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1.	Le	stress	oxydant	

	 1.1.	Les	Espèces	Réactives	de	l’Oxygène	

	

Pour	 les	 organismes	 aérobes,	 le	 dioxygène	 (ou	 oxygène	 moléculaire,	 O2)	 est	 une	
molécule	à	double	tranchant.	Puisque	le	dioxygène	est	l’accepteur	final	des	électrons	dans	la	
chaîne	respiratoire,	il	est	nécessaire	à	leur	survie.	D’un	autre	côté,	le	dioxygène	est	un	oxydant	
puissant,	 d’un	 point	 de	 vue	 thermodynamique.	 Par	 chance,	 à	 cause	 de	 sa	 structure	
électronique	 à	 l’état	 fondamental	 (état	 fondamental	 triplet),	 le	 dioxygène	 ne	 réagit	 pas	
rapidement	avec	la	plupart	des	molécules	biologiques.	L’oxygène	moléculaire	cause	donc	peu	
de	dégâts	dans	 les	milieux	biologiques.	Néanmoins,	 l’oxygène	peut	 être	 converti	 en	espèces	
délétères	 pour	 les	 organismes	 vivants,	 appelées	 communément	 Espèces	 Réactives	 de	
l’Oxygène	(ERO)	puisqu’elles	dérivent	de	l’oxygène.	La	production	de	ces	ERO	est	constitutive	
des	 organismes	 aérobes.	 Il	 en	 existe	 deux	 types,	 selon	 la	 nature	 de	 l’	«	activation	»	 du	
dioxygène	 (Figure	 i.1).	 Les	 espèces	 de	 type	 I	 sont	 celles	 qui	 proviennent	 d’une	 activation	
chimique	 de	 O2,	 c’est	 à	 dire,	 d’une	 réduction	 partielle	 de	 O2.	 Les	 plus	 connues	 sont	 l’anion	
superoxyde	 (O2•-),	 le	 peroxyde	 d’hydrogène	 (H2O2)	 et	 le	 radical	 hydroxyle	 (HO•).	 De	 plus,	
notons	que	ce	terme	«	type	I	»	désigne	aussi	les	espèces	qui	en	dérivent,	comme	HOCl,	qui	est	
produit	 à	 partir	 de	 H2O2.	 Le	 type	 II,	 quant	 à	 lui,	 désigne	 les	 espèces	 qui	 découlent	 d’une	
activation	 physique	 de	 O2,	 autrement	 dit,	 ses	 états	 électroniques	 excités,	 dont	 fait	 partie	
l’oxygène	singulet.			
	

	

Figure i.1 : Les deux types d’activation du dioxygène : les ERO de type I proviennent d’un gain d’électron, tandis que 

celles de type II proviennent d’un gain d’énergie. (Figure de la revue de Ziegelhoffer et coll.[1]) 
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La	 production	 d’oxygène	 singulet	 est	 un	 phénomène	 qui	 impacte	 fortement	 tous	 les	
organismes	photo-synthétiques.[1–3]	Une	des	sources	d’ERO	de	type	I	est	commune	à	tous	les	
organismes	aérobes	:	la	chaîne	respiratoire	(Figure	i.2).	En	effet,	il	peut	y	avoir	des	«	fuites	»	
d’électrons	 de	 la	 chaîne	 respiratoire,	 ce	 qui	 conduit	 à	 la	 libération	 d’espèces	 issues	 de	 la	
réduction	partielle	du	dioxygène.	Cette	production	mitochondriale	convertirait	jusqu’à	5%	du	
dioxygène	consommé	en	anion	superoxyde.[4]	Néanmoins,	ces	chiffres	sont	controversés	:	ce	
serait	 une	 surestimation,	 étant	 donné	 que	 les	 méthodes	 utilisées	 favorisent	 la	 production	
d’anion	superoxyde.	
	
	

	

Figure i.2 : La fuite d’électrons de la chaîne respiratoire produit des espèces partiellement réduites du dioxygène (ERO 

de type I). (Winterbourn Encyclop Rad Chem Biol and Mat, 2012[5]) 

	
	 Les	différentes	ERO	sont	 liées.	En	effet,	dans	 la	cellule,	une	ERO	peut	réagir	avec	une	
molécule	biologique	pour	former	une	nouvelle	espèce	oxydante	(Figure	i.3).	On	peut	noter,	de	
ce	point	de	vue,	que	l’anion	superoxyde	a	un	rôle	central	dans	ces	phénomènes.	D’abord,	c’est	
la	première	ERO	de	type	I	a	être	formée	:	elle	est	issue	de	la	réduction	de	O2	par	un	électron.	
Cette	espèce,	donne	rapidement	du	peroxyde	d’hydrogène	ou	du	peroxynitrite,	qui	sont	eux-
mêmes	les	précurseurs	d’autres	ERO	(Schéma	i.1).	
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Schéma i.1 : Principales interactions entre les espèces réactives de l’oxygène.	(Figure du chapitre de Winterbourn[5])	
	
	

La	 production	 d’ERO	 que	 nous	 venons	 de	 présenter	 correspond	 à	 des	 processus	
parasites.	 En	 revanche,	 la	 possibilité	 de	 générer	 des	 espèces	 oxydantes,	 potentiellement	
toxiques,	a	été	mise	à	profit	par	de	nombreux	organismes.	Une	classe	d’enzyme,	 les	NADPH	
oxydases	 (NOX),	 catalyse	 le	 transfert	 d’électrons	 depuis	 le	 NADPH	 vers	 le	 dioxygène	 pour	
produire	 de	 l’anion	 superoxyde.	 Ces	 NOX	 sont	 présentes	 chez	 les	 animaux,	 les	 plantes,	 les	
champignons,	et	y	accomplissent	différentes	fonctions	physiologiques.	Chez	les	mammifères,	
cette	 production	 est	 nécessaire	dans	 certaines	 voies	 de	 signalisation	 cellulaire,	 et	 dans	 la	
défense	 contre	 les	 organismes	 pathogènes.	 C’est	 le	 rôle	 central	 des	 ERO	 dans	 la	 défense	
immunitaire	qui	nous	intéressera	ici.			
	 En	 effet,	 en	 première	 ligne	 du	 système	 immunitaire,	 se	 trouvent	 les	 cellules	
phagocytaires	(macrophages,	neutrophiles).		

Elles	ont	pour	rôle	de	détruire	les	organismes	pathogènes	en	les	phagocytant	:	c’est	à	
dire	qu’elles	englobent	la	cellule	cible	pour	former	le	phagosome,	un	organelle	dans	lequel	est	
enfermé	 l’envahisseur.	 Ce	 confinement	 de	 la	 bactérie	 a	 deux	 avantages[6].	 Le	 premier	 est	
d’augmenter	 l’efficacité	 du	 système	 de	 défense	 par	 effet	 de	 concentration	 locale	
(accumulation	de	molécules	bactéricides	dans	un	petit	volume).	Le	deuxième	est	d’éviter	les	
dommages	 collatéraux	puisque	 les	 cellules	 à	proximité	ne	 sont	pas	 exposées	 aux	molécules	
oxydantes.	 	 En	 effet,	 la	 mort	 de	 l’organisme	 phagocyté	 serait	 due	 en	 grande	 partie	 à	
l’exposition	 à	 des	 espèces	 oxydantes	 en	 forte	 concentration.	 Les	 espèces	 oxydantes	 sont	
générées	 très	 rapidement	 après	 que	 le	 phagosome	 a	 été	 formé.	 Ce	 phénomène	 est	 appelé	
«	explosion	oxydante	»	(oxidative	burst	en	anglais).	Même	si	d’autres	mécanismes	participent	
à	 l’élimination	 du	 pathogène,	 celui-ci	 est	 le	 principal	:	 l’utilisation	 d’inhibiteurs	 de	 cette	
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«	explosion	oxydante	»	diminue	de	80%	la	vitesse	d’élimination	de	Staphilococcus	aureus	par	
des	neutrophiles	humains.[4]		

C’est	la	NOX-2	(isoforme	2	de	la	NOX)	qui	est	à	la	base	de	cette	«	explosion	oxydante	».	
La	 NOX-2	 traverse	 la	 membrane	 du	 phagosome.	 Elle	 génère	 rapidement	 de	 l’anion	
superoxyde	à	l’intérieur	du	phagosome	:	le	NADPH	est	consommé	à	l’intérieur	de	la	cellule,	il	
transfert	 deux	 électrons	 au	 FAD,	 qui	 sont	 ensuite	 transférés	 un	 à	 un,	 via	 deux	 hèmes,	 au	
dioxygène	 pour	 former	 deux	 molécules	 de	 O2•-.	 Il	 a	 été	 calculé	 que	 la	 NOX-2	 pouvait	
consommer	l’oxygène	dissout	dans	le	neutrophile	(~50µM)	en	moins	d’une	seconde[7],	d’où	le	
terme	d’explosion.	 	Cependant,	ce	n’est	pas	 le	superoxyde	seul	qui	 tue	 le	pathogène,	mais	 le	
cocktail	d’espèces	plus	réactives	qu’il	génère.	Notamment,	O2•-	se	dismute	pour	former	H2O2	
(et	O2).[8]	Ce	peroxyde	d’hydrogène	est	consommé	par	les	myéloperoxydases	qui	génèrent	de	
l’acide	 hypochloreux	 (HOCl)	 (Figure	 i.3),	 un	 oxydant	 très	 réactif.	 Il	 y	 a	 d’autres	 espèces	
oxydantes	présentes	dans	 le	phagosome	(NO,	NO3-	NO2,	H2O2,	O2•-,	HO•)[9],	mais	c’est	à	HOCl	
qu’on	attribut	le	plus	fort	effet	bactéricide[4].		

Certains	 individus	 ont	 une	 maladie	 génétique	 qui	 conduit	 à	 une	 NOX	 inactive.	 Ces	
patients	 sont	 souvent	 atteints	 d’infections.	 Ceci	 souligne	 l’importance	 de	 l’	«	explosion	
oxydative	»	dans	notre	système	de	défense.[4]	
	

	

Figure i.3 : La NADPH est à la base de la génération d’espèces oxydantes bactéricides dans les phagosomes. 

Explication dans le texte. (Figure du chapitre de Winterbourn dans Encyclopedia of Radicals in Chemistry, Biology and 

Materials[5]) 
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	 1.2.	Protections	contre	les	ERO	

	

	 Ces	ERO	pouvant	endommager	les	macro-molécules	biologiques,	les	cellules	doivent	se	
protéger	de	leurs	effets	cytotoxiques.	Les	organismes	ont	donc	développé	plusieurs	lignes	de	
défense	contre	ces	ERO.		

La	 première	 d’entre	 elle	 est	 constituée	 de	 petites	 molécules,	 comme	 l’ascorbate	
(vitamine	E)	et	 le	glutathion,	qui	peuvent	servir	de	«	leurre/bouclier»	:	subir	l’oxydation	des	
ERO	 à	 la	 place	 de	 molécules	 importantes	 (protéines,	 ADN,	 etc).	 L’ascorbate	 réagit	
préférentiellement	 avec	 des	 espèces	 radicalaires.	 De	 plus,	 il	 est	 liposoluble.	 Le	 glutathion	
réagit	avec	les	électrophiles	(2e-)	et	des	espèces	radicalaires	(Schéma	i.2).	Le	glutathion	sert	
aussi	à	maintenir	un	certain	potentiel	 rédox,	qui	permet	notamment	de	maintenir	 les	 thiols	
exposés	au	solvant	dans	leur	état	réduit.		
	

	

Schéma i.2 : Effet protecteur du glutathion (GSH) et de l’ascorbate contre les espèces réactives de l’oxygène.[5] 

	
	 La	 deuxième	 ligne	 de	 défense	 est	 constituée	 de	 protéines	 exprimées	 de	 manière	
constitutive.	 Certaines	 sont	 conçues	 pour	 réagir	 rapidement	 (plus	 vite	 que	 les	 petites	
molécules)	avec	 les	ERO.	C’est	 le	cas,	par	exemple,	des	peroxyrédoxines	qui	détruisent	H2O2	
en	utilisant	une	paire	de	cystéines	:	la	première	cystéine	attaque	le	peroxyde	pour	former	un	
acide	sulfénique,	qui	est	ensuite	attaqué	par	 la	deuxième	cystéine	pour	 former	un	disulfure	
(Schéma	i.3).	Les	peroxyrédoxines	réagissent	avec	H2O2	avec	une	vitesse	de	l’ordre	de	105-107	
M-1.s-1.[10]	 Il	 existe	 aussi	 des	 protéines,	 comme	 les	 SOD	 (super-oxyde	 dismutases)	 et	 les	
catalases,	qui	possèdent	un	site	métallique	pour	détruire	les	ERO.	Nous	ne	détaillerons	pas	ces	
enzymes	ici	car	nous	nous	concentrerons	sur	les	protéines	dont	la	réactivité	est	basée	sur	des	
thiols.	 D’autres	 protéines	 encore,	 vont	 réparer	 les	 dommages	 des	 ERO,	 en	 catalysant,	 par	
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exemple,	la	réduction	des	ponts	disulfures	qui	se	forment	lors	d’un	stress	oxydant.	C’est	le	cas	
de	la	thiorédoxine	et	la	glutarédoxine.		
	
	

	
Schéma i.3 : Cycle catalytique d’une péroxyrédoxine (PRX) : destruction de H2O2, puis réduction par une thiorédoxine 

(TRX). (Figure de d’Autréaux et coll.[11]) 

	

	 Les	thiols	oxydés	de	ces	deux	enzymes	sont	à	leur	tour	réduits.	La	thiorédoxine	oxydée	

est	 réduite	 par	 une	 thiorédoxine	 réductase,	 qui	 utilise	 alors	 le	 NADPH	 pour	 se	 réduire.	 La	

glutarédoxine	oxydée	est	réduite	par	le	glutathion.	Le	disulfure	de	glutathion	ainsi	formé	est	

finalement	réduit	par	 la	glutathion	réductase,	utilisant	elle	aussi	 le	NADPH	comme	donneur	

d’électrons.[12]	

	
	 Néanmoins,	si	 le	stress	persiste	ou	s’il	est	 trop	 important,	ces	défenses	exprimées	de	
manière	 constitutive	 peuvent	 ne	 pas	 suffire.	 Il	 faut	 donc	 que	 la	 cellule	 puisse	 induire	 une	
réponse	adaptée	au	stress	qu’elle	subit	en	exprimant	des	gènes	de	défense	spécifiques.	Cela	
nécessite	 d’avoir	 recours	 à	 des	 senseurs,	 c’est	 à	 dire	 des	 protéines	 capables	 de	 détecter	 la	
présence	d’une	ou	plusieurs	ERO	et	de	transmettre	cette	information.	
	

	 1.3.	Les	interrupteurs	redox	

	
	 Nous	avons	vu	des	protéines	ayant	un	 thiol	 réagissant	 très	 rapidement	avec	 les	ERO	
pour	former	un	acide	sulfénique,	qui	réagit	avec	un	autre	thiol	pour	former	un	pont	disulfure.	
Or,	 de	 tels	 ponts	 disulfures	 servent	 fréquemment	 d’élément	 structural	 dans	 les	 protéines.	
Ainsi,	 le	va	et	vient	thiols	réduits	<--->	disulfure	peut	servir	de	 force	motrice,	de	contrainte,	
pour	faire	changer	la	conformation	d’une	protéine.	Or,	le	passage	d’un	état	à	l’autre	se	fait	(i)	
par	 l’oxydation	 d’un	 thiol	 par	 une	 ERO,	 et	 dans	 l’autre	 sens	 (ii)	 par	 la	 réduction	 du	 pont	
disulfure	par	une	thiorédoxine	ou	une	glutarédoxine.		
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	 Ceci	 est	 communément	 appelé	 un	 interrupteur	 rédox	 (redox	 switch	 en	 anglais)	:	 il	
détecte	la	présence	d’un	stress	oxydant	(oxydation	d’une	cystéine)	et	le	traduit	en	information	
structurale	 (changement	 de	 conformation).	 Cette	 information	 peut	 ensuite	 être	 transmise	
(gain/perte	 d’interaction	 avec	 un	 partenaire).	 Mais	 le	 retour	 aux	 conditions	 «	normales	»	
(réductrices)	 induit	 le	 chemin	 inverse	:	 réduction	 du	 disulfure,	 et	 retour	 à	 la	 structure	 de	
départ.	
	 L’un	des	exemples	les	mieux	décrits	est	le	facteur	de	transcription	procaryote	OxyR.	Ce	
dernier	est	spécifiquement	activé	par	H2O2.	Lorsque	sa	forme	réduite	inactive	est	oxydée	par	
H2O2	 (k~105-107	 M-1.s-1),	 un	 acide	 sulfénique	 est	 formé	 sur	 la	 cystéine	 199.	 Il	 est	 ensuite	
attaqué	par	 la	cystéine	208,	qui	est	à	17Å	de	 la	cystéine	199	dans	 la	 forme	réduite.	Le	pont	
disulfure	 ainsi	 formé	 induit	 un	 fort	 changement	 structural.	 Dans	 cette	 conformation,	 OxyR	
interagit	 avec	 l’ARN	 polymérase,	 et	 induit	 la	 transcription	 des	 gènes	 de	 défense	 pour	 la	
destruction	de	H2O2	et	la	réparation	des	dommages	que	cet	oxydant	a	causés.	Le	disulfure	est	
ensuite	réduit	par	la	glutarédoxine,	ce	qui	induit	le	retour	de	OxyR	à	sa	structure	de	départ,	et	
donc,	la	perte	de	l’interaction	avec	l’ARN	polymérase.[12]	(Schéma	i.4)	
	

	

Schéma i.4 : OxyR est un interrupteur rédox. (Figure de Cremers et coll.[12]) 

	
	 D’autres	 exemples	 similaires,	 basés	 sur	 des	 thiols	 libres,		 ont	 été	 identifiés	 chez	 les	
procaryotes	et	les	eucaryotes	(système	Orp1/Yap1,	SarZ,	CprK,	etc).[11,12]	
	 Cependant,	 il	 y	 a	 d’autres	 sites	 où	 l’on	 peut	 trouver	 des	 cystéines	 dont	 l’oxydation	
cause	un	 changement	 structural.	Dans	 ces	 sites	 il	 y	 a	 de	 deux	 à	 quatre	 cystéines	 liées	 à	 un	
métal,	l’ion	Zn2+.	Ces	sites,	appelés	doigts	de	zinc,	servent	à	structurer	un	domaine	et	sont	très	
répandus.[13]	Ces	sites	ont	longtemps	été	considérés	comme	purement	structuraux	et	inertes	
du	point	de	vue	chimique	:	 il	était	courant	de	lire	dans	la	littérature	biochimique	que	le	zinc	
protégeait	les	cystéines	sans	que	cela	ait	vraiment	été	démontré.	Puis,	des	exemples	de	sites	
doigt	de	zinc	réactif	ont	été	décrits.[14]	Depuis	quelques	années,	l’idée	que	certains	sites	doigt	
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de	 zinc	pouvaient	 servir	 d’interrupteurs	 rédox	 a	 émergé.	 L’idée	 a	même	été	 lancée	que	 ces	
exemples	ne	sont	peut-être	pas	si	isolés,	et	que	les	doigts	de	zinc	pourraient,	de	manière	plus	
générale,	jouer	un	rôle	dans	la	détection	du	stress	oxydant.[14,15]		

Quelle	est	la	pertinence	de	cette	hypothèse	?	S’il	y	a	des	doigts	de	zinc	«	réactifs	»	et	des	
doigts	de	zinc	«	inertes	»,	quels	sont	les	facteurs	qui	rendent	leurs	réactivités	différentes	?		

Regardons	d’abord	plus	en	détail	ce	que	sont	ces	doigts	de	zinc.	
	

2.	Les	doigts	de	zinc	

	 2.1.	Propriétés	générales	

Le	zinc	est	un	élément	essentiel	à	la	vie.	Il	est	notamment	présent	dans	de	nombreuses	
protéines,	 impliquées	dans	des	 fonctions	très	diverses.	Des	protéines	à	zinc	sont	retrouvées	
dans	 toutes	 les	 grandes	 classes	 du	 vivant	 (bactéries,	 archaebactéries	 et	 eucaryotes).[13]	 Le	
protéome	 des	 eucaryotes	 est	 plus	 riche	 en	 protéines	 à	 zinc	 que	 les	 bactéries	 et	 les	
archaebactéries	:	8,8%	contre	5-6%.	La	raison	de	cette	différence	est	que,	chez	les	eucaryotes,	
un	grand	nombre	de	protéines	possédant	un	site	doigt	de	zinc.[13]	

L’appellation	«	doigt	de	zinc	»	désigne	une	famille	de	sites	protéiques	où	la	liaison	d’un	
ion	Zn2+	sert	à	 la	structuration	d’un	domaine.	Le	plus	souvent,	ces	domaines	sont	 impliqués	
dans	l’interaction	avec	une	autre	protéine	ou	un	acide	nucléique.	Des	protéines	à	doigt	de	zinc	
sont	 retrouvées	 dans	 toutes	 les	 grandes	 classes	 du	 vivant	 (bactéries,	 archaebactéries	 et	
eucaryotes)[16].	

L’ion	 Zn2+	 y	 est	 tétracoordonné	 en	 géométrie	 tétraédrique	 par	 des	 cystéines	 et	 des	
histidines.	La	formule	générale	de	ces	sites	est	Zn(Cys)4-x(His)x	(avec	x=	0,	1	ou	2),	ce	qui	veut	
dire	qu’il	y	a	trois	formules	possibles	de	sites	doigt	de	zinc	(Schéma	i.5).	Puisque	le	zinc	est	ici	
chargé	 2+,	 que	 les	 imidazoles	 sont	 neutres	 et	 que	 les	 cystéinates	 sont	 chargés	 1-,	 ces	 trois	
formules	correspondent	à	des	complexes	de	charges	différentes	(Schéma	i.5).	
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Schéma i.5 : Sphère de coordination de Zn2+ pour les trois formules de sites doigt de zinc.  

	
	 Les	 premières	 classifications	 de	 doigts	 de	 zinc	 se	 sont	 uniquement	 basées	 sur	 les	
ligands	 du	 zinc	 et	 leur	 géométrie,	 c’est	 à	 dire	 uniquement	 sur	 la	 première	 sphère	 de	
coordination.	Cependant,	cela	conduit	à	regrouper	des	sites	de	structures	et	de	fonctions	très	
différentes.	 Les	 classifications	 récentes	 de	 doigts	 de	 zinc	 se	 basent	 sur	 les	 éléments	 de	
structure	auxquels	appartiennent	les	ligands	du	zinc[16,17].	Autrement	dit,	les	sites	sont	classés	
en	fonction	du	repliement	de	la	chaîne	principale	autour	du	zinc.		

Les	 repliements	 les	 plus	 répandus	 sont	les	 repliements	 clé	 de	 sol	 (treble	 clef,	 en	
anglais),	ββα	classique	et	zinc	ribbon.	(Figure	i.4)	Les	doigts	de	zinc	clé	de	sol	et	ββα	classique	
sont	constitués	d’une	épingle	β	et	d’une	hélice	α,	chacun	portant	une	paire	de	ligands	du	zinc.	
Cependant,	alors	que	ces	deux	éléments	forment	un	angle	dans	les	doigts	de	zinc	clé	de	sol,	ils	
sont	 parallèles	 dans	 le	 cas	 des	 doigts	 de	 zinc	 ββα	 classique.	 Le	 repliement	 zinc	 ribbon	 est	
constitué	de	deux	épingles	β,	dont	les	plans	sont	parallèles	et	dont	les	directions	forment	un	
angle	de	90°.	Chacune	des	épingles	porte	une	paire	de	ligands	du	zinc.	Le	repliement	loosened	
zinc	 ribbon	 est	 une	 variante	 du	 zinc	 ribbon	 (Figure	 i.4.D).	 Il	 correspond	 à	 un	 zinc	 ribbon	
ayant	 	perdu	une	épingle	:	 remplacée	par	un	 fragment	étendu,	 sans	 structure	 canonique.	Ce	
repliement	est	très	peu	fréquent.[16]	

	

Figure i.4 : Les repliements courants de doigts de zinc : clé de sol (A), ββα classique (B), zinc ribbon (C) et loosened zinc 

ribbon (D). (images de Andreini et coll.[16]) 
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de	 modification	 est	 très	 toxique	 pour	 la	 cellule.	 L’exposition	 de	 E.	 coli	 à	 de	 petites	 doses	
d’agents	 alkylants	 induit	 une	 réponse	 adaptative	 qui	 lui	 permet	 de	 survivre	 à	 des	 doses	
habituellement	mortelles.	Cette	adaptation	est	due	à	l’expression	du	régulon	de	résistance	à	la	
méthylation	ada.[19]	Dans	ce	régulon,	on	trouve	des	enzymes	de	réparation	des	méthylations,	
comme	AlkB,	mais	comprend	aussi	la	protéine	Ada.	

Ada	 est	 une	 méthyltransférase	:	 le	 groupement	 méthyl	 porté	 par	 le	 groupement	
phosphotriester	 est	 transféré	 sur	 le	 soufre	 d’un	 thiolate	 du	 site	 à	 zinc,	 ce	 qui	 forme	 une	
méthyl-cystéine	et	restore	le	phosphodiester	de	l’ADN	(Schéma	i.6).	
	

	

Schéma i.6 : Mécanisme du transfert de méthyl d’un phosphotriester sur un thiolate du site à zinc de Ada. 

	
	 Ada	a	aussi	une	activité	de	déméthylation	de	la	6-méthoxy-guanosine,	via	une	cystéine	
libre	dans	le	domaine	C-ter	de	la	protéine[18,19].	Cette	activité	ne	sera	pas	décrite	ici.	
	 Ce	mécanisme	de	réparation	n’est	pas	catalytique	:	le	site	de	Ada	ne	peut	enlever	qu’un	
groupement	 méthyl,	 la	 protéine	 Ada	 est	 donc	 décrite	 comme	 une	 méthyltransférase	
sacrificielle.[18].	 La	 cystéine	 qui	 fait	 l’attaque	 nucléophile	 sur	 le	 méthyl	 du	 phosphotriester	
appelée	la	«	cystéine	active	».	Durant	plusieurs	années,	c’est	la	cystéine	69	qui	était	proposée	
dans	ce	rôle.	Néanmoins,	des	données	plus	récentes[19],	basées	sur	des	études	RMN	(signaux	
NOE),	 des	 études	 par	 spectrométrie	 de	 masse	 et	 une	 structure	 cristallographique	 d’un	
complexe	ADN-Ada	après	réaction	(Figure	i.5),	ont	montré	que	c’est	en	fait	la	cystéine	38	qui	
réalise	cette	déméthylation.	
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Figure i.5 : Structure cristallographique du complexe Ada-ADN après le transfert de méthyl. Les distances entre les 

chaînes latérales de Ada (bleu) proches de l’ADN (orange) sont indiquées. (Figure de He et coll.[19]) 

	
	 Le	 site	 à	 zinc	 avec	 la	 cystéine	38	méthylée	n’est	plus	 capable	de	 faire	une	deuxième	
déméthylation.	 Néanmoins,	 la	 méthylation	 du	 site	 à	 zinc	 de	 Ada	 à	 une	 conséquence	 très	
importante	 sur	 son	 interaction	 avec	 l’ADN.	 En	 effet,	 par	 rapport	 à	 sa	 forme	 initiale,	 Ada	
méthylée	 est	 1000	 fois	 plus	 spécifique	 pour	 les	 régions	 promotrices	 des	 gènes	 qu’elle	
contrôle[20].	Ainsi,	la	méthylation	de	la	cystéine	38	de	Ada	induit	la	transcription	des	gènes	de	
réponse	au	stress	alkylant	(Figure	i.6).	
	 	

	
Figure i.6 : Activation de Ada par le transfert du groupement méthyl sur la cystéine 38. (A) Ada interagit avec l’ADN et se 

déplace le long de la chaîne, jusqu’à rencontrer un phosphotriester (B). Le méthyl est alors transféré sur le soufre de la 

cystéine 38. Ada se déplace sur l’ADN (C) et va se fixer sur le promoteur de l’un de ses 27 gènes cibles (dont fait partie 

son propre gène). (Figure de He et coll.[19])  

	
	 La	 nucléophilie	 des	 cystéines	 d’un	 doigt	 de	 zinc	 peut	 donc	 être	 utilisée	 par	 les	
protéines	 pour	 faire	 du	 transfert	 d’alkyl.	 Comme	 illustré	 ici,	 ceci	 permet	 de	 réparer	 des	
dommages	à	l’ADN,	et	surtout,	d’induire	l’expression	d’une	réponse	génétique	contre	le	stress	
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alkylant.	 De	manière	 similaire,	 la	 réactivité	 des	 doigts	 de	 zinc	 peut	 aussi	 être	 utilisée	 pour	
détecter	et	signaler	un	autre	stress	:	le	stress	oxydant.		
	 Nous	 avons	décrit	 plus	haut	des	 systèmes	 appelés	 interrupteurs	 rédox	:	 l’activité	 est	
régulée	par	 l’oxydation	réversible	des	cystéines	en	disulfures.	Étant	donné	que	les	doigts	de	
zinc	 sont	des	 sites	 structuraux	 (s’ils	 sont	détruits,	 le	 domaine	 se	déstructure)	 et	 qu’ils	 sont	
composés	d’au	moins	deux	cystéines,	 le	concept	d’interrupteur	redox	est	donc	 transposable	
aux	doigt	de	zinc	(Schéma	i.7).	
	
	

	

Schéma i.7 : Le concept d’interrupteur redox appliqué aux doigts de zinc. 

	
	 Peu	de	doigts	de	zinc	ont	été	décrits	comme	des	interrupteurs	rédox,	et	parmi	eux,	peu	
ont	 été	 étudiés	 en	détail.	 L’un	des	 exemples	 les	mieux	 caractérisés	 est	 la	protéine	RsrA,	 un	
facteur	anti-sigma.		
	
	 Le	 facteur	 sigma	 R	 (σR)	 est	 un	 facteur	 de	 transcription	 extracytoplasmique,	 dont	
l’activation	par	une	variation	de	l’environnement,	conduit	à	l’expression	de	gènes	cibles.[21,22]	
Il	 est	 responsable	 de	 l’induction	 d’une	 réponse	 génétique	 contre	 le	 diamide,	 une	molécule	
oxydant	 les	 thiols	 en	 disulfures.	 Parmi	 les	 gènes	 exprimés,	 on	 trouve	 des	 thioredoxines.	
Cependant,	 en	 absence	 de	 stress	 oxydant,	 σR	 est	 inhibé	 par	 son	 anti-facteur	 sigma,	 RsrA	
(Régulateur	du	facteur	Sigma	R).	RsrA	régule	l’activité	de	σR	en	se	liant	directement	à	lui.[21]	
Cette	 interaction	 empêche	 σR	 d’interagir	 avec	 l’ARN	 polymérase,	 donc,	 de	 promouvoir	
l’expression	de	ses	gènes	cibles.	L’interaction	entre	RsrA	et	σR	se	fait	principalement	au	niveau	
du	domaine	doigt	de	zinc.	Ce	site	a	zinc,	de	formule	Zn(Cys)3(His)1	est	oxydé	par	le	diamide	en	
disulfures,	 ce	 qui	 provoque	 le	 relargage	 du	 zinc	 et	 un	 changement	 structural,	 rompant	
l’interaction	 RsrA-σR.	 σR	 peut	 alors	 induire	 la	 réponse	 génétique	 contre	 ce	 stress	 (Schéma	
i.8)[14].	Cependant,	après	retour	en	conditions	réductrices,	les	disulfures	de	RsrA	sont	réduits,	
il	peut	alors	reformer	son	site	doigt	de	zinc	et	séquestrer	à	nouveau	σR.	(Schéma	i.8)	

	



20	 i.	Introduction	

	

	

Schéma i.8 : Mécanisme de régulation du facteur sigma R par son anti-facteur sigma, RsrA. (extrait de Ilbert M. et al. 

[23]). Description dans le texte.	
	

Ce	 système	 RsrA-σR	 a	 d’abord	 été	 découvert	 chez	 Streptomyces	 coelicolor	 mais	 est	
conservé	 chez	 les	 actinomycètes.	De	plus,	 des	 systèmes	 très	proches	 sont	présents	 chez	 les	
bactéries[24],	notamment	le	sytème	ChrR-	σE	(Rhodobacter	sphaeroides)	qui	est	impliqué	dans	
la	réponse	à	l’oxygène	singulet.	

RsrA-σR	et	ChrR-	σE	seront	décrits	plus	en	détails	au	début	du	Chapitre	B.IV.	
	

Dans	Ada	et	RsrA,	la	modification	des	cystéines	du	doigt	de	zinc	déclenche	l’expression	
d’une	réponse	génétique	au	stress	ayant	causé	cette	modification.	La	transmission	du	signal	se	
fait	via	la	modification	d’une	interaction	impliquant	la	protéine	à	doigt	de	zinc.		

