nitrate (Chaque puits contient 2 µg de 
Chl). Les protéines OCP, All1123 (HCP1) et All4941 (HCP4) isolées sont également identifiées sur le 
western-blot.  
Tous les gènes ocp et hcp sont exprimés et deux des quatre HCPs ont été détectées en présence ou en 
absence de nitrate ainsi que dans les hétérocystes isolés. Plus de détails dans López-Igual et al. (2016). 
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Figure 42 : Analyse de l’expression des protéines de fusion All1123-GFP et All3221-GFP 
dans Anabaena (Nostoc) sp. PCC 7120. 

Les filaments d’Anabaena cultivés en présence ("NO3") ou en absence de nitrate ("-NO3" 
pendant 72h) ont été analysés par microscopie confocale. La fluorescence verte de la GFP (à 
gauche) et l’autofluorescence rouge de la cyanobactérie (à droite) sont représentées. Les 
souches utilisées sont indiquées sur chaque photo. Les traits blancs représentent 5 µm (en 
haut) et 2 µm (en bas) 
La protéine All1123 (HCP1) est présente dans les cellules végétatives et les hétérocystes, 
par contre la concentration de la protéine All3221 (HCP2) est en dessous du seuil de 
détection. Plus de détails dans López-Igual et al. (2016). 
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6.2.2. Caractérisation et Activités de déclin d’énergie et d’oxygène singulet des 
différents HCPs d’Anabaena sp. PCC 7120 

 
Nous avons exprimé le NTD de l'OCP d’Anabaena (gène codant les résidus 1-165 de 

l’OCP) et les quatre HCPs d’Anabaena en présence de CAN dans une souche d’E. coli. Les 

holos NTD et HCP ont été isolées en utilisant le protocole récemment développé dans notre 

laboratoire et décrit au 5.1 (Bourcier de Carbon et al, 2015). Le NTD de l'OCP et les quatre 

HCPs d’Anabaena peuvent lier la CAN et sont de couleur rouge-violet (Figure 43A). Les 

spectres d'absorbance sont semblables mais pas identiques, indiquant que les interactions 

caroténoïde-protéine sont légèrement différentes dans les quatre HCPs (Figure 43B et López-

Igual et al, 2016). Lorsque les PBS isolés chez Synechocystis et Anabaena sont incubés en 

présence du NTD de l'OCP et des quatre HCPs, seuls le NTD de l'OCP et la protéine All4941 

(HCP4) d’Anabaena induisent un large déclin de la fluorescence des PBS à l’obscurité et sous 

illumination. Ceci est la première démonstration qu'une HCP peut dissiper l'énergie au niveau 

des PBS (Figure 43C). En revanche, les protéines All1123 (HCP1), All3221 (HCP2) et 

All4783 (HCP3) n’induisent aucune extinction de la fluorescence des PBs. La ré-isolation des 

complexes HCP-PBs par centrifugation sous gradient de sucrose montre que les protéines 

All1123 (HCP1), All3221 (HCP2) et All4783 (HCP3) d’Anabaena n’induisent aucun déclin 

de la fluorescence, parce qu’elles sont dans l’incapacité de s’attacher aux PBS isolés (Figure 

44 et López-Igual et al, 2016).  

 
Sur la base des activités connues des caroténoïdes dans les plantes, comme 

désactivateurs d'oxygène singulet (1O2), nous avons déterminé si l'OCP et les HCPs, sont 

capables de protéger les cellules par réaction directe avec l'oxygène singulet (1O2) (Sedoud, 

…. Wilson et al, Plant Cell 2014; López-Igual et al, 2016). Premièrement, en utilisant un 

système de piégeage chimique opéré par l’histidine, nous avons montré que l'OCP diminue la 

production d’1O2 dans des cellules de Synechocystis. Nous avons observé que dans des 

conditions de forte lumière, la production d’1O2 est plus élevée dans un mutant de 

Synechocystis sans OCP que dans le WT ou un mutant surexprimant l’OCP, même sous une 

forte lumière rouge-orange (Sedoud et al, 2014). Ces résultats démontrent que l'OCP est en 

mesure d’atténuer l’1O2 formé au cours de l'exposition à une forte lumière rouge-orange, 

condition où l’OCP ne peut être photo-activée. Ensuite, des mesures par résonance 

paramagnétique électronique (RPE), en utilisant le TEMPD-HCl (2, 2, 6, 6-tétraméthyl-4-

pipéridone), nous ont permis d’étudier l’activité de l’OCP et des HCPs in vitro (Figure 45). 
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Figure 43 : Caractérisation des HCPs isolées d’E. coli. 
A. Gel SDS de l’AnaOCP-NTD et des HCPs isolées à partir des cellules d’E. coli exprimant la 
cantaxanthine (CAN). Chaque puits contient 2 µg de protéines. Insertion de la photographie des 4 
HCPs attachant 100% de CAN.  
B. Spectres d’absorbance de l’AnaOCP-NTD et des HCPs isolés: AnaOCP-NTD (bleu), All4941 
(vert), All1123 (rose), All3221 (noir) et Alr4783 (rouge). 
C. Mesures du déclin de fluorescence des PBS (0,012 µM) à l’obscurité en présence d'un excès 
d’AnaOCP-NTD et des HCPs (0,48 µM ; 40 HCP par PB) dans 1,4 M phosphate : AnaOCP-
NTD (cercles noirs), All4941 (carrés rouges), All1123 (triangles oranges), All3221 (carrés 
violets) et Alr4783 (losanges verts). 
Seule la protéine All4941 (HCP4) est capable de quencher la fluorescence des PBS. Plus de 
détails dans López-Igual et al. (2016). 
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Figure 44 : Complexes HCP-PBS (reconstitution in vitro). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A et B. Les PBS ont été incubées (30 min) à l'obscurité avec les différentes HCPs dans 1,2 M 
phosphate et les complexes ont été isolés dans un gradient de saccharose. La bande bleue a été 
recueillie et analysée.  
(A) Spectres de fluorescence à température ambiante des PBS isolés (ligne en pointillée noir et PBS) 
et des complexes HCP-PBS contenant All1123 (HCP1, bleu), All3221 (HCP2, vert) ou All4941 
(HCP4, rouge).  
(B) (en haut) Composition protéique de la fraction bleue isolée des différents gradients de saccharose 
et (en bas) Immuno-détection des HCPs et de la protéine All1123 (HCP1) isolée. Chaque puits 
contient 5 µM PBS.  
Les protéines All1123 (HCP1) et All3221 (HCP2) d’Anabaena n’induisent aucun déclin de la 
fluorescence car elles sont incapables de s’attacher aux PBS. Plus de détails dans López-Igual et 
al. (2016). 
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Lorsque cette nitrone (amine-oxyde (N-oxyde) d'une imine) réagit avec l’1O2, il est converti 

en un radical nitroxyde stable et paramagnétique, détectable par spectroscopie RPE. La 

production d’1O2 est induite par l'illumination du photo-sensibilisateur, bleu de méthylène ou 

Rose Bengale. Nous avons constaté qu’in vitro, les OCPs isolées à partir de souches de 

Synechocystis et d’E. coli qui diffèrent par leur composition en caroténoïdes (ECN-OCP, 

ZEA-OCP et CAN-OCP) sont toutes d’excellents désactivateurs d’1O2 aussi bien en forme 

orange que rouge (Figure 45A). Ainsi, l’activité d’extinction d’1O2 ne dépend pas du 

caroténoïde associé (Sedoud et al, 2014 ; Bourcier de Carbon et al, 2015).  