En	revanche,	d’autres	proposent	que	l’oxydation	des	doigts	de	zinc	puisse	déclencher	
une	voie	de	signalisation,	mais	par	un	mécanisme	moins	direct.	Ce	mécanisme	n’impliquerait	
plus	 la	modification	d’interactions	que	ce	doigt	de	zinc	avait	avec	une	autre	protéine	(RsrA- 
σE)	 ou	 l’ADN	 (Ada-ADN),	mais	 le	 zinc.	 En	 effet,	 ce	 signal	 serait	 déclenché	 par	 les	 ions	 Zn2+	
libérés	 par	 l’oxydation	 des	 doigts	 de	 zinc	:	 ce	 zinc	 irait	 inhiber	 le	 site	 actif	 de	 Protéine	
Tyrosine	Phosphatases	(PTPases)	impliquées	dans	des	voies	de	signalisation	(Schéma	i.9).[25]	
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Schéma i.9 : Possible voie de signalisation déclenchée par le relargage de Zn2+ suite à l’oxydation de sites doigt de zinc, 

telle qu’illustrée par Kroncke et Klotz[15].  

	
	 Néanmoins,	 cette	 voie	 est	 assez	 peu	 probable	:	 le	 site	 actif	 de	 la	 Protéine	 Tyrosine	
Phosphatase	(PTPase)	possède	une	cystéine	libre	déprotonée,	et	donc,	très	réactive	vis-à-vis	
des	oxydants.	Ainsi,	en	présence	d’un	stress	oxydant,	cette	cystéine	est	plus	susceptible	d’être	
oxydée	que	 les	cystéines	des	doigts	de	zinc.	Alors,	 la	voie	de	signalisation	déclenchée	par	 la	
perte	d’activité	PTPase	ne	reflèterait	pas	l’oxydation	des	doigts	de	zinc,	mais	celle	du	site	actif	
de	la	PTPase.	
	
	 Ainsi,	 les	 doigts	 de	 zinc,	 en	 tant	 qu’interrupteurs	 redox	 peuvent	 permettre	 de	
déclencher	 une	 voie	 de	 signalisation,	 afin	 d’induire	 une	 réponse	 contre	 un	 stress	 oxydant.	
Néanmoins,	 à	 côté	 de	 la	 signalisation,	 cette	 propriété	 d’interrupteur	 redox	 peut	 servir	 à	
déclencher	autre	chose	que	de	la	signalisation.	
	
	

Ces	 exemples	 illustrent	 le	 déclenchement	 d’une	 voie	 de	 signalisation	 via	 l’oxydation	
d’un	doigt	de	zinc.	Un	mécanisme	similaire	pourrait	servir	à	activer	directement	une	protéine.	
C’est	le	cas	de	la	protéine	Hsp33.	

Cette	protéine	est	impliquée	dans	la	résistance	bactérienne	face	au	stress	oxydant	et	au	
stress	 thermique.	 Elle	 possède	 un	 homologue	 dans	 quasiment	 tous	 les	 organismes	
procaryotes	 dont	 le	 génome	 a	 été	 séquencé,	 avec	 un	 motif	 conservé	 C-X-C-X(27-32)-C-X2-C	
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correspondant	au	domaine	doigt	de	zinc.[14]	Elle	est	exprimée	de	manière	constitutive,	mais	sa	
concentration	peut	doubler	(jusqu’à	3µM)	lors	d’un	stress	thermique.[26]	De	plus,	 la	protéine	
n’est	active	que	dans	ces	conditions	de	stress	:	c’est	une	chaperonne	d’un	type	particulier,	une	
holdase,	qui	se	lie	aux	protéines	en	cours	de	déstructuration,	et	les	empêche	de	s’agréger.	Elle	
ne	permet	pas	de	replier	une	protéine	qui	s’est	partiellement	déstructurée,	contrairement	aux	
chaperonnes	classiques.	Ces	dernières,	comme	le	système	DnaK/DnaJ/GrpE,	consomment	de	
l’ATP	pour	restructurer	les	protéines.	L’activité	de	Hsp33	est	indépendante	de	l’ATP.	L’activité	
de	ces	deux	types	de	chaperonnes	est	donc	complémentaire	:	en	condition	de	stress	oxydant,	
la	 concentration	 d’ATP	 chute[27],	 il	 n’est	 plus	 disponible	 pour	 les	 chaperonnes	 ATP-
dépendantes.	Elles	ne	peuvent	plus	empêcher	que	les	protéines	de	déplient	et	s’agrègent.	C’est	
justement	dans	ces	conditions	que	Hsp33	est	active.	Lors	de	retour	en	conditions	«	normales	»	
(réductrices),	 la	 concentration	 d’ATP	 augmente,	 et	 les	 protéines	 protégées	 par	 Hsp33	 sont	
alors	 prises	 en	 charge	 par	 les	 chaperonnes	 ATP-dépendantes	 afin	 de	 leur	 rendre	 leur	
conformation	native.	De	plus,	le	retour	à	ces	conditions	conduit	à	l’inactivation	de	Hsp33.		

Ce	passage	entre	la	forme	active	et	la	forme	inactive	est	contrôlé	par	l’état	d’oxydation	
du	site	à	zinc	de	Hsp33.	En	conditions	normales,	 les	cystéines	sont	réduites	et	 liées	au	zinc.	
Lors	 d’un	 stress	 oxydant,	 l’oxydation	 des	 cystéines	 du	 site	 à	 zinc	 en	 disulfures	 conduit	 au	
relargage	de	Zn2+	et	au	dépliement	du	domaine	C-terminal.	Ce	changement	structural	permet	
la	 formation	 de	 l’homo-dimère,	 la	 forme	 active	 de	 Hsp33.	 Lors	 du	 retour	 aux	 conditions	
normales,	 les	disulfures	précédemment	 formés	sont	réduits,	 ce	qui	permet	aux	cystéines	de	
reformer	 le	 site	 doigt	 de	 zinc,	 replaçant	 Hsp33	 dans	 sa	 forme	 inactive.	 Hsp33	 est	 donc	 un	
interrupteur	redox.	

Ces	passages	entre	les	formes	actives	et	inactives	de	la	protéine,	ainsi	que	son	travail	
de	concert	avec	les	chaperonnes	ATP-dépendantes	sont	illustrées	Schéma	i.10.	
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Schéma i.10 : Hsp33, une chaperonne qui protège les protéines de l’aggégation en conditions de stress thermique et 

oxydant. Description dans le texte. (Figure de Ilbert et coll.[14])	

	
	 Lorsque	Hsp33	a	été	caractérisée	par	l’équipe	de	Jakob	comme	un	interrupteur	rédox,	
l’oxydant	proposé	comme	étant	l’activateur	physiologique	était	H2O2.[26]	Plus	tard,	cette	même	
équipe	a	montré	que	pour	activer	Hsp33	avec	H2O2,	il	est	nécessaire	que	l’oxydation	se	fasse	à	
température	 élevée.[28]	 Enfin,	 cette	 équipe	 a	montré	que	Hsp33	pouvait	 être	 activée	 par	un	
faible	excès	de	HOCl,	très	rapidement,	et	ce,	quelle	que	soit	la	température.[29]	Cette	équipe	a	
également	 montré	 par	 des	 études	 in	 vivo	 que	 Hsp33	 était	 nécessaire	 à	 la	 bactérie	 pour	
résister	 à	 HOCl.[29]	 D’un	 point	 de	 vue	 biologique,	 on	 peut	 noter	 que	 HOCl	 seul	 conduit	 à	
l’agrégation	des	protéines,	comme	la	combinaison	du	stress	thermique	et	H2O2.		
	 La	 structure	 du	 site	 à	 zinc	 de	 Hsp33,	 ainsi	 que	 ce	 qui	 est	 connu	 de	 son	 oxydation,	
seront	présentés	en	détails	dans	l’introduction	du	Chapitre	A.	
	
	 Ces	exemples	montrent	bien	que	la	réactivité	des	doigts	de	zinc	peut	être	 impliquées	
dans	des	processus	biologiques,	notamment	 la	 lutte	contre	 le	stress	oxydant.	Cependant,	on	
peut	 remarquer	 que	 ces	 exemples	 sont	 peu	 nombreux	 au	 regard	 de	 la	 grande	 quantité	 de	
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protéines	possédant	un	site	doigt	de	zinc.	On	peut	se	demander	alors	:	pourquoi	ces	doigts	de	
zinc	 sont	 réactifs,	 et	 pas	 les	 autres	?	 Quels	 sont	 les	 facteurs	 qui	 contrôlent,	 modulent,	 la	
réactivité	de	ces	sites	?		
	 Pour	répondre	à	ces	questions,	et	donc,	mieux	comprendre	la	réactivité	des	doigts	de	
zinc,	plusieurs	études,	avec	des	approches	différentes,	ont	été	menées.	Le	paragraphe	suivant	
a	pour	but	d’en	présenter	les	informations	principales.	
	

2.3.	Vers	une	rationalisation	de	la	réactivité	des	doigts	de	zinc	

	
	 La	 réactivité	des	doigts	de	 zinc	est	basée	 sur	 la	nucléophilie	des	 thiolates	 liés	à	 l’ion	
ZnII.	 Les	 premières	 études	 qui	 ont	 cherché	 à	 comprendre	 le	mécanisme	 de	 la	 réaction	 et	 à	
déterminer	les	paramètres	qui	l‘influencent	se	sont	d’abord	basées	sur	la	réaction	d’alkylation	
de	 thiolates	 dans	 des	 complexes	 inorganiques.	 L’équipe	 de	 Lippard	 a	 utilisé	 un	 complexe	
tétra-phénylthiolate	 de	 ZnII	 pour	 mimer	 la	 réaction	 de	 transfert	 d’alkyl	 de	 Ada	 (Schéma	
i.11).[30,31]	
	

	

Schéma i.11 : Mécanisme de la réaction étudiée par l’équipe de Lippard pour le transfert de méthyl depuis un 

phosphotriester sur un thiolate lié au zinc. (Wilker et coll.[31]) 

	
	 Deux	autres	complexes	ont	été	préparés,	où	un	et	deux	thiolates	ont	été	remplacés	par	
des	 groupements	méthylimidazole.	 La	 vitesse	 du	 transfert	 d’alkyl	 a	 été	mesurée	 avec	 trois	
complexes.	Il	en	ressort	une	tendance	:	la	vitesse	croît	avec	le	nombre	de	thiolates	coordonnés	
k(ZnS4)>k(ZnS3N)>k(ZnS2N2).[30]	Le	complexe	ZnS4	réagit	~10	fois	plus	vite	que	ZnS3N	et	plus	
de	1000	fois	plus	vite	que	ZnS2N2.	De	plus,	 le	thiolate	libre	réagit	aussi	vite	que	le	complexe	
(ZnS4).[30]	 Cela	 explique	 que	 le	 site	 de	Ada	 possédant	 une	 activité	méthyltransférase	 est	 de	
formule	 Zn(Cys)4,	 et	 non	 Zn(Cys)3(His)	 ou	 Zn(Cys)2(His)2.[30]	 De	 plus,	 ce	 modèle	 a	 permis	
d’étudier	le	mécanisme	de	la	réaction	:	leurs	résultats	montrent	que	la	réaction	s’opère	selon	
un	mécanisme	dissociatif.[31]		
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Par	 la	 suite,	 d’autres	 alkylations	 ont	 été	 étudiées	 avec	 de	 nombreux	 complexes	
différents,	dont	des	complexes	contenant	un	ligand	de	type	tripode	de	type	scorpionate.[32][33]	
Ces	études	ont	confirmé	la	tendance	de	réactivité	k(ZnS4)>k(ZnS3N)>k(ZnS2N2).[32]	

Nous	n’irons	pas	dans	le	détail	de	chaque	étude,	mais	nous	contenterons	de	présenter	
les	principales	avancées	qu’ont	permis	ces	complexes	avec	un	ligand	tripode.	D’abord,	l’équipe	
de	Frison	s’est	intéressée	à	la	réactivité	des	sites	doigt	de	zinc	par	des	calculs	théoriques.	Ils	
ont	étudié	une	série	de	complexes	et	leur	réaction	d’alkylation	pour	comprendre	comment	la	
nucléophilie	d’un	thiolate	lié	au	zinc	est	affectée	par	la	nature	des	trois	autres	ligands	du	zinc	
(Schéma	i.12).[34–36]	
	

	

Schéma i.12 : L’attaque nucléophile du thiphénolate lié au zinc sur l’iodure de méthyle est influencée par la nature des 

ligands L1, L2 et L3. 

 

La	barrière	d’énergie	libre	(ΔG)	de	cette	réaction	(Schéma	i.12)	a	été	calculée	pour	16	
complexes	 différents,	 dont	 les	 ligands	 sont	 soit	 liés	 au	 zinc	 par	 un	 soufre	 (thioimidazole,	
alkylthiolate,	 thioéther),	 soit	par	un	azote	 (pyrazole).	 Les	 résultats	de	 cette	 étude	montrent	
que	la	nature	des	atomes	liés	au	zinc	ne	suffit	pas	à	décrire	la	nucléophilie	du	complexe.	Par	
exemple,	la	barrière	énergétique	peut	être	plus	faible	pour	un	complexe	ZnN2S2	que	pour	un	
complexe	ZnNS3	ou	un	ZnS4.	Ainsi,	la	tendance	de	réactivité	ZnS4>ZnS3N>ZS2N2	n’est	pas	une	
règle	stricte,	et	qu’il	y	a	d’autres	facteurs	qui	influencent	la	nucléophilie	du	complexe.	
	 D’abord,	cette	nucléophilie	dépend	de	la	charge	globale	du	complexe.	Plus	ce	complexe	
est	 chargé	 négativement,	 plus	 il	 est	 réactif.	 Ensuite	 la	 nature	 du	 ligand	 est	 importante.	 Les	
auteurs	ont	ainsi	pu	classer	les	ligands	selon	une	échelle	:	de	ceux	qui	induisent	les	complexes	
les	plus	nucléophiles	à	ceux	qui	induisent	des	complexes	peu	nucléophiles	(Figure	i.7)	
	

	

Figure i.7 : Classement des ligands (L1, L2 L3) selon un échelle d’induction de nucléophilie du thiolate lié au zinc.[36] 
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	 Ainsi,	plus	un	ligand	est	électro-donneur,	plus	le	thiolate	lié	sera	nucléophile	:	la	charge	
partielle	du	zinc	est	abaissée,	ce	qui	conduit	le	thiolate	«	d’intérêt	»	à	donner	moins	de	densité	
électronique	au	zinc,	et	donc,	d’être	plus	nucléophile.		
	 Smith	 et	 coll.	 ont	 publié	 la	 première	 mesure	 de	 l’effet	 d’une	 liaison	 hydrogène,	
impliquant	 le	 soufre	 lié	 au	 zinc,	 sur	 la	 réactivité	 de	 ce	 thiolate.[33]	 Ces	 résultats	 ont	 été	
confirmé	par	Rheingold	et	coll.	très	peu	de	temps	après.[37]	

Le	 complexe	 utilisé	 est	 proche	 de	 celui	 schématisé	 Schéma	 i.12,	 avec	 L1,L2,L3=ligand	
scorpionate	 (N2O)	 et	 un	 thiophénolate	 avec	 un	 groupement	 ortho-N-Acétyl.	 Il	 s’établit	 une	
liaison	H	entre	l’azote	et	le	soufre.	Ainsi,	la	comparaison	entre	ce	complexe	et	celui	contenant	
un	simple	phénylthiolate	permet	de	mesurer	l’effet	de	la	liaison	sur	la	vitesse	d’alkylation	du	
thiolate	 par	 l’iodure	 de	méthyle.	 Ces	mesures	 ont	 été	 faites	 avec	 deux	 ligands	 scorpionate	
différents,	dans	l’acétonitrile	et	le	chloroforme.	La	vitesse	d’alkylation	est	diminué	jusqu’à	de	
5	à	200	fois	par	la	présence	de	la	liaison	hydrogène.[33]		

	
Il	avait	déjà	été	suggéré	que	les	liaisons	hydrogène	diminuent	la	réactivité	des	thiolates	

de	doigts	de	zinc,	et	que	cela	pourrait	expliquer	que,	pour	la	protéine	Ada,		c’est	la	cystéine	38	
qui	n’est	pas	 impliquée	dans	une	 liaison	H	qui	est	active,	et	pas	 les	autres.	Néanmoins,	 cela	
n’avait	jamais	été	prouvé.	Cette	étude	de	Smith	et	coll.	en	apporte	une	preuve	expérimentale,	
mais	surtout,	plus	généralement,	elle	montre	que	la	reproduction	des	liaisons	hydrogène	d’un	
site	doigt	de	zinc	est	importante	pour	la	modélisation	de	leur	réactivité.	

	
	 Ces	études	ont	mesuré	la	nucléophilie	à	travers	des	réactions	d’alkylation,	néanmoins,	
cela	peut	se	faire	au	travers	de	réaction	d’oxydation.	En	ce	sens,	la	réaction	la	plus	étudiée	est	
l’oxydation	par	H2O2,	car	elle	est	simple	et	est	pertinente	d’un	point	de	vue	biologique.	
	
	 L’oxydation	 d’un	 thiolate	 par	 H2O2	 conduit	 à	 la	 formation	 d’un	 acide	 sulfénique.	 Ce	
dernier	 réagit	 très	 rapidement	 avec	 les	 thiols/thiolates	 à	 proximité	 pour	 former	 un	 pont	
disulfure	et	 libérer	un	anion	hydroxyde	(Schéma	i.13).	Néanmoins,	cet	acide	sulfénique	peut	
se	déprotonner,	pour	 former	un	sulfénate.	Ce	dernier	est	un	nucléophile,	capable	d’attaquer	
une	molécule	de	H2O2	conduisant	à	la	formation	d’un	sulfinate.[38,39]	
	

	

Schéma i.13 : L’oxydation d’un thiolate par H2O2 forme un acide sulfénique, qui réagit rapidement avec un second 

thiolate pour former un disulfure. 
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	 Enescu	 et	 collaborateurs	 ont	 modélisé	 l’oxydation	 de	 sites	 de	 doigts	 de	 zinc		
Zn(CH3S–)x(Im)y	par	H2O2	à	l’aide	de	calculs	DFT.[40]	Ils	ont	montré	que	l’énergie	d’activation	
pour	 la	 réaction	augmente	quand	 le	nombre	de	 thiolates	 liés	au	zinc	diminue	 (16.0,	20.0	et	
20.9	kcal.mol-1	pour	 les	sites	ZnS4,	ZnNS3	et	ZnN2S2,	 respectivement.	Leurs	calculs	montrent	
que	le	mécanisme	est	de	type	associatif.	Un	élément	très	important	qui	ressort	de	leurs	calculs	
est	 que	 la	 barrière	 d’activation	 pour	 la	 réaction	 d’un	 thiolate	 sur	 l’acide	 sulfénique	 est	
quasiment	nulle	(≤1	kcal.mol-1),	prédisant	une	réaction	extrêmement	rapide	(de	l’ordre	de	la	
vitesse	de	diffusion).	
	
	 Artaud	et	collaborateurs	ont	étudié	l’oxydation	de	complexes	modèles	de	doigts	de	zinc	
de	 type	 ZnN2S2	 où	 les	 donneurs	 azotés	 sont	 des	 amines	 secondaires,	 des	 imines	 ou	 des	
amidates.[41]	L’exposition	de	ces	complexes	à	H2O2	produit	des	espèces	bis-sulfonates.	Pour	la	
plupart,		ces	ligands	oxydés	ne	sont	plus	capables	de	lier	le	zinc.	Il	faut	noter	que	ces	réactions	
ont	été	étudiées	en	solvant	organique	(DMF	anhydre),	ce	qui	peut	conduire	à	une	réactivité	
différente	de	celle	observée	avec	des	protéines	et	expliquer	que	des	sulfonates	sont	obtenus	
au	lieu	de	disulfures.	
	
	

Il	existe	des	études	menées	directement	avec	les	protéines.	Les	résultats	obtenus	sont	
donc	plus	facilement	extrapolables	à	ce	qui	peut	se	passer	en	conditions	biologiques.	De	plus,	
ces	études	permettent	de	relier	l’oxydation	d’un	site	à	son	effet	biologique	:	la	modification	de	
la	structure	et/ou	de	l’activité	biologique.	
	 Par	 exemple,	 l’équipe	 de	 Michel	 a	 étudié	 l’oxydation	 de	 ZIF268	 par	 H2O2	 et	 O2.[42]	
ZIF268	 est	 un	 facteur	 de	 croissance	 utilisé	 ici	 comme	 un	 archétype	 de	 motif	 doigt	 ββα	
classique	((Cys)2(His)2).	En	effet,	dans	sa	séquence,	on	retrouve	un		motif	ββα	classique	répété	
trois	fois.		
	 Lorsque	 les	 trois	 sites	 à	 zinc	 sont	 occupés	 par	 Zn2+,	 la	 protéine	 se	 lie	 à	 sa	 séquence	
cible	d’ADN	(Figure	i.8).	Ceci	est	aussi	observé	si	l’ion	Zn2+	est	substitué	par	Fe2+.	L’exposition	
de	 ce	 complexe	 à	 H2O2	 conduit	 à	 l’oxydation	 rapide	 des	 cystéines	 des	 doigts	 de	 zinc,	 à	
l’expulsion	de	l’ion	métallique	et	à	la	rupture	de	l’interaction	ZIF268-ADN.	
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Figure i.8 : L’oxydation de ZIF268 complexé à l’ADN par H2O2 conduit à la rupture du complexe protéine-ADN, via 

l’oxydation des cystéines du site à zinc. (Figure de Lee et coll.[42]) 

	
	 Parallèlement,	cette	équipe	c’est	aussi	intéressé	à	la	substitution	du	zinc	par	un	autre	
métal.	 La	 protéine	 TTP	 (tris-tetraproline),	 qui	 fixe	 des	 ARN	 riches	 en	 adényle	 et	 uracyle,	
posséde	deux	sites	doigt	de	zinc	(Cys)3(His)1.	Elle	est	oxydée	plus	rapidement	(par	H2O2	et	O2)	
lorsqu’elle	est	métallée	avec	Fe2+	qu’avec	Zn2+.[43]	
	 Il	 est	 intéressant	 de	 noter	 que,	 dans	 leurs	 conditions,	 les	 auteurs	 observent	 que	 les	
sites	 de	 la	 TTP	 sont	 oxydés	 plus	 lentement	 que	 ceux	 de	 ZIF268.[42]	 Ceci	 contraste	 avec	 la	
tendance	généralement	observée	concernant	la	plus	grande	réactivité	des	sites	Zn(Cys)3(His)1	
par	 rapport	 aux	 sites	 Zn(Cys)2(His)2.	 Néanmoins,	 l’équipe	 de	 Michel	 utilise	 un	 protocole	
compliqué	pour	évaluer	la	fraction	de	peptide	oxydé.	Après	un	certain	temps	de	réaction	entre	
la	protéine	et	un	excès	H2O2,	le	milieu	réactionnel	est	acidifié	par	HCl	(1	M),	purifié	par	HPLC,	
métallé	 avec	 Co2+	 et	 comparé	 par	 absorption	 UV-Vis	 à	 un	 échantillon	 réduit.	 Nous	 nous	
demandons	s’il	ne	peut	pas	y	avoir	des	oxydations	parasites	(par	O2	catalysée	par	Co2+	ou	par	
HOCl	 généré	 par	 H2O2	 en	 milieu	 HCl)	 qui	 interfèreraient.	 L’équipe	 de	 Michel	 nous	 a	
récemment	envoyé	la	protéine	TTP	pour	mesurer	les	cinétiques	d’oxydation	par	H2O2	avec	les	
méthodes	mises	au	point	au	laboratoire	(voir	plus	bas).	
	 Une	autre	limitation	de	ce	système	est	qu’on	ne	peut	mesurer	que	la	quantité	globale	
de	sites	oxydés.	On	ne	peut	savoir	si	cela	correspond	à	des	protéines	totalement	oxydées	et	
des	protéines	totalement	réduites,	ou	seulement	des	protéines	partiellement	oxydées.	
	
Il	y	a	donc	des	inconvénients	à	travailler	avec	des	protéines	entières	:		

- la	production	et	la	purification	peuvent	être	longues	et	difficiles	
- problèmes	de	solubilité	(précipitation)	
- conditions	restreintes	(nature	du	tampon	et	des	sels,	température,	pH,	etc)	
- séparation	et	quantification	des	produits	d’oxydation	difficiles	
- dans	certains	cas,	plusieurs	sites	métalliques	sont	présents	dans	une	protéine,	ce	qui	

complique	les	études	spectroscopiques.	
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Les	 complexes	 peptidiques	 représentent	 un	 compromis	 entre	 les	 complexes	
inorganiques	classiques,	simples	mais	peu	proches	des	doigts	de	zinc,	et	les	protéines	qui	sont	
les	 véritables	 objets	 d’intérêt,	 mais	 qui	 sont	 difficiles	 à	 étudier.	 En	 effet,	 l’utilisation	 de	
peptides	 modèles	 permet	 de	 reproduire	 la	 structure	 de	 la	 chaîne	 principale	 ainsi	 que	 la	
première	et	la	seconde	sphères	de	coordination	du	Zn2+	du	site	doigt	de	zinc	mimé.	De	plus,	ils	
sont	solubles	dans	l’eau,	et	robustes	aux	conditions	expérimentales.	Leur	taille	modeste	(une	
vingtaine	d’acides	aminés)	permet	des	caractérisations	détaillées	et	rapides.		

Puisque	 la	 seconde	 sphère	 de	 coordination	 dépend	 de	 la	 structure	 de	 la	 chaîne	
principale,	un	peptide	modèle	ne	peut	reproduire	la	réactivité	que	d’une	famille	de	doigts	de	
zinc.	 Il	 faut	 donc	 développer	 une	 gamme	 de	 peptides	 afin	 de	 modéliser	 correctement	 les	
différentes	familles	de	doigt	de	zinc.	
	 		
	 Le	premier	complexe	peptidique	modélisant	un	doigt	de	zinc	a	été	conçu	par	l’équipe	
de	Berg[44].	Ce	peptide,	appelé	CP1,	reproduit	la	structure	des	doigts	de	zinc	ββα	classiques.	Sa	
séquence	 est	 issue	 de	 l’alignement	 de	 toutes	 les	 séquences	 de	 ββα	 connues	 à	 l’époque.	 À	
chaque	position,	l’acide	aminé	le	plus	fréquemment	rencontré	a	été	introduit.	Ce	peptide	CP1	
est	un	parfait	modèle	de	site	ββα	classique.	
	 L’équipe	de	Wilcox	a	étudié	la	réactivité	d’un	peptide	très	proche	vis-à-vis	de	H2O2	et	
O2.[45]	Cette	étude	a	montré	que	la	complexation	du	zinc	par	le	peptide	protège	fortement	les	
cystéines	 de	 l’oxydation	 par	 O2	:	 seulement	 5%	 de	 complexe	 oxydé	 après	 24h	 de	 réaction	
(bullage	de	O2	dans	une	solution	de	complexe	à	66µM).	Dans	les	mêmes	conditions,	le	peptide	
libre	 est	 totalement	 oxydé.	 Que	 ce	 soit	 avec	 O2	 ou	 H2O2,	 l’oxydation	 du	 complexe	 de	 zinc	
conduit	 uniquement	 à	 la	 formation	 de	 disulfure,	 contrairement	 au	 complexe	 de	 NiII,	 qui	
conduit	 à	 un	mélange	 de	 disulfure	 et	 de	 thiosulfinate.	 En	 plus	 de	 favoriser	 la	 formation	 de	
thiosulfinate,	le	complexe	de	NiII	s’oxyde	aussi	plus	rapidement	que	le	complexe	de	ZnII.	Cette	
réactivité	 plus	 grande	 d’un	 complexe	 de	 NiII	 comparé	 à	 son	 équivalent	 de	 ZnII	 a	 aussi	 été	
observé	pour	l’alkylation	d’un	autre	complexe	inorganique.[46]		
	
	 Au	laboratoire,	avant	le	début	de	cette	thèse,	la	réactivité	de	trois	modèles	peptidiques	
vis-à-vis	de	H2O2	avait	été	étudiée[38,47].	Ces	modèles	sont	ZnCP1,	ZnLTC	et	ZnLHsp	(Figure	i.9).	
ZnLTC	est	un	modèle	de	site	clé	de	sol,	et	a	été	conçu	d’après	celui	de	la	protéine	PerR.[48]	Quant	
à	ZnLHsp,	c’est	un	modèle	du	site	à	zinc	de	Hsp33.[49]	
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Figure i.9 : Modèles disponibles au laboratoire au début de cette thèse : ZnCP1 (A), ZnLTC (B) et ZnLHsp (C). 

	
	 Lorsque	ces	complexes	peptidiques	sont	oxydés,	à	pH	7,	par	H2O2	ou	O2,	il	ne	se	forme	
que	des	espèces	disulfures.	De	plus,	 les	mesures	cinétiques	confirment	 le	rôle	protecteur	du	
zinc	:	 les	 formes	 libres	de	LTC	 et	 LHsp	 sont	 oxydées	20	 à	60	 fois	 plus	 vite	par	H2O2	que	 leur	
complexe	de	zinc.[38]		

Au	 niveau	 du	 mécanisme	 réactionnel,	 les	 études	 cinétiques	 ont	 confirmé	 que	

l’oxydation	 d’un	 doigt	 de	 zinc	 à	 quatre	 cystéines	 par	 H2O2	 se	 fait	 de	 manière	

séquentielle	(Schéma	i.14):	une	première	molécule	de	H2O2	oxyde	 le	site	à	zinc	pour	 former	

une	 espèce	mono-disulfure,	 selon	 un	mécanisme	 similaire	 à	 celui	 décrit	 plus	 haut	 pour	 les	

thiols	 libres.	 L’un	 des	 deux	 cystéinates	 restant	 attaque	 une	 seconde	 molécule	 de	 H2O2,	

formant	 le	 deuxième	 pont	 disulfure.	 L’espèce	 finale	 est	 une	 espèce	 bis-disulfure.	 Cette	

dernière	espèce	n’est	plus	capable	d’interagir	avec	Zn2+.	

Notons	que	dans	la	cas	d’un	modèle	de	type	Zn(Cys)2(His)2,	il	n’y	a	qu’une	seule	étape	

d’oxydation.	

	
	

	

Schéma i.14 : Oxydation séquentielle d’un site à quatre cystéines par H2O2. Le site à zinc est d’abord oxydé en un 

mono-disulfure, puis en un bis-disulfure. 

	
L’intermédiaire	 mono-disulfure,	 est	 présenté	 de	 manière	 simplifiée	 dans	 le	 Schéma	

i.14.	Ce	peptide	est	fait	en	équilibre	entre	trois	formes	en	solution,	comme	représenté	dans	le	

Schéma	i.15.	
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Schéma i.15 : En présence de zinc, l’intermédiaire mono-disulfure de L(2S-,S-S), est en équilibre entre plusieurs formes. 

	
Pour	chacune	de	ces	deux	oxydations,	l’étape	cinétiquement	déterminante	est	l’attaque	

du	 thiolate	 sur	 l’oxydant	 (HOCl	ou	H2O2),	 c’est	 à	dire,	 la	 formation	de	 l’acide	 sulfénique.	En	

effet,	 comme	 nous	 l’avons	 mentionné,	 l’étape	 suivante	 est	 extrêmement	 rapide	:	 lorsqu’un	

acide	 sulfénique	 formé	dans	 un	 site	 doigt	 de	 zinc	 réagit	 avec	 un	 thiolate	 avec	 une	 barrière	

énergétique	quasi-nulle.[40]		

	 Dans	 les	 trois	 formes	 de	 mono-disulfure	 (Schéma	 i.15),	 les	 cystéinates	 n’ont	 pas	 la	
même	 réactivité	 (liaison	 au	 Zn2+,	 accessibilité,	 environnement).	 Cela	 peut	 poser	 problème	
pour	les	études	cinétiques	:	si	la	première	étape	d’oxydation	(passage	du	complexe	réduit	au	
mono-disulfure)	n’est	pas	cinétiquement	déterminante,	alors,	le	suivi	cinétique	de	la	réaction	
sera	 la	 résultante	des	deux	étapes	d’oxydation.	Or,	puisque	 les	différentes	 formes	de	mono-
disulfure	 sont	 en	 équilibre	 en	 solution	 (Schéma	 i.15)	 et	 que	 chacune	 peut	 s’oxyder	 à	 une	
vitesse	différente,	le	modèle	cinétique	devient	trop	complexe	pour	être	simulé.	Un	moyen	de	
contourner	 ce	 problème	 est	 d’utiliser	 un	 complexant	 du	 zinc,	 avec	 une	 affinité	 pour	 Zn2+	
beaucoup	plus	faible	que	celle	du	peptide	réduite,	mais	plus	forte	que	celle	du	mono-disulfure.	
C’est	 le	 cas	de	 l’EGTA.	Ainsi,	 le	mono-disulfure	généré	par	 la	première	étape	d’oxydation	se	
retrouve	entièrement	 libre,	et,	puisque	 le	peptide	 libre	s’oxyde	plus	vite	que	 le	complexe,	 la	
première	étape	devient	cinétiquement	déterminante.	Ceci	permet	d’avoir	une	d’oxydation	qui	
peut	être	décrite	par	un	modèle	cinétique	simple.[38]		
	 Les	vitesses	d’oxydation	des	modèles	par	H2O2	ont	ainsi	été	obtenues	(Tableau	i.1).	En	
plus	des	modèles	«	natifs	»	présentés,	des	mutants	ont	été	utilisés.	C’est	la	première	sphère	de	
coordination	qui	varie	d’un	mutant	à	l’autre.	Ainsi,	ces	mutants,	où	le	nombre	de	cystéines	et	
d’histidines	autour	du	zinc	varie,		permettent	d’étudier	l’effet	de	l’augmentation	du	nombre	de	
cystéines	autour	du	zinc	pour	un	même	repliement.[47]	
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Peptide	 Formule	du	site	 k	(M-1.s-1)	à	25°C	

ZnCP1-Δ8	 Zn(Cys)2(His)2	 0,029	

ZnCP1	 Zn(Cys)2(His)2	 0,0083	

	 Zn(Cys)3(His)1	 0,231	

	 Zn(Cys)4	 1,45	

ZnLHsp	 Zn(Cys)2(His)2	 0,037	

	 Zn(Cys)3(His)1	(2	mutants)		 0,110-0,145	

	 Zn(Cys)4	 0,107	

	

ZnLHsp	linéaire	 Zn(Cys)4	 0,384	

ZnLTC	 Zn(Cys)4	 0,23	

Tableau i.1 : vitesses d’oxydation des modèles de doigts de zinc par H2O2.	[47]		
	

	
Figure i.10 : Vitesse d’oxydation des modèles de type ZnCP1 (cercle ouvert) et ZnLHsp (cercle plein) à 25°C, en fonction 

du nombre de cystéines dans la sphère de coordination du zinc : Zn(Cys)2(His)2 (bleu), Zn(Cys)3(His)1 (rouge) et 

Zn(Cys)4 (noir). 