Nous avons également montré que le NTD de l’OCP, les protéines All3221 (HCP2) et 

All4783 (HCP3) d’Anabaena peuvent diminuer la production d’1O2 de manière comparable à 

l’OCP. Ces résultats suggèrent qu’elles peuvent être impliquées dans la protection des cellules 

contre le stress oxydatif (López-Igual et al, 2016). La protéine All4941 (HCP4) présente une 

faible activité d’extinction d’1O2. Finalement, la protéine All1123 (HCP1), malgré la présence 

de la cantaxanthine (CAN), est un mauvais désactivateur d’1O2. Son activité n’est pas 

meilleure que celle d'une protéine sans chromophore utilisée comme contrôle (Figure 45B et 

Sedoud et al, 2014 ; López-Igual et al, 2016). Ces résultats indiquent que la structure 

primaire de la protéine joue un rôle essentiel dans l’activité d’extinction d’1O2. 

 

6.2.3. Caractéristiques structurales des HCPs 

Globalement, la forte homologie entre les séquences des HCPs et celui du NTD de 

l’OCP suppose qu’elles pourraient adopter des structures en hélices α similaires à la structure 

récemment déterminée de la CAN-RCPSyn6803 (Leverenz et al, 2015). De plus, les résidus 

du NTD de l'OCP, particulièrement impliqués dans la liaison avec le caroténoïde dans la 

forme cpcR (correspondant à la configuration de la CAN dans l’OCPr), sont hautement 

conservés dans les HCPs (Melnicki et al, 2016). Par conséquent, nous pouvons prédire que le 

repliement en hélices α des HCPs pourrait accueillir différents caroténoïdes dans un site de 

liaison identifié, prévu et conservé. Pour appuyer cette hypothèse, nous avons résolu la 

structure à 3.2 Å de la CAN-HCP1 en collaboration avec le groupe de Kerfeld (PDB ID : 

5FCX, Melnicki et al, 2016). La structure de la protéine CAN-All1123 (HCP1) se superpose 

parfaitement à la structure de la CAN-RCPSyn6803. La CAN se trouve dans la même cpcR 

que celle observée dans la structure de la CAN-RCPSyn6803 (Figure 46 et Melnicki et al, 

2016 ; Leverenz et al, 2015). 
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  Figure 45 : Activité de désactivation de l’oxygène singulet (1O2) de l’OCP et des HCPs. 

 

 

 

 

 

 

 

 

A et B. L’oxygène singulet (1O2) a été produit par illumination (1000 µmol photon.m-2.s-1) du bleu 
de méthylène (10 µM) pendant 3 min en présence de TEMPD-HCl et en l'absence (contrôle) ou en 
présence de différentes concentrations de l'OCP et des HCPs. 
(A) Signaux RPE observés en l'absence d'OCP ou en présence de 4 et 1.5 µM OCP (16 scans). 
(B) Tableau résumant l’I50 de l’OCP, l’AnaOCP-NTD et des HCPs. 
Les protéines All3221 (HCP2) et All4783 (HCP3) sont d’excellents désactivateurs d'oxygène 
singulet comme l’OCP. Plus de détails dans Sedoud et al (2014) et López-Igual et al. (2016). 
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Nous avons donc simulé les structures des autres HCPs d’Anabaena. Elles sont aussi 

composées de deux groupes de quatre hélices α, où la CAN est dans une configuration cpcR 

caractéristique du NTD de l’OCP. La comparaison des structures de la CAN-RCPSyn6803 

(Leverenz et al, 2015) et des HCPs d’Anabaena (Melnicki et al, 2016 ; López-Igual et al, 

2016) révèle la conservation des résidus prédits pour lier le caroténoïde, démontrant ainsi que 

l'attachement d’un caroténoïde est une propriété fondamentale des HCPs. Ceci a été confirmé 

par la purification des quatre HCPs d’Anabaena liant la CAN. Pourtant, les HCP d’Anabaena 

ont des fonctions distinctes, qui pourraient probablement être attribuées à des différences au 

niveau de la structure primaire et l’effet sur les propriétés physiques / chimiques du 

caroténoïde (CAN), ou des interactions protéine-protéine (par exemple l'interaction HCP-

PBS). La protéine All4941 (HCP4) expose, en plus d’une séquence hautement conservée sur 

la Face 1 (comprenant l’Arg155), une charge positive supplémentaire (Lys156) (également 

observée dans l’OCP, Asn156), qui pourrait avoir un rôle dans la liaison entre la protéine 

All4941 (HCP4) et les PBS. Dans les autres HCPs, aucune charge positive supplémentaire 

n’est présente dans le voisinage immédiat de l’Arg155 (Figure 46 et López-Igual et al, 2016). 

Nous avons aussi observé que les HCPs incapables de se lier aux PBS forment des ponts 

salins intramoléculaires, impliquant l’Arg155 et des résidus sur la Face 1: Asp152-Arg155 

dans la protéine All3221 (HCP2); Asp156-Arg155 (confirmé par sa structure) et Asp103-

Arg155 dans la protéine All1123 (HCP1); et Glu103-Arg155 dans la protéine All4783 

(HCP3) (Figure 46). Ce pont salin intramoléculaire pourrait empêcher l'interaction entre 

l’Arg155 et les PBS, essentielle pour le déclin de la fluorescence (López-Igual et al, 2016). 

 
En conclusion, nous avons établi que les HCPs constituent une nouvelle famille de 

protéines en hélices α, liant des caroténoïdes, et ayant une homologie élevée et une similitude 

structurale avec le domaine N-terminal de l’OCP. Membres de différentes branches, les HCPs 

d’Anabaena sont impliquées dans des mécanismes distincts dans les cyanobactéries : nous 

avons démontré que la protéine All4941 (HCP4) est une dissipatrice efficace d’énergie et de 

la fluorescence, les protéines All3221 (HCP2) et All4783 (HCP3) sont d’excellents 

désactivateurs d'oxygène singulet et la protéine All1123 (HCP1) pourrait être impliquée dans 

un mécanisme inconnu (Melnicki et al, 2016 ; López-Igual et al, 2016). 
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Figure 46 : Caractéristiques structurales des HCPs. 

Vue détaillée de la "Face 1" des structures de l’OCP et des HCPs d’Anabaena : (A) NTD (résidus 19-
164) de l’OCP (All3149) [PDB 5HGR], (B) la protéine All1123 (HCP1) [PDB 5FCX] et (C-E) 
structures des autres HCPs générées comme des modèles d'homologie. La CAN est représentée avec 
des bâtonnets gris. Les chaines latérales des résidus clés contribuant aux différences de charges sur la 
"Face 1" et à la formation de ponts salins intramoléculaires avec l’Arg155 sont représentées par des 
bâtonnets avec l'oxygène en rouge et l'azote en bleu. La numérotation des résidus dans les structures 
des HCPs (entre parenthèses après l'identifiant du résidu) correspond à leurs positions en s’alignant 
sur la structure d’All3149 (par exemple numérotation suivant l’OCP (All3149) d’Anabaena).  
La formation de ponts salins intramoléculaires impliquant l’Arg155 empêche l'interaction des 
HCPS aux PBS. Plus de détails dans López-Igual et al. (2016). 
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Discussion et perspectives 

Les cyanobactéries possèdent plusieurs mécanismes photoprotecteurs impliquant des 

changements relativement rapides (< quelques minutes) au niveau de l'appareil 

photosynthétique, afin d'ajuster la quantité de lumière arrivant au photosystème II (PSII). Les 

mécanismes de photoprotection dans les cyanobactéries diffèrent de ceux des plantes et des 

algues, qui possèdent des chlorophylles transmembranaires et des complexes collecteurs de 

lumière (LHC: light harvesting chlorophyll-antenna en anglais) attachant des caroténoïdes. La 

plupart des cyanobactéries récolte la lumière via un important complexe extra-membranaire, 

le phycobilisome (PBS), formé par des phycobiliprotéines auxquelles sont liés de manière 

covalente des pigments bleus et/ou rouges (les phycobilines et/ou phycoérythrines). L’Orange 

Carotenoid Protein (OCP) est spécifiquement impliquée dans le mécanisme de 

photoprotection (NPQcya) associé aux PBS et induit par une intense lumière bleue-verte. 

L'OCP agit comme un senseur de l’intensité lumineuse et un inducteur de la dissipation 

d'énergie, et est la première protéine, photo-active à caroténoïde, connue comme senseur. Au 

cours de cette dernière décennie, depuis l'élucidation de la structure de l'OCP, qui à l'époque 

était une protéine de fonction inconnue, d'importants progrès ont été accomplis dans la 

compréhension de son rôle dans la photoprotection des cyanobactéries. En 2006 (Wilson et 

al, 2006), l’étude des mutants de Synechocystis, nous a permis de démontrer qu’une forte 

lumière bleue-verte induit un déclin de fluorescence qui n'est pas associé à la photoinhibition 

ou aux transitions d’état, mais lié à une diminution spécifique de l’émission de fluorescence 

des PBS. Dans cette même étude, nous avons prouvé que l’OCP est indispensable pour le 

déclenchement du mécanisme de dissipation thermique, au niveau des PBS, de l’excès 

d’énergie absorbée. En l'absence de l'OCP, il n'y a pas de mécanisme photoprotecteur 

démontrant que le mécanisme de photoprotection (NPQcya) induit par une forte lumière 

bleue-verte est dépendant des PBS et de l’OCP et non de la protéine IsiA, comme l’avaient 

proposé Cadoret et al. (2004) et Joshua et al. (2005) (Wilson et al, 2006, 2007). Le déclin de 

fluorescence est corrélé à la diminution de la taille effective des antennes et de l'énergie à 

destination des centres réactionnels (Wilson et al, 2006; Rakhimberdieva et al, 2010; 

Gorbunov et al, 2011), protégeant ainsi les cellules du photo-endommagement sous forte 

illumination (Wilson et al, 2006) et sous des conditions de lumières fluctuantes (Boulay et al, 

2008). 
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L’OCP codée de manière constitutive par le gène slr1963 dans la cyanobactérie Synechocystis 

PCC 6803 est très répandue dans les souches de cyanobactéries contenant des PBS, mais 

environ 20% des souches en sont dépourvues (Kirilovsky et Kerfeld, 2012). Par exemple, S. 

elongatus 7942 et T. elongatus (et T. vulcanus), souches souvent utilisées dans des études sur 

la photosynthèse des cyanobactéries, n’ont pas ce mécanisme de photoprotection et elles sont 

plus sensibles aux fortes irradiations (Boulay et al, 2008). L'amplitude du déclin d'énergie et 

de la fluorescence dépend de la concentration de l’OCP (Wilson et al, 2007; Wilson et al, 

2008; Gorbunov et al, 2011; Kuzminov et al, 2012). Dans la souche de Synechocystis 

surexprimant l’OCP ou WT exposée à des conditions de stress telle qu’une forte illumination 

ou une carence en fer, nous avons observé un large déclin de la fluorescence en rapport avec 

une concentration élevée d’OCP (Boulay et al, 2008; Wilson et al, 2007, 2008). La présence 

de l’OCP a dû jouer un rôle clé dans la capacité des cyanobactéries à réguler l’utilisation de la 

lumière et à s’adapter aux différentes niches écologiques. 

 

Modèle du mécanisme de photoprotection associé à l’OCP 

En se basant sur tous les résultats obtenus jusqu’à aujourd’hui, je propose la séquence 

d'événements suivante de la photo-activation de l’OCP au mécanisme de photoprotection 

associé (Figure 47). Trois éléments sont nécessaires et suffisants pour l’induction par une 

lumière bleue-verte du mécanisme de photoprotection dans les cyanobactéries: OCP, PBS et 

FRP. L’absorption d’une intense lumière bleue-verte par le céto-caroténoïde de l’OCPo 

(forme orange stable inactive) déclenche des changements conformationnels dans le 

caroténoïde et la protéine, déstabilisant son interaction avec le domaine C-terminal (CTD). 

Ces modifications provoquent la rupture des liaisons hydrogènes entre le carbonyle du 3’-

hECN et les Tyr201 et Trp288. La présence d'un groupement carbonyle conjugué à la position 

C4 du caroténoïde et des résidus Tyr-201 et Tyr-288 sont requis et nécessaires pour la photo-

activation de l’OCP. En revanche, les résidus Tyr44 et Trp110 sont primordiaux pour 

stabiliser l’OCPr. D’autres changements structurels, impliquant la dynamique du CTD comme 

la rupture des interactions à l'interface "majeure" (renfermant le pont salin inter-domaine 

R155-E244) où les deux domaines sont en contact dans l’OCPo, vont induire une forme rouge 

active métastable, OCPr. La rupture du pont salin R155-E244 induit une conformation 

ouverte de l’OCPr, et expose la surface (Face 1) du domaine N-terminal (NTD) comprenant 

l’Arg-155, dont la charge positive est primordiale pour la liaison de l'OCPr aux PBS.  
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Figure 47 : Modèle schématique du mécanisme de NPQcya : rôle de l’OCP et de la FRP. 