	

	 Les	 constantes	 de	 vitesses	 mesurées	 à	 298	 K	 (Tableau	 i.1)	 montrent	 une	 tendance	
générale	:	la	vitesse	d’oxydation	par	H2O2	augmente	avec	le	nombre	de	cystéines	liées	au	zinc.	
Il	 y	 a	 cependant	 pour	 un	 même	 nombre	 de	 cystéines	 des	 variations	 importantes	 de	 cette	
vitesse	et	des	sites	à	trois	cystéines	peuvent	être	oxydés	plus	rapidement	que	certains	sites	à	
quatre	 cystéines.	 L’étude	 des	 paramètres	 d’activation	 de	 la	 réaction	montre	 que	 l’enthalpie	
d’activation	est	plus	importante	pour	les	sites	Zn(Cys)2(His)2	(ΔH#>	60	kJ.mol-1)	que	pour	les	
sites	Zn(Cys)3(His)	et	Zn(Cys)4	 (ΔH#<55	kJ.mol-1).	Pour	 tous	ces	sites,	 l’entropie	d’activation	
est	très	défavorable.	Elle	varie	cependant	fortement	en	fonction	des	complexes.	Les	complexes	
qui	 ont	 l’entropie	 d’activation	 la	 moins	 défavorable	 sont	 ceux	 qui	 sont	 le	 moins	 bien	
structurés.	La	raison	de	ceci	n’est	pas	évidente	à	déterminer.	On	peut	envisager	un	rôle	des	
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liaisons	hydrogène	avec	les	soufres	(les	structures	des	doigt	de	zinc	ayant	une	conformation	
bien	 définie	 montrent	 autour	 des	 soufres	 l’existence	 d’un	 réseau	 de	 nombreuses	 liaisons	
hydrogène	avec	des	NH	du	squelette	peptidique	ou	des	OH	ou	NH	de	chaines	latérales)	et	un	
effet	des	molécules	d’eau	qui	solvatent	le	peptide	(un	peptide	non	structuré	devra	compenser	
le	 manque	 de	 liaisons	 hydrogènes	 intramoléculaires	 par	 des	 liaisons	 avec	 des	 molécules	
d’eau).	
	
	 Il	 ressort	 des	 différentes	 études	 sur	 la	 réactivité	 des	 doigts	 de	 zinc	 que	 celle-ci	 est	
influencée	par	(i)	le	type	de	site,	c’est-à-dire	le	nombre	de	thiolates	liés	au	zinc,	(ii)	les	liaisons	
hydrogène	 autour	 des	 soufres	 et	 (iii)	 l’accessibilité	 du	 site.[50][51]	 Ces	 trois	 éléments	 sont	
directement	liés	au	repliement	que	le	peptide	adopte	autour	du	zinc.	Il	est	donc	important	de	
développer	 des	 modèles	 ayant	 des	 repliements	 différents,	 et	 donc	 des	 caractéristiques	
différentes,	 pour	mieux	 comprendre	 la	 réactivité	 des	 doigts	 de	 zinc.	Nous	mettrons	 cela	 en	
évidence	à	travers	les	résultats	obtenus	pendant	cette	thèse.	
	
	
	 La	principale	 conclusion	des	 études	menées	au	 laboratoire	 sur	plusieurs	modèles	de	
doigts	de	zinc,	est	que	ceux-ci	réagissent	trop	lentement	avec	H2O2	pour	être	des	cibles	de	cet	
oxydant	in	vivo.	En	revanche,	l’exemple	de	Hsp33	montre	qu’il	est	possible	que	l’oxydation	des	
doigts	de	zinc	est	possible	en	biologie,	mais	avec	des	oxydants	plus	puissants.	C’est	pourquoi	
nous	nous	tournons	maintenant	vers	la	réactivité	des	doigts	de	zinc	vis-à-vis	de	HOCl	et	1O2.		
	
	

3.	L’acide	hypochloreux	

	

3.1.	Généralités	

	

Comme	nous	 l’avons	mentionné	 plus	 haut,	 l’acide	 hypochloreux	 (HOCl)	 est	 généré	 à	

partir	 de	 H2O2	 et	 Cl–	 par	 les	myéloperoxydases,	 selon	 le	mécanisme	 schématisé	 ci-dessous	

(Schéma	 i.15).	 Les	 myeloperoxydases	 sont	 des	 protéines	 à	 fer	 hémique.	 Le	 mécanisme	 de	

production	de	HOCl	à	partir	de	H2O2	et	Cl–	est	représenté	Schéma	i.15.	La	forme	FeIII	 	réagit	

avec	H2O2	pour	 former	une	espèce	à	haut	degré	d’oxydation	FeIV=O	(composé	 I).	Ce	dernier	

oxyde	un	chlorure,	ce	qui	donne	ClO–	et	régénère	la	protéine	dans	sa	forme	FeIII	de	départ.	
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Schéma i.15 : Cycle catalytique de production de ClO- à partir de Cl- et H2O2 par la myéloperoxydase. 

	

À	 coté	 de	 ces	 enzymes	 à	 fer,	 il	 existe	 aussi	 des	 chloro-	 et	 bromo-	 peroxydases	 à	

vanadium.	[52]	Nous	ne	les	détaillerons	pas	ici.	

	

Comme	nous	 l’avons	mentionné	plus	haut,	 l’acide	hypochloreux	 (HOCl)	est	 considéré	

comme	 l’espèce	ayant	 le	plus	 fort	effet	bactéricide	chez	 les	cellules	phagocytaires.	Plusieurs	

éléments	vont	en	ce	sens.	

	 D’abord,	l’ion	chlorure,	nécessaire	à	la	production	de	HOCl,	joue	un	rôle	important	dans	

les	 neutrophiles.	 En	 effet,	 la	 concentration	 intracellulaire	 d’ions	 chlorures	 dans	 les	

neutrophiles	 au	 repos	 est	 grande	:	 environ	 80-100mM[53]	 contre	 4-60mM	 dans	 les	 autres	

cellules	[54].	Lorsque	ces	neutrophiles	sont	activés,	cette	concentration	diminue	d’environ	50%	

car	ces	ions	sont	excrétés	vers	le	phagosome,	à	travers	différents	canaux	(Schéma	i.16)[6].	La	

capacité	 de	 mobilisation	 des	 ions	 Cl-	 par	 le	 phagosome	 est	 illustrée	 Schéma	 i.16.	 Le	 flux	

d’électrons	 généré	 par	 la	 NOX	 2	 est	 compensé	 par	 l’entrée	 passive	 de	 cations	 (H+	 et	 K+).	

L’activation	 de	 la	 voie	 énergivore	 de	 H+	 (par	 la	 V-ATPase)	 viendrait	 compenser	 l’entrée	

massive	d’ions	Cl-.	

	
Schéma i.16 : Mobilisation des ions chlorures et leur utilisation par le phagosome des neutrophiles. (Schéma de Aiken et 

coll.[6]) 
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Ainsi,	 les	 neutrophiles	 assurent	 un	 approvisionnement	 important	 d’ions	 Cl-	 aux	

phagosomes,	 ce	 qui	 leur	 permet	 de	 générer	 d’importantes	 quantités	 de	 HOCl	 grâce	 aux	

myéloperoxidases.	Il	a	été	calculé	qu’au	moins	12%	de	l’oxygène	consommé	par	le	neutrophile	

est	converti	en	HOCl.[4]	

On	 estime	 que	 les	 myéloperoxydases	 représentent	 ~25%	 des	 protéines	 que	 le	

neutrophile	exporte	dans	le	phagosome.[7]	

Finalement,	l’importance	des	myéloperoxydases	est	observable	au	niveau	clinique	:	des	

neutrophiles	 isolés	 à	 partir	 du	 sang	 de	 patients	 déficients	 en	 myélopéroxydases,	 sont	 peu	

efficaces	 à	 tuer	 de	 nombreux	 micro-organismes.	 De	 plus,	 des	 neutrophiles	 de	 patients	

normaux,	traités	avec	des	inhibiteurs	de	myéloperoxydases,	se	montrent	aussi	moins	efficaces	

dans	la	destruction	de	pathogènes.[4]	

Néanmoins,	ces	données	in	vitro	doivent	être	relativisées	:	il	semble	que	l’organisme	soit	

capable	de	 compenser	une	déficience	en	myéloperoxydase.	En	effet,	 des	patients	possédant	

une	 NOX	 fonctionnelle	 et	 une	 déficience	 en	 myéloperoxydases	 ne	 sont	 pas	 beaucoup	 plus	

victimes	d’infections	que	ces	individus	sains.[4]		

3.2	Les	cibles	biologiques	de	HOCl	

	

HOCl	est	capable	d’oxyder	de	nombreuses	bio-molécules,	dont	l’ADN.	Néanmoins,	du	fait	

de	leur	abondance	cellulaire	et	de	leur	rapidité	de	réaction	avec	HOCl,	les	cibles	principales	de	

cet	oxydant	sont	les	protéines	et	le	glutathion.	HOCl	réagit	principalement	avec	les	soufres	des	

cystéines	et	méthionines	pour	donner	des	disulfures	S-S	ou	des	produits	oxygénés	(sulfinates,	

sulfonates,	 sulfoxydes,	 etc),	 avec	 le	 noyau	 aromatique	 des	 tyrosines	 dans	 une	 réaction	 de	

chloration,	ou	avec	des	amines	 (de	 la	 chaîne	 latérale	des	 lysines	par	exemple)	pour	donner	

des	chloramines.	Ces	chloramines	sont	elles-mêmes	des	espèces	oxydantes	capables	de	réagir	

avec	certains	composants	cellulaires	comme	les	thiols	des	cystéines	ou	du	glutathion.	[5]	

	

3.3.	Des	senseurs	de	HOCl	à	base	de	méthionine	

	

Des	protéines	 impliquées	dans	 la	détection	de	 l’acide	hypochloreux	ont	été	 identifiées	

ces	dernières	années	:	RclR[55],	NemR[56]	et	HypT[57].	

	

HypT	 utilise	 la	 fonction	 thioéther	 des	 méthionines	 pour	 détecter	 HOCl.	 Ceci	 signifie	

qu’en	milieu	biologique,	 les	méthionines	 figurent	parmi	 les	premières	cibles	de	HOCl.	On	ne	
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connaît	 pas	 la	 vitesse	 d’oxydation	 de	 ces	 protéines	 par	 HOCl.	 Néanmoins,	 Armesto	 et	

collaborateurs	 ont	montré	que	 la	méthionine	 libre	 est	 oxydée	 en	 sulfoxyde	par	HOCl	 à	 une	

vitesse	 de	 k	 =	8,7.108	 M-1.s-1.[58]	 Cette	 vitesse	 est	 très	 grande	 et	 s’approche	 de	 la	 limite	 de	

diffusion.	

Quant	à	RclR	et	NermR,	elles	utilisent	des	cystéines	pour	détecter	HOCl.	

	

3.4.	Oxydation	des	thiols	libres	par	HOCl	

	

Le	mécanisme	d’oxydation	d’un	thiolate	par	 l’acide	hypochloreux	est	similaire	à	celui	

présenté	pour	H2O2,	mais	présente	une	étape	supplémentaire.	Ce	mécanisme	a	fait	l’objet	de	

controverses.	Nous	nous	en	tiendrons	ici	à	la	récente	discussion	de	Nagy	et	Ashby[39],	à	partir	

de	 leurs	résultats	sur	 l’oxydation	de	 la	cystéine.	L’attaque	nucléophile	du	thiolate	se	 fait	sur	

l’atome	de	chlore,	pour	donner	un	chlorure	de	sulfényle	et	un	anion	hydroxyde.	Le	chlorure	de	

sulfényle	 ainsi	 formé,	 est	 très	 rapidement	 attaqué	 par	 un	 nucléophile.	 Dans	 un	 solvant	

aqueux,	l’hydrolyse	est	immédiate[39],	ce	qui	libère	un	chlorure,	et	forme	un	acide	sulfénique,	

qui	peut	alors	donner	un	disulfure,	comme	dans	le	cas	de	l’oxydation	par	H2O2	(Schéma	i.17).	

	

	
Schéma	i.17	:	Mécanisme	d’oxydation	d’un	thiolate	par	HOCl.	

	

Puisque	 l’hydrolyse	 du	 chlorure	 de	 sulfényle	 est	 très	 rapide	 (dans	 l’eau)	 et	 que	 la	

réaction	 de	 l’acide	 sulfénique	 avec	 un	 thiolate	 est	 limitée	 par	 la	 diffusion,	 l’étape	

cinétiquement	déterminante	est	l’attaque	du	thiolate	sur	HOCl.		

Armesto	et	collaborateurs	ont	mesuré	par	des	méthodes	directes	 (cinétique	rapide)	 la	

vitesse	de	cette	étape.	Pour	un	cystéinate	libre,	elle	est	de	1,2.109	M-1.s-1.[58]	Cette	valeur	a	été	

confirmée	par	l’équipe	de	Ashby.[39]	

	

3.4	Oxydation	des	sites	doigt	de	zinc	par	HOCl	

	

A	 ce	 jour,	 la	 seule	 mesure	 expérimentale	 de	 la	 vitesse	 d’oxydation	 par	 HOCl	 d’une	

protéine	possédant	un	doigt	de	zinc	est	celle	de	l’alcool	déshydrogénase.	Elle	a	premièrement	

été	mesurée	 en	 se	 servant	 de	 l’activité	 de	 la	 protéine	comme	 indicateur	 de	 l’oxydation	:	 k2	
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ADH/HOCl	=	 4.103	 M-1.s-1.[59]	 Mais	 récemment,	 des	 mesures	 plus	 directes	 ont	 été	 réalisées	 en	

suivant	 la	consommation	d’un	compétiteur	:	un	dérivé	de	méthionine	fluorescent.	La	vitesse	

ainsi	 déterminée	 est	:	 k2	ADH/HOCl	=	 3,3±0,9	 108	M-1.s-1.[60]	 Cependant,	 cette	 protéine	 possède	

deux	 sites	 à	 zinc	:	 un	 site	 structural,	 de	 formule	 ZnCys4,	 et	 un	 site	 catalytique	 de	 formule	

Zn(Cys)2(His)1(H2O).	Bien	que	les	auteurs	attribuent	cette	vitesse	à	celle	de	l’oxydation	du	site	

catalytique,	 on	 ne	 peut	 en	 être	 certain	:	 la	 constante	 cinétique	 mesurée	 correspond	 à	 la	

réaction	de	la	protéine	entière	avec	HOCl.	On	ne	connaît	pas	les	contributions	de	chaque	site	à	

zinc	et	des	autres	chaînes	 latérales	oxydables	(méthionines	par	exemple)	de	 la	protéine.	De	

plus,	d’après	 la	composition	des	sites	à	zinc,	3	équivalents	de	NaOCl	par	monomère	de	ADH	

devraient	suffire	pour	oxyder	ces	deux	sites	et	conduire	au	relargage	de	2	équivalents	de	ZnII	

(par	monomère).	Or,	dans	ces	conditions,	 les	auteurs	n’observent	que	0,3	équivalent	de	zinc	

expulsé,	ce	qui	indique	que	les	sites	à	zinc	de	ADH	ne	sont	pas	les	seules	cibles	primaires	de	

HOCl,	 et	donc,	que	 la	vitesse	mesurée	ne	peut	être	attribuée	uniquement	à	 l’oxydation	d’un	

site	à	zinc.		

	

Comme	nous	 l’avons	mentionné	plus	haut,	 la	protéine	Hsp33	a	 récemment	été	décrite	

comme	un	senseur	de	HOCl.[29]	Cette	protéine	est	essentielle	pour	que	les	bactéries	résistent	à	

un	 stress	 HOCl.	 Cependant,	 la	 vitesse	 d’oxydation	 de	 son	 site	 à	 zinc	 par	 HOCl	 demeure	

inconnue,	 et	 le	 mécanisme	 d’activation	 présente	 quelques	 zones	 d’ombres	 comme	 nous	 le	

verrons	au	Chapitre	A.	

	

	Une	autre	protéine	a	été	proposée	comme	étant	activée	par	HOCl,	sans	l’être	par	H2O2.	

Cette	protéine	est	la	Pro-Matrilysine	MMP-7.	Elle	possède	un	site	à	zinc,	qui	n’est	pas	un	doigt	

de	 zinc	 mais	 s’en	 rapproche,	 puisque	 sa	 formule	 est	 Zn(Cys)1(His)3.	 Il	 est	 proposé	 que	 la	

cystéine	de	ce	site	soit	oxydée	par	HOCl	en	sulfinate.	Sous	cette	forme	oxydée	la	cystéine	se	

décoordonne	du	zinc,	permettant	la	protéolyse	du	fragment	qui	la	contient,	générant	ainsi	la	

forme	active	de	la	protéine	avec	un	site	Zn(His)3(H2O)	(Schéma	i.18).	[61]	
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Schéma i.18 : Activation de la MMP-7 par HOCl (Figure de Fu et coll.[61]). La cystéine du site à zinc est oxydée en acide 

sulfinique par deux molécules de HOCl. Cette cystéine oxydée ne coordonne plus le zinc. 

	

	

Ainsi,	dans	 l’hypothèse	où	un	site	doigt	de	zinc	peut	 jouer	 le	 rôle	de	senseur	de	HOCl,	

comme	c’est	proposé	pour	Hsp33[29],	sa	vitesse	d’oxydation	devrait	être	au	moins	aussi	rapide	

que	celle	de	la	méthionine.		

	

Le	rôle	biologique	de	HOCl		a	été	mis	en	évidence	ces	dernières	années.	Cependant,	les	

données	moléculaires	concernant	se	réactivité	vis-à-vis	des	protéines	manquent	cruellement	

pour	mieux	comprendre	son	implication	dans	les	processus	biologiques.	C’est	pourquoi	nous	

avons	 choisi	 d’étudier	 en	 détail	 sa	 réactivité	 vis-à-vis	 des	 doigts	 de	 zinc,	 comme	 nous	 le	

verrons	dans	le	Chapitre	A.	

	

4.	L’oxygène	singulet	

	

Le	 dioxygène,	 aussi	 appelé	 oxygène	moléculaire,	 possède	 une	 structure	 électronique	

particulière.	 En	 effet,	 alors	 que	 l’état	 singulet	 (S=0)	 est	 très	 courant,	 le	 dioxygène	 à	 l’état	

fondamental	 possède	 un	 spin	 triplet	 (S=1).	 Ceci	 est	 la	 raison	 pour	 laquelle	 le	 dioxygène,	

malgré	un	potentiel	redox	élevé,	réagit	lentement	avec	la	plupart	des	molécules	biologiques	:	

ces	 réactions	 ne	 respectent	 pas	 la	 loi	 de	 Wigner	 de	 conservation	 de	 spin.	 Aussi,	 dans	 les	

réactions	chimiques,	le	dioxygène	se	comporte	comme	une	espèce	radicalaire.	Néanmoins,	les	
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deux	premiers	états	électroniques	excités	de	O2,	avec	un	spin	singulet,	sont	relativement	bas	

en	énergie	:	à	94	et	157	kJ.mol-1	de	l’état	fondamental	(Schéma	i.19).	Ces	états	sont	facilement	

accessibles	et	sont	produits	en	milieu	biologique[62].	De	ces	deux	états	excités,	le	plus	bas	en	

énergie,	1Δg,	est	appelé	communément	oxygène	singulet	1O2.			

	

	

Schéma i.19 : Structures électroniques simplifiées du dioxygène et de ses deux états excités de plus basse énergie. 

Seuls les électrons répartis sur les orbitales (π*2px) et (π*2py) sont représentés. 

 

4.1.	Production	de	1O2		

	 	
L’oxygène	singulet	peut	être	produit	de	manière	photo-physique.	La	transition	optique	

((3Σ-g)à(1Δg)	par	absorption	d’un	photon	à	1270nm)	est	très	difficile	puisqu’elle	est	interdite	
de	spin.	En	revanche,	cette	transition	peut	se	faire	aisément	via	un	transfert	d’énergie	depuis	
l’état	excité	d’une	molécule,	appelée	photo-sensibilisateur.		
	 Le	 principe	 est	 simple	:	 le	 photo-sensibilisateur,	 en	 absorbant	 un	 photon,	 passe	 de	
l’état	fondamental	S0	à	un	état	excité	S1	(Schéma	i.20).	Ce	dernier	peut	alors	se	désexciter	de	
manière	 radiative	ou	non,	ou	peut	passer	à	un	état	 triplet	T1	par	 croisement	 inter-système.	
C’est	principalement	cet	état-là	qui	va	transmettre	son	énergie	au	dioxygène	pour	former	de	
l’oxygène	 singulet.	 En	 réalité,	 il	 y	 a	 des	 exceptions	 à	 cette	 règle	:	 certaines	 molécules	
possèdent	 un	 état	 singulet	 excité	 S1	 pouvant	 sensibiliser	 O2	 sans	 passer	 par	 un	 état	 triplet	
T1.[63]	 (Schéma	 i.20)	 Quoi	 qu’il	 en	 soit,	 l’important	 est	 que	 via	 ce	 processus,	 certains	
chromophores	 sont	 capables	de	produire	de	 l’oxygène	 singulet	 en	 solution	de	manière	 très	
efficace.	 En	 biologie,	 plusieurs	 familles	 de	 molécules	 peuvent	 jouer	 ce	 rôle	 de	 photo-
sensibilisateur	:	flavines,	diverses	vitamines[64],	précurseurs	de	porphyrine[65],	mais	surtout,	le	
plus	 important	 de	 ce	 point	 de	 vue,	 le	 photosystème	 II[1,2,66].	 Cette	 voie	 photo-physique	 est	
responsable	de	 la	 forte	production	de	 1O2	 chez	 les	plantes	 lorsqu’elles	 sont	 soumises	 à	une	
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lumière	intense,	et	chez	les	animaux,	notamment	au	niveau	de	la	peau	lorsqu’elle	est	soumise	
à	des	radiations	UV.	
	

	

Schéma i.20 : Génération d’oxygène singulet médiée par un photo-sensibilisateur. Schéma directement extrait de l’article 

de Kuimova et coll.[67] Description dans le texte. 

	
Le	Schéma	i.20	montre	uniquement	la	production	de	la	forme	1Δg,	mais,	celle	de	1Σ+g	est	

aussi	une	réalité.	Mais,	contrairement	à	 la	transition	(1Δg)à(	3Σ-g),	 la	transition	(1Σ+g)à(1Δg)	
est	autorisée	du	point	de	vue	du	spin.	Il	en	résulte	que	cette	dernière	relaxation	est	(i)	5	à	6	
ordres	de	grandeur	plus	rapide	que	(1Σ+g)à(1Δg)[68],	et	(ii)	est	quasiment	quantitative.	Ainsi,	
en	solution,	il	est	généralement	admis	que	tout	le	1Σ+g	produit	relaxe	en	1Δg	bien	avant	que	ces	
molécules	 réagissent	 avec	 les	 solutés.	 Dès	 lors,	 pour	 la	 génération	 d’oxygène	 singulet	 en	
solution,	on	ignorera	totalement	la	forme	1Σ+g.	 	Par	conséquent,	dans	toute	la	suite,	 le	terme	
1O2	désignera	uniquement	l’état	1Δg	du	dioxygène.	

Le	 Schéma	 i.20	 représente	 aussi	 un	 phénomène	 qui	 distingue	 1O2	 des	 autres	 ERO	:	
puisque	1O2	est	un	état	électronique	excité	de	O2,	il	n’est	pas	stable	et	se	désexcite	rapidement	
en	solution.	1O2	a	une	durée	de	vie	très	courte	:	~3,5µs	dans	H2O.	Cette	désexcitation	rapide	
est	due	aux	liaisons	O-H	de	l’eau,	et	si	on	la	remplace	par	de	l’eau	lourde	(D2O),	le	temps	de	vie	
de	1O2	est	alors	étendu	à	~67µs.[68,69]		

La	production	de	1O2	par	photo-sensibilisation	s’arrête	donc	 immédiatement	après	 la	
fin	de	l’irradiation.	Autrement	dit,	ici,	le	stress	s’arrête	quand	la	production	de	1O2	prend	fin,	
ce	qui	 est	 assez	différent	d’un	 stress	 chimique	qui	prend	 fin	une	 fois	que	 tout	 l’oxydant	est	
consommé/détruit.			
	 La	 production	 de	 1O2	 par	 cette	 voie	 a	 donc	 lieu	 naturellement	 dans	 les	 systèmes	
biologiques	exposés	à	la	lumière,	mais	peut	aussi	être	utilisée	de	manière	artificielle.	D’abord,	
à	des	 fins	d’études	 scientifiques,	 afin	de	mieux	 comprendre	 le	 rôle	de	 1O2	 en	biologie,	mais	
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aussi	 à	des	 fins	médicales.	En	effet,	depuis	une	centaine	d’année,	des	photo-sensibilisateurs	
sont	 utilisés	 afin	 de	 détruire	 des	 cellules	 indésirables	 (parasites,	 champignon,	 cellules	
cancéreuses,	bactéries[70],	etc…).	À	cet	égard,	le	bleu	de	méthylène	a	été	largement	utilisé[71].	
Cette	technique	est	appelée	thérapie	photo-dynamique	(TPD).	
	
	 À	coté	de	cette	voie	photo-physique,	des	voies	purement	chimiques	de	production	de	
1O2	existent.	
	 Dès	les	années	70,	la	présence	d’oxygène	singulet	dans	les	granulocytes	(neutrophiles	
et	 éosinophiles)	 a	 été	 mise	 en	 évidence[72].	 Cependant,	 les	 méthodes	 utilisées	 lors	 de	 ces	
études	ont	été	rapidement	critiquées[73].	

L’origine	 de	 cet	 1O2	 serait	 la	 réaction	 du	 peroxyde	 d’hydrogène	 (H2O2)	 sur	 l’acide	
hypochloreux	 (HOCl)[74]	 (Schéma	 i.21):	 l’acide	 hypochloreux/hypobromeux	 est	 produit	 par	
enzymatiquement	à	partir	de	peroxyde	d’hydrogène.	Il	y	aurait	donc	une	accumulation	locale	
de	H2O2	 et	 de	HOCl/HOBr,	 ce	 qui	 permettrait	 à	 ces	 deux	 espèces	 de	 réagir	 pour	 former	 de	
l’eau,	redonner	l’halogénure	de	départ,	et	de	l’oxygène	singulet.	

	

	
Schéma i.21 : Schéma illustrant l’hypothèse de Kanofsky et collaborateurs[75] pour la production d’oxygène singulet par 

réaction d’un acide hypohalogéneux sur le peroxyde d’hydrogène. X- = Br- ou Cl-  

		
Des	 systèmes	 in	 vitro,	 ont	 montré	 que	 cette	 hypothèse	 est	 plausible,	 et	 ce,	 avec	

différents	 types	 de	 peroxydases	:	 myéloperoxydase,	 éosinophile	 peroxydase[76],	 chloro-	 et	
bromo-	peroxydase	à	vanadium[77].		

Néanmoins,	l’importance	de	cette	réaction	dans	ces	neutrophiles	est	controversée	:	des	
études	détectent	des	quantités	importantes	de	1O2	(~20%	du	dioxygène	consommé	aurait	été	
converti	en	1O2)[78]	tandis	que	d’autres	n’en	détectent	pas[4,75].	Une	étude	similaire	menée	sur	
des	 éosinophiles	 a	 mis	 en	 évidence	 la	 production	 de	 1O2,	 même	 si	 elle	 ne	 représente	
qu’environ	0,4%	du	dioxygène	consommé	par	ces	cellules[79].	Les	auteurs	notent	que	dans	les	
éosinophiles	 il	 y	 a	 une	 concentration	 élevée	 d’éosinophile	 peroxydase,	 qui	 produit	HOBr	 et	
non	HOCl[75],	et	qu’en	même	temps	HOBr	réagit	avec	H2O2	plus	vite	que	ne	le	fait	HOCl[74].	La	
production	 d’oxygène	 singulet	 selon	 le	 Schéma	 i.21	 serait	 donc	 plus	 probable	 au	 sein	 des	
éosinophiles	qu’au	sein	des	neutrophiles.	
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Pour	résumer,	de	manière	générale,	cette	production	de	1O2	au	sein	des	neutrophiles	et	
éosinophiles	est	considérée	comme	étant	faible[7].		

Il	a	aussi	été	récemment	proposé	que	l’oxygène	singulet[80]	et	l’acide	hypochloreux[81]	
sont	 nécessaires	 à	 la	 formation	 du	 filet	 extracellulaire	 des	 neutrophiles	 (qu’ils	 forment	 en	
expulsant	 leur	 ADN	 hors	 de	 la	 cellule).	 Cependant,	 comme	 on	 vient	 de	 le	 voir,	 1O2	 peut	
provenir	de	HOCl,	il	est	donc	difficile	de	différencier	clairement	les	rôles	de	chacun,	à	l’échelle	
de	la	cellule.	De	plus,	 les	facteurs	influençant	la	formation	de	ces	filets	restent	mal	compris	:	
par	exemple,	à	faible	dose,	l’acide	urique	inhibe	la	formation	d’ERO	par	la	NADPH	oxydase,	et	
donc,	 la	 formation	 des	 «	filets	»[82].	 En	 revanche,	 à	 forte	 dose,	 cet	 acide	 urique	 déclenche	
l’excrétion	de	ces	pièges,	indépendamment	de	l’activité	de	la	NAPDH	oxydase.	Le	rôle	de	1O2	
dans	 la	 formation	 des	 filets	 extracellulaires	 de	 neutrophiles	 n’est	 pas	 clair,	 et	 est	 même	
contesté[83].	

Un	autre	système	chimique	capable	de	produire	1O2,	 tout	à	 fait	pertinent	du	point	de	
vue	biologique,	a	été	décrit	récemment	par	Massari	et	coll.[84]	:	la	réaction	du	peroxynitrite	sur	
le	glyoxal	(Schéma	i.22)	conduit	à	la	formation	d’oxygène	singulet.	

	

	
Schéma i.22 : Mécanisme proposé pour la formation de 1O2 par réaction de peroxynitrite sur le glyoxal (emprunté 

directement de la publication de Massari et al.)[84]. 

	
Enfin,	 les	 cascades	 de	 peroxydation	 des	 lipides	 pourraient	 aussi	 faire	 partie	 des	

sources	 cellulaires	 de	 génération	 de	 1O2	:	 Di	 Mascio	 et	 coll.	 ont	 montré	 que	 la	 réaction	 du	
peroxyde	 d’acide	 linoléique	 avec	 le	 peroxynitrite	 produit	 de	 l’oxygène	 singulet	 (via	 des	
intermédiaires	radicalaires).[85]		
	

	 Ainsi,	des	voies	biologiques	de	génération	de	1O2	existent.	Certaines	sont	dépendantes	

de	 la	 lumière,	 d’autre	 pas,	 comme	 résumé	 par	 Glaeser	 et	 coll.[3]	 dans	 le	 cas	 des	 micro-

organismes	(Figure	i.11).		
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Figure i.11 : Glaeser et collaborateurs[3] illustrent ainsi les voies de génération de 1O2 , dépendante de la lumière (à 

gauche) ou non (à droite), chez les micro-organismes. 