(1) À l'obscurité et sous faible lumière, l'OCP est principalement sous la forme orange (OCPo) et elle 
n’est pas (ou faiblement) attachée au PBS. (2) L'absorption d’une forte lumière bleue-verte induit des 
changements conformationnels dans le caroténoïde et la protéine (à savoir, la dissociation de bras N-
terminal, la séparation des 2 domaines et la translocation du caroténoïde dans le domaine N-
terminal), convertissant l’OCPo en une forme active, rouge (OCPr). L’OCPr revient à l’OCPo à 
l'obscurité ou lorsque qu’elle interagit avec la FRP (fluoresence recovery protéin). (3) L’OCPr se lie 
à l'un des cylindres basaux du cœur du PBS par l'intermédiaire de son domaine N-terminal (NTD) 
qui s’intercale entre les deux derniers trimères alors que le domaine C-terminal (CTD) reste 
suspendu à l'extérieur du cylindre. Un déclin de la fluorescence et de l'énergie transférée aux centres 
réactionnels ainsi qu’une augmentation de la dissipation de l’excès d’énergie sous forme de chaleur 
sont alors induits. (4) La FRP, dimérique se lie au domaine C-terminal de l’OCPr permettant ainsi de 
la détacher du PBS et (5) d’accélérer la conversion de l’OCPr en OCPo restaurant ainsi son état 
fondamental (interaction entre les 2 domaines et translocation du caroténoïde dans le CTD). À 
l'obscurité (ou faible lumière), conditions dans lesquelles l'OCP n’est pas photo-activée, l'action de la 
FRP permet la récupération de la fluorescence de l’antenne. Plus de détails dans Kirilovsky (2015) et 
Harris et al. (2016). 
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La séparation du NTD et du CTD de l'OCP requiert également la dissociation de l'interface 

"mineure", où le bras N-terminal (constitué par les 19 premiers résidus) et le CTD sont en 

contact. La structure «ouverte» de l’OCPr, dans laquelle le NTD et le CTD de l'OCP sont 

complètement dissociés, provoque un déplacement de 12 Å du caroténoïde à l’intérieur du 

NTD pour se protéger du solvant. La photo-activation de l’OCP et l'accumulation de l'OCPr 

sont essentielles pour l'induction du mécanisme de photoprotection. Le désassemblage du 

NTD et du CTD permet à la Face 1 du NTD de l’OCPr de se lier fortement aux PBS, 

contribuant ainsi à la dissipation thermique de l’énergie et au déclin de la fluorescence des 

PBS. Par conséquent, le CTD régule l’activité de l’OCPo en empêchant sa liaison aux PBS. 

Dans la cellule, l'amplitude du déclin d'énergie dépend de la concentration de l’OCPr qui 

résulte d'une part de la concentration de l'OCP, de l'intensité lumineuse et de la température et 

d’autre part, de la stabilité et de l’affinité de l’OCPr pour les PBS. Seule l’OCPr est capable 

de se fixer au PBS. La fixation d’une OCPr est suffisante pour éteindre la quasi-totalité de la 

fluorescence du PBS. L’OCPr se lie spécifiquement au cœur du PBS sur l'un des cylindres 

basaux. Le NTD de l’OCPr s’intercale dans le PBS, entre les deux trimères externes d’APC 

(le second et le trimère terminal) d'un des cylindres basaux, alors que le CTD se retrouve à 

l'extérieur du cylindre. Par ailleurs, ApcC est déplacé dans la cavité du cylindre, stabilisant 

ainsi l'interaction entre l'OCPr et le PBS. Le premier site du déclin de la fluorescence et 

d’énergie est une biline émettant à 660 nm. Une fois attachée aux PBS, l’OCPr est stabilisée 

et dissipe sous forme de chaleur l’excès d’énergie absorbée, soit par transfert de charge entre 

une des bilines émettant à 660 nm et le caroténoïde (3’-hECN) de l’OCPr, ou via un transfert 

d’énergie de l’état excité de la biline aux états ICT et S1 du 3’-hECN dans l’OCPr. Le CTD 

de l’OCPr intervient dans la désactivation du mécanisme de photoprotection à travers son 

interaction avec la FRP (Fluorescence Recovery Protein), le 3ème acteur du système. La FRP 

codée par le gène slr1964 chez Synechocystis est une protéine soluble sans chromophore de 

13 kDa et active sous forme dimérique. La FRP interagit uniquement avec l’OCPr et la 

convertit rapidement en OCPo. Ainsi, la stabilité de l’OCPr non liée au PBS influe aussi sur la 

vitesse et l'amplitude du déclin de la fluorescence, qui va dépendre également de la 

concentration de la FRP et de son affinité pour l’OCPr. La FRP, en interagissant avec l’OCPr 

liée au PBS, induit sa reconversion en OCPo et presque simultanément son détachement du 

PBS. Sous forte illumination, une nouvelle OCPr va rapidement se fixer au PBS qui 

«demeure» désactivé.  
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À l'obscurité ou à faible lumière, la concentration de l’OCPr est nulle ou faible et une 

récupération rapide de la fluorescence du PBS sera observée, suivi par la récupération d'une 

antenne entièrement fonctionnelle. Ceci permet ainsi aux PBS de capter l’énergie lumineuse 

et de le transférer aux centres réactionnels dans les conditions où la photoprotection n’est plus 

nécessaire. Bien que les dernières découvertes aient permis d’énormes progrès dans la 

compréhension du mécanisme de photoprotection, des points importants restent en discussion, 

et sont à élucider.  

 

Quel est le site de fixation de l’OCP et du déclin de la fluorescence dans les PBS ?  

L’intercalation du NTD entre le trimère terminal (contenant ApcD) et le second 

trimère (incluant le monomère ApcEF) pourrait expliquer comment le caroténoïde (3’-hECN) 

est amené au voisinage des bilines d’APC du cœur du PBS à une distance favorisant un déclin 

efficace de l'énergie (Harris et al, PNAS 2016). Notre modèle est en accord avec les récents 

résultats de Kuzminov et al. (2014) qui ont également proposé que le site de fixation de l'OCP 

sur le PBS est probablement situé entre ces deux trimères. Nos résultats ne sont pas en 

contradiction avec les résultats de Tian et al. (2011) qui désignent les bilines émettant à 660 

nm comme le premier site du déclin de la fluorescence. Par ailleurs, les trimères comprenant 

ApcD et ApcE renferment également deux paires de bilines émettant à 660 nm. Mais il n’est 

pas impossible que le NTD puisse réellement interagir avec des bilines sur les deux trimères, 

expliquant ainsi l'extinction de la fluorescence d’une biline émettant à 660 nm et d’une autre 

émettant à 680 nm attachée à la protéine ApcE observée par Kuzminov et al. (2012). Nos 

résultats montrent également que lors de la fixation de l'OCP, ApcC se déplace et se 

rapproche d’ApcF (Harris et al, PNAS 2016). Nous avons suggéré dans le passé qu'il existe 

une homologie structurale entre le CTD de l’OCP et ApcC qui stabilise les deux trimères 

externes d’APC du cœur du PBS (Wilson et al, 2008). En se déplaçant dans le cylindre, ApcC 

pourrait stabiliser la liaison en mimant le CTD expliquant davantage la stabilité de 

l'interaction OCP-PBS in vivo et in vitro. Le positionnement du CTD à l’extérieur du cylindre 

permet son accessibilité à la FRP dont le rôle est de détacher l'OCP du PBS (Gwizdala et al, 

2011 ; Sutter et al, 2013). L'OCP interagit également avec des composants du bras (CpcG et 

CpcB) du PBS (Harris et al, 2016), mais la présence des bras, qui est importante pour la 

stabilité du complexe OCP-PBS, n’est pas indispensable pour la liaison de l’OCP au PBS. 



123 

 

L’étude des mutants de résidus des trimères d’APC interagissant avec l’OCP et de 

résidus du linker de l’OCP pourrait nous fournir pl us d'informations sur le site de 

liaison de l'OCP au PBS. 

L’intercalation du NTD entre les deux trimères externes et le mouvement du 

caroténoïde (Leverenz et al, 2015) pourrait rapprocher à une distance de 5-10 Å l'un ou les 

deux anneaux du 3’-hECN des bilines (Harris et al, PNAS 2016). Tian et al. (2011, 2012) 

ont proposé que cette faible distance entre le 3’-hECN et la biline émettant à 660 nm pourrait 

permettre un transfert de charge entre la biline et le 3’-hECN, provoquant un rapide (240 +/- 

60 fs)-1 et efficace déclin de la fluorescence (80%). Cependant, ils n’excluent pas la possibilité 

qu’un transfert d’énergie de la biline au 3’-hECN puisse être responsable du déclin. Berera et 

al. (2012), en se basant sur les caractéristiques des états excités de l’OCPr, ont suggéré un 

transfert d’énergie de l’état excité de la biline à l’état ICT et S1 du 3’-hECN dans l’OCPr, le 

rendant extrêmement efficace pour dissiper l’énergie. Des mesures d'absorption 

ultrarapides des complexes OCP-PBS transitoires seront nécessaires pour distinguer ces 

deux mécanismes. Néanmoins, la modification de la structure d’un des cylindres basaux du 

cœur du PBS, provoquée par la liaison du NTD de l’OCP, pourrait être la source réelle de la 

dissipation d'énergie, empêchant ainsi la transmission d'énergie vers les centres réactionnels. 

La séparation du trimère terminal du second pourrait affecter l'environnement protéique d'une 

ou de plusieurs bilines située(s) dans la région d'interaction entre l'OCP et le PBS inhibant, 

leurs capacités de propagation d’énergie ou les convertissant en dissipateurs d’énergie, 

comme l’ont proposé Wang et Moerner (2015). La cristallisation du complexe OCPr-PBS 

quenché ou d'autres études structurales et spectroscopiques seront nécessaires pour 

élucider le mécanisme d'extinction de l'énergie. 
 

Quel est le mécanisme moléculaire de la FRP et son site d'interaction avec l'OCP ? 

Nos résultats indiquent que la FRP pourrait agir en diminuant l'énergie 

d'activation de la reconversion OCPr en OCPo. L’énergie d'activation semble être 

beaucoup plus élevée pour les OCPs mutées R155E et E244L que pour l’OCP WT. À 10°C, la 

FRP n’a presque pas d’effet sur la cinétique alors qu'à 19°C, la FRP accélère la reconversion 

(OCPr en OCPo) des mutants E244L et R155E (Wilson et al, 2012). Ces données suggérent 

que la diminution de l’énergie d’activation induit par la FRP dans le cas des mutants n’est pas 

suffisante, pour que la réaction se fasse à 9°C.  
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En 2013, la structure de la FRP de Synechocystis, nous a permis d'identifier son site actif - un 

patch d'acides aminés exposés à l'interface monomère-monomère. En outre, des expériences 

de co-immunoprécipitation ont révélé que la FRP interagit uniquement avec le domaine C-

terminal (CTD) de l'OCP (Sutter et al, 2013). Même si un modèle d’interaction OCP-FRP a 

donné des pistes sur les résidus qui pourraient être de bons candidats pour une mutagenèse 

ciblée, nous n’avons pas encore déterminé lequel ou lesquels de ces résidus du CTD de l’OCP 

interagi(ssen)t avec la FRP. La résolution de la structure du domaine C-terminal et/ou du 

complexe CTD/FRP ainsi que l’étude de mutants de résidus du CTD interagissant avec 

la FRP, nous permettront de décrire les résidus de l’OCP importants pour les changements 

conformationnels de l’OCPr en OCPo.  

Une question sur la manière dont les organismes qui ne possèdent pas la FRP 

accomplissent la reconversion (OCPr en OCPo) demeure ouverte, mais nous savons que 

l’OCPr peut thermiquement se reconvertir en OCPo sans interaction avec aucune protéine. 

 

Quel est l’état oligomérique de l’OCP ? 

Des expériences par spectrométrie de masse et filtration sur gel ont montré que 

l’OCPo est sous forme dimérique en solution (Kerlfeld et al, 2003), une forme régulièrement 

observée dans ses nombreuses structures cristallines. L’existence de changements 

fonctionnels de l'état oligomérique de protéines sensibles à la lumière bleue valide la 

possibilité qu’une OCP fonctionnelle soit dimérique. Néanmoins, il reste à démontrer que 

l’OCPo est sous forme dimérique dans les cellules. Toutefois, l'OCP de Synechocystis a été  

éluée comme monomère par filtration sur gel (Wilson et al, 2010). Des données récentes 

montrent qu’en solution, l’OCPo peut être présente sous forme d'une mixture (1:1) 

monomère/ dimère ou seulement monomérique (Gupta et al, 2015 ; Zhang, Liu et al, 2016), 

alors que l’OCPr est surtout présente sous forme monomèrique (Zhang et al, 2014). Les 

structures de l’OCPo représentent deux protéines agencées en dimère antiparallèle. L'interface 

de dimérisation implique principalement le domaine N-terminal avec 14 liaisons hydrogènes, 

deux ponts salins (entre Arg27 et Asp19), ainsi que deux molécules d'eau conservées. 