	
	

4.2.	Comportement	de	1O2	dans	la	cellule	

	
Dans	 un	 milieu	 cellulaire,	 le	 temps	 de	 vie	 de	 1O2	 se	 trouve	 sensiblement	 diminué	 :	

environ	~2µs	dans	une	cellule	normale	(contre	3,5µs	dans	H2O	pure),	et	environ	~25µs	dans	
une	 cellule	 cultivée	 en	 milieu	 D2O	 (contre	 67µs	 dans	 D2O	 pure)[62].	 De	 plus,	 le	 micro-
environnement	 influe	 fortement	 sur	 le	 temps	 de	 vie	 de	 1O2,	 il	 varie	 donc	 en	 fonction	 de	 la	
localisation	 subcellulaire	de	 1O2.[86]	 Par	 exemple,	 une	 viscosité	 locale	 importante	diminue	 la	
probabilité	de	rencontre	entre	deux	molécules,	ce	qui	conduit	à	un	temps	de	vie	de	1O2	plus	
grand	que	dans	un	volume	où	la	viscosité	est	faible.	Un	temps	de	vie	intra-cellulaire	de	~2µs	
par	 rapport	 aux	 ~3,5µs	 dans	 l’eau	 signifie	 que,	 dans	 la	 cellule,	 seulement	 40-45%	 du	 1O2	
produit	est	désactivé	par	une	autre	espèce	que	l’eau	(protéines,	etc…),	et	ce,	par	les	voies	de	
désactivation	physiques	et	chimiques.	De	plus,	avec	un	temps	de	vie	de	~2µs,	Peter	Ogilby	[62]	
a	 estimé	 que,	 dans	 la	 cellule,	 le	 1O2	 peut	 parcourir	 jusqu’à	 ~155nm	 depuis	 son	 lieu	 de	
production.	Ceci	contraste	donc	avec	l’idée	reçue	que	l’oxygène	singulet	est	tellement	réactif	
qu’il	n’est	pas	sélectif	:	étant	donné	sa	distance	de	diffusion,	il	peut	entrer	en	collision	avec	de	
nombreuses	molécules	avant	d’être	finalement	désactivé	ou	de	réagir	(chimiquement).		
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	 Le	 fait	que	 l’oxygène	singulet,	une	 fois	produit	dans	 la	 cellule,	ne	peut	parcourir	que	
100-200nm	implique	cependant	que	son	rayon	d’action	est	limité.	Autrement	dit,	son	effet	sur	
la	 cellule	 (cytotoxicité	 notamment)	 dépend	 fortement	de	 la	 localisation	 intracellulaire	de	 la	
source	de	1O2.	Ceci	explique	que	des	études	ont	observé	que	 la	mort	cellulaire	dépend	de	 la	
localisation	 cellulaire	 du	 photo-sensibilisateur	 utilisé[62].	 Néanmoins,	 si	 cet	 espace	 de	
production	d’oxygène	singulet	est	proche	d’une	membrane,	il	est	important	de	savoir	que	1O2	
est	capable	de	la	traverser[87].		
	

4.3.	Eviter	la	photo-production	de	1O2	dans	la	cellule	

	

	 Les	 organismes	photosynthétiques	 sont	 les	 êtres	 vivants	 les	 plus	 soumis	 à	 l’oxygène	
singulet,	 notamment	 à	 cause	 de	 la	 chlorophylle	 (Chl).	 En	 effet,	 c’est	 principalement	 l’état	
excité	 triplet	de	 la	chlorophylle	 (3Chl*)	qui	est	responsable	de	 la	production	de	1O2	chez	 les	
plantes[66].	 Cette	 production	 se	 fait	 principalement	 au	 niveau	 des	 complexes	 tels	 que	 les	
antennes	collectrices	et	le	centre	réactionnel	du	photosystème	II	(PSII)	(le	photosystème	I	ne	
semble	pas	produire	de	1O2	de	manière	significative).	Lorsque	 l’intensité	 lumineuse	est	 trop	
importante,	les	états	excités	de	ces	molécules	ne	sont	plus	désactivés	assez	rapidement	par	la	
chaîne	photosynthétique.	Cela	conduit	à	l’accumulation	d’états	excités,	avec	des	temps	de	vie	
parfois	suffisamment	longs	pour	interagir	avec	O2.	Dans	le	cas	de	la	chlorophylle,	l’état	excité	
singulet	1Chl*	a	un	temps	de	vie	d’environ	10-8s,	 tandis	que	celui	de	3Chl*	est	de	~10-3s.	Cet	
état	triplet	a	donc	le	temps	d’interagir	avec	O2	pour	former	1O2.		
	 Les	 antennes	 sont	 des	 complexes	 composés	 de	 protéine,	 de	 chlorophylles	 et	 de	
caroténoïdes	(dont	le	β-carotène).		Ces	caroténoïdes	désexcitent	l’état	triplet	très	efficacement	
via	 un	 mécanisme	 physique.	 L’efficacité	 de	 cette	 voie	 vient	 de	 la	 proximité	 caroténoïde-
chlorophylle,	qui	est	assurée	par	l’interaction	du	caroténoïde	avec	la	protéine	qui	coordonne	
le	pigment.[66]	
	 Chez	les	cyanobactéries,	le	mécanisme	est	différent.	La	Protéine	Orange	à	Caroténoïde	
est	 une	 petite	 protéine	 soluble	 qui	 encapsule	 un	 caroténoïde.	 Cette	 protéine	 est	 orange	
lorsqu’elle	est	à	l’abri	de	la	lumière.	En	revanche,	lorsqu’elle	est	exposée	à	une	lumière	bleu-
vert,	 elle	 devient	 rouge.	 Au	 niveau	 moléculaire	 cela	 correspond	 à	 un	 changement	 de	 la	
structure	au	niveau	de	la	protéine	et	au	niveau	du	caroténoïde.	Sous	cette	forme,	la	protéine	
va	interagir	avec	le	phycobilisome	(complexe	qui	collecte	l’énergie	lumineuse),	et	augmente	la	
dissipation	 thermique	 de	 l’énergie	 captée.	 Ainsi,	 cette	 protéine	 limite	 la	 quantité	 d’énergie	
arrivant	jusqu’au	centre	photosynthétique,	ce	qui	limite	la	production	accidentelle	de	1O2.[88]		
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Ainsi,	en	évitant		l’accumulation	des	formes	excitées	de	la	chlorophylle	à	durée	de	vie	
longue,	les	organismes	photosynthétiques	évitent	la	production	d’oxygène	singulet.	

	
	 Cependant,	il	peut	parfois	être	utile	non-pas	d’éviter	la	photo-génération	de	1O2,	mais	
de	 l’accentuer.	 En	 effet,	 les	 plantes	 ont	 su	 mettre	 à	 profit	 le	 fait	 de	 synthétiser	 des	
chromophores	capables	de	photo-sensibiliser	O2	:	lors	de	l’interaction	plante-pathogène,	elles	
sont	capable	de	produire	des	phytoalexines,	dont	le	but	est	de	détruire	les	pathogènes	en	les	
exposant	à	1O2.[66]	
	

4.4.	Les	effets	biologiques	de	1O2	

L’oxygène	singulet	peut	provoquer	la	mort	cellulaire	par	l’accumulation		de	dommages.	
Néanmoins,	les	organismes	vivants	ont	développé	des	méthodes	de	détection	spécifique	à	1O2.	

Une	grande	avancée	dans	la	compréhension	de	la	biologie	de	l’oxygène	singulet	chez	la	
plante	 a	 été	 réalisée	 grâce	 à	 l’étude	 du	mutant	 flu	 de	Arabidopsis	 thaliana.[89,90]	 Ce	mutant	
accumule	 un	 précurseur	 de	 la	 chlorophylle,	 la	 protochlorophyllide,	 dans	 l’enveloppe	 du	
chloroplaste	et	dans	la	membrane	du	thylakoïde[66].	Lorsque	la	plante	est	exposée	à	la	lumière,	
une	grande	quantité	de	1O2	est	générée,	ce	qui	déclenche	une	mort	cellulaire	programmée.	Le	
déroulement	 de	 ce	 programme	 est	 induit	 par	 deux	 protéines,	 Executer1	 et	 Executer2.	 La	
génération	de	1O2	dans	un	double	mutant	ne	possédant	aucune	de	ces	protéines	n’induit	pas	
cette	 mort	 cellulaire	 programmée[2].	 Ceci	 montre	 que	 l’oxygène	 singulet	 peut	 induire	 une	
réponse	 spécifique,	 via	 une	 voie	 de	 signalisation	 particulière.	 Une	 cascade	 de	 signalisation	
similaire[91]	conduit	à	l’acclimatation	de	l’organisme	au	stress	1O2.	Néanmoins,	 le	mécanisme	
par	lequel	1O2	est	détecté	en	premier	lieu	reste	inconnu.		

En	ce	sens,	l’équipe	de	Havaux[92]	a	montré	que	les	produits	issus	de	l’oxydation	du	β-
carotène	par	1O2,	sont	capables	d’induire	une	réponse	spécifique	à	1O2.	Ainsi,	chez	les	plantes,	
le	 β-carotène	 aurait	 comme	 rôles	 de	 désactiver	 physiquement	 la	 chlorophylle	 excitée,	 de	
désactiver	 physiquement	 1O2,	 et,	 s’il	 y	 a	 «	un	 excès	»	 de	 1O2,	 son	 oxydation	 produirait	 des	
médiateurs	capables	d’induire	l’expression	d’une	réponse	génétique	contre	1O2.	

Les	 plantes	 semblent	 donc	 avoir	 différents	 niveaux	 de	 réponse	 au	 stress	 causé	 par	
l’oxygène	singulet,	comme	l’a	récemment	résumé	l’équipe	de	Laloi	(Figure	i.12).[93]	
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Figure i.12 : Modèle proposé quant à la réponse de la cellule végétale vis-à-vis de la quantité d’oxygène singulet produit. 

(PCD = mort cellulaire programmée) (Figure de Kim et coll.[93]) 

	
	
Si	la	protection	de	1O2	par	le	β-carotène	vaut	pour	les	plantes,	il	est	peu	probable	que	

ce	 soit	 extrapolable	 aux	 organismes	 non-photo-synthétiques.	 En	 effet,	 il	 a	 été	 montré	
récemment	que	le	β-carotène	introduit	dans	des	cellules	de	mammifères	n’altère	pas	le	temps	
de	 vie	 de	 1O2	 dans	 ces	 cellules[94].	 Il	 en	 a	 été	 conclu	 que	 puisque	 le	 β-carotène	 n’est	 pas	 la	
molécule	qui	protège	les	cellules	de	mammifère	contre	1O2.	
	

Aujourd’hui	 encore,	 la	 détection	 de	 l’oxygène	 singulet	 cellulaire	 ainsi	 que	 la	
signalisation	de	cette	information	restent	mal	comprises.	Très	peu	de	composants	cellulaires	
mis	en	jeu	dans	ces	voies	ont	été	identifiés.			
	

4.5.	Cibles	cellulaires	de	1O2		

	

D’après	 la	 littérature,	 les	principaux	dommages	 causés	par	 1O2	dans	 les	 cellules	 sont	

occasionnés	sur	les	protéines	et	les	acides	nucléiques.[95]		

Ainsi,	la	formation	de	8-oxo-guanine	dans	l’ADN	de	cellules	de	peau	exposées	aux	UVA	

est	 causée	 majoritairement	 par	 l’oxygène	 singulet	 généré	 dans	 la	 cellule	 par	 cette	

irradiation[65].		

Néanmoins,	en	se	basant	sur	l’abondance	des	différents	constituants	cellulaires	et	sur	

leur	vitesse	d’oxydation	par	1O2,	Davies	a	estimé	que	la	majorité	(~70%)	de	l’oxygène	singulet	

généré	dans	la	cellule	réagit	avec	des	protéines[96].	
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Schéma i.23 : Produits issus de l’oxydation par 1O2 des chaînes latérales réagissant le plus vite avec cet oxydant 

(schéma issu de Klotz et coll.[25]). Description dans le texte.  

	
Dans	les	protéines,	ce	sont	les	chaînes	latérales	les	plus	riches	en	électrons	(soufrées	et	

aromatiques)	 qui	 réagissent	 le	 plus	 vite	 avec	 1O2	 (Schéma	 i.23).	 La	 tyrosine	 forme	 d’abord	
l’endoperoxyde	 1,4	 (a),	 qui	 peut	 se	 décomposer	 ensuite	 pour	 former	 divers	 produits[97].	 La	
cystéine	 conduit	 à	 la	 formation	 de	 plusieurs	 produits	 d’oxydation	:	 l’acide	 sulfinique	 (b),	
l’acide	 sulfonique	 (c),	 le	 disulfure	 (d)	 ou	 le	 thiosulfinate	 (e).	 Notons	 que	 l’acide	 sulfonique	
n’est	pas	un	produit	d’oxydation	primaire	:	il	faut	au	moins	deux	étapes	d’oxydation,	à	partir	
d’un	thiol,	pour	l’atteindre.	La	méthionine,	en	revanche,	ne	fait	qu’un	produit	:	le	méthionine	
sulfoxyde.	L’histidine,	quant	à	elle,	peut	former	deux	endoperoxydes	5,7	comme	(g)	ou	4,7.	Ils	
évoluent	rapidement	pour	former	des	produits	très	variés[97].	Enfin,	le	tryptophane	est	connu	
pour	être	 l’acide	aminé	désactivant	 l’oxygène	singulet	 le	plus	rapidement.	S’il	 est	oxydé	par	
1O2,	 il	 forme	 d’abord	 un	 endoperoxyde	 2,3	 (h)	 appelé	 dioxétane.	 Ce	 dernier	 se	 décompose	
pour	donne	majoritairement	la	N-formylkynurenine(i).	
	
	 Ainsi,	 la	 désactivation	 (physique	 et	 chimique)	 de	 1O2	 par	 les	 protéines	 est	 due	 aux	
chaînes	 latérales.	 Ceci	 explique	 qu’une	 protéine	 totalement	 dépliée	 désactive	 l’oxygène	
singulet	plus	vite	que	dans	sa	forme	repliée	native[98].	
	



Schéma i.24 : Mécanisme réactionnel suivant l’attaque nucléophile d’un thiolate sur une molécule d’oxygène singulet 

(description dans le texte). 
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	 Lorsqu’un	 thiolate	 attaque	 une	 molécule	 d’oxygène	 singulet	 (i),	 il	 se	 forme	 un	
persulfénate	très	instable.	S’il	reste	déprotoné,	il	se	réarrange/s’effondre	(ii)	très	rapidement	
pour	 former	 un	 sulfinate.	 En	 revanche,	 si	 le	 persulfénate	 se	 protone	 (iii)	 en	 acide	
persulfénique,	 il	 peut	 subir	 une	 attaque	 nucléophile	 d’un	 deuxième	 thiolate.	 Cette	 attaque	
peut	 se	 faire	 sur	 deux	 sites	 différents	:	 sur	 le	 soufre	 (iv),	 ce	 qui	 forme	un	pont	 disulfure	 et	
libère	une	molécule	de	H2O2,	ou	sur	l’oxygène	terminal	(v),	ce	qui	conduit	à	un	intermédiaire	
instable	sulfénate	/	acide	sulfénique.	Cet	intermédiaire	peut	évoluer	de	deux	manières,	soit	il	
se	réarrange	(vi)	soit	il	se	protone	(vii).	Le	réarrangement	consiste	en	l’attaque	nucléophile	du	
sulfénate	 sur	 l’acide	 sulfénique	 pour	 former	 un	 thiolsulfinate[39,100,101].	 La	 protonation	 (vii),	
quant	à	elle,	mène	à	un	dernier	intermédiaire	où	les	deux	thiols	initiaux	sont	oxydés	en	acides	
sulféniques.	 Chacun	 d’eux	 peut	 réagir	 avec	 un	 thiol	 (viii),	 ce	 qui	 cause	 le	 départ	 de	 deux	
molécules	d’eau	et	la	formation	de	deux	ponts	disulfures.	

Un	autre	chemin	réactionnel	menant	au	bis-disulfure,	illustré	Schéma	i.24	par	la	flèche	
(ix),	 est	 détaillé	 Schéma	 i.25.	 En	 effet,	 le	 thiosulfinate	 est	 une	 espèce	 électrophile,	 qui	 peut	
réagir	 avec	 un	 premier	 thiolate	 pour	 former	 un	 pont	 disulfure	 et	 un	 acide	 sulfénique.	 Ce	
dernier	réagit	avec	un	autre	thiol	pour	former	un	pont	disulfure.	
	

	

Schéma i.25 : Formation de deux ponts disulfures, à partir d’un thiosulfinate et deux thiols réduits. 

		
	 Ainsi,	une	seule	molécule	d’oxygène	singulet	peut	oxyder	jusqu’à	quatre	thiols,	ce	qui	
correspond	 à	 la	 réduction	 complète	 du	 dioxygène	 en	 eau	 (réduction	 de	 O2	 par	 quatre	
électrons).	Ceci	est	tout	a	fait	probable	dans	un	doigt	de	zinc	de	formule	Zn(Cys)4	puisque	les	
quatre	 thiolates	 sont	maintenus	 à	proximité	 les	uns	des	 autres	par	 la	 coordination	au	Zn2+.	
Cependant,	l’attaque	d’une	molécule	de	1O2	sur	un	tel	site	peut	aussi	n’oxyder	qu’un	ou	deux	
thiolates,	 pour	 former	 les	 trois	 autres	 produits	 possibles	 (sulfinate,	 thiolsulfinate,	 mono-
disulfure).	
	
	 Nous	avons	considéré	une	autre	évolution	possible	de	l’intermédiaire	persulfénate,	qui	
se	 base	 sur	 une	 analogie	 avec	 le	 peroxysulfoxyde.	 Le	 peroxysulfoxyde	 est	 l’intermédiaire	
formé	lors	de	l’oxydation	d’un	thioéther	par	1O2,	et	peut	évoluer	pour	former	un	sulfoxyde	ou	
une	 sulfone.	 Il	 est	 cependant	 proposé	 que	 cet	 intermédiaire	 peroxysulfoxyde	 puisse	 aussi	
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évoluer	pour	redonner	le	thioéther	de	départ	et	le	dioxygène	à	l’état	triplet[99].	Le	mécanisme	
proposé	 pour	 cette	 réaction	 est	 illustré	 Schéma	 i.26.A.	 Cette	 proposition	 se	 base	 sur	 le	 fait	
qu’en	 solvant	 non-protique,	 seul	 1%	de	 la	 désactivation	 de	 1O2	 par	 un	 	 thioéther	 se	 fait	 de	
manière	 chimique,	 contre	 près	 de	 100%	 dans	 une	 solvant	 protique.	 Et	 puisque	 la	 vitesse	
totale	 de	 désactivation	 (physique+chimique)	 est	 la	 même	 dans	 les	 deux	 solvants,	 cela	
signifique	que	la	différence	se	joue	après	la	formation	du	peroxysulfoxyde.		
	
	

	

Schéma i.26 : Désactivation physique de 1O2 par un thioéther (A). Par analogie, nous proposons un mécanisme de 

désactivation physique de 1O2 par un thiolate (B).  

	
Par	 analogie,	 il	 est	 possible	 que	 le	 persulfénate	 déprotoné	 suive	 le	 même	 chemin	

(Schéma	 i.26.B).	 Formellement,	 ce	 cas	 correspondrait	 à	 une	 désactivation	 chimique	 de	 1O2	
puisque	la	première	étape	est	l’attaque	nucléophile	du	soufre	sur	1O2.	Mais,	puisqu’à	la	fin	on	
retrouve	 le	 composé	 soufré	 de	 départ	 et	 du	 dioxygène	 à	 l’état	 fondamental,	 ce	 phénomène	
apparaît	comme	de	la	désactivation	physique.		

Dans	 le	 cas	des	 thiols	 libres,	 la	désactivation	physique	n’a	 jamais	été	mesurée	:	 il	 est	
toujours	dit	 qu’elle	 est	 négligeable	devant	 la	désactivation	 chimique.[102,103]	 Cette	différence	
thiol/thiéther	 pourrait	 s’expliquer	 par	 le	 fait	 que	 le	 soufre	 du	 peroxysulfoxyde	 est	 chargé	
positivement	 alors	 que	 celui	 du	 persulfénate	 est	 neutre.	 Il	 en	 résulte	 que	 le	 soufre	 du	
peroxysulfoxyde	est	beaucoup	plus	nucléophile	que	celui	du	persulfénate.[104]		

Néanmoins,	 on	 a	 mesuré	 de	 la	 désactivation	 physique	 de	 1O2	 par	 des	 complexes	
possédant	 un/des	 thiolate(s)	 lié(s)	 au	 métal.	 Le	 mécanisme	 par	 lequel	 se	 fait	 cette	
désactivation	physique	reste	inconnu.[104]		
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4	.7	Oxydation	de	thiols	libres	par	1O2	:	produits	et	vitesses	

	
Contrairement	à	ce	que	 l’on	pourrait	croire,	 la	 littérature	portant	sur	 l’oxydation	des	

thiols	 par	 1O2	 n’est	 pas	 abondante.	 À	 notre	 connaissance,	 il	 n’y	 a	 que	 l’article	 de	 Sies	 et	
collaborateurs[102]	qui	décrit	en	détail	les	produits	de	photo-oxydation	d’une	cystéine	incluse	
dans	 un	 peptide	:	 le	 glutathion.	 Deux	 méthodes	 de	 génération	 d’oxygène	 singulet	 ont	 été	
utilisées	:	une	méthode	photo-physique	(rose	bengal)	et	une	méthode	chimique	(dégradation	
d’un	 endoperoxyde	 de	 naphtalène,	 le	 NDPO2).	 Les	 produits	 obtenus	 sont	:	 disulfure,	
thiosulfinate,	acide	sulfinique	et	acide	sulfonique	(Schéma	i.27).	Néanmoins,	leurs	proportions	
diffèrent	selon	la	méthode	de	génération	de	1O2.		
	 Nous	 séparerons	 ces	 produits	 en	 deux	 groupes,	 ceux	 possédant	 une	 liaison	 soufre-
soufre	 (disulfure	 et	 thiosulfinate)	 et	 ceux	 n’en	 possédant	 pas	(acides	 sulfiniques	 et	
sulfoniques).	À	cette	séparation,	plusieurs	raisons	:	

- d’un	 point	 de	 vue	 biologique,	 l’acide	 sulfinique	 est	 plus	 difficile	 à	 réduire	 que	 les	
produits	à	liaison	soufre-soufre,	l’acide	sulfonique	l’est	plus	encore.	La	réduction	d’un	
acide	 sulfinique	 requiert	 l’action	 d’une	 enzyme,	 la	 sulfirédoxine,	 consommatrice	
d’ATP.[105]	À	 ce	 jour,	 il	 n’y	 a	pas	de	 système	biologique	 connu	 capable	de	 réduire	un	
acide	sulfonique.		

-	l’acide	sulfonique	provient	de	l’oxydation	du	sulfinate	par	1O2.	
- l’oxydation	 d’un	 disulfure	 par	 1O2	 produit	 le	 thiosulfinate	 correspondant.[106]	 Ainsi,	
dans	 le	mélange	présenté	 Schéma	 i.27,	 on	ne	peut	 distinguer	 le	 thiosulfinate	 issu	de	
l’oxydation	du	glutathion	de	celui	issu	de	l’oxydation	du	disulfure.	

- ces	 catégories	 correspondent	 à	 une	 origine	 différente	 au	 niveau	 du	 premier	
intermédiaire	réactionnel	(Schéma	i.24).	Le	disulfure	et	le	thiosulfinate	proviennent	de	
l’acide	persulfénique,	tandis	que	le	sulfinate	provient	du	persulfénate.	

	

	
Schéma i.27 : Produits d’oxydation du glutathion par l’oxygène singulet, selon que 1O2 est généré de manière photo-

physique (rouge) ou chimique (bleu). Ces oxydations ont été faites dans D2O à pD 7,4 (50 mM Pi), 37°C.[102]  
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Les	proportions	des	produits	d’oxydation	 correspondent	 à	des	oxydations	poussées	:	
un	 avancement	 de	 58%	 dans	 le	 cas	 de	 NDPO2	 et	 de	 98%	 dans	 le	 cas	 du	 rose	 bengal.	 Ceci	
explique	 la	 présence	 importante	 d’acide	 sulfonique,	 et	 gonfle	 probablement	 la	 quantité	 de	
thiosulfinate.	

Quelle	 que	 soit	 la	 méthode	 de	 génération	 d’oxygène	 singulet,	 l’oxydation	 d’un	 thiol	
libre	produit	majoritairement	des	produits	à	liaison	soufre-soufre	(~75%).	

Finalement,	dans	la	suite,	les	proportions	auxquelles	nous	nous	réfèrerons	sont	celles	
mesurées	avec	 le	rose	bengal	car	 l’utilisation	de	méthodes	chimiques	pour	générer	1O2	peut	
conduire	 à	 l’oxydation	 du	 thiol	 de	 départ,	 sans	 impliquer	 l’oxygène	 singulet.	 Les	 13%	 de	
produits	non-identifiés	peuvent	témoigner	de	telles	réactions	parasites.	
	

	 Ainsi,	 l’oxydation	 de	 thiol	 libre	 par	 1O2	 produit	 environ	 70%	 de	 produits	 à	 liaison	
soufre-soufre	(principalement	du	disulfure)	et	environ	30%	d’acide	sulfinique.	
	
	 Une	 dernière	 remarque	 que	 l’on	 peut	 faire	 sur	 ces	 produits	 est	 qu’on	 observe	 une	
faible	accumulation	d’acide	sulfinique.	En	effet,	l’oxydation	utilisant	le	rose	bengal	a	conduit	à	
la	formation	de	24%	de	d’acide	sulfonique	et	de	seulement	3%	d’acide	sulfinique.	Sachant	que	
l’acide	 sulfonique	 provient	 de	 l’oxydation	 du	 sulfinate	 par	 1O2,	 ceci	 suggère	 que	 	 dans	 ces	
conditions,	cette	réaction	a	une	vitesse	proche	de	celle	l’oxydation	du	thiol	par	1O2.		

L’équipe	 de	 Ashby	 a	 montré	 que	 l’oxydation	 du	 phénylsulfinate	 par	 HOCl	 est	 plus	
rapide	que	celle	du	phénylthiolate	par	HOCl.[107]	Même	si	cet	oxydant	est	différent	de	1O2,	cela	
montre	tout	de	même	que	l’oxydation	d’un	sulfinate	est	 facile,	et	peut	être	compétitive	avec	
celle	d’un	 thiolate.	Ainsi,	dans	nos	études,	nous	risquons	de	voir	 rapidement	apparaître	des	
suroxydations	si	la	réaction	est	poussée.	

	
	 Nous	 avons	 rassemblé	 toutes	 les	 vitesses	 d’oxydation	 de	 thiols	 libres	 (d’intérêt	
biologique)	par	1O2	dans	le	Tableau	i.2.	
	 À	pH	physiologique,	une	cystéine	libre	est	donc	oxydée	par	1O2	à	une	vitesse	de	l’ordre	
de	106-107	M-1.s-1.	Les	différences	de	vitesse	entre	les	différents	thiols	s’expliquent	surtout	par	
des	pKa	différents	:	 en	effet	 le	Tableau	 i.3	montre	que	 ces	 trois	 espèces	 (cystéine,	N-acétyl-
cystéine,	 et	 glutathion),	 dans	 leur	 forme	 déprotonée,	 réagissent	 avec	 des	 vitesses	 très	
similaires	(~2.108	M-1.s-1).	Ainsi,	puisque	la	forme	déprotonée	réagit	environ	104	fois	plus	vite	
que	 la	 forme	 protonée,	 la	 vitesse	 varie	 énormément	 avec	 le	 pH.	 Une	 cystéine	 à	 faible	 pKa	
réagira	donc,	à	pH	physiologique,	plus	vite	qu’une	cystéine	à	haut	pKa.	
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Tableau i.2 : Vitesses d’oxydation de thiols libres d’intérêt biologique par 1O2. Si la température n’est pas indiquée, c’est 

que les mesures ont été prises à température ambiante. GSH = glutathion ; * = en considérant qu’il n’y a pas de 

désactivation physique, kT=kR ; (Sources : a = Devasagayan et collaborateurs[102] ; b = Rougee et collaborateurs[103] ; c = 

Michaeli et Feitelson[108] ) 

	
	
	

	

Tableau i.3 : Comparaison des vitesses d’oxydation par 1O2 d’une cystéine protonée, déprotonée, à pH 7. (correspond à 

la source b du Tableau i.2). 

	
	 Ceci	explique	que	certaines	enzymes	(cathepsines[109],	caspase	3[110])	sont	rapidement	
inactivées	par	1O2.	En	effet,	leur	site	actif	possède	une	cystéine	activée,	possédant	un	bas	pKa,	
et	donc,	majoritairement	déprotonée	à	pH	physiologique.	Ces	dernières	peuvent	donc	réagir	
rapidement	avec	1O2.	
	 Finalement,	 du	 fait	 que	 le	 glutathion	 réagit	 rapidement	 avec	 1O2	 et	 que	 sa	
concentration	 cellulaire	 est	 de	 l’ordre	 du	mM,	 il	 a	 été	 proposé	 qu’il	 joue	 un	 rôle	 important	
dans	la	défense	cellulaire	contre	l’oxygène	singulet[102].	
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4.8.	Réactivité	des	thiols	avec	1O2,	dans	les	complexes	métalliques		

	 	
Les	réactions	décrites	ci-dessous	sont	 toutes	celles	dont	 les	produits	d’oxydation	ont	

été	identifiés	dans	la	littérature.		
	 L’équipe	de	Darensbourg	a	été	la	première	à	décrire	ce	type	de	réaction,	et	ce	avec	des	
complexes	de	nickel	(Schéma	i.28)	et	de	palladium	(Figure	i.29)[111,112].	Dans	les	deux	cas,	les	
complexes	 sont	 de	 même	 nature	:	 le	 métal	 est	 tétra-coordonné,	 dans	 une	 géométrie	 plan	
carré,	 par	 deux	 amines	 tertiaires	 et	 deux	 thiolates	 (N2S2).	 Ces	 ligands	 sont	 relativement	
contraints.		

L’oxydation	de	ces	complexes	(a1,	b1	et	c1)	conduit	à	la	formation	de	produits	de	type	
sulfénate	 et	 sulfinate.	 Il	 a	 été	 montré	 que	 les	 produits	 mono-sulfénate	 (a2,	 b2	 et	 c2)	
proviennent	 d’une	 réaction	 bi-moléculaire	:	 un	 complexe	 réagit	 avec	 1O2	 pour	 former	 un	
intermédiaire	de	type	persulfénate.	Celui-ci,	en	milieu	protique	(MeOH)	peut	se	protoner	pour	
donner	 un	 acide	 persulfénique,	 qui	 peut	 être	 attaqué	 par	 le	 thiolate	 d’un	 autre	 complexe,	
conduisant	 à	 la	 rupture	 de	 la	 liaison	 O-O	 et	 à	 la	 formation	 de	 deux	 sulfénates.	 Ainsi,	
l’oxydation	d’un	 complexe	par	une	molécule	de	 1O2	 conduit	 à	 la	 formation	de	deux	espèces	
mono-sulfénates.	 Cependant,	 si	 le	 deuxième	 thiolate	 vient	 du	 ligand	 du	 premier	 complexe,	
alors,	cela	conduit	à	la	formation	d’une	espèce	portant	deux	sulfénates	(a3).		

Cette	 nécessaire	 protonation	 du	 persulfénate	 pour	 former	 le	 mono-disulfure	 est	
illustrée	 par	 le	 complexe	 (c1)	 (Schéma	 i.29).	 Lorsqu’il	 est	 oxydé	 par	 1O2	 dans	 un	 solvant	
protique,	 il	 conduit	 majoritairement	 au	 mono-sulfénate	 (c2),	 alors	 que	 dans	 un	 solvant	
aprotique,	 ce	 produit	 n’est	 pas	 détecté.	 À	 la	 place,	 le	 produit	 d’oxydation	majoritaire	 est	 le	
mono-sulfinate	(c3)	
	

	

Schéma i.28 : Réactivité de bis-thiolate de nickel de Darensbourg[111] vis-à-vis de 1O2. 
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Schéma i.29 : Réactivité du complexe bis-thiolate de palladium de Darensbourg[112] vis-à-vis de 1O2. 

	
	 L’équipe	 de	 Selke	 a	 aussi	 travaillé	 dans	 ce	 domaine,	 mais	 avec	 d’autres	 complexes.	
Nous	 allons	 commencer	par	nous	pencher	 sur	 leurs	 complexes	de	 cobalt	 (III)	 ne	 contenant	
qu’un	 seul	 thiolate.[113,114](Schéma	 i.30)	 Dans	 ces	 complexes,	 le	 CoIII	 est	 hexacoordiné	
(géométrie	octaédrique)	par	deux	éthylènediamine,	et	un	3-amino-éthylène-1-thiolate	(série	
d)	ou	un	ortho-amino-phénylthiolate	(série	e).	Ces	systèmes	sont	très	proches,	et	pourtant,	ils	
ne	 donnent	 pas	 tout	 à	 fait	 les	 mêmes	 produits	 lors	 de	 l’oxydation	 par	 1O2	 (dans	 l’eau).	
L’oxydation	 du	 complexe	 d1	 conduit	 uniquement	 au	 mono-sulfénate	 d2.	 En	 revanche,	
l’oxydation	du	complexe	e1	conduit	au	mono-sulfénate	e2	et	au	mono-sulfinate	e3.		