Cependant, seulement trois des 22 résidus qui composent cette interface sont conservés parmi 

les homologues de l’OCP. Il a été proposé que le détachement du bras N-terminal du CTD 

faciliterait la monomérisation de l’OCP, au moins in vitro, lors de la photo-activation (Liu et 

al, 2014; Zhang et al, 2014).  
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En revanche, Gupta et al (2015) ont démontré qu'aucune modification de l'état oligomérique 

(par exemple, la dimérisation) n’est requise pour la photoactivation de l’OCP. Par conséquent, 

il est probable que la dimérisation observée à plusieurs reprises dans les cristaux est un 

artefact dû à une concentration relativement élevée de protéines et/ ou aux conditions de 

cristallisation.  

L’analyse d’une préparation de membranes-phycobilisomes ou du lysat cellulaire 

d’E. coli par bleu d’électrophorèse en gel de polyacrylamide natif (BN-PAGE), séparant 

dans des conditions natives, des protéines dont l’OCP combiné ou non à un gel 

dénaturant (SDS-PAGE), suivi d’une détection par immuno-blot pourrait aider à 

démontrer l'état oligomérique de l’OCP dans la cellule. Le développement de BN-PAGE 

généralement utilisé pour séparer des complexes multiprotéiques ou membranaires 

(Schagger et Jagow, 1991 ; Schagger, Cramer et al, 1994) pour les protéines solubles 

permettra de déterminer dans des conditions natives l'état oligomérique de l’OCP isolée 

en solution. 

La technique de transfert d'énergie entre molécules fluorescentes ou transfert 

d'énergie par résonance de type Förster (FRET, acronyme de l'anglais Förster 

resonance energy transfer ou fluorescence resonance energy transfer) est une piste pour 

étudier les changements de l'état oligomérique de l’OCP (passage de la forme dimère à la 

forme monomère) lors de la photoactivation. Le FRET mesure des intensités entre deux 

fluorophores, donneur et accepteur, incorporés à différentes positions de la protéine à l’aide 

d’un fluorimètre ou en microscopie. Le marquage chimique d’une cystéine unique avec un 

fluorophore naphtalimide relié à la phénazine, accepteur d'énergie, est utilisé pour la détection 

sélective de la cystéine. Or deux cystéines (Cys84 et 245) sont présentes dans l’OCP. La 

Cys84 est à la surface de l’OCP mais elle ne peut pas servir pour les mesures de FRET car la 

distance entre les Cys84 d’un dimère est trop importante. Il est donc nécessaire qu’elle soit 

mutée (Cys84Ala par exemple). En revanche, il n’est pas utile de muter la Cys245, qui se 

trouve à l’intérieur de l’OCP. Le bon candidat pour ces mesures pourrait être dans le dimère, 

les Glu130 qui se trouvent à une distance de 45 Å, mais il faut les muter en Cys (Glu130Cys). 

La construction d’un double mutant Cys84Ala / Glu130Cys pourrait permettre de 

réaliser des mesures de FRET. 
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Quel est le mécanisme de photo-activation de l’OCP? 

L’ensemble de nos données confirment des fonctions distinctes pour chaque domaine 

de l'OCP dans la photochimie et la photoprotection : l’activité de dissipation d’énergie 

constitutive du domaine actif N-terminal et le rôle de régulateur du domaine C-terminal 

(CTD) à travers ses réponses à la lumière et à la FRP. Ces données suggèrent qu’il pourrait 

avoir des similarités mécanistiques entre l’OCP et d’autres protéines photorécepteurs de la 

lumière bleue qui comportent des domaines BLUF (Blue Light Using Flavin) et LOV (Light 

Oxygen Voltage). Les domaines BLUF et LOV fonctionnent généralement comme des 

domaines récepteurs / d’entrée qui peuvent être associés, soit de manière covalente, ou non 

covalente à différents domaines de sortie pour réaliser diverses fonctions telles que la 

transduction du signal, l'activité enzymatique ou la liaison de l'ADN (Crosson et al, 2003 ; 

Losi, 2007). Peut-on considérer l’OCP comme un récepteur de lumière bleue ? Il y a une 

similitude structurelle entre les domaines BLUF et LOV et le domaine C-terminal de l'OCP : 

tous présentent un noyau en feuillets β entouré par des hélices α. Dans les domaines BLUF et 

LOV, des changements dans le chromophore en réponse à la lumière provoquent des 

modifications des liaisons hydrogènes intra-protéine entre les hélices α et les feuillets β. Ces 

modifications induisent des changements à l’interface inter-domaine et/ou l'exposition de 

régions de la structure et facilitent de nouvelles interactions protéine-protéine spécifiques, en 

réponse au signal lumineux. Par exemple, dans certains systèmes photo-senseurs associés à 

LOV, la lumière altère la liaison hydrogène au chromophore. Elle se propage à travers le 

feuillet β, aboutissant au déplacement d'une hélice (Jα) qui interagit par ailleurs avec le 

domaine effecteur (Harper et al, 2003, 2004). De plus, dans bon nombre de ces systèmes, les 

molécules d'eau structurellement conservées sont également connues pour jouer un rôle dans 

les changements conformationnels qui convertissent le signal lumineux en une fonction 

effectrice.  

Dans l'OCP, l'absorption de la lumière par le caroténoïde (3’-hECN) induit des 

changements dans le 3’-hECN qui entraînent des modifications au niveau des liaisons 

hydrogènes entre le groupement carbonyle du caroténoïde et les résidus Tyr201 et Trp288 du 

domaine C-terminal de la protéine. Celles-ci peuvent se propager par le biais de la protéine et 

les changements de liaisons hydrogènes, aboutissant à une «ouverture» de l'OCP et à 

l'exposition de l’Arg155, essentielle pour la liaison de l'OCP au PBS. 

 



127 

 

Gupta et al, (2015) ont démontré qu’un réseau de liaisons hydrogènes émanant du 3’-hECN 

jusqu’à la surface de l’OCP ainsi que la présence de molécules d'eau structurellement 

conservées sont impliqués dans la voie de propagation du signal. De plus, nous avons observé 

que dans les mutants des résidus Trp288 et Tyr201 (mutants dans lesquels l'une des liaisons 

hydrogènes entre l’OCP et le 3’-hECN est absent), des changements de conformation, critique 

pour l'interaction entre le caroténoïde et la biline, ne sont apparemment pas induites, 

conduisant à l'absence de la dissipation d'énergie (Wilson et al, 2011). La représentation de 

l'OCP comme une protéine modulaire avec des domaines structurels et fonctionnels distincts a 

fait progresser de manière significative la compréhension mécanistique de la fonction 

photoprotectrice de l'OCP. La structure modulaire et la fonction de l'OCP diffèrent des autres 

protéines photo-senseurs, parce que chaque domaine de l'OCP exige absolument le 3’-hECN 

pour remplir sa fonction. Le domaine C-terminal ne peut pas fonctionner comme un 

photosenseur sans l'absorption de la lumière par le 3’-hECN. Le domaine effecteur N-

terminal, lorsqu'il est lié au PBS requiert le 3’-hECN pour directement dissiper l'énergie (Tian 

et al, 2011, 2012; Berera et al, 2012 ; Polivka et al, 2005). L'OCP représente donc un système 

remarquablement minimisé dans lequel les domaines senseur et effecteur partagent un seul 

caroténoïde qui est essentiel, à la fois pour la fonction de photosenseur et de photoprotection. 

Pour élucider le photocycle de l’OCP, l’étude spectroscopique de la fluorescence des 

Trp277 et 288 proches du 3’-hECN pourrait nous fournir des informations sur les 

changements conformationnels de la protéine ainsi que sur les étapes intermédiaires. 
 

Quelle sont les fonctions des homologues N et C-terminaux de l’OCP ?  

Dans un certain nombre de génomes cyanobactériens, surtout chez les cyanobactéries 

fixatrices d’azote, des gènes codant des homologues du NTD et du CTD de l’OCP sont 

présents. Par exemple, dans la cyanobactérie Anabaena (Nostoc) PCC 7120, quatre 

homologues du NTD sont exprimés en présence ou en absence de nitrate (López-Igual et al, 

2016). L’analyse phylogénétique montre que ces quatre protéines appartiennent à quatre 

branches différentes (Melnicki et al, 2016). Le développement de la production d’holo-OCP 

dans E. coli (Bourcier de Carbon et al, 2015) a permis de démontrer clairement que ces 

protéines sont en hélices α, attachent un caroténoïde, ont des fonctions diverses et constituent 

une nouvelle famille de protéines liant des caroténoïdes, nommée HCPs (Helical Carotenoid 

Proteins). 

 



128 

 

Seule la protéine All4941 (HCP4) est capable de se lier aux PBS avec une haute 

affinité et d’éteindre efficacement leurs fluorescences. Dans des conditions de stress, telles 

qu’une baisse de température ou de CO2, dans lesquelles la chaîne photosynthétique de 

transport d'électrons est réduite ou dans des conditions de faible éclairage où l'OCP n’est pas 

photo-activable, l'expression du gène all4941 (HCP4) augmente probablement et pourrait être 

impliquée dans un mécanisme diminuant l'énergie arrivant aux centres réactionnels. Ce rôle 

serait également essentiel dans les hétérocystes afin de réduire le transfert d'énergie des PBS 

encore connectés aux PS. En se basant sur une complète analyse phylogénétique, il a été 

proposé que la protéine All4941 (HCP4) soit l’ancêtre du NTD de l’OCP. Il a aussi été 

suggéré que l’organisation modulaire de l’OCP contribue à son évolution comme 

l'assemblage d'homologues N- et C-terminaux, formant des OCPs complètes avec 

d’exceptionnelles propriétés photosenseurs et photoprotectrices (Kerfeld et al, 2003; 

Kirilovsky et Kerfeld, 2013; Melnicki et al, 2016). De plus, des données préliminaires ont 

montré que le gène all4940 (CTDH) adjacent au gène all4941 (HCP4), est exprimé en 

présence ou en absence de nitrate (López-Igual et al, 2016). Ainsi, la formation d'un 

complexe All4941-CTDH inhibant un indésirable déclin d'énergie au niveau du PBS dans des 

conditions de faible éclairage est possible dans les cellules d’Anabaena. Cette hypothèse est 

actuellement testée. La formation d'un hétérodimère HCP4-CTDH photoactivable comme 

l’OCP reste à étudier. Pour comprendre l’évolution de l’OCP, la construction d’OCPs à 

partir des HCP4 et des CTDH de différentes souches de cyanobactéries sera nécessaire.  

Les protéines All3221 (HCP2) et All4783 (HCP3) se révèlent être d’excellentes 

désactivateurs d’oxygène singulet (1O2) comme l’OCP (López-Igual et al, 2016). En effet, 

nous avons démontré que l'OCP, en plus de son activité dans le déclin d’énergie, joue un 

important rôle dans l’extinction de l’1O2 produit sous une forte intensité lumineuse, protégeant 

ainsi les cellules du stress oxydatif (Sedoud et al, 2014 ; Bourcier de Carbon et al, 2015). 

La protéine All1123 (HCP1) est la seule HCP d’Anabaena qui ne semble pas avoir de rôle 

dans le déclin de la fluorescence des PBS et de l'oxygène singulet, même si elle attache un 

caroténoïde (Melnicki et al, 2016 ; López-Igual et al, 2016). La protéine All1123 (HCP1) est 

soluble et est présente dans le cytoplasme des cellules végétatives et des hétérocystes sans 

aucune interaction claire avec les membranes thylacoïdiennes et les PBS. Nous avons proposé 

qu’elle pourrait éventuellement avoir une fonction de transporteur de caroténoïdes du site de 

synthèse situé dans la membrane thylacoïdienne au cytoplasme.  
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Etant donné que les HCPs sont exprimées dans les cellules d’Anabaena, l’étude de 

mutants de délétion des HCPs 1, 2, 3 et 4 pourraient nous permettre d’élucider leurs 

rôles.  

Nous avons observé dans les structures des protéines All3221 (HCP2), All4783 (HCP3) et  

All1123 (HCP1), l’existence d’un pont salin intramoléculaire impliquant l’Arg155 et des 

résidus sur la Face 1, qui empêche ces HCPs de se lier aux PBS et d’induire le déclin de la 

fluorescence (Figure 46 et López-Igual et al, 2016). L’étude de mutants causant la rupture 

du pont salin intramoléculaire pourra nous permettre de rétablir l’activité de dissipation 

d’énergie de ces HCPs. 
 

Par ailleurs, la question sur l’induction par la lumière du mécanisme de NPQcya dans 

des souches cyanobactériennes dépourvues du gène entier ocp reste ouverte. Le fait que 

certaines cyanobactéries (comme T. Elongatus) possédent des gènes en tandem codant pour 

les domaines N- et C-terminaux, mais ne présentent pas le mécanisme de photoprotection 

induit par la lumière bleue-verte (Boulay et al, 2008) ainsi que le gène codant la FRP, suggère 

que leurs rôles pourraient être complètement différentes de celle de l'OCP. Il sera intéressant 

d’exprimer le domaine N-terminal dans E. coli afin de déterminer si ce domaine peut 

lier un caroténoïde et avoir une activité d’extinction d’énergie et d’1O2. L’étude 

d’expression par des expériences de transcription inverse, de PCR quantitative et 

d’isolation dans T. Elongatus pourrait nous donner des indices sur l’expression cellulaire 

des domaines N- et C-terminaux. L’introduction du gène entier ocp, frp et des gènes 

impliqués dans la synthèse de caroténoïdes tel que l’échinénone dans T. Elongatus 

permettra d’obtenir une souche présentant un mécanisme de NPQcya. 
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Quelles applications pour l’OCP? 