Ces	deux	systèmes	sont	très	proches,	mais,	ils	varient	au	regard	du	soufre,	et	donc,	de	
l’intermédiaire	 persulfénate/acide	 persulfénique	:	 l’encombrement	 stérique	 du	 groupement	
phényle	 gêne	 les	 réactions	 bi-moléculaires	 (transfert	 d’oxygène).	 Ainsi,	 l’effondrement	 du	
persulfénate	 en	mono-sulfinate	 est	 favorisé	 dans	 le	 cas	 du	 complexe	e1.	 Notons	 cependant	
que	 le	 phényle	 pourrait	 jouer	 un	 second	 rôle	 en	 ce	 sens,	 celui	 d’abaisser	 le	 pKa	 de	 l’acide	
persulfénique,	 ce	 qui	 augmenterait	 la	 population	 de	 persulfénate,	 et	 donc,	 favorise	 la	
formation	de	mono-sulfinate.	
	



56	 i.	Introduction	

	

	

Schéma i.30 : Réactivité des complexes mono-thiolate de cobalt de Selke[113,114] vis-à-vis de 1O2. 

	
	 Des	 complexes	de	platine	 (Schéma	 i.31	et	 Schéma	 i.32)	ont	aussi	 été	étudiés,	par	 les	
équipes	de	Gray[115]	(f),	de	Schanze[116]	(g)	et	de	Selke[113,114,117]	(h).	
	 Dans	 le	 cas	 du	 complexe	 f1,	 bien	 que	 la	 présence	 d’eau	 dans	 le	 solvant	 permette	 la	
protonation	du	persulfénate,	seul	le	mono-sulfinate	est	observé.	
	 Un	cas	un	peu	atypique	est	celui	du	complexe	g1,	puisque	son	oxydation	par	1O2	,	bien	
qu’elle	soit	centrée	sur	les	thiolates,	ne	conduit	pas	à	des	produits	oxygénés	du	soufre	mais	à	
un	dithiolène.	Les	auteurs	suggèrent	la	formation	d’un	acide	persulfénique	intermédiaire	qui	
conduit	au	dithiolène	par	une	réaction	d’élimination.	
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Schéma i.31 : Réactivité des complexes bis-thiolate de platine de Gray (f)[115] et de Schanze (g)[116] vis-à-vis de 1O2. 

	
	 Contrairement	au	complexe	 f1,	 le	 complexe	h1	 est	oxydé	par	 1O2	en	mono-sulfénate.	
Ceci	montre	qu’ici	encore,	ce	n’est	pas	le	métal	qui	contrôle	l’évolution	de	l’intermédiaire	vers	
le	mono-sulfénate	ou	 le	mono-sulfinate.	En	effet,	d’après	 la	structure	des	 ligands,	 il	apparaît	
que	 les	thiolates	de	f1	ont	un	pKa	plus	 faible	que	celui	de	h1,	et	que	 les	thiolates	de	f1	sont	
plus	encombrés	que	celui	de	h1.	Ces	deux	facteurs	vont	favoriser	la	formation	du	sulfinate.		
	
	

	

Schéma i.32 : Réactivité d’un complexe mono-thiolate de platine de Selke[117] vis-à-vis de 1O2. 
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- ces	 complexes	 sont,	pour	 le	plupart,	 insolubles	en	 solution	aqueuse.	Or,	nous	 l’avons	
vu,	 le	 solvant	 est	 ici	 très	 important	 puisque	 plusieurs	 intermédiaires	 peuvent	 se	
protoner/déprotoner,	ce	qui	contrôle	les	produits	d’oxydation.	

- il	n’y	a	qu’un	ou	deux	 thiolates	autour	du	métal.	Or,	dans	 les	doigts	de	zinc,	 il	y	en	a	
jusqu’à	quatre,	 et	 cela	peut	 être	 important	 étant	donné	qu’une	molécule	de	 1O2	peut	
oxyder	jusqu’à	quatre	thiolates	(voire	mécanisme	Schéma	i.24).	

- dans	ces	complexes,	il	n’y	a	pas	de	seconde	sphère	de	coordination.	En	revanche,	dans	
les	doigts	de	zinc,	les	soufres	sont	souvent	impliqués	dans	des	liaisons	hydrogène	(avec	
la	 chaîne	 principale	 et/ou	 les	 chaînes	 latérales	 de	 la	 protéine)	 ce	 qui	 module	 leur	
réactivité.	 Ce	 réseau	 de	 liaisons	 hydrogène	 doit	 être	 reproduit	 fidèlement	 pour	
modéliser	la	réactivité	d’un	site	doigt	de	zinc.	

	
Ainsi,	 la	 réactivité	 des	 doigts	 de	 zinc	 vis-à-vis	 de	 1O2	 est	 différente	 de	 celle	 de	 ces	

complexes.	 	 Il	 apparaît	 donc	 essentiel	 d’étudier	 directement	 la	 réactivité	 des	doigts	 de	 zinc	
avec	1O2.		

	

4.10	Études	sur	la	réactivité	de	doigts	de	zinc	vis-à-vis	de	1O2		

	

La	 première	 étude	 portant	 sur	 l’oxydation	 d’un	 doigt	 de	 zinc	 par	 1O2	 est	 celle	 de	

Kröncke	 et	 collaborateurs[119].	 Ils	 ont	 étudié	 l’effet	 d’une	 source	 chimique	 de	 1O2	 (un	

endoperoxyde	 d’anthracène,	 le	 NDPO2)	 sur	 un	 complexe	 ADN-protéines.	 Les	 protéines	

complexées	sont	RVD	(Récepteur	de	 la	Vitamine	D)	et	RRX	(Récepteur	du	Réinoïde	X),	sous	

forme	d’un	hétéro-dimère.	Ces	deux	 facteurs	de	transcription	possèdent	chacun	un	doigt	de	

zinc	de	formule	Zn(Cys)4.	Ainsi,	ils	ont	montré	que	1O2	détruit	le	complexe	RVD/RRX-ADN.	De	

plus,	 le	 RVD	 pré-incubé	 avec	 le	 générateur	 de	 1O2	 n’est	 plus	 capable	 de	 se	 lier	 à	 l’ADN.	

Finalement,	 un	 ajout	 de	 DTT	 après	 oxydation	 ne	 permet	 pas	 de	 restaurer	 le	 complexe,	

contrairement	à	l’oxydation	par	H2O2	ou	NO•,	qui	sont	connus	pour	oxyder	les	doigts	de	zinc	

en	disulfures.	Ainsi,	les	auteurs	proposent	que	1O2	oxyde	efficacement	les	doigts	de	zinc,	que	

cela	 conduit	 à	 la	destruction	du	domaine	doigt	de	 zinc,	 et	que	 les	produits	 formés	 sont	des	

acides	sulfiniques	ou	sulfoniques	et/ou	des	thiosulfinates.	Cependant,	 les	produits	n’ont	pas	

été	identifiés.	Précisons	que	ces	protéines	n’ont	pas	de	rôle	de	détection	ou	de	signalisation	du	

stress	oxydant,	mais	ont	été	utilisées	comme	un	modèle.	

Bien	que	cette	étude	soit	 la	première	à	présenter	 la	 réaction	d’un	doigt	de	zinc	avec	
1O2,	 elle	 reste	 pauvre	 en	 information	:	 pas	 de	 caractérisation	 des	 produits	 d’oxydations,	

avancement	non-maîtrisé	(on	ne	sait	pas	s’il	y	a	eu	de	la	suroxydation),	etc…	
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ChrR	 est	 une	 protéine	 à	 doigt	 de	 zinc	 qui	 a	 été	 découverte	 chez	 Rhodobacter	

sphaeroides,	 une	 bactérie	 photosynthétique,	 par	 l’équipe	 de	 Donohue	:	 ils	 l’ont	

caractérisée[1,120]	 et	 ont	 étudié	 sa	 réactivité.[1,24,121].	 Ils	 ont	 montré	 que	 cette	 protéine	 est	

nécessaire	à	l’expression	de	la	réponse	spécifique	contre	1O2	chez	la	bactérie.		

Si	 1O2	 semble	 être	 son	 activateur	 physiologique,	 ils	 ont	 aussi	 montré	 que	 d’autres	

stress	peuvent	déclencher	la	réponse	médiée	par	ChrR,	notamment	le	traitement	par	le	tert-

butyl	hydroperoxyde[24].	Or,	on	l’a	vu,	les	peroxydes	sont	capables	d’oxyder	les	sites	doigts	de	

zinc,	 ce	 qui	 suggère	 que	 la	 première	 étape	 de	 l’expression	 d’une	 réponse	médiée	 par	 ChrR	

pourrait	 être	 l’oxydation	 du	 site	 doigt	 de	 zinc	 de	 ChrR.	 Cela	 a	 néanmoins	 été	 nuancé	 par	

Lourenço	et	collaborateurs[122],	puisqu’ils	ont	montré	que	les	acides	aminés	importants	pour	

la	réponse	à	1O2	ne	sont	pas	les	mêmes	que	pour	le	peroxyde	organique,	ce	qui	indiquerait	des	

mécanismes/voies	d’activations	différent(e)s.	Mais	il	est	très	intéressant	de	noter	que	ce	site	

est	très	proche	de	celui	de	RsrA,	une	protéine	dont	le	doigt	de	zinc	est	déjà	décrit	comme	un	

interrupteur	 redox[15].	 En	 revanche,	 tandis	 que	 RsrA	 est	 oxydée	 par	 H2O2,	 ChrR,	 dans	 les	

mêmes	 conditions,	 n’induit	 pas	 de	 réponse	 à	 cet	 oxydant.	 Il	 semble	 donc	 que	 malgré	 leur	

proximité,	 ces	 deux	 protéines	 ont	 des	 réactivités	 différentes.	 Le	mécanisme	 d’activation	 de	

ChrR	ainsi	que	sa	ressemblance	à	RsrA	seront	décrits	en	détails	en	début	de	Chapitre	B.IV.	

	

Tout	 récemment,	 une	 protéine	 cruciale	 pour	 l’expression	 d’une	 réponse	 à	 1O2	 a	 été	

décrite	 chez	 Chlamydomonas	 reinhardtii	:	 MBS[123].	 Cette	 protéine	 est	 nommée	 ainsi	 pour	

«	Methylene	Blue	Sensitivity	».	Les	auteurs	ont	montré	que	cette	protéine	est	conservée	chez	

les	 plantes,	 et	 que	 son	 rôle	 y	 est	 tout	 aussi	 important.	 Sa	 surexpression	 élève	 la	 tolérance	

d’Arabis	thaliana	au	stress	lumineux	(dont	le	médiateur	principal	est	1O2[124]).	Ils	ont	montré	

que	cette	protéine	n’a	pas	d’activité	de	détoxification	(destruction	de	l’oxygène	singulet	dans	

la	 cellule),	 mais	 seulement	 de	 signalisation.	 C’est	 une	 petite	 protéine	 (101	 acides	 aminés)	

possédant	un	doigt	de	zinc	de	type	Zn(Cys)2(His)2[123].	Les	auteurs	précisent	que	le	seul	motif	

vraiment	identifiable	dans	les	séquences	des	homologues	de	MBS,	est	celui	du	doigt	de	zinc.	

En	revanche,	le	mécanisme	moléculaire	par	lequel	elle	est	activée,	et	le	mécanisme	par	lequel	

elle	exerce	son	activité,	sont	encore	totalement	inconnus.		

	 Ainsi,	parmi	les	rares	protéines	identifiées	impliquées	dans	la	détection	de	1O2,	il	y	en	a		
deux	possédant	un	doigt	de	zinc.	Alors,	même	si	 l’implication	directe	des	sites	doigt	de	zinc	
dans	la	détection	de	l’oxygène	singulet	n’a	pas	été	montrée,	la	question	est	de	tout	intérêt.	
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5.	Les	objectifs	de	ce	travail	de	thèse	

	

Comme	nous	venons	de	le	voir,	il	y	a	des	exemple	de	protéines	qui	possèdent	un	doigt	de	
zinc	et	qui	 jouent	un	rôle	dans	 la	réponse	cellulaire	à	1O2	,	et	des	exemples	de	sites	doigt	de	
zinc	ayant	un	rôle	d’interrupteur	redox	déjà	décrit.	Néanmoins,	il	n’y	a	pas	assez	de	données	
chimiques	 concernant	 la	 réactivité	 des	 doigts	 de	 zinc	 vis-à-vis	 de	 1O2	 pour	 discuter	 la	
possibilité	d’un	rôle	des	doigts	de	zinc	quant	à	la	détection	d’oxygène	singulet	dans	la	cellule.	
Ces	données	n’ont	pu	être	apportées	ni	par	l’utilisation	de	modèles	inorganiques	classiques,	ni	
par	l’utilisation	des	protéines	entières.	Nous	proposons	d’utiliser	des	modèles	peptidiques	qui	
présentent	 les	 avantages	majeurs	 de	 l’utilisation	 d’un	 objet	 de	 petite	 taille,	 en	 gardant	 une	
grande	pertinence	biologique.	

Ces	 travaux	 de	 thèse	 visent	 donc	 à	 apporter	 quelques	 éléments	 concernant	 cette	
réactivité,	 afin	 d’en	 avoir	 une	meilleure	 compréhension.	 Cela	 passera	 par	 la	 caractérisation	
des	 produits	 d’oxydation,	 la	 mesure	 de	 vitesses	 d’oxydation,	 la	 mesure	 de	 l’affinité	 des	
produits	 d’oxydation	 pour	 le	 métal.	 De	 plus,	 si	 ces	 produits	 sont	 toujours	 capables	 de	
complexer	 le	 zinc,	 il	 serait	 bien	 d’avoir	 une	 idée	 de	 la	 structuration	 du	 peptide.	 En	 effet,	
l’oxydation	 pourrait,	 ou	 non,	 n’avoir	 aucun	 effet	 sur	 la	 structure	 du	 doigt	 de	 zinc	 (Schéma	
i.33).	

	
Schéma i.33 : Les objectifs du projet de thèse concernant la réactivité des doigts de zinc vis-à-vis de l’oxygène singulet. 

	
	 En	ce	qui	concerne	 la	réactivité	vis-à-vis	de	HOCl,	 les	objectifs	sont	plus	ciblés	sur	 la	
vitesse	d’oxydation.	En	effet,	 l’équipe	de	Jakob	a	montré	que	 l’oxydation	du	doigt	de	zinc	de	
Hsp33	par	HOCl	conduit	à	des	disulfures[29].	La	conséquence	de	cette	oxydation	est	évidente	:	
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le	 zinc	 est	 relargué	 ce	 qui	 conduit	 au	 dépliement	 du	 site	 à	 zinc.	 En	 revanche,	 quelques	
questions	restent	sans	réponse	:	

- Quelle	est	la	vitesse	d’oxydation	d’un	doigt	de	zinc	par	HOCl	?		
- Cette	réactivité	vis-à-vis	de	HOCl	est-elle	spécifique	au	site	à	zinc	de	Hsp33	?	
De	plus,	il	reste	des	aspects	du	mécanisme	d’activation	d’Hsp33	qui	sont	mal	compris	

(présentés	en	détails	en	début	de	Chapitre	A)	et	que	nous	aimerions	éclaircir.	
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Les	résultats	présentés	dans	ce	chapitre	sont	le	fruit	d’un	travail	collectif,	sur	plusieurs	

années.	Les	auteurs	à	qui	l’on	doit	chaque	contribution	seront	précisés	en	temps	utiles.	

2. Introduction	

1.1.	Mécanisme	actuel	d’activation	de	la	protéine	Hsp33		

	

Hsp33	confère	aux	bactéries	une	résistance	au	stress	thermique	et	au	stress	oxydant.	

Plus	 précisément,	 des	 expériences	 in	vivo	 on	 prouvé	 l’implication	 de	 cette	 protéine	 dans	 la	

résistance	 à	 HOCl	 et	 à	 H2O2	 (surtout	 lorsque	 ce	 dernier	 est	 combiné	 à	 une	 température	

élevée)[1,2].	 Des	 études	 in	vitro	 ont	montré	 que	 son	 activation	 est	 déclenchée	par	 oxydation	

directe	 de	 la	 protéine	 par	 une	 espèce	 oxydante	 (HOCl	 ou	 H2O2).	 Cependant,	 plusieurs	

différences	de	comportement	ont	été	observées	lors	de	l’activation	de	Hsp33,	selon	que	HOCl	

ou	 H2O2	 était	 utilisé.	 Le	 mécanisme	 d’activation	 illustré	 Figure	 A.1.	 (A)	 interprète	 ces	

différences	au	niveau	moléculaire.	

	

Figure A.1 : L’activité de Hsp33 est déclenchée par l’oxydation de son site à zinc. (A) Mécanisme d’activation de la 

protéine Hsp33 (figure issue de Kumsta et al.[3]). La figure est décrite dans le texte.	 (B) Gros plan sur le site doigt de zinc 

de Hsp33. L’ion Zn2+ est représenté par une sphère, et les cystéines qui lui sont coordonnées, en bâton. 
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En	l’absence	de	stress,	oxydant	ou	thermique,	Hsp33	est	monomérique	et	inactive.	Les	

quatre	cystéines	du	site	sont	liées	à	l’ion	Zn2+.	

(1)	L’exposition	à	des	oxydants	conduit	à	la	formation	d’un	premier	pont	disulfure,	ce	

qui	libère	l’ion	Zn2+	et	déclenche	le	dépliement	du	domaine	doigt	de	zinc	(en	jaune).	

(2)	 Ce	 dépliement	 déstabilise	 la	 région	 adjacente	 thermosensible	 (en	 vert),	 qui	 est	

alors	 en	 équilibre	 dynamique	 entre	 une	 conformation	 repliée	 et	 une	 autre	 partiellement	

dépliée.	En	absence	de	stress	 thermique,	 l’équilibre	 favorise	 la	 forme	repliée,	où	 l’accès	aux	

cystéines	 restantes	est	 encombré.	Ainsi,	 les	oxydants	 cinétiquement	 lents	 (comme	H2O2)	ne	

sont	pas	en	mesure	de	les	oxyder,	donc,	d’activer	Hsp33.	

(3)	Des	conditions	dénaturantes	douces	(température	élevée	par	exemple)	déplacent	

l’équilibre	vers	la	forme	dépliée,	et	permettent	à	H2O2	d’induire	un	deuxième	pont	disulfure,	

dans	la	paire	de	cystéines	restantes.	

(4)	 Cela	 conduit	 à	 la	 dimérisation	 de	 Hsp33	 pour	 former	 une	 chaperonne	 à	 haute	

activité.	Dans	le	cas	de	l’oxydation	par	HOCl,	la	première	étape	est	la	même	qu’avec	H2O2.	En	

revanche,	 même	 à	 basse	 température	 (5°C),	 l’oxydation	 de	 Hsp33	 par	 HOCl	 conduit	 à	 son	

activation.	C’est	pourquoi,	sur	le	schéma,	il	y	a	un	passage	direct	de	la	forme	mono-disulfure,	

avec	le	domaine	thermosensible	partiellement	déplié,	à	la	forme	active.	

Ce	 mécanisme	 s’appuie	 sur	 de	 nombreuses	 observations,	 notamment	 en	 ce	 qui	

concerne	 l’état	 redox	 des	 cystéines	 liées	 au	 zinc.	 Ce	 site	 doigt	 de	 zinc	 (Figure	 A.1	 (B))	 est	

constitué	d’une	épingle	β,	formée	par	deux	feuillets	β	anti-parallèles,	et	d’une	partie	étendue,	

sans	 structure	 canonique.	 Chacune	 de	 ces	 deux	 composantes	 apporte	 deux	 ligands	

(cystéinates)	 du	 zinc.	 L’épingle	 β	 contient	 le	 motif	 C265KWC268	 (CX2C)	 et	 la	 partie	 linéaire	

contient	le	motif	C232DC234	(CXC).	

Jakob	 et	 collaborateurs[1,2,4]	 ont	 isolé	 la	 forme	 active	 de	Hsp33,	 après	 oxydation	 par	

H2O2	 à	 43°C.	 L’analyse	 en	 spectrométrie	 de	 masse	 des	 fragments	 issus	 de	 leur	 digestion	

enzymatique	 révèle	que	 les	disulfures	pontent	 les	 cystéines	Cys232-Cys234	 et	Cys265-Cys268[4].	

L’oxydation	de	Hsp33	par	H2O2	à	30°C,	en	revanche,	conduit	à	une	protéine	oxydée,	mais	sans	

activité.	 D’après	 l’analyse	 en	 masse	 d’un	 échantillon	 prélevé	 lorsque	 cette	 oxydation	 est	

achevée,	 les	 deux	 cystéines	 du	 fragment	 232-236	 sont	 oxydées	 (et	 le	 produit	 de	 cette	

oxydation	peut	 être	 réduit	 au	DTT).	 Cependant,	 un	 échantillon	de	 la	 protéine	 a	 été	 prélevé	

alors	que	 l’oxydation	n’était	 pas	 terminée[1].	 L’analyse	 en	masse	 révèle	que	 sur	 le	 fragment	

232-236,	une	seule	des	deux	cystéines	(232	ou	234)	est	oxydée.	Notons	que,	dans	cette	étude,	

le	fragment	portant	les	cystéines	265	et	268	n’est	pas	détecté.		
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Ainsi,	interprété	au	niveau	du	site	à	zinc,	le	mécanisme	d’activation	proposé	par	Jakob	

et	 collaborateurs	est	 représenté	 sur	 le	Schéma	A.1	 (A).	La	première	oxydation	 (1)	du	site	à	

zinc	formerait	un	pont	disulfure	entre	les	cystéines	265	et	268,	et	la	deuxième	oxydation	(2),	

les	 cystéines	232	 et	 234.	 La	première	 oxydation	 serait	 rapide,	 et	 la	 deuxième	 serait	 l’étape	

cinétiquement	 déterminante.	 C’est	 lors	 de	 cette	 deuxième	 étape	 que	 le	 dépliement	 du	

domaine	 thermosensible	 par	 la	 température	 serait	 important.	 La	 protéine	 isolée	 lors	 de	

l’oxydation	par	H2O2	à	30°C,	présentait	un	fragment	232-236	avec	une	seule	cystéine	oxydée.	

Cette	 forme	a	 été	 interprétée	 comme	étant	 l’intermédiaire	de	 cette	 étape	 (2),	 possédant	un	

disulfure	Cys265-Cys268	 et	un	acide	 sulfénique	 sur	une	des	deux	 cystéines	232/234	 (Schéma	

A.1	(B)).	À	30°C,	la	formation	du	disulfure	dans	la	paire	Cys232-Cys234	serait	lente,	alors	qu’elle	

serait	rapide	à	43°C.	

	

	

Schéma A.1 : Oxydation du site à zinc de Hsp33 menant à son activation. (A) Tandis que l’étape (1) est supposée 

rapide, il est proposé que l’étape (2) soit l’étape cinétiquement déterminante. Dans le cas de l’activation par H2O2, ce 

serait cette étape qui nécessite à la fois la présence de l’oxydant et d’une température élevée. (B) Espèce observée au 

bout de 1h d’oxydation de Hsp33 par H2O2 à 30°C, d’après l’interprétation des spectres de masse. Ce serait 

l’intermédiaire réactionnel de l’étape (2). (C) Interprétation alternative à B. 

				

Malgré	tout,	certains	points	ont	attiré	notre	attention.	

D’abord,	 ce	 mécanisme	 d’oxydation	 n’explique	 pas	 que	 l’activation	 par	 HOCl	 ne	

dépende	 pas	 de	 la	 température.	 En	 effet,	 l’oxydation	 par	 H2O2	 et	 par	 HOCl	 suit	 le	 même	

mécanisme	 (Schéma	 A.1	 (A)),	 passe	 par	 les	 mêmes	 intermédiaires.	 Ainsi,	 les	 effets	 de	 la	

température	 sur	 l’activité	 de	 la	 protéine	 devraient	 être	 les	mêmes	 quel	 que	 soit	 l’oxydant.	

L’accessibilité	 des	 cystéines	 a	 aussi	 été	 discutée,	mais	 là	 encore,	 étant	 donnée	 la	 similarité	

chimique	de	HOCl	et	H2O2,	elle	ne	peut	pas	expliquer	les	différences	observées.		

Ensuite,	 la	 proposition	 de	 l’intermédiaire	 réactionnel	 de	 l’étape	 (2)	 avec	 un	 acide	

sulfénique	qui	 réagirait	 lentement	avec	une	cystéine	 très	proche	 (éloignée	de	seulement	un	

acide	 aminé)	 est	 surprenante	:	 cette	 réaction	 est	 habituellement	 décrite	 comme	 étant	 très	

rapide[5].	 Cette	 hypothèse	 a	 été	 émise	 sur	 la	 base	 de	 (i)	 l’observation	 	 qu’une	 des	 deux	

cystéines	232/234	est	oxydée	(acide	sulfénique	ou	implication	dans	un	pont	disulfure),	et	de	

(ii)	 la	 supposition	 que	 les	 cystéines	 265	 et	 268	 sont	 déjà	 liées	 entre	 elles	 par	 un	 pont	
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disulfure.	Une	autre	interprétation	de	ces	données,	ne	reposant	pas	sur	la	supposition	(ii),	est	

que	 l’une	 des	 cystéines	 232/234	 est	 liée	 par	 un	 pont	 disulfure	 à	 l’une	 des	 deux	 cystéines	

265/268	(Schéma	A.1	(C)).	Ceci	n’a	pas	été	envisagé	par	Jakob	et	collaborateurs.	

Enfin,	la	formation	du	pont	disulfure	dans	la	paire	Cys232-Cys234	a	été	identifiée	comme	

étant	 un	 point	 clef	 dans	 le	 passage	 de	 la	 forme	 réduite	 à	 la	 forme	 active	 de	 la	 protéine	

Hsp33le.	Or,	 le	motif	CXC	est	 très	 rare	dans	 les	 sites	doigt	de	zinc,	et	 le	pont	disulfure	qu’il	

forme	est	peu	stable.	

Le	site	à	zinc	à	zinc	de	Hsp33	joue	donc	un	rôle	clef	dans	l’activation	de	la	protéine.	De	

plus,	 il	 présente	 des	 caractéristiques	 inhabituelles.	 L’utilisation	 d’un	 modèle	 vise	 donc	 à	

comprendre	la	réactivité	de	ce	site	et	la	présence	du	motif	CXC	plus	profondément.	

	

3. Résultats	

2.1.	Développement	du	modèle	du	site	à	zinc	d’Hsp33	

	

Cette	première	étape,	la	conception	du	modèle	ZnLHsp	et	sa	caractérisation,	a	déjà	été	

publiée	 par	 Sénèque	 et	 coll.[6].	 Le	 site	 à	 zinc	 de	Hsp33	 (Figure	 A.1	 (B))	 a	 pu	 être	modélisé	

correctement	 avec	 un	 peptide	 cyclique	 avec	 une	 queue	 linéaire	 (Figure	 A.2	 (A)).	 Dans	 le	

peptide	LHsp,	la	première	paire	est	mimée	par	le	motif	C11KNC14	dans	un	cycle	dont	le	couple	

D-Pro-L-Pro	 induit	 des	 contraintes	 d’angles	 favorisant	 le	 repliement	 du	 cycle	 en	 feuillets	 β	

anti-parallèles[7].	Une	queue	 linéaire	 est	 greffée	 sur	 la	 chaîne	 latérale	d’une	 lysine	du	 cycle.	

Elle	 contient	 la	deuxième	paire	de	cystéines	sous	 forme	du	motif	C2EC4	 (Figure	A.2	 (A)).	La	

synthèse	est	décrite	dans	la	partie	expérimentale.		

	

Figure A.2 : LHsp, un peptide pour modéliser le site doigt de zinc de Hsp33. (A) Séquence peptidique de LHsp avec 

numérotation des cystéines (en rouge) du N-ter vers le C-ter. (Remarque : la séquence de la partie linéaire est indiquée 

dans le sens non-conventionnel C-ter à N-ter pour être proche de la disposition du peptide dans la structure du 

complexe) (B) Superposition de la structure en solution (RMN 1H) du complexe ZnLHsp et de la structure 

cristallographique de Hsp33 (pdb : 1VQ0).	
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La	 Figure	 A.2	 B	 montre	 que	 la	 structure	 RMN	 de	 ZnLHsp	 et	 la	 structure	

cristallographique	de	 la	protéine	 se	 superposent	 très	bien.	 Le	 complexe	ZnLHsp	 est	 donc	un	

bon	modèle	structural	du	site	à	zinc	de	Hsp33.	De	plus,	pour	bien	reproduire	la	réactivité	du	

site	protéique,	 il	est	 important	de	reproduire	 la	seconde	sphère	de	coordination	du	zinc	:	 le	

réseau	de	liaisons	hydrogène	dans	lesquelles	sont	impliqués	les	ligands	(première	sphère	de	

coordination)	 du	 zinc.	 En	 effet,	 d’après	 la	 littérature,	 les	 liaisons	 hydrogène	 impliquant	 les	

atomes	de	soufre	liés	d’un	site	doigt	de	zinc	modulent	(diminuent)	leur	nucléophilie[8–10].	Ici,	

les	sept	liaisons	hydrogène	qui	impliquent	les	atomes	de	soufre	du	site	à	zinc	de	la	protéine	

sont	aussi	présentes	dans	 le	modèle	ZnLHsp,	notamment	 celle	 impliquant	 la	 tyrosine,	 visible	

sur	la	Figure	A.2	(B).		

	

3.2. Cinétique	d’oxydation	de	ZnLHsp	par	H2O2		

	

Afin	de	vérifier	qu’en	plus	d’être	un	bon	modèle	structural	de	Hsp33,	ZnLHsp	est	un	bon	

modèle	 réactif,	 Sénèque	 et	 coll.	 ont	 mesuré	 la	 vitesse	 d’oxydation	 de	 ZnLHsp	 par	 H2O2.	 Le	

mécanisme	d’oxydation	est	présenté	Figure	A.3.	

	

Figure A.3 : Oxydation séquentielle d’un complexe de type ZnL(4S-) en mono-disulfure, puis en bis-disulfure. Les 

constantes cinétiques associées à ces réactions sont indiquées, en fonction de l’oxydant impliqué. 

	

L’oxydation	 de	 ZnLHsp	 par	 H2O2	 est	 suffisamment	 lente	 pour	 être	 suivie	 par	

spectroscopie	classique	et	par	HPLC.	

Ainsi,	en	suivant	 l’évolution	d’un	mélange	ZnLHsp	/	H2O2	par	HPLC	(Figure	A.4	(A)),	 il	

est	 possible	 de	 quantifier	 la	 disparition	 du	 complexe	 initial	 et	 l’apparition	 des	 produits	

d’oxydations	:	mono-disulfures	et	bis-disulfures.	La	caractérisation	des	espèces	bis-disulfures	

est	 décrite	 plus	 bas.	 Le	 système	 a	 pu	 être	 simulé	 correctement	 avec	 un	 modèle	 cinétique	

AàBàC	(Figure	A.4	(B))	ce	qui	est	en	accord	avec	le	mécanisme	schématisé	Figure	A.3.	Ainsi,	
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Sénèque	et	coll.	ont	mesuré	les	constantes	cinétiques	d’oxydation	de	ZnLHsp	par	H2O2	à	25°C	:	

k1	=	0,105(±0,005)	M-1.s-1	et	k’1=0,8	M-1.s-1.[11]	

	

	

Figure A.4 : Suivi HPLC de l’oxydation de ZnLHsp (50µM) par H2O2 (1,9mM) dans  tampon phosphate 50mM pH 7,0. (A) 

Sur les chromatogrammes, suivi de la disparition de LHsp (n) et de l’apparition des espèces mono-disulfure (o) et bis-

disulfure (�). (B) Evolution de la distribution de ces espèces au cours de l’oxydation. Les lignes représentent la 

simulation basée sur le modèle présenté Figure A.3, avec k1=0,105 M-1.s-1 et k’1=0,8 M-1.s-1. 
	

Cette	 valeur	 de	 k1	 a	 été	 confirmée	 par	 spectrophotométrie	 UV-Visible.	 En	 effet,	 un	

thiolate	lié	au	ZnII	présente	une	bande	de	transfert	de	charge,	du	thiolate	vers	le	zinc	(LMCT),	

autour	 de	 220nm.	 	 A	 chaque	 disulfure	 formé,	 l’ion	 ZnII	 perd	 deux	 thiols	 dans	 sa	 sphère	 de	

coordination.	Ainsi,	suivre	l’absorbance	à	220nm	d’une	solution	de	ZnLHsp	et	de	H2O2	permet	

de	suivre	directement	l’oxydation	des	cystéines	du	complexe.		

	

La	vitesse	d’oxydation	de	Hsp33	étant	d’environ	0,13	à	30°C,	ZnLHsp	reproduit	bien	la	

réactivité	du	site	à	zinc	de	Hsp33[11].	

	

3.3. Produits	d’oxydation	de	ZnLHsp	par	H2O2	et	HOCl	

	

	

L’oxydation	 de	 ZnLHsp	 par	H2O2	 a	 déjà	 été	 partiellement	 décrite	 par	 	 l’équipe[11]	:	 on	

observe	 l’apparition	des	 trois	 isomères	bis-disulfure	possibles,	 ainsi	que	des	dimères	 (deux	

peptides	 liés	 entre	 eux	 avec	 quatre	 ponts	 disulfures	 au	 total).	 La	 Figure	 A.5	 présente	 le	

chromatogramme	 obtenu	 après	 oxydation	 de	 	 ZnLHsp	 par	 H2O2	 (en	 bleu).	 Les	 pics	

correspondant	aux	bis-disulfures	ont	des	temps	de	rétention	plus	courts	que	celui	du	peptide	

réduit	(tr=17,4	min)	:	à	tr=12,6	min	(7%),	tr=14	min	(76%)	et	tr=15,9	min	(7%).	Les	deux	pics	
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correspondant	 aux	 espèces	 dimériques	 ont	 des	 temps	 de	 rétention	 plus	 longs	 que	 celui	 du	

peptide	réduit	:	tr=19,3	min	(5%)	et	tr=20,1min	(3%).	Il	reste	2%	de	produits	non-identifiés.	

D’après	 les	 mécanismes	 réactionnels	 déjà	 discutés,	 il	 devrait	 se	 former	 les	 mêmes	

produits	 lors	de	 l’oxydation	de	ZnLHsp	par	HOCl.	Bien	que	 le	 chromatogramme	ainsi	obtenu	

(en	rouge	Figure	A.5)	montre	les	mêmes	pics	que	celui	obtenu	avec	H2O2,	ils	ont	des	intensités	

bien	différentes.	Cette	fois,	les	pics	à	tr=12,6	,	14	et	15,9	min	représentent	respectivement	2,	

10	et	81	%	des	produits	d’oxydation,	les	dimères,	3%	et	les	produits	inconnus,	4%.	

Le	 traitement	 à	 la	 TCEP	 (tris(carboxy-ethyl)phosphine),	 un	 agent	 réducteur,	 du	

mélange	obtenu	par	oxydation	du	complexe	par	HOCl,	fait	disparaitre	tous	les	pics	(identifiés)	

et	 restaure	 le	pic	 initial.	Ceci	montre	que	 les	produits	 formés	possèdent	une	 liaison	 soufre-

soufre	(c’est-à-dire	que	ce	sont	des	espèces	de	type	disulfures	ou	thiosulfinate).	

	

	

Figure A.5 : Produits issus de l’oxydation de ZnLHsp par HOCl et H2O2. Analyse par HPLC (214nm): ZnLHsp à 88µM dans 

20mM Pi pH 7 (chromatogramme noir) est incubé avec 5,5mM de H2O2 pendant 13h (chromatogramme bleu). Une 

solution identique est oxydée par 2,4 équivalents de NaOCl, un aliquot est analysé (chromatogramme rouge) tandis 

qu’un autre est réduit au TCEP avant analyse (chromatogramme rouge, pointillés). 	

	

L’analyse	en	ESI-MS	des	pics	isolés	révèle	que	les	trois	premiers	pics	sont	des	espèces	

bis-disulfure	(disulfures	 intra-moléculaires),	 tandis	que	 les	deux	autres	sont	des	dimères	de	

peptides	(deux	peptides	oxydés,	liés	par	au	moins	un	pont	disulfure).		

Dans	 ces	 espèces	 bis-disulfure,	 les	 2	 ponts	 disulfures	 qui	 impliquent	 les	 4	 cystéines	

sont	arrangés	de	manières	différentes.	Ces	3	isomères	possibles	sont	représentés	Schéma	A.2.	
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Schéma A.2 :	Schéma représentant les trois isomères bis-disulfures de LHsp, numérotés de 1 à 3. Les 4 cystéines sont 

numérotées en rouge et son agencées de manière à refléter leur positionnement tel qu’il est visible Figure A.2.  

 

Ces	 trois	 isomères	 sont	 séparés	 en	 deux	 catégories.	 Dans	 la	 première,	 les	 ponts	

disulfures	lient	des	cystéines	appartenant	à	des	motifs	CXnC	(n=1	ou	2)	différents	(isomères	1	

et	 2),	 ainsi,	 ces	 ponts	 disulfures	 sont	 dits	 inter-motifs.	 Dans	 la	 deuxième	 catégorie,	 les	

cystéines	liées	appartiennent	au	même	motif	CXnC,	comme	dans	l’isomère	3,	c’est	pourquoi	on	

les	appelle	ponts	disulfures	intra-motifs.	Dans	la	suite,	nous	parlerons	directement	d’isomères	

intra	ou	inter-motifs	(Schéma	A.2).	

Afin	d’identifier	ces	différents	isomères	dans	les	produits	d’oxydation,	chacun	des	trois	

pics	 bis-disulfures	 a	 été	 isolé	 en	HPLC	 puis	 digéré	 par	 la	 trypsine	 et	 la	 glutamate	 carboxy-

peptidase	 (Tableau	A.1).	Ces	digestions	ont	 été	 faites	 sur	une	nuit,	 à	37°C,	dans	un	 tampon	

phosphate	 à	 pH	 7,7	 (voir	 détails	 dans	 la	 Partie	 Expérimentale).	 L’indication	 des	 coupures	

attendues	 dans	 la	 séquence	 peptidique	 (Schéma	 A.3)	 permet	 de	 calculer	 la	 masse	 des	

différents	fragments	attendus.	

	

	

Schéma A.3 : Carte de digestion de LHsp par la trypsine et la glutamate carboxy-peptidase. Les séquences du cycle et de 

la partie linéaire sont écrites dans le sens N-ter à C-ter. Les coupures faites par la trypsine sont indiquées en orange, et 

celles faites par la GluC, en vert.  
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Tableau A.1 : Identification des isomères de bis-disulfures LHsp par digestion enzymatique. Les pics à tr=12,6, 14 et 15,9 

minutes ont été isolés par HPLC, puis digérés à la trypsine et à la Glutamate carboxy-peptidase, et analysés en HPLC 

couplée à un spectromètre de masse (LC-MS). Les pics m/z détectés sont affichés en face des fragments 

correspondants. Un tableau plus complet est présenté dans la partie expérimentale. 

	

	 Chaque	digestion	est	analysée	en	LC-MS,	ce	qui	facilite	la	lecture	des	spectres	de	masse	

puisque	les	différents	fragments	sont	séparés.	Pour	l’espèce	bis-disulfure	éluée	à	tr=12,6	min,	

deux	 fragments	comportant	des	cystéines	ont	été	 identifiés.	Le	premier	est	détecté	en	deux	

pics	 m/z	 de	 charges	 différentes	:	 597,18(+)	 et	 299,1(2+).	 Ces	 pics	 expérimentaux	

correspondent	 aux	 pics	 théoriques	 [M+H]+=597,24	 et	 [M+2H]2+=299,12	 attendus	 pour	 le	

fragment	 où	 (C2E)	 et	 (VC11K)	 sont	 liés	 par	 un	 pont	 disulfure.	 L’autre	 fragment	 ne	 présente	

qu’un	pic	expérimental	m/z=562,71(2+)	ce	qui	correspond	au	pic	théorique	[M+2H]2+=562,75	

attendu	pour	le	fragment	où	(C4NAAK)	et	(NC14QTR)	sont	liés	par	un	pont	disulfure.	Puisque	

dans	cette	espèce	bis-disulfure,	les	ponts	disulfures	lient	la	cystéine	2	avec	la	11,	et	4	avec	la	

14.	On	 identifie,	 alors,	 l’espèce	 à	 tr=12,6min	 (Figure	A.5)	 comme	 l’isomère	1	 (Schéma	A.2).	

Une	démarche	similaire	est	suivie	pour	identifier	les	deux	autres	espèces	bis-disulfures	:	voir	

Tableau	A.1.	

En	résumé,	le	pic	tr=12,6	min	correspond	à	l’isomère	1,	le	pic	tr=14	min	à	l’isomère	2	

et	le	pic	tr=15,9	min,	à	l’isomère	3.	(Figure	A.5,	Schéma	A.2	et	Tableau	A.1)	

Expérimentalement,	les	espèces	dimériques	ne	sont	observées	qu’à	des	concentrations	

supérieures	à	50µM	de	complexe	peptidique	lors	de	l’oxydation.	En	effet,	elles	se	forment	avec	

nos	peptides	car	ils	sont	petits	et	très	peu	encombrés,	ce	qui	permet	des	réarrangements	de	

ponts	 disulfures	 inter-moléculaires.	 Plus	 la	 concentration	 en	 peptide	 est	 élevée,	 plus	 on	

favorise	ces	réactions	bimoléculaires.	En	revanche,	les	rapports	entre	les	isomères	1,	2	et	3	ne	

sont	pas	modifiés	par	 la	présence	ou	 l’absence	des	espèces	dimériques.	Ainsi,	dans	 la	 suite,	

nous	 	 ignorerons	 ces	 espèces	 dimériques.	 Si	 l’on	 recalcule	 les	 proportions	 des	 produits	 en	

ignorant	les	espèces	dimériques,	 l’oxydation	de	ZnLHsp	par	H2O2	forme	9%	d’isomère	1,	82%	
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d’isomère	2	et	9%	s’isomère	3,	tandis	que	l’oxydation	par	HOCl	en	forme	respectivement	3%,	

13%	et	84%.		

Précédemment	dans	l’équipe,	l’isomère	2	(inter-motifs	majoritaire)	avait	été	isolé	par	

HPLC	et	étudié	par	RMN	1H	à	une	et	deux	dimensions.	La	résolution	des	pics	 indique	que	le	

peptide	adopte	une	conformation	bien	définie	et	stable.	La	structure	du	complexe	en	solution	

avait	été	résolue	(Figure	A.6)	à	partir	des	spectres	2D	(TOCSY,	COSY	et	NOESY).		

 
Figure A.6 : Superposition des structures RMN 1H en solution de ZnLHsp (en vert) et de l’isomère 2 bis-disulfure LHsp (en 

jaune).	

	

La	superposition	avec	la	structure	de	ZnLHsp	(Figure	A.6)	montre	clairement	que	dans	

l’isomère	2,	 les	 ponts	 disulfures,	 entre	 les	 cystéines	 de	 la	 partie	 linéaire	 et	 celles	 du	 cycle,	

maintiennent	le	peptide	dans	une	conformation	proche	de	celle	du	doigt	de	zinc	réduit.	Ceci	

est	vraisemblablement	 le	cas	pour	 l’isomère	1	 car,	 comme	 l’isomère	2,	 il	possède	des	ponts	

disulfures	inter-motifs.		

Ceci	est	la	raison	pour	laquelle,	dans	la	suite,	nous	nous	focaliserons	sur	les	isomères	

inter-motifs	(1	et	2)	versus	l’isomère	intra-motif	(3).	

	

En	plus	des	proportions	des	produits,	une	autre	grande	différence	entre	l’oxydation	de	

ZnLHsp	 par	 HOCl	 et	 celle	 par	 H2O2,	 est	 que	 2	 équivalents	 de	 HOCl	 suffisent	 pour	 oxyder	

totalement	ZnLHsp	dans	le	temps	de	mélange,	alors	que	l’oxydation	par	H2O2	est	beaucoup	plus	

lente,	même	avec	de	grandes	concentrations	d’oxydant.	

	

2.4.	Stabilité	des	isomères	bis-disulfure	de	LHsp	

	

Nous	venons	de	voir	que	les	oxydations	de	ZnLHsp	par	H2O2	et	par	HOCl	conduisent	aux	

mêmes	 produits,	 mais	 en	 des	 proportions	 différentes.	 Si	 on	 regarde	 la	 distribution	 des	
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isomères	inter-motifs	(1	et	2)	versus	l’isomère	intra-motif	(3)	(Figure	A.7	(A)),	il	apparaît	très	

clairement	que	l’oxydation	de	ZnLHsp	par	HOCl	forme	majoritairement	l’isomère	intra-motifs,	

tandis	 que	 l’oxydation	 par	 H2O2	 conduit	 majoritairement	 aux	 isomères	 inter-motifs.	 Ceci	

contraste	 nettement	 avec	 ce	 qui	 est	 observé	 pour	 un	 autre	modèle,	 ZnLTC,	 dont	 les	 quatre	

cystéines	appartiennent	à	deux	motifs	CX2C.	

	

Figure A.7 : Quantification des espèces disulfures intra-motifs et inter-motifs, issues de l’oxydation de ZnLHsp (A) et de 

ZnLTC (B) par H2O2 (en bleu) ou HOCl (en rouge). 

 

Alors	 que	 les	 deux	 paires	 de	 cystéines	 présentent	 dans	 LTC	 sont	 du	 type	 CX2C,	 LHsp	

possède	une	paire	CX2C	et	une	paire	CXC.	Non	seulement	ce	motif	est	rare	dans	les	sites	doigt	

de	zinc,	mais	le	disulfure	formé	dans	un	tel	motif	est	peu	stable.	En	effet	Zhang	et	al.[12,13],	en	

mesurant	 les	 stabilités	 relatives	de	différents	 types	de	ponts	disulfures,	 ont	montré	que	 les	

disulfures	 à	 l’intérieur	 d’un	 motif	 CXC	 sont	 les	 moins	 stables	 d’un	 point	 de	 vue	

thermodynamique	(Schéma	A.4).		

Notons	 que	 la	 cinétique	 ko	 (ouverture	 du	 disulfure	 CXnC	 par	 une	 molécule	 de	

glutathion	réduit,	Schéma	A.4)	est	supérieure	pour	un	motif	CXC	comparé	aux	autres	motifs	:	

jusqu’à	190	fois	celle	d’un	motif	CX2C.	Un	bon	exemple	est	donné	par	la	série	YSRCAnC,	n	allant	

de	 0	 à	 5.	 Le	 disulfure	 (intra-motifs)	 le	 moins	 stable	 est	 celui	 formé	 par	 le	 peptide	 avec	 1	

alanine,	tandis	que	le	plus	stable	est	formé	par	celui	avec	deux	alanines.	 	La	propension	des	

motifs	 CXC	 à	 faire	 des	 disulfures	 inter-motifs	 est	 si	 forte	 qu’elle	 est	 utilisée	 en	 stratégie	 de	

synthèse	pour	faire	des	ponts	disulfure	de	manière	sélective[14].	

	

	

Schéma A.4 : Réactions de réarrangement d’un disulfure entre un motif CXnC et une molécule de glutathion (G), 

observées par Zhang et al.[13] et dont ils ont mesuré les cinétiques. kf et ko ont été mesurées pour une librairie de peptide 

de type YSRCXnC où n variait de 0 à 5 et X variait en nature.	
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Figure A.8 : L’isomère bis-disulfure 3 est instable. (A) Schéma des mécanismes de réarrangement d’un pont disulfure 

entre trois thiols. (B) Après oxydation de ZnLHsp par H2O2 (bleu, trait plein) et HOCl (rouge, trait plein), les espèces bis-

disulfure ont été réarrangées en présence de thiol libre (rouge et bleu, tirets et pointillés).  
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	 	Cette	différence	de	stabilité	s’explique	d’abord	par	le	disulfure	dans	le	motif	CXC,	mais	

il	peut	aussi	y	avoir	d’autres	facteurs.	Si	l’on	revient	à	la	structure	le	l’isomère	2	(Figure	A.6),	

on	 peut	 remarquer	 que	 la	 tyrosine	 a	 une	 position	 similaire	 à	 celle	 qu’elle	 occupe	 dans	 le	

complexe	 initial,	 elle	 reste	 enfouie	 entre	 le	 cycle	 la	 partie	 linéaire.	 Les	 interactions	

hydrophobes	 sont	 conservées.	Ces	 interactions	 stabilisent	probablement	 les	 isomères	 inter-

motifs,	puisque	ces	interactions	dont	perdues	dans	le	cas	de	l’isomère	intra-motifs.	

	

2.5.	 Une	 compétition	 cinétique	 entre	 l’oxydation	 et	 le	 réarrangement	 des	

disulfures	

	

Jusqu’ici	 nous	 avons	 uniquement	 parlé	 des	 espèces	 bis-disulfures.	 Or,	 les	

réarrangements	qui	 sont	à	 l’œuvre	dans	ces	équilibres,	 se	 font	au	niveau	de	 l’intermédiaire	

mono-disulfure.	En	effet,	 l’oxydation	d’un	doigt	de	zinc	de	 type	Zn(Cys)4	doit	 se	 faire	par	 le	

même	mécanisme	séquentiel,	que	ce	soit	avec	H2O2	ou	HOCl	(ceci	est	vérifié	par	notre	étude	

cinétique,	 voir	 plus	 loin).	 Une	 première	 étape	 d’oxydation	 va	 ponter	 deux	 cystéines,	 et	 la	

deuxième	oxydation	va	ponter	les	deux	cystéines	restantes.	Autrement	dit,	avant	la	première	

oxydation,	 il	n’y	a	pas	de	disulfure	à	réarranger,	et	après	la	seconde,	 il	n’y	a	plus	de	thiolate	

pour	induire	les	réarrangements.	

C’est	 donc	 au	 niveau	 de	 l’intermédiaire	 mono-disulfure	 que	 se	 joue	 la	 compétition	

cinétique	entre	l’oxydation	des	cystéines	et	le	réarrangement	des	ponts	disulfures.	

Dans	 la	 littérature,	 les	 cinétiques	 de	 réarrangement	 de	 disulfures	 intra-moléculaires	

s’échelonnent	de	0,025	à	21	s-1.[12,13,15]	D’un	autre	côté,	si	l’on	se	place	dans	un	stress	oxydant	

causé	 par	 10mM	 de	 H2O2	 à	 25°C,	 le	 peptide	 va	 s’oxyder	 à	 une	 vitesse	 d’environ		

10-3	s-1	et	surtout,	le	mono-disulfure	s’oxyde	à	~8.10-3	s-1.	Ainsi,	la	cinétique	de	réarrangement	

des	 disulfures	 est	 plus	 grande	 que	 celle	 de	 la	 deuxième	 oxydation	 du	 peptide.	 Dans	 ces	

conditions,	l’intermédiaire	mono-disulfure	se	réarrange	vers	les	isomères	les	plus	stables	plus	

vite	qu’il	ne	s’oxyde.	En	revanche,	dans	le	cas	de	l’oxydation	par	HOCl,	la	vitesse	d’oxydation	

est	 probablement	 suffisamment	 rapide	 pour	 que	 ces	 réarrangements	 au	 niveau	 mono-

disulfure	ne	se	fasse	pas.		

Intéressons-nous,	 ensuite,	 au	 début	 de	 la	 réaction,	 c’est	 à	 dire,	 à	 l’isomère	 mono-

disulfure	 généré	 par	 la	 première	 oxydation.	 Bien	 qu’il	 y	 ait	 six	 isomères	 possibles,	 nous	

faisons	l’hypothèse	que	H2O2	et	HOCl	génèrent	le	même	(majoritairement).	Cette	hypothèse	se	



82	 A.	Réactivité	du	doigt	de	zinc	de	Hsp33	vis-à-vis	de	HOCl	

	

base	sur	(i)	le	fait	qu’ils	vont	attaquer	les	mêmes	soufres	(du	fait	de	la	ressemblance	chimique	

de	HOCl	et	H2O2)	et	(ii)	 le	fait	que	l’acide	sulfénique	généré	va	évoluer	de	la	même	manière,	

qu’il	soit	généré	par	HOCl	ou	H2O2.	

Alors,	 le	 phénomène	 majoritaire	 que	 l’on	 observe	 peut	 être	 décrit	 très	 simplement	

(Schéma	A.5)	:	 quel	 que	 soit	 l’oxydant	 (HOCl	 ou	H2O2),	 la	 première	 oxydation	 du	 complexe	

forme	 un	 disulfure	 dans	 le	motif	 CXC.	 Dans	 le	 cas	 de	HOCl,	 la	 deuxième	 oxydation	 est	 très	

rapide	et	conduit	à	 l’isomère	 intra-motifs	(3).	En	revanche,	 la	deuxième	oxydation	par	H2O2	

est	 plus	 lente	 que	 le	 réarrangement	 des	 disulfures.	 Ainsi,	 le	 mono-disulfure	 est	 d’abord	

réarrangé	 en	 un	 mono-disulfure	 inter-motifs,	 plus	 stable,	 avant	 d’être	 oxydé	 en	 un	 bis-

disulfure	inter-motifs.	

	

Schéma A.5 : Mécanisme simplifié illustrant notre hypothèse quant à l’origine des différences de proportions entre les 

produits d’oxydation de ZnLHSP selon que l’oxydant soit H2O2 (voie bleue) ou HOCl (voie rouge).  

	

Pour	 confirmer	 ce	 modèle,	 il	 nous	 faut	 vérifier	 que	 les	 données	 expérimentales	

d’oxydation	par	HOCl	sont	en	accord	avec	lui.	Autrement	dit,	il	nous	faut	vérifier	que		

k2	HOCl/ZnLHsp	>>	kréarrangement	disulfure.		

	

2.5.	Cinétique	d’oxydation	de	ZnLHsp	par	HOCl		

	

L’acide	 hypochloreux	 est	 tellement	 réactif	 qu’il	 peut	 réagir	 avec	 d’autres	 chaînes	

latérales	que	celles	des	cystéines	:	les	lysines	et	les	tyrosines	notamment.	Il	faut	s’assurer	que	

ces	 réactions	 ne	 sont	 pas	 compétitives	 de	 l’oxydation	 des	 soufres	 de	 notre	 complexe,	 car	
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sinon,	 cela	 revient	 à	 avoir	 un	 compétiteur	 dans	 le	milieu,	 dont	 nous	 ne	 connaissons	 pas	 la	

vitesse	de	réaction	avec	HOCl.	Pour	ce	faire,	nous	avons	titré	une	solution	de	ZnLHsp	par	une	

solution	de	NaOCl	(Figure	A.9)	en	suivant	la	disparition	de	la	bande	de	transfert	de	charge	du	

thiolate	vers	le	zinc.	

 
Figure A.9 : Disparition de la bande de transfert de charge à 220nm lors du titrage de ZnLHsp par NaOCl à pH 7,0 (20mM 

tampon phosphate). 

	

	 Sur	cette	figure,	on	observe	la	disparition	linéaire	de	la	bande	de	transfert	de	charge	du	

complexe	jusqu’à	2	équivalents	de	NaOCl.	L’absorbance	décrit	ensuite	un	plateau.	Ceci	est	en	

accord	avec	l’oxydation	des	quatre	cystéines	du	site	à	zinc	par	HOCl.	De	plus,	 l’absorbance	à	

250nm	est	quasi-stable	(très	légère	augmentation)	jusqu’à	2	équivalents,	et	augmente	ensuite	

linéairement	 avec	 l’ajout	 de	 NaOCl.	 D’après	 Armesto	 et	 al.[16],	 ceci	 peut	 correspondre	 à	 la	

bande	de	transfert	de	charge	observé	pour	les	chloramines.	Dans	notre	titrage,	les	soufres	du	

site	 à	 zinc	 seraient	 donc	 les	 premières	 cibles	 de	HOCl,	 puis,	 lorsqu’ils	 sont	 oxydés,	 le	HOCl	

excédentaire	réagirait	avec	les	amines	du	peptide	(lysine).	Mais,	tant	que	la	quantité	de	NaOCl	

ajoutée	 est	 inférieure	 à	 la	 quantité	 de	 peptide,	 nous	 ne	 considèrerons	 que	 l’oxydation	 des	

cystéines.		

Au	laboratoire,	il	a	été	montré	que	lors	de	l’oxydation	de	ZnLHsp	par	H2O2,	il	y	a	très	peu	

d’accumulation	de	 l’intermédiaire	mono-disulfure,	ce	qui	signifie	que	la	deuxième	oxydation	

se	fait	significativement	plus	vite	que	la	première	(k1’>>k1),	et	donc,	que	l’étape	cinétiquement	

limitante	est	 la	première[11].	Nous	avons	vérifié	que	c’est	aussi	 le	 cas	pour	HOCl	:	k2’>k2.	En	

effet,	 lorsque	 le	peptide	est	oxydé	avec	un	défaut	de	HOCl,	 le	chromatogramme	montre	que	

l’intermédiaire	mono-disulfure	est	peu	accumulé.	

	

Nous	 avons	 commencé	 par	 mesurer	 la	 vitesse	 d’oxydation	 de	 ZnLHsp	 par	 HOCl	 de	

manière	directe.	Comme	précédemment,	la	disparition	du	complexe	réduit	lors	de	l’oxydation	
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par	HOCl	est	mesurée	directement	en	suivant	la	disparition	de	la	bande	de	transfert	de	charge	

(thiolateà	 ZnII)	 à	 230nm	 au	 cours	 du	 temps.	 Ces	 mesures	 sont	 faites	 sur	 un	 appareil	 de	

cinétique	rapide	à	écoulement	bloqué	(«	stopped	flow	»).	Les	solutions	de	NaOCl	et	de	ZnLHsp,	

thermostatées	à	25°C,	sont	mélangées	très	rapidement	juste	avant	de	passer	dans	une	cellule	

optique	 où	 l’absorbance	 à	 230nm	 est	 suivie	 sur	 des	 temps	 très	 courts	 (de	 50ms	 à	 8s).	 Ces	

solutions	 sont	préparées	dans	 le	même	 tampon	phosphate	20mM,	dont	 la	 force	 ionique	est	

fixée	à	0,62	 (voir	partie	 expérimentale).	Afin	d’être	dans	des	 conditions	de	pseudo-premier	

ordre,	la	concentration	de	NaOCl	est	au	moins	20	fois	plus	élevée	que	celle	du	complexe.	Des	

premiers	 essais	 à	 pH	physiologique	 ont	montré	 que	 la	 réaction	 était	 terminée	 en	moins	de	

20ms,	ce	qui	ne	nous	permettait	pas	de	mesurer	les	cinétiques	avec	notre	appareillage.	Pour	

que	ce	suivi	soit	possible,	il	faut	se	mettre	dans	des	conditions	où	la	réaction	est	suffisamment	

lente.	En	solution,	HOCl	existe	sous	deux	formes	en	équilibre[17]	:	

	(1)	

Cette	 forme	 déprotonnée	 de	 HOCl,	 l’hypochlorite	 (ClO
-
	 ),	 peut	 aussi	 oxyder	 ZnLHsp.	

Néanmoins,	 elle	 est	 moins	 réactive	 que	 HOCl	 (généralement,	 de	 3	 à	 5	 ordres	 de	

grandeur)[18,19].	Ainsi,	en	faisant	ces	mesures	à	haut	pH	:	seule	une	très	faible	partie	de	l’acide	

hypochloreux	 sera	 sous	 forme	 acide,	 la	 réaction	 sera	 alors	 suffisamment	 lente	 pour	 être	

suivie.	

	

Un	exemple	des	données	brutes	obtenues	est	présenté	Figure	A.10.	

	

Figure A.10 : Mesure cinétique directe de l’oxydation de ZnLHsp par NaOCl à 25°C et à pH 12,6.	 Les points 

expérimentaux sont en couleur, et les simulations en mono-exponentielles, en noir.		
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Afin	de	vérifier	la	«	robustesse	»	du	modèle,	les	«	tirs	»	en	stopped	flow	ont	été	faits	de	

deux	 manières	 différentes	:	 soit	 en	 gardant	 constante	 la	 concentration	 de	 complexe	 et	 en	

faisant	 varier	 la	 concentration	 de	 NaOCl	 (bleus,	 vert),	 soit	 en	 gardant	 constant	 le	 rapport	

[ZnLHsp]/[NaOCl]	mais	en	diluant	avec	du	tampon	(orange,	rouge,	violet).	Ces	données	ont	été	

simulées	avec	une	fonction	mono-exponentielle	(trait	noir).		

La	Figure	A.11	montre	qu’il	y	a	une	dépendance	linéaire	des	constantes	de	ces	mono-

exponentielles	envers	la	concentration	en	NaOCl.		

	

Figure A.11 :	Détermination de k2,3 apparent à pH 12,6 par régression linéaire des kobs déterminés Figure A.10 à 25°C.		

	

Ceci	 suggère	 donc	 que	 l’étape	 cinétiquement	 déterminante	 est	 un	 phénomène	

bimoléculaire.	 Ceci	 est	 cohérent	 avec	 notre	 hypothèse	que	 cette	 étape	 est	l’oxydation	 de	

ZnLHsp	en	mono-disulfure	par	une	molécule	d’oxydant.	L’oxydation	de	ce	mono-disulfure	par	

une	deuxième	molécule	d’oxydant	pour	 former	 le	bis-disulfure	est	plus	rapide,	et	donc,	peu	

visible	sur	ces	suivis	cinétiques.	

	

La	première	oxydation	est	l’étape	cinétiquement	déterminante.	Néanmoins,	comme	on	

l’a	vu,	elle	peut	être	causée	par	HOCl	et	par	ClO-	:	

d[ZnLHsp]/dt	/(HOCl)	=	k2	x	[ZnLHsp]	x	[HOCl]			(2)	

d[ZnLHsp]/dt	/(ClO-)	=	k3	x	[ZnLHsp]	x	[ClO-]			(3)	

	

La	 décroissance	 observée	 correspond	 à	 la	 somme	 des	 deux,	 sans	 qu’on	 ne	 puisse	

connaître	la	contribution	de	chacun	des	deux	oxydants.	Aussi,	la	vitesse	de	la	réaction	s’écrit	:	

d[ZnLHsp]/dt	=	k2	x	[ZnLHsp]	x	[HOCl]	+	k3	x	[ZnLHsp]	x	[ClO-]							(4)	

																									=	k2,3	apparent	x	[ZnLHsp]	x	[NaOCl]tot												(5)	
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avec							 							(6)	

	

Or,	 étant	 donné	 que	 l’on	 se	 place	 dans	 des	 conditions	 de	 pseudo-premier	 ordre,	 on	 peut	

considérer	que	la	concentration	de	NaOCl	ne	varie	pas.	L’équation	(5)	devient	:	

d[ZnLHsp]/dt	=	kobs	x	[ZnLHsp]						(7) 

avec  kobs =	k2,3	apparent	x	[NaOCl]tot									(8)	

d’où	[ZnLHsp]	=	[ZnLHsp]0		x		exp	(-kobs	x t)					(9)	

De	plus,	puisque	la	variation	de	concentration	de	complexe	est	directement	proportionnelle	à	

la	variation	d’absorbance	à	230nm,	on	a	:	

A230nm	=	(A230nm0	–	b)	x		exp	(-kobs	x t)	+	A230nm∞			(10)	

	

Ainsi,	 de	 chaque	 mono-exponentielle,	 on	 obtient	 la	 constante	 de	 vitesse	 kobs	 de	 la	

réaction,	à	une	concentration	de	NaOCl	donné,	et	pour	un	pH	donné.	La	Figure	A.11	montre	

que	 ces	 constantes	 kobs	 s’alignent	 en	 fonction	 de	 la	 concentration	 en	NaOCl	 à	 laquelle	 elles	

correspondent,	 en	 accord	 avec	 le	 modèle	 proposé.	 Cette	 pente	 correspond	 à	 la	 constante		

k2,3	apparent	qui	est	la	constante	cinétique	de	second	ordre	de	l’oxydation	de	ZnLHsp	par	NaOCl	à	

ce	pH	donné	(ici	12,6).		

Cette	constante	ne	distingue	pas	l’oxydation	due	à	HOCl	et	celle	due	à	ClO–.	Cependant,	

en	 mesurant	 à	 différents	 pH,	 l’effet	 de	 la	 déprotonation	 de	 HOCl	 va	 se	 refléter	 dans	 les		

k2,3	 apparent.	 Ces	 données	 expérimentales	 ont	 été	 simulées	 de	 manière	 satisfaisante	 (Figure	

A.12)	 en	 utilisant	 l’équation	 (6)	 avec	 les	 paramètres	 suivant	:	 k2=9(±3).108	 M-1.s-1,	

k3=104	M-1.s-1	et	pKa(HOCl/ClO-)=	7,54.	
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Figure A.12 :	Détermination des constantes cinétiques k2 et k3 d’oxydation de ZnLHsp par NaOCl à 25°C. La dépendance 

au pH de k2,3 apparent (points expérimentaux) est simulée (courbe en pointillés) en utilisant l’équation 6, avec les 

paramètres suivant : k2 = 9(±3).108 M-1.s-1, k3 = 104 M-1.s-1 et pKa(HOCl/ClO-) = 7,54.	

	

La	constante	de	vitesse	de	réaction	k2	est	très	grande,	cependant,	elle	a	été	mesurée	à	

très	 haut	 pH,	 et	 n’est	 peut-être	 pas	 valable	 à	 pH	physiologique.	 La	 réaction	 est	 trop	 rapide	

pour	avoir	des	mesures	fiables	en	mesure	directe	en	dessous	de	pH	10,6.	Aussi,	pour	pouvoir	

mesurer	 la	vitesse	d’oxydation	du	complexe	par	HOCl	à	pH	physiologique,	nous	allons	 faire	

des	expériences	de	compétition.	