L’OCP protège les photosystèmes et les cellules via deux mécanismes différents: par 

le déclin de l'excès d’énergie d'excitation diminuant ainsi les séparations de charge dans les 

centres réactionnels, et par l’extinction de l'oxygène singulet formé au cours des réactions 

photochimiques qui se déroulent dans les centres réactionnels et dans les antennes. Ces deux 

mécanismes de photoprotection se complètent mutuellement. En effet, le déclin de l'énergie 

d'excitation ne peut pas éliminer totalement les réactions photochimiques. L’1O2 peut 

également se former à de faibles intensités lumineuses lorsque d'autres stress abiotiques sont 

présents, conditions dans lesquelles l'activité de dissipation d'énergie de l’OCP n'est pas 

activée. Ainsi, dans les cyanobactéries, le caroténoïde de l'OCP a une double fonction 

photoprotectrice (comme déclin d'énergie et d’1O2), comme la zéaxanthine dans les antennes 

des plantes (Frank et Cogdell, 1996).  

Le développement de la production d’holo-OCP (OCP liant un caroténoïde) dans E. 

coli (Bourcier de Carbon et al, 2015) a non seulement accéléré l'élucidation du mécanisme 

de photoprotection associé à l’OCP par synthèse rapide des mutants de l’OCP. Mais il 

permettra l'isolation et la caractérisation d'autres protéines liant des caroténoïdes ou 

d’antioxydants ayant de potentielles applications pharmaceutiques et cosmétiques. Le 

statut de première protéine photo-active à caroténoïde connue, comme senseur, ainsi que sa 

solubilité dans l'eau, font de l'OCP un modèle précieux pour l'étude des propriétés 

énergétiques et photophysiques à l’état-solution des caroténoïdes, qui sont une classe 

diversifiée de molécules présentes dans tous les domaines de la vie. De plus, les caroténoïdes 

sont largement étudiés pour leurs propriétés anti-oxydantes, et donc l’OCP peut servir de 

matrice pour la livraison de caroténoïdes à des fins thérapeutiques en médecine. En 

raison de sa grande efficacité dans l'extinction de la fluorescence couplée au faible rendement 

de sa photoactivation par des longueurs d'onde spécifiques de la lumière, l'OCP a des 

propriétés idéales comme photoswitch (protéine modulaire avec un domaine senseur et 

effecteur) analogue à d'autres récepteurs de lumière bleue. Ceci suppose qu'elle peut servir 

de base à un nouveau type de système pour le développement de technologies en 

optogénétique. 
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Résumé : La lumière est essentielle pour les 
organismes photosynthétiques qui convertissent 
l'énergie solaire en énergie chimique. Cependant, la 
lumière devient dangereuse lorsque l'énergie qui 
arrive aux centres réactionnels de l'appareil 
photosynthétique, est en excès par rapport à l’énergie 
consommée. Dans ce cas, la chaîne de transport 
d'électrons photosynthétiques se réduit et les espèces 
réactives de l'oxygène (ROS) sont accumulées, 
notamment au niveau des PSI et PSII. Les 
cyanobactéries ont développé des mécanismes 
photoprotecteurs qui diminuent l'énergie transférée 
au PSII atténuant ainsi l'accumulation de ROS et les 
dommages cellulaires, comme l’extinction non-
photochimique (NPQcya) induite par la lumière 
bleue-verte. La soluble Orange Carotenoid Protein 
(OCPo) est essentielle pour ce mécanisme de 
photoprotection. L'OCP agit comme un senseur de 
l’intensité lumineuse et un inducteur de la dissipation 
d'énergie des phycobilisomes (PBS), l'antenne 

extra-membranaire des cyanobactéries. L'OCP est la 
première protéine photo-active à caroténoïde connue 
comme senseur. Une forte lumière bleue-verte 
déclenche des changements structurels dans l'OCPo 
qui induisent une forme active, rouge (OCPr). Le 
domaine N-terminal de l’OCPr, en s’intercalant entre 
les trimères externes d’un des cylindres basaux du 
cœur du PBS, augmente la dissipation thermique de 
l'énergie au niveau de l'antenne. L'OCP possède 
aussi une autre fonction : l’extinction de l’oxygène 
singulet, qui protège les cellules du stress oxydatif. 
Pour récupérer pleinement la capacité de l’antenne 
en faible lumière, une deuxième protéine est 
nécessaire, la "Fluorescence Recovery Protein" 
(FRP), dont le rôle est de détacher l’OCPr des PBS 
et d’accélérer sa reconversion en OCPo inactive. Ce 
manuscrit est un état des lieux des connaissances et 
des dernières avancées sur le mécanisme de NPQ 
associé à l'OCP dans les cyanobactéries. 

 

 

Title : Photoprotective mechanism related to the Orange Carotenoid Protein and paralogs in 
cyanobacteria 
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Abstract: Photosynthetic organisms use light 
energy from the sun in order to perform 
photosynthesis and to convert solar energy into 
chemical energy. Absorbance of excess light energy 
beyond what can be consumed in photosynthesis is 
dangerous for these organisms. Reactive oxygen 
species (ROS) are formed at the reaction centers and 
collecting light antennas inducing photooxidative 
damage which can lead to cell death. In 
cyanobacteria, one of these photoprotective 
mechanisms consists to reduce the amount of 
energy arriving to the reaction centers by thermal 
dissipation of the excess absorbed energy. Energy 
dissipation is accompanied by a decrease of 
Photosystem II-related fluorescence emission called 
non-photochemical quenching (NPQ). The soluble 
Orange Carotenoid Protein (OCPo) is essential for 
this photoprotective mechanism. The OCP is the 
first photo-active protein with a carotenoid known 
as light intensity sensor and acts as energy quencher 

of the phycobilisome (PB), the extra-membrane 
antenna of cyanobacteria. Structural changes occur 
when the OCPo absorbs a strong blue-green light 
leading to a red active form (OCPr). The N-terminal 
domain of OCPr burrows into the two external 
trimers of the core basal APC cylinders of the PB 
and increases thermal energy dissipation at the level 
of antenna. The OCP has an additional function in 
photoprotection as oxygen singlet quencher 
protecting cells from oxidative stress. Under low 
light conditions, to recover the full antenna capacity, 
a second protein is needed, the "Fluorescence 
Recovery Protein" (FRP), whose role is to detach 
the OCPr from the PB and accelerate its conversion 
into an inactive OCPo. In this manuscript, I will 
review the knowledge about the OCP, since the 
discovery of the mechanism and its characterization 
to the latest advances on the OCP-related-NPQ 
mechanism in cyanobacteria. 

 

 