D’après	Armesto	et	al.[20]	la	constante	cinétique	de	réaction	de	la	méthionine	avec	HOCl	

(Schéma	A.6)		est	k4	=	8,7	.	108	M-1.s-1.	De	plus,	la	méthionine	réagit	avec	ClO-	avec	une	vitesse	

quasi-nulle,	 c’est	 pourquoi	 nous	 pouvons	 négliger	 cette	 réaction.	 Ainsi,	 le	 k4	apparent	ne	 tient	

compte	que	de	k4	et	de	l’état	de	protonation	de	HOCl,	dépendant	du	pH	de	la	solution.	

	

Schéma A.6 : Oxydation de la méthionine en méthionine sulfoxyde par HOCl, avec une constante cinétique k4. 

	

Puisque	 la	méthionine	 réagit	 avec	 une	 vitesse	 proche	de	 celle	 de	notre	 complexe,	 et	

que	le	produit	d’oxydation	de	la	méthionine	(sulfoxyde)	ne	réagit	pas	avec	le	complexe	ZnLHsp,	

nous	allons	pouvoir	l’utiliser	comme	compétiteur,	comme	l’ont	fait	Peskin	et	Winterbourn[21]	

en	quantifiant	les	thiols	oxydés.	

Notre	but	est	d’oxyder	un	mélange	méthionine/ZnLHsp	avec	des	ajouts	de	NaOCl	pour	

en	 tirer	 le	 ratio	 des	 constantes	 cinétiques	 k2,3	 apparent/k4	apparent	 en	 suivant	 la	 disparition	 du	

complexe	ZnLHsp.	

	

Des	 titrages	 similaires	 à	 celui	 présenté	 Figure	 A.10	 ont	 été	 réalisés,	 en	 présence	 de	

méthionine.	 Ainsi,	 le	 NaOCl	 ajouté	 est	 consommé	 par	 les	 réactions	 d’oxydation	 de	 la	

méthionine	et	du	complexe	peptidique.	Or,	 le	NaOCl	étant	limitant,	 les	réactions	d’oxydation	

sont	en	compétition	pour	le	consommer	(Figure	A.13).		

	



Figure A.13 : Détermination de k2,3 à pH physiologique par oxydation compétitive avec la méthionine. (A) Titrage 

compétitif de ZnLHsp/Methionine 1:2,5 par NaOCl à pH 7,0 (20mM tampon phosphate), en suivant la fluorescence de la 

tyrosine à 302nm (excitation à 275nm). (B) Quelques points de ce titrage sont simulés (voir détails dans le texte) en 

faisant varier le ratio (k2/k4) : 0,5 (bleu), 1 (bleu clair), 1,25 (vert), 1,5 (jaune) et 2(rouge). (C) Un titrage quasi-identique 

est traité de la même façon, à la différence qu’il a été réalisé à pH 7,4.

x

x

x x

x
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k2,3	app/k4	app,	 nous	 obtenons	 des	 valeurs	 de	 k2,3	apparent	de	 8,4(±2,5)	108	M-1.s-1	 à	 pH	 7	 et	 de	

6,3(±1,9)	108	M-1.s-1	à	pH	7,4.	

	 Ces	 valeurs	 sont	 placées	 sur	 le	 graphique	 représentant	 la	 variation	 de	 k2,3	apparent	en	

fonction	 du	 pH	 (Figure	 A.14).	 Ces	 points	 passent	 par	 la	 simulation	 de	 k2,3	 apparent	

précédemment	 déterminée	 Figure	 I.9	 à	 partir	 des	 point	 expérimentaux	 de	mesure	 directe.	

Ainsi,	ces	points	déterminés	à	pH	physiologique	valident	 les	valeurs	de	vitesses	d’oxydation	

de	ZnLHsp	par	HOCl	et	ClO–	issues	de	l’analyse	des	mesures	à	haut	pH.		

 
Figure A.14 : Confirmation de k2 et k3 par mesures indirectes à pH physiologique. Les k2,3 apparent (échelle logarithmique) 

déterminés de manières directe (ronds) et indirecte (carrés) sont simulées (courbe en tirets) en utilisant l’équation 6 avec 

les paramètres précédemment déterminés : k2 = 9(±3).108 M-1.s-1, k3 = 104 M-1.s-1 et pKa(HOCl/ClO-)= 7,54.	

	

4. Discussion		

3.1.	Confirmation	du	modèle	proposé	

	

La	 cinétique	de	 réaction	mesurée	pour	 l’oxydation	de	ZnLHsp	par	HOCl	 (Tableau	A.2)	

est	 en	 accord	 avec	 le	modèle	 proposé	 en	 I.2.5	 et	 l’appuie.	 En	 effet,	 si	 l’on	 se	 place	 dans	 un	

stress	causé	par	10µM	de	HOCl,	l’oxydation	de	ZnLHsp	se	ferait	à	~103s-1,	soit	~1	à	2	ordres	de	

grandeur	plus	rapidement	que	les	réarrangements	des	disulfures.		

Ainsi,	le	changement	de	proportions	des	isomères	bis-disulfures	entre	l’oxydation	par	

H2O2	 et	 par	 HOCl	 peut	 être	 expliqué	 par	 une	 compétition	 entre	 la	 vitesse	 d’oxydation	 du	

complexe	 et	 la	 vitesse	 de	 réarrangement	 des	 ponts	 disulfures,	 au	 niveau	de	 l’intermédiaire	

mono-disulfure.	 Le	 Schéma	 A.5	 est	 très	 simpliste	:	 il	 ne	 représente	 que	 les	 espèces	
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majoritaires	observées	(bis-disulfures)	et	supposées	(mono-disulfures).	Il	permet	d’expliquer	

la	tendance	dominante.	Néanmoins,	puisque	les	trois	isomères	bis-disulfures	sont	observés,	il	

est	 très	 probable	 que	 les	 six	 intermédiaires	 mono-disulfures	 co-existent.	 Dans	 un	 peptide	

mono-disulfure,	 il	 y	 a	 deux	 thiols,	 pouvant	 attaquer	 le	 pont	 disulfure	 sur	 deux	 soufres	

différents.	Ainsi,	chaque	isomère	mono-disulfure	est	en	équilibre	avec	quatre	autres	isomères	

mono-disulfures	 (Schéma	 A.7).	 La	 coexistence	 des	 six	 isomères	 est	 donc	 d’autant	 plus	

probable	:	chacun	peut	être	généré	à	partir	de	quatre	autres	isomères.		

Aussi,	le	Schéma	A.8	permet	de	rendre	compte	plus	fidèlement	du	système	qu’implique	

l’oxydation	de	ZnLHsp	par	H2O2	ou	HOCl.	

	

	

Schéma A.7 : Représentation des équilibres entre les isomères mono-disulfures d’un modèle à 4 cystéines. 
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Schéma A.8 : La différence de proportions des isomères de bis-disulfures expliquée par compétition entre la cinétique 

d’oxydation du peptide (par HOCl ou H2O2) et la cinétique de réarrangement des ponts disulfures, au niveau de 

l’intermédiaire réactionnel mono-disulfure. Cette fois, les isomères bis-disulfures sont présentés par stabilité 

décroissante : de gauche à droite 2, 1, 3. (A) Schéma général représentant étapes de l’oxydation de ZnLHsp, et les 

espèces mono-disulfures en équilibres. (B) et (C) : Interprétation des chemins réactionnels différents entre H2O2 (B, bleu) 

et HOCl (C, rouge). 

	

Le	Schéma	A.8	présente	l’oxydation	séquentielle	de	ZnLHsp,	en	mono-disulfure	puis	en	

bis-disulfure	 (A).	 Les	 isomères	 mono-disulfures	 sont	 placés	 au-dessus	 de	 l’isomère	 bis-

disulfure	 dont	 ils	 sont	 précurseurs.	 Puisque	 des	 thiols	 libres	 sont	 à	 proximité	 du	 pont	

disulfure,	tous	ces	isomères	mono-disulfures	sont	en	équilibre	les	uns	avec	les	autres	(Schéma	

A.7).	 La	 flèche	 grise	 pointe	 du	 côté	 des	 isomères	 les	 plus	 stables.	 La	 première	 étape	 est	

supposée	 être	 la	 même	 quel	 que	 soit	 l’oxydant	 (H2O2	 ou	 HOCl)	:	 les	 espèces	 formées	 sont	

principalement	 les	 mono-disulfures	 intra-motifs.	 Dans	 le	 cas	 de	 H2O2	 (B),	 la	 deuxième	

oxydation	est	plus	 lente	que	 le	réarrangement	des	disulfures.	Ainsi,	une	grande	partie	de	 la	
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population	 de	mono-disulfures	 se	 réarrange	 pour	 donner	 des	mono-disulfures	 inter-motifs	

plus	stables,	avant	que	la	deuxième	oxydation	n’opère,	pour	donner	majoritairement	des	bis-

disulfures	inter-motifs.	Dans	le	cas	de	HOCl	(C),	la	seconde	oxydation	se	fait	très	rapidement,	

ne	laissant	pas	de	temps	à	l’intermédiaire	mono-disulfure	pour	se	réarranger.	Cela	conduit	à	

une	majorité	de	bis-disulfure	inter-motifs.	

	

4.2. Du	complexe	modèle	à	la	protéine	

	

Tout	d’abord,	 notons	que	 la	 constante	 cinétique	d’oxydation	de	ZnLHsp	 est	 en	 accord	

avec	le	rôle	physiologique	dernièrement	attribué	au	site	à	zinc	de	Hsp33	:	senseur	de	HOCl[2]	

(vide	infra).	

Ensuite,	cette	étude	utilisant	un	modèle	révèle	que	la	nature	du	site	à	zinc	de	Hsp33	est	

à	 l’origine	 des	 différences	 d’activation	H2O2	 versus	 HOCl	 observées.	 En	 effet,	 l’oxydation	 du	

modèle	 par	 ces	 oxydants	 conduit	 aux	 mêmes	 produits	 (isomère	 1,	 2	 et	 3),	 mais	 en	 des	

proportions	très	différentes.	

L’isomère	2,	 produit	majoritaire	de	 l’oxydation	du	modèle	par	H2O2,	 a	 une	 structure	

très	 proche	 de	 celle	 du	 complexe	 initial.	 La	 partie	 linéaire	 et	 le	 cycle	 sont	 liés	 de	manière	

covalente	 par	 deux	 ponts	 disulfures.	 Si	 cette	 disposition	 est	 transposée	 à	 Hsp33,	 cette	

contrainte	 structurale	 maintiendrait	 le	 domaine	 C-terminal	 replié.	 Cela	 s’applique	 aussi	 à	

l’isomère	1.	

A	 l’inverse,	 dans	 l’isomère	3,	 les	 ponts	 disulfures	 lient	 les	 cystéines	 appartenant	 au	

même	motif.	Ainsi,	 la	partie	 linéaire	du	peptide	et	 le	cycle	ne	sont	plus	maintenus	proches	:	

pas	de	liaison	covalente,	ni	de	coordination	des	cystéines	au	zinc.	Ceci	permet	l’éloignement	

du	 cycle	 et	 de	 la	 partie	 linéaire.	 Transposé	 à	 la	 protéine,	 une	 telle	 disposition	 des	 ponts	

disulfures	 permettrait	 le	 dépliement	 complet	 du	 domaine	 C-terminal,	 nécessaire	 à	 la	

dimérisation	 et	 à	 l’activation	 de	 la	 protéine.	 Cet	 isomère	 3	 est	 le	 produit	 majoritaire	 de	

l’oxydation	du	modèle	HOCl.	

Ceci	 est	 en	 accord	 avec	 ce	 qu’ont	 observé	 Ilbert	 et	 al.[1]	 en	 ultracentrifugation	

analytique	:	 Hsp33	 oxydée	 par	 H2O2	 à	 30°C	 sédimente	 sous	 forme	 de	 monomère,	 comme	

Hsp33	réduite,	alors	que	Hsp33	oxydée	par	H2O2	à	43°C	sédimente	sous	forme	de	dimères.	

	

Ainsi,	 les	 différences	 d’activation	 de	 Hsp33	 par	 H2O2	 (30°C)	 et	 HOCl	 peuvent	 être	

expliquées	 par	 la	 formation	 d’isomères	 bis-disulfures	 différents,	 issus	 d’une	 compétition	

cinétique	entre	l’oxydation	et	le	réarrangement	des	disulfures.		



 

Tableau A.2 : (A) Récapitulatif des vitesses d’oxydation de ZnLHsp et du cystéinate par H2O2 et HOCl. (B) Comparaison 

des vitesses apparentes d’oxydation de la cystéine libre par HOCl à pH 7,4. (a : ref. [11] ; b : ref. [22] ; c : ref. [18,20]) 
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empêche	 l’activation	 de	 la	 protéine,	 alors,	 on	 peut	 dire	 que	 le	 motif	 CXC	 permet	 que	

l’activation	de	la	protéine	soit	sélective	de	l’oxydant.		

On	 pourrait	 presque	 voir	 le	 motif	 CXC	 comme	 ayant	 un	 rôle	 sélectif,	 imposant	 un	

«	seuil	 cinétique	»	:	 il	 y	 a	beaucoup	d’oxydants	qui	peuvent	oxyder	 le	 site	 à	 zinc,	mais	 seuls	

ceux	 qui	 oxyderont	 ce	 site	 plus	 vite	 que	 les	 disulfures	 ne	 se	 réarrangent	 déclencheront	

l’activité	de	la	protéine.	

Cette	 protéine	 bactérienne	 n’accepte	 donc	 d’être	 activée	 que	 par	 les	 «	excellents	»	

oxydants…		si	même	les	bactéries	s’y	mettent…	

	

3.4.	Un	potentiel	rôle	joué	par	le	reste	du	domaine	doigt	de	zinc	

	

Alors	que	nos	résultats	permettent	une	explication	alternative	à	ce	qui	est	observé	lors	

de	 l’oxydation	 de	 Hsp33	 à	 «	basse	»	 température	 (25°C),	 ils	 n’expliquent	 absolument	 pas	

pourquoi	l’oxydation	de	Hsp33	par	H2O2	à	43°C	produit	une	chaperonne	active.	L’hypothèse	

que	nous	avançons	est	l’implication	du	reste	du	domaine	doigt	de	zinc.	

Le	domaine	doigt	de	zinc	(en	jaune	sur	Figure	A.1)	possède	une	structure	instable.	En	

effet,	 comme	 l’ont	 montré	 Won	 et	 al.[23],	 la	 séquence	 de	 ce	 domaine	 n’est	 pas	 propice	 au	

repliement	 en	 une	 structure	 stable	 car	 la	 séquence	 contient	 très	 peu	 d’acides	 aminés	

hydrophobes.	Et	même	s’il	 y	bien	un	cœur	hydrophobe	entre	 les	 trois	hélices	α	 et	 les	deux	
feuillets	β,	 il	est	déstabilisé	par	plusieurs	éléments	(Figure	A.15).	D’abord,	un	feuillet	expose	
complètement	au	solvant	la	chaîne	latérale	d’une	leucine.	Ensuite,	les	hélices	α	possèdent	les	
acides	 aminés	β-branchés,	 ce	qui	 est	 connu	pour	déstabiliser	 les	hélices.	 Finalement,	 sur	 la	
base	de	sa	séquence	d’acides	aminés,	 le	 logiciel	de	prédiction	de	structure	FoldIndex	prédit	

que	ce	domaine	est	non	structuré	(lorsqu’on	ne	prend	pas	en	compte	la	chélation	du	ZnII)[2].	

La	chélation	du	zinc	est	donc	essentielle	au	repliement	stable	de	ce	domaine,	et	le	départ	du	

métal,	 causé	 par	 l’oxydation	 des	 cystéines	 conduit	 très	 rapidement	 à	 la	 déstructuration	 du	

domaine.	

Ainsi,	il	est	possible	qu’à	43°C,	la	première	oxydation	ponte	une	paire	de	cystéines,	et	

que	la	chaleur	conduise	rapidement	au	dépliement	du	domaine	doigt	de	zinc.	Ce	dépliement	

éloigne	 (dans	 l’espace)	 les	deux	paires	de	 cystéines,	 ce	qui	 empêche	 les	 thiols	d’attaquer	 le	

pont	disulfure.	Le	réarrangement	des	ponts	disulfures	serait	ainsi	fortement	ralenti.	Ensuite,	

la	deuxième	oxydation	viendrait	ponter	les	deux	cystéines	restantes	avant	que	l’intermédiaire	

mono-disulfure	ne	se	soit	trop	réarrangé,	conduisant	majoritairement	à	la	protéine	active.	
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Cette	hypothèse	est	renforcée	par	 le	 fait	qu’une	activation	de	Hsp33	par	H2O2	à	30°C	

est	possible	si	l’on	ajoute	des	ions	guanidiniums,	déstabilisateurs	de	structures	de	protéines,	

dans	le	milieu	(1,5	mol.L-1)[1].	

Malheureusement,	cette	hypothèse	ne	peut	pas	être	testée	en	utilisant	nos	peptides	car	

notre	modèle	 est	 restreint.	 Le	 groupe	 d’Ursula	 Jakob	 a	 déjà	 isolé	 une	 version	 tronquée	 de	

Hsp33,	 se	 limitant	 uniquement	 au	 domaine	 doigt	 de	 zinc.	 Ils	 nous	 en	 ont	 envoyé	 un	

échantillon.	 Nous	 espérons	 que	 des	 expériences	 d’oxydation	 de	 ce	 mutant	 par	 H2O2,	 à	

différentes	températures,	nous	permettront	de	vérifier	ou	infirmer	cette	hypothèse.	

	

	

Figure A.15 : Le domaine doit de zinc de Hsp33 (en vert) est déstabilisé par des éléments défavorables aux structures 

secondaires du domaine. Ces résidus sont colorés en orange, et l’ion zinc est représenté en gris. La structure 

cristallographique utilisée est issue de la Protein Data Bank (1VZY) et a été obtenu avec la protéine Hsp33 de Bacillus 

subtilis. 

5. Conclusion	

	

L’étude	de	 la	réactivité	d’un	complexe	modèle	vis-à-vis	de	 l’acide	hypochloreux	et	du	

peroxyde	 d’hydrogène	 a	 permis	 d’apporter	 une	 lumière	 nouvelle	 sur	 le	 mécanisme	

d’activation	 de	 la	 protéine	Hsp33.	 En	 effet,	 cette	 étude	montre	 que	 la	 compétition	 entre	 le	

contrôle	thermodynamique	et	le	contrôle	cinétique	des	produits	d’oxydation	est,	au	moins	en	

partie,	 à	 l’origine	 des	 différences	 observées	 quant	 à	 l’activité	 de	 la	 protéine	 oxydée,	 en	

fonction	des	conditions	d’activation.	De	plus,	cette	étude	présente	la	première	mesure	directe	

de	la	cinétique	d’oxydation	d’un	site	doigt	de	zinc	par	l’acide	hypochloreux.	Elle	fait	apparaître	

que	 les	 doigts	 de	 zinc	 peuvent	 réagir	 très	 rapidement	 avec	 HOCl,	 avec	 une	 constante	 de	

vitesse	de	l’ordre	de	109	M-1.s-1,	soit	aussi	rapidement	que	le	cystéinate	libre	et	la	méthionine.	

Le	 zinc	 ne	 semble	 donc	 pas	 diminuer	 la	 réactivité	 des	 thiolates	 vis-à-vis	 de	 HOCl,	

contrairement	à	ce	qui	se	passe	avec	H2O2.	Il	ressort	de	cette	étude	que	les	doigts	de	zinc	sont	
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potentiellement	des	cibles	d’un	stress	HOCl.	 Il	 faut	maintenant	 confirmer	cela	avec	d’autres	

doigts	de	zinc.	
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Partie	B	:	
	

Réactivité	de	modèles	de	doigt	de	zinc	vis-à-vis	de	
l’oxygène	singulet	
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	 Le	premier	point	sensible	 lorsque	l’on	veut	étudier	 la	réactivité	de	 l’oxygène	singulet	
est	 sa	 génération.	 Dans	 les	 méthodes	 développées,	 on	 distingue	 deux	 voies	 principales	 de	
génération	de	l’oxygène	singulet	:	la	voie	chimique	et	la	voie	photo-physique.	Des	efforts	ont	
été	fait	dans	ces	deux	voies	pour	mettre	au	point	des	systèmes	compatibles	avec	les	milieux	
biologiques.	La	voie	chimique	consiste	en	la	dégradation	d’un	réactif	qui	libère	du	dioxygène,	
en	 partie	 à	 l’état	 singulet	 (1O2).	 Ce	 réactif	 peut	 être	 organique	 (le	 plus	 souvent	 un	
endopéroxyde	 de	 naphtalène)[1,2]	 ou	 inorganique	 (dégradation	 de	 H2O2	 en	 présence	 d’un	
composé	minéral[3,4]	:	classiquement	H2O2+HOCl[5])	(Schéma	B.I.1).	L’inconvénient	majeur	de	
ces	 techniques	 est	 que	 les	 réactifs	 de	 départ	 sont	 des	 peroxydes,	 c’est	 à	 dire	 des	 oxydants	
capables	 d’oxyder	 les	 soufres	 de	 nos	 modèles	 doigt	 de	 zinc.	 Des	 lors,	 nous	 pourrons	
difficilement	distinguer	l’oxydation	due	à	l’oxygène	singulet	de	celle	due	au	peroxyde	initial.		
	

	
Schéma B.I.1 : Voies chimiques de production d’oxygène singulet : par décomposition d’un endoperoxyde d’anthracène 

(A) ou par décomposition de H2O2 (B). 

	
La	 génération	 photo-physique	 de	 1O2	 est	 très	 courante,	 notamment	 via	 l’utilisation	

d’un	 photo-sensibilisateur	:	 une	 molécule	 capable	 d’absorber	 la	 lumière	 avec	 un	 bon	
rendement,	 et	 de	 transférer	 cette	 énergie	 au	 dioxygène	 pour	 former	 de	 l’oxygène	 singulet	
(Schéma	B.I.2).	Cette	méthode	est	 très	pratique	car	certains	photo-sensibilisateurs	sont	 très	
efficaces,	 hydrosolubles,	 absorbent	 dans	 la	 lumière	 visible	 (ne	 nécessite	 pas	 de	 matériel	
compliqué),	 peu	 chers	 et	 produisent	 de	 l’oxygène	 singulet	 proprement	 (pas	 d’anion	
superoxyde	par	exemple).	Une	des	conditions	nécessaires	à	l’utilisation	de	cette	méthode	est	
la	 présence	 de	 dioxygène	 en	 solution.	 Il	 faut	 cependant	 que	 le	 réactif	 étudié	 ne	 soit	 pas	
sensible	à	l’oxygène	triplet,	ce	qui	est	le	cas	doigts	de	zinc	qui	réagissent	très	lentement	avec	
celui-ci[6].		
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Schéma B.I.2 : Représentation simplifiée de la production d’oxygène singulet médiée par un photo-sensibilisateur. 

L’absorption d’un photon (hν) par un photo-sensibilisateur (PS) le fait passer dans un état excité (PS*). Ce dernier est 

capable de retourner à l’état fondamental en transférant son énergie au dioxygène (3O2) pour produire de l’oxygène 

singulet (1O2). 

		
À	 coté	 de	 tous	 ces	 avantages,	 cette	 méthode	 a	 deux	 principaux	 inconvénients	:	 le	

photo-sensibilisateur,	 notamment	 dans	 son	 état	 excité,	 peut	 ne	 pas	 être	 neutre	 vis-à-vis	 de	
l’objet	d’étude,	et	d’autre	part,	il	est	très	difficile	de	quantifier	l’oxygène	singulet	produit.	

Les	interactions	photo-sensibilisateur/complexe	peptidique	peuvent	difficilement	être	
anticipées	 et	 doivent	 être	 testées	 pour	 chaque	 couple	 possible.	 Cette	 problématique	 sera	
développée	plus	tard,	dans	une	discussion	à	la	fin	du	Chapitres	B.II.	

Dans	 nos	 études,	 nous	 nous	 sommes	 concentrés	 sur	 les	 produits	 primaires	
d’oxydation,	 c’est	 à	 dire	 ceux	 issus	 de	 l’oxydation	 d’un	 complexe	 par	 une	molécule	 de	 1O2.	
Ainsi,	 il	 faut	 que	 l’oxydation	 de	 la	 solution	 de	 complexe	 soit	 suffisamment	 poussée	 pour	
quantifier	 correctement	 les	 produits.	 D’un	 autre	 côté,	 il	 faut	 éviter	 les	 suroxydations.	 Or,	
puisqu’on	 ne	 peut	 pas	 facilement	 contrôler	 la	 quantité	 d’oxygène	 singulet	 produite,	 et	
puisqu’une	 partie	 importante	 de	 cet	 1O2	 est	 désactivée	 par	 le	 solvant,	 l’avancement	 de	 la	
réaction	est	difficile	à	contrôler.	

Il	est	existe	de	nombreuses	méthodes	permettant	de	déterminer	la	vitesse	de	réaction	
d’un	molécule	avec	1O2.	Celle	que	nous	avons	choisie,	est	une	méthode	par	compétition[7].	Elle	
est	basée	sur	l’utilisation,	en	plus	du	composé	étudié	(A),	d’un	piège	à	1O2	(B)	dont	la	vitesse	
d’oxydation	 est	 connue.	 La	 méthode	 de	 génération	 de	 1O2	 reste	 l’utilisation	 d’un	 photo-
sensibilisateur.	

Lors	de	l’irradiation,	l’oxygène	singulet	produit	en	solution	oxyde	A	et	B	:	
A	+	1O2	à	A’,	A‘’,	etc…				(1)	
B+	1O2	à	B’,	B‘’,	etc…					(2)	

Ainsi,	 à	 chaque	 instant	 t,	 les	 vitesses	 de	 disparition	 de	 A	 et	 B	
s’écrivent,		respectivement	:	

(3)	
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(4)	

Or,	 dans	 un	 système	 où	 A,	 B	 et	 PS	 n’interagissent	 pas	 entre	 elles,	 nous	 faisons	
l’hypothèse	que	le	mélange	est	homogène.	Ainsi,	les	molécules	A	et	B	sont	soumises	à	la	même	
concentration	d’oxygène	 singulet.	Ainsi,	 [1O2]	 est	 le	même	dans	 les	 équations	 (3)	 et	 (4).	On	
peut	alors	simplifier	:	

	

(5)	

Cette	 équation	 ne	 dépend	 alors	 plus	 de	 la	 concentration	 d’oxygène	 singulet.	 Après	
intégration,	nous	obtenons	:		

			(6)	

Et	puisque	le	kR	de	B	est	connu,	on	obtient	celui	de	A	avec	la	formule	:	

			(7)	
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	 Ce	 chapitre	 est	 constitué	 uniquement	 d’une	 communication	 à	 Angewandte	 Chemie	

parue	en	août	2014.[1]	 Il	décrit	 la	réactivité	du	complexe	ZnLTC,	un	modèle	de	doigts	de	zinc	

«	clé	de	sol	»,	vis-à-vis	de	1O2	ainsi	que	 la	méthodologie	utilisée	 lors	de	nos	études	avec	1O2.	

Les	limites	de	cette	méthodologie	seront	discutées	à	la	fin	de	ce	chapitre.	Elles	sont	liées	à	la	

génération	d’oxygène	singulet	par	photo-sensibilisation	et	à	l’utilisation	de	compétiteurs	pour	

les	études	cinétiques.	Comme	nous	le	verrons	par	la	suite	(Chapitre	B.III),	certains	problèmes	

font	que	toutes	les	conditions	expérimentales	ne	sont	pas	utilisables	avec	tous	les	modèles.	Or,	

puisque	ZnLTC	est	compatible	avec	plusieurs	jeux	de	conditions,	ce	modèle	nous	a	permis	de	

mettre	au	point	nos	conditions	expérimentales	et	de	tester	leur	fiabilité.		

	

Nous	avons	choisi	de	débuter	l’étude	de	la	réactivité	des	doigts	de	zinc	vis-à-vis	de	1O2	

avec	ce	modèle	car	:	

-	c’est	un	modèle	simple	:	il	n’y	a	ni	histidines,	ni	chaînes	latérales	aromatiques.	Ainsi,	

les	seuls	acides	aminés	sensibles	à	1O2	sont	les	quatre	cystéines	liées	au	zinc.	

-	ce	modèle	était	déjà	bien	caractérisé	:	sa	conception,	sa	synthèse	et	sa	structure	ont	

été	publiées	par	Sénèque	et	coll.[2][3].	De	plus,	sa	réactivité	vis-à-vis	de	H2O2	a	aussi	été	

décrite	par	Sénèque	et	coll.[4]	

	

Ce	modèle	constitue	donc	un	bon	point	de	départ	pour	étudier	la	réactivité	des	doigts	

de	zinc	vis-à-vis	de	1O2.	

	

1. Communication	à	Angewandte	Chemie	
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Efficient Oxidation and Destabilization of Zn(Cys)4 Zinc Fingers 
by Singlet Oxygen** 
Vincent Lebrun, Arnaud Tron, Luca Scarpantonio, Colette Lebrun, Jean-Luc Ravanat, Jean-
Marc Latour, Nathan D. McClenaghan* and Olivier Sénèque* 

Abstract: Singlet oxygen (1O2) plays an important role in oxidative 
stress in all types of organisms, most of them being able to mount a 
defense against this oxidant. Recently, zinc finger proteins have 
been proposed to be involved in its cellular detection but the 
molecular basis of this process still remains unknown. We have 
studied the reactivity of a Zn(Cys)4 zinc finger with 1O2, focusing on 
the products formed and the kinetics of the reaction by combinations 
of spectroscopic and analytical techniques. We report that the 
cysteines of this zinc finger are oxidized by 1O2 into sulfinates. The 
reaction of the ZnS4 core with 1O2 is very fast and efficient with 
almost no physical quenching of 1O2. A dramatic (ca. 5 orders of 
magnitude) decrease of the Zn2+ binding constant was observed 
upon oxidation. This suggests that the Zn(Cys)4 zinc finger proteins 
would release their Zn2+ ion and unfold upon reaction with 1O2 in 
cellular conditions and that zinc finger sites are likely targets for 
1O2. 

Singlet oxygen (1O2), the lowest energy excited state of molecular 
oxygen, is an important reactive oxygen species in biology.[1] It is 
produced in all organisms, whether photosynthetic or not, by several 
light-dependent or –independent pathways.[2–5] Due to its electronic 
structure, 1O2 is a strong oxidant that can damage all cell 
components: DNA, RNA, proteins and membranes. Various 
organisms possess a set of defense genes against 1O2 stress, the most 
characterized defense system being that of R. sphaeroides.[2,3] In this 
organism, 1O2 response genes are regulated by the sigma factor σE, 
which is inactivated by association with its anti-σ factor ChrR, a 
zinc finger protein.[6] Presence of 1O2 induces dissociation of the 
ChrR-σE complex and gene expression. The molecular event that 
causes dissociation is not yet known. 

Based on the known reactivity of the building-blocks of the cell 

components (amino acids, nucleic acids and unsaturated lipids) and 

their relative abundance, proteins are considered as the main targets 
of 1O2.[7] Besides oxidative chemical reactions, 1O2 can interact with 
molecules by physical quenching to give ground-state triplet oxygen 
(3O2). Concerning isolated amino acids, tryptophan, tyrosine and 
histidine, with aromatic side chains, and cysteine or methionine, 
with sulfur atoms, are most reactive. The chemical reaction pathway 
is prevalent for all these amino acids except tryptophan for which 
both pathways are competitive.[7] Reaction rate of cysteine is in the 
range 2–9×106 M-1 s-1. Regarding oxidation products, the cysteine of 
glutathione is oxidized into disulfide and thiosulfinate ester (S–S 
bond-containing compounds) as major products and sulfinate or 
sulfonate as minor products.[8] The photooxidation of metal-bound 
thiolates has been investigated in few instances with NiII, PdII, PtII 
and CoIII complexes of organic non-peptidic ligands[9–13] but never 
with Zn2+. The products are always metal-bound sulfenates or 
sulfinates but, in many of these cases, the rigid nature of the ligand 
is not favorable to disulfide formation. Therefore, these studies may 
not be relevant to the reactivity of zinc fingers. Concerning the 
interaction between 1O2 and zinc finger proteins, literature is scarce. 
It has been demonstrated that 1O2 generated by decomposition of an 
endoperoxide can inhibit DNA binding of nuclear receptors VDR 
and RXR which are transcription factors with treble-clef zinc 
fingers.[14] However, the interaction was not elucidated at the 
molecular level. 

Herein, we describe the reactivity of a Zn(Cys)4 treble-clef zinc 
finger with 1O2. We show that the cysteine sulfurs are rapidly and 
efficiently oxidized into sulfinates that strongly destabilizes Zn2+ 
binding. Our observation suggests that 1O2 can target and destroy 
zinc finger sites of proteins in cells. 

We have developed a family of peptides modeling zinc finger of 
various folds in order to study their reactivity with oxidants involved 
in oxidative stress.[15–17] Concerning 1O2, we decided to explore its 
reactivity with Zn·LTC, that models one of the most encountered ZF 
fold, the treble-clef. (Figure 1).[18] LTC is a cyclic peptide with a 
linear tail. Two cysteines (Cys 2 and 5) are located in the 
PCENCGKDP cycle and the two others (Cys 13 and 16) in the tail 
that is grafted on the side chain of the glutamate in the cycle. 

 

Figure 1. Sequences of peptides LTC, LTC(AAAA) (left) and solution structure of 
Zn·LTC (right).[19] Numbering of the cysteines of LTC is shown. 
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Zn·LTC is stable to triplet oxygen in phosphate buffer (pH 7.0) 
but photooxidation by singlet oxygen, generated in situ in irradiating 
the Rose Bengal photosensitizer, yields several oxidation products. 
Irradiation time was adjusted so that unreacted Zn·LTC remains in 
the solution after irradiation in order to focus on primary oxidation 
products only. Solutions were analyzed by HPLC. A typical 
chromatogram is shown in Figure 2 and displays four new products 
after photooxidation, labeled LTCA-D. 

All these peaks were collected and analyzed by ESI-MS. LTCC 
is the previously known bis-disulfide form of LTC with two 
disulfides into each CXXC motif[16] because of (i) its mass spectrum 
which displays a peak at m/z 785.3 (3+) corresponding to the loss of 
4 Da compared with LTC, (ii) its disappearance from the 
chromatogram when TCEP (tris(carboxyethyl)phosphine, a disulfide 
reducing agent) is added to the solution (Figure S1 of SI) and (iii) its 
retention time. LTCA, LTCB and LTCD displayed the same mass 
spectra with a 32 Da mass increase (m/z 797.3 (3+)) compared with 
LTC (m/z 786.6 (3+)) suggesting the formation of products that have 
incorporated two oxygen atoms. Each oxidation product was 
digested by endopeptidases and analyzed by ESI-MS. For LTCD, 
digestion by both trypsin and GluC gave a peak at m/z 508.0 (1–) 
corresponding to the addition of 32 Da to the VCQE digestion 
fragment. It loses 66 Da during MS/MS experiment in agreement 
with the loss of a SO2H2 fragment, thereby evidencing the formation 
of a sulfinate on Cys 13. Similarly, for LTCB, sulfinate formation on 
Cys 16 was evidenced by a peak at 695.9 (1+) i.e. +32 Da compared 
with CSKKE fragment. For LTCA, sulfinate is formed in the cycle as 
evidenced by a peak at 1171.5 (1+) corresponding to a +32 Da 
increase compared with peptide c(PCE(PGR)NCGKDP). 
Unfortunately, as the cycle cannot be digested, it was not possible to 
determine which cysteine is oxidized. Nevertheless, inspection of 
the structure of Zn·LTC in solution as determined by NMR[19] shows 
that the Cys 2 sulfur is totally shielded from solvent in contrast to 
Cys 5, which is highly exposed. Thus, we can infer that the sulfinate 
of LTCA is on Cys 5. In all cases, peaks attributable to non-oxidized 
peptidic fragments were observed as detailed in the SI. 

1O2 oxidation of Zn·LTC yields 90% sulfinate-containing 
peptides and 10% bis-disulfide peptides as deduced from integration 
of HPLC chromatograms. This results contrasts strongly with 
photooxidation of glutathione which yields S–S bond-containing 
products (disulfide or thiosulfinate ester) as major products (> 
70%).[8] The same trend was observed for photooxidation of free 
LTC at pD 7.0 that yields 65% disulfide- and 35% sulfinate-
containing peptides (Figure S6 of SI). Therefore, binding of Zn2+ to 
the cysteines favors the formation of sulfinate over disulfide. 

 

Figure 2. Chromatogram obtained after photooxidation of Zn·LTC in phosphate 
buffer in D2O (pD 7.0). 

In order to assess the efficiency of the oxidation of Zn·LTC by 
1O2, kinetic studies were performed. 1O2 can chemically react with 

Zn·LTC to yield LTCA, LTCB, LTCC and LTCD (rate constant kr) or it 
can be physically quenched by Zn·LTC (rate constant kq). The rate of 
total 1O2 removal by Zn·LTC (kT = kr + kq) was measured by singlet 
oxygen luminescence quenching experiments (Figure 3A and Table 
1, see SI for experimental details). Measurements of kr were 
performed by photooxidation competition experiments between 
Zn·LTC and water-soluble anthracene-based 1O2 traps. These traps 
react with 1O2 to form stable endoperoxides (Scheme 1). In such 
experiments, the ratio of the rate constants kr1 and kr2 of two 
competitors C1 and C2 is given by Equation (1) where [Ci]o and [Ci]f 
are concentrations of compound Ci before and after photooxidation, 
respectively. 
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Figure 3. (A) Singlet oxygen luminescence quenching experiment for Zn·LTC: 
plot of (lifetime)-1 vs [Zn·LTC]. (B) Evaluation of kr for Zn·LTC by competition 
experiments with anthracene-based traps monitored by HPLC. 

Table 1. Rate constants of total 1O2 removal (kT) and chemical reaction with 1O2 
(kr) of anthracene traps and peptides in phosphate buffer (pD 7.0), 298 K. 

 kT × 106 / M-1 s-1 kr × 106 / M-1 s-1 

AP 17 (2) 13 (2) 
AMM 13 (1) 5.4 (8) 
AVS 44 (7) 2.8 (4) 
Zn·LTC 14 (1) 4.3 (4) 
LTC(AAAA) 11 (1) < 0.1 
EGWGK 23 (2) 4.6 (5) 

	

 

Scheme 1. Structure of the anthracene-based 1O2 traps and their chemical 
reaction with 1O2. 

Three different traps were used for these competitions 
experiments: AP (9,10-bis(propionate)anthracene), AMM (9,10-
bis(methylmalonate)anthracene) and AVS (9,10-
bis(vinylsulfonate)anthracene) (Scheme 1). AVS is more soluble in 
water and its synthesis is more facile than AP and AMM.[20] We 
have determined the kr values of these anthracene traps in our buffer 
conditions (phosphate pD 7.0) by measuring the quantum efficiency 
of their photooxidation (Table 1). Values for AP and AMM are 
identical within experimental error to those at pH 7.4 reported by 
Kuznetsova et al.[21] To our knowledge, the kr value of AVS was not 
previously reported in the literature. Among these three traps, kr 
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increases in the order AVS < AMM < AP and spans over ca. one 
order of magnitude. HPLC was used to determine kr for Zn·LTC by 
competition with the anthracene traps. All three anthracene traps 
yielded the same value of kr i.e. (4.3 ± 0.4)×106 M-1 s-1 for Zn·LTC 
within experimental error (Figure 3B). Hence, the chemical reaction 
represents ca. one third of the rate of total 1O2 removal and physical 
quenching ca. two third (kq ≈ 107 M-1 s-1). 

From the nature of the reaction products LTCA, LTCB, LTCC and 
LTCD, it is clear that chemical reaction involves the zinc-bound 
sulfurs only but physical quenching may originate from both the 
ZnS4 core and its peptidic envelope. In order to assess the 
contribution of each component, LTC(AAAA), the four Cys to Ala 
mutant of LTC was synthesized (Figure 1). LTC(AAAA) corresponds 
to the peptidic envelope surrounding the ZnS4 core in Zn·LTC, i.e. 
{Zn·LTC – ZnS4}. A value of (11 ± 1)×106 M-1 s-1 was measured for 
the kT of LTC(AAAA). No chemical reaction was observed in 
conditions used for the photooxidation of Zn·LTC and competition 
with AVS showed exclusive consumption of AVS. Thus we can 
estimate kr < 0.1×106 M-1 s-1 for LTC(AAAA). Hence, the physical 
quenching measured for LTC(AAAA) and Zn·LTC are identical 
within limits of error. This means that in Zn·LTC, the peptidic 
envelope is responsible for the physical quenching of 1O2 and the 
ZnS4 core for the chemical reaction. 

The kinetics of the reaction of isolated amino acids with 1O2 
have been extensively studied and show that amino acids with sulfur 
atoms (Cys and Met) or aromatic rings (Trp, Tyr, His) are the most 
reactive. However, data concerning amino acids incorporated in 
proteins are scarce. Recently, Jensen et al. have reported the kr 
values for tryptophan residues of various proteins in phosphate 
buffer (pD 7.4).[22] These values range from 3×107 M-1 s-1 for 
solvent-exposed tryptophans down to below 105 M-1 s-1 for buried 
tryptophans. We believe that these values are overestimated by an 
order of magnitude and that the kr value for solvent-exposed 
tryptophan would rather be ca. 3×106 M-1 s-1.[23] This was confirmed 
by measuring the kr value of the tryptophan in the five amino acids 
peptide EGWGK. A kr value of (4.6 ± 0.4)×106 M-1 s-1 was obtained 
by competition with AMM and AVS (Table 1 and SI). Therefore, 
the ZnS4 core of Zn·LTC reacts chemically with 1O2 at a rate that is 
similar to that of solvent-exposed tryptophans residues in proteins. 
Additionally, in contrast to tryptophans, zinc fingers are often 
exposed to solvent and thus, they appear as sensitive targets for 1O2. 

Finally, we focused on the consequences of the reaction of the 
ZnS4 core on the stability of the zinc complex in order to determine 
if a treble clef zinc finger would be destroyed in cellular conditions. 
For this purpose, Zn2+ binding studies were performed with the 
sulfinate-containing peptides LTCA, LTCB and LTCD as previously 
reported for LTC.[19] Titration of LTCA by Zn2+ in phosphate buffer 
(pH 7.0) was monitored by CD spectroscopy (Figure 4A). The 
evolution of the CD spectrum is very similar to that of the parent 
complex Zn·LTC and attests to the formation of a 1:1 metal/peptide 
complex as the final species. Its CD spectrum resembles that of 
Zn·LTC thereby suggesting that LTCA folds the same way around 
Zn2+ in the 1:1 complex. However, the evolution of the CD at 205 
nm and 225 nm shows a slight curvature below 1.0 eq. Zn2+, which 
was not observed with Zn·LTC (Figure 4B). This indicates the 
presence of another complex besides the 1:1 complex and a 
substantial destabilization of the 1:1 complex compared with the 
parent peptide LTC. Factor analysis performed with the program 
SPECFIT[24] confirmed the existence of three absorbing species: the 
free peptide and the 1:1 and 1:2 complexes. In order to determine 
the apparent Zn2+ binding constants K11 = [Zn(LTCA)]/[Zn][LTCA] 
and K12 = [Zn(LTCA)2]/[Zn][LTCA]2, titrations were performed in the 
presence of HEDTA and EGTA as competitors. Fitting these 
titrations with SPECFIT[24] (Figure 4C and 4D) yielded K11 = 109.5(3) 
M-1 and K12 = 1014.4(3) M-2. Notably, K11 is ca. 5 orders of magnitude 

lower than that of Zn·LTC (1014.7(1) M-1).[19] A similar behavior was 
observed for LTCD with K11 and K12 values of 1010.3(4) M-1 and 
1017.3(2) M-2, respectively (see SI).[25] All this shows that oxidation of 
a single cysteine into a sulfinate significantly decreases the Zn2+ 
binding affinity of LTC by ca. 4-5 orders of magnitude. It is worth 
noting that concentration of free zinc in cells was estimated to be 
buffered around 10-100 pM.[26,27] By decreasing the affinity of a 
treble clef zinc finger from ca. 1015 M-1 down to 1010 M-1, 1O2 
oxidation would lead to Zn2+ release and unfolding of the zinc finger 
domain as a structural consequence. 

 

Figure 4. (A) CD titration of LTCA (20 µM) by Zn2+. (B) Evolution of the CD at 
205 nm and 225 nm against the Zn2+/peptide ratio for direct titration (A). (C) 
Evolution of the CD at 205 nm and 225 nm for the titration of LTCA (23 µM) and 
HEDTA (23 µM) by Zn2+. (D) Evolution of the CD at 205 nm and 225 nm for the 
titration of LTCA (23 µM) and EGTA (23 µM) by Zn2+. In (B), (C) and (D), solid 
lines correspond to the fits with the K11 and K12 values given in the text. 
Titrations were performed in phosphate buffer (20 mM, pH 7.0, 298 K). All 
spectra were corrected for dilution. 

In conclusion, we have shown that 1O2 interacts exclusively by 
chemical reaction with the zinc-bound cysteines of Zn·LTC, a 
Zn(Cys)4 treble clef zinc finger model to form sulfinates with a rate 
constant kr = (4.3 ± 0.4)×106 M-1 s-1 which is competitive with that 
of the most reactive solvent-exposed tryptophans. Such an oxidation 
strongly destabilizes the zinc finger site. This study demonstrates 
that zinc finger proteins can be targets for 1O2. This also raises the 
possibility that some zinc fingers may be involved in 1O2 sensing, 
and the zinc finger site of ChrR[6] appears as a likely candidate for 
such a role. Interestingly, a small zinc finger protein was shown to 
be required for induction of 1O2-dependent gene expression and 
photooxidative stress resistance in several organisms.[28] The 
reactivity of other zinc fingers is now under investigation. 

 

Keywords: singlet oxygen • metalloprotein • oxidation • cysteine • 
sulfinic acid 
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2. 	Informations	supplémentaires	

	

Materials	and	Methods	

N-α-Fmoc-protected	 amino	 acids	 for	 peptide	 synthesis,	 PyBOP	 coupling	 reagent	 and	 resins	 were	
obtained	 from	Novabiochem.	Other	 reagents	 for	 peptide	 synthesis,	 solvents,	 buffers	 and	metal	 salts	

were	 purchased	 from	 Sigma-Aldrich.	 Peptide	 LTC	was	 synthesized	 as	 described	 previously.
[1,2]	 HPLC	

analyses	 and	 purifications	were	 performed	 on	 a	 Agilent	 Infinity	 1200	 system	 or	 on	 a	 VWR	 LaPrep	

system.	Analytical	and	preparative	HPLC	separations	were	performed	using	Chromolith	(Merck)	RP-

18e	10-4.6mm	column	and	XBridge	Prep	(Waters)	C18	5	µm	150-19mm	column,	respectively.	Mobile	

phase	consisted	in	a	gradient	of	solvent	A	(0.1%	TFA	in	H2O)	and	B	(0.1%	TFA	in	MeCN/H2O	9:1).	ESI-

MS	 analyses	 were	 performed	 on	 a	 Thermo	 LXQ	 spectrometer.	 UV-Vis	 spectra	 were	 recorded	 on	 a	

Perkin-Elmer	 Lambda	 35	 spectrophotometer,	 a	 Varian	 Cary	 50	 or	 a	 Varian	 Cary	 5000	 UV-vis-NIR	

spectrophotometer.	 CD	 spectra	 were	 recorded	 on	 an	 Applied	 Photophysics	 Chirascan	

spectropolarimeter.	 Fluorescence	 emission	 spectra	 were	 recorded	 on	 a	 Cary	 Eclipse	 fluorescence	

spectrometer.	UV-Vis,	CD	and	fluorescence	spectrometers	are	equipped	with	a	thermo-regulated	cell	

holder.	All	buffer	or	metal	solutions	were	prepared	with	MilliQ	water	(Millipore)	or	pure	deuterium	

oxide	(D2O,	99.9%	Eurisotop)	and	purged	with	argon.	Buffer	solutions	were	treated	with	Chelex	100	

resin	(Biorad)	to	remove	metal	traces.	ZnCl2	stock	solution	was	prepared	by	dissolving	the	metal	salt	

(99.999%,	Sigma-Aldrich)	in	water.	Its	concentration	was	determined	by	colorimetric	EDTA	titration.	

Photo-oxidation	 for	 HPLC	 analyses	 were	 performed	 by	 irradiation	 of	 the	 solution	 with	 a	 400	 W	

(Brilliant)	halogen	 lamp.	 Singlet	 oxygen	 luminescence	decays	were	 recorded	 in	 air-equilibrated	D2O	

solutions	 exciting	 at	 532	 nm	with	 an	 Innolas	MOPA-1,	 variable	 repetition	 rate	 (1-5000	Hz)	Nd:YAG	

laser	 recording	 on	 a	 Horiba	 Jobin-Yvon	 Fluorolog-3	 equipped	 with	 Hamamatsu	 H10330-45	 NIR	

detector	configured	with	a	Fastcom	P7889	100	ps	multistop	TDC	acquisition	card	operating	at	10	GHz.	

Equally,	 a	 12	 kHz	 Nanolase	 Nd:YAG	 laser	 (λem	 =	 532	 nm)	 was	 used	 as	 an	 excitation	 source	 for	

photodegradation	reactions	studies,	whose	output	power	was	measured	before	each	experiment.		

	

	

Preparation	of	Zn·LTC	stock	solutions	

Solutions	of	Zn·LTC	were	prepared	by	adding	1.1	eq.	Zn2+	 to	a	solution	of	 free	peptide	(1-1.5	mM)	 in	

H2O	 or	 D2O	 (exact	 concentration	 determined	 by	 Ellman’s	 assay
[3])	 and	 adjusting	 the	 pH	 to	 7.0	with	

NaOH	and	HCl	(or	NaOD	and	DCl	for	D2O	solutions).	

	

	

Photooxidation	of	Zn·LTC	

Stock	solutions	of	Zn·LTC	(1-1.5	mM)	and	Rose	Bengal	(410	µM)	were	diluted	to	50-200	µM	and	0.5-2	

µM	final	concentration,	respectively,	 in	phosphate	buffer	(20	mM)	in	D2O	(pD	7.0).	The	solution	was	

equilibrated	5	min	at	298	K	or	278	K	(to	increase	the	concentration	of	dissolved	O2	when	needed	for	

high	 concentrations	 of	 Zn·LTC)	 using	 a	 thermo-regulated	 water	 bath.	 Irradiation	 times	 were	 in	 the	

range	5	seconds	to	2	minutes	to	avoid	over-oxidation	of	the	peptide.	Samples	were	analyzed	by	HPLC.	

In	 order	 to	 identify	 disulfide-containing	 peptides,	 samples	 were	 injected	 twice,	 before	 and	 after	

reaction	with	20-50	eq.	TCEP	(tris(2-carboxyethyl)phosphine).	
	



B.II.	Oxydation	efficace	et	déstabilisation	d’un	doigt	de	zinc	Zn(Cys)4	par	1O2	 111	

	

	

Figure	 S1.	 HPLC	 chromatograms	 of	 LTC	 (top),	 crude	 photooxidization	mixture	 (middle)	 and	 photooxidization	

mixture	after	reduction	with	TCEP	(bottom).	Note	the	disappearance	of	the	peak	at	5.7	min	in	the	TCEP	sample.	

	

Identification	of	sulfinate-containing	peptides	LTCA,	LTCB	and	LTCD	

Oxidation	products	of	Zn·LTC	were	isolated	by	HPLC	and	lyophilized.	Isolated	peptides	were	analyzed	

by	ESI-MS	(Figure	S2	displays	the	HPLC	analytical	chromatograms	of	the	samples	used	for	analysis).	

Then,	 digestions	 with	 peptidases	 were	 processed	 as	 follows.	 Peptide	 powders	 (0.1-0.2	 mg)	 were	

dissolved	in	200	µL	H2O.	Then,	140	µL	of	ammonium	acetate	(25	mM	pH	7.0)	were	added	to	a	50	µL	

aliquot	of	the	peptide	solution	as	well	as	10	µL	of	peptidase	(Trypsin	40	ng.µL-1	or	GluC	200	ng.µL-1).	

Solutions	were	incubated	at	37°C	overnight	and	analyzed	by	ESI-MS	(LTCD	and	LTCB)	or	LC-MS	(LTCC)	

with	and	without	TCEP.	

	

Figure	 S2.	HPLC	 chromatograms	of	 samples	used	 for	digestion	and	mass	 spectrometry	 analyses.	 From	 top	 to	

bottom:	 crude	photooxidation	mixture,	 LTCD	 sample,	 LTCB	 sample	and	LTCA	 sample	 (this	 chromatogram	shows	

that	the	LTCA	sample	contains	a	mixture	of	LTCA	and	LTC).	
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Figure	S3.	ESI-MS	spectra	of	LTCD	digested	by	trypsin	and	GluC	obtained	by	direct	analysis	of	the	crude	digestion	

mixture.	 (A)	 ESI-MS	 spectrum	 (positive	mode)	 of	 non-oxidized	 peptide	 c(PCE(PGR)NCGKDP):	 peaks	 at	m/z	 =	

1139.5	and	1161.5	 (calculated	m/z	=	1139.5	 [M+H]+	and	1161.5	 [M+Na]+	 for	M	=	C46H74N16O14S2).	 (B)	ESI-MS	

spectrum	(positive	mode)	of	non-oxidized	peptide	CSK:	peaks	at	m/z	=	337.3	(calculated	m/z	=	337.2	[M+H]+	for	

M	=	C12H24N4O5S).	(C)	ESI-MS	spectrum	(negative	mode)	of	peptide	VCQE	incorporating	two	additional	O	atoms:	

peak	at	m/z	=	508.1	(calculated	m/z	=	508.2	[M-H]–	for	M	=	C18H31N5O10S).	

	

	

Figure	S4.	ESI-MS	spectra	of	LTCA	digested	by	trypsin	and	GluC	obtained	by	direct	analysis	of	the	crude	digestion	

mixture.	(A)	ESI-MS	spectrum	(positive	mode)	of	peptide	c(PCE(PGR)NCGKDP)	 incorporating	two	additional	O	

atoms:	peaks	at	m/z	=	1171.5,	1193.5	and	1215.5	(calculated	m/z	=	1171.5	[M+H]+,	1193.5	[M+Na]+	and	1215.5	

[M-H+2Na]+	for	M	=	C46H74N16O16S2).	The	investigated	sample	contained	a	mixture	of	LTCA	and	non-oxidized	LTC.	

Peaks	 at	1139.5	 and	1161.5	 correspond	 to	 the	non-oxidized	peptide	 c(PCE(PGR)NCGKDP)	 (see	Figure	S3).	 (B)	

ESI-MS	spectrum	(positive	mode)	of	non-oxidized	peptide	CSK:	peaks	at	m/z	=	337.3	 (calculated	m/z	=	337.2	

[M+H]+	for	M	=	C12H24N4O5S).	(C)	ESI-MS	spectrum	(negative	mode)	of	non-oxidized	peptide	VCQE:	peak	at	m/z	=	

776.3	(calculated	m/z	=	776.2	[M+H]–	for	M	=	C18H31N5O8S).	

	

	

Figure	 S5.	 ESI-MS	 spectra	 of	 LTCB	 digested	 by	 GluC	 obtained	 during	 LC/MS	 analysis.	 (A)	 ESI-MS	 spectrum	

(positive	mode)	of	non-oxidized	peptide	c(PCE(PGRVCQE)NCGKDP):	peaks	at	m/z	=	799.7	and	533.5	(calculated	

m/z	=	 799.8	 [M+2H]2+	 and	533.6	 [M+3H]3+	 for	M	=	C64H103N21O21S3).	 (B)	ESI-MS	 spectrum	 (positive	mode)	 of	

peptide	CSKKE	incorporating	2	additional	O	atoms:	peak	at	m/z	=	625.9	(calculated	m/z	=	625.3	[M+H]	+	for	M	=	

C23H43N7O11S).	
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Photooxidation	of	metal-free	LTC	

Photooxidation	 of	metal-free	 LTC	was	 performed	 as	 described	 above	 for	 Zn·LTC	but	with	 (i)	 a	 higher	

Rose	Bengal	concentration	(6	µM)	to	shorten	irradiation	time	(6	s),	(ii)	15	seconds	equilibration	only	

at	278	K	after	dilution	and	before	irradiation	and	(iii)	quenching	with	trifluoroacetic	acid	immediately	

after	irradiation	to	avoid	oxidation	of	the	peptide	by	3O2.	Samples	were	analyzed	by	HPLC	(i)	directly	

after	 irradiation	 (Figure	 S6A)	 and	 (ii)	 following	 addition	 of	 TCEP	 after	 irradiation	 (Figure	 S6B).	

Control	 experiments	 in	 the	dark	or	with	 irradiation	without	Rose	Bengal	 in	 the	 solution	 showed	no	

oxidation	of	LTC	(Figure	S6C).	

	

	

Figure	S6.	HPLC	chromatograms	for	photooxidation	of	metal-free	LTC:	(A)	directly	after	irradiation,	(B)	following	

addition	of	TCEP	and	(C)	control	experiment.	The	peak	on	the	right	at	7.4	min	corresponds	to	LTC.	Other	peaks:	l	

=	sulfinate-containing	peptides	LTCA,	LTCB	and	LTCD	(the	fourth	sulfinate-containing	peptide	might	tentatively	be	

assigned	 to	 the	 small	 peak	 at	 6.7	min	 in	 (B)	 close	 to	 LTCA	 at	 7.0	min),	®	 =	 bis-disulfide	products,	¡	 =	 	mono-

disulfide	products.	

	

Determination	of	total	1O2	removal	rate	constants	kT	
The	 total	 rate	 of	 removal	 of	 singlet	 oxygen	 upon	 reaction	 with	 a	 quencher	 (Q),	 which	 is	 either	 a	

peptide	 or	 an	 anthracene	 trap	 (9,10-bis(propionate)anthracene	 (AP),	 9,10-

bis(methylmalonate)anthracene	 (AMM)	or	 9,10-bis(vinylsulfonate)anthracene	 (AVS))	was	measured	

by	 singlet	 oxygen	 luminescence	 decay	 experiments.	 kT	 comprises	 contributions	 from	 both	 physical	
quenching	(kq)	and	chemical	reactions	(kr).	Time-resolved	emission	experiments	were	performed	by	
exciting	 a	 series	 of	 D2O	 solutions	 (phosphate	 buffer	 pD	 7.0)	 containing	 the	 photosensitizer	 (Rose	

Bengal:	R.	B.)	each	with	a	different	concentration	of	anthracene	or	peptide	quencher,	[Q],	with	a	short	

(ns)	laser	pulse	and	monitoring	the	rate	of	singlet	oxygen	luminescence	decay	(1270	nm).	Equation	(1)	

was	used	to	determine	a	rate	constant	of	total	1O2	removal	kT,	where	τ	and	τ0	are	the	lifetime	of	singlet	
oxygen	luminescence	decay	in	the	presence	and	absence	of	quencher,	respectively.	

	

	
!
! =  !! ! +  !!	 (1)	
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The	singlet	oxygen	decays	were	typically	recorded	on	a	163	μs	scale,	binning	data	in	512	ps	channels	

in	 a	multichannel	 scaling	 approach.	The	obtained	 spectra	were	 fitted	using	 equation	 (2)	where	A	 is	

pre-exponent	and	τD	and	τR	are	 the	decay	and	rise	 time	of	singlet	oxygen	emission	respectively.[4]	kT	
was	obtained	as	the	slope	of	τD-1	vs	[Q]	(Figure	S7	and	Table	1	of	the	article).	

	

	 ! ! =  !
!!!!! !!!!

 ! ! !
!! − ! ! !

!! 	 (2) 

	

	

	

Figure	S7.	Total	rate	of	singlet	oxygen	deexcitation	as	a	function	of	quencher	concentration,	where	quencher	is	

AP	(A),	AMM	(B),	AVS	(C)	and	LTC(AAAA)	(D)	in	aqueous	buffer	solution	(phosphate	buffer	in	D2O	pD	7.0).	Singlet	

oxygen	generation	is	sensitized	by	Rose	Bengal	at	298	K	(λexc	=	532	nm,	λem	=	1270	nm).	

	

The	kT	value	determined	 for	AVS	 (kT	=	 (4.4	±	0.7)×107	M-1	 s-1)	was	 in	excellent	agreement	with	 that	

reported	in	unbuffered	D2O	by	Nardello	et	al.	(kT	=	4.3×107	M-1	s-1).[5]	The	kT	values	for	AMM	is	lower	
(kT	=	(1.3	±	0.1)×107	M-1	s-1)	than	that	reported	by	Jensen	et	al.	(kT	=	(5.5	±	0.5)×107	M-1	s-1).	However,	

when	kT	was	measured	in	unbuffered	D2O	with	pD	adjusted	at	7.0	using	NaOD,	we	found	kT	to	be	(4.3	±	
0.9)×107	M-1	s-1,	very	close	to	the	value	of	Jensen	et	al.[6]	A	similar	trend	was	observed	for	AP,	with	kT	
values	4.3	times	lower	in	buffered	than	in	unbuffered	D2O	(pD	7.0).	Therefore,	for	AP	and	AMM,	the	kT	
seems	 to	 depend	 on	 the	 buffer	 conditions.	 The	 reason	 for	 this	 is	 currently	 unclear	 (one	 possible	

explanation	could	be	aggregation	at	low	ionic	strength).	However,	from	the	kT	and	kr	(vide	infra)	values	
determined	here,	it	is	clear	that	for	the	three	anthracene	traps,	physical	quenching	happens	in	water,	

in	agreement	with	the	results	of	Kuznetsova	et	al.[7]	
	

	

Determination	of	the	rate	constants	kr	for	the	reaction	of	the	anthracene	traps	with	1O2	
The	dependence	of	the	quantum	efficiency	of	photooxidation	of	anthracenes	AP,	AMM	and	AVS	on	the	

concentration	of	 anthracenes	was	 studied	 in	 a	buffer	 solution	 (phosphate	pD	7.0)	with	Rose	Bengal	

(3.7	 to	 4.0	 µM)	 as	 1O2	 sensitizer.	 Irradiation	 was	 performed	 in	 a	 standard	 1	 cm	 quartz	 cell.	

Consumption	of	the	singlet	oxygen	trap	was	monitored	by	a	decrease	of	the	absorbance	at	380	nm	or	

398	 nm.	 Equation	 3	 shows	 the	 relationship	 between	 the	 quantum	 efficiency	 of	 photooxidation	 of	 a	

singlet	oxygen	trap,	ϕ,	with	respect	to	the	anthracene	concentration,	[A],	and	properties	of	the	singlet	
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oxygen	and	the	photosensitizer.	For	the	Rose	Bengal	photosensitizer	ϕΔ	=	0.75,	while	kd	=	1/τ0	in	D2O,	

where	 τ0	 =	 natural	 luminescence	 lifetime	 of	 singlet	 oxygen	 emission.[7,8]	 Least-squares	 fitting	 of	 the	
experimental	data,	according	to	equation	3,	plotting	1/ϕ	vs	1/[A]0	gives	a	slope	which	is	related	to	kr	
according	to	equation	4.	

	

	
!
! =  !

!!
!!! !!
!!

+ !!
!!

!
[!] 	 (3)	

	

	 !"#$% =  !!
!!×!!

	 (4)	

	

	

	

Figure	S8.	Plot	of	1/ϕ	vs	1/[A]0	for	photooxidation	of	(A)	AP,	(B)	AMM	and	(C)	AVS	in	aqueous	buffer	solution	
(phosphate	buffer	in	D2O	pD	7.0)	sensitized	by	Rose	Bengal	at	298	K	(λexc	=	532	nm).	

	

The	ratios	of	kr	 for	pairs	of	anthracene	 traps	were	checked	by	HPLC.	For	 this	purpose,	competitions	
were	performed	with	mixtures	of	two	or	three	anthracenes.	These	solutions	were	made	by	dilution	to	

50-100	µM	final	concentrations	of	stock	solutions	of	anthracenes	AP	(1.11	mM),	AMM	(1.1	mM)	and	

AVS	 (5.1	 mM)	 in	 phosphate	 buffer	 (20	 mM)	 in	 D2O	 (pD	 7.0)	 containing	 0.8-1.6	 µM	 Rose	 Bengal.	

Experiments	were	repeated	with	different	irradiation	times.	The	ratio	kr1/kr2	pairs	of	anthracene	traps	
(A1,	A2)	was	calculated	with	equation	(5)	using	[Ai]/[Ai]0	values	determined	by	integration	of	the	HPLC	

chromatograms	before	and	after	irradiations	(Figure	S9A	displays	a	typical	chromatogram).	

	

	
!!"
!!"

=  
!" !!
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!! !
	 (5)	

	

	

Figure	 S9.	 Measure	 of	 relative	 reactivity	 of	 1O2	 with	 anthracene-based	 traps	 via	 HPLC	 monitoring.	 (A)	
Chromatogram	(λabs	=	380	nm)	of	a	mixture	of	AP	(90	µM),	AMM	(90	µM)	and	AVS	(80	µM).	(B)	Plot	of	kr1/kr2	for	
pairs	of	 anthracene	 traps	 (A1,	A2)	 after	30	or	60	 s	 irradiations	 ([Rose	Bengal]	=	0.8	µM;	phosphate	buffer	 (20	

mM)	in	D2O	(pD	7.0).	The	QE	bars	correspond	to	the	ratio	kr1/kr2	deduced	from	quantum	efficiency	experiments	
(vide	supra	and	Table	1	of	the	article).	
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Determination	of	the	rate	constants	kr	for	the	reaction	of	ZnLTC	and	LTC(AAAA)	with	1O2	
The	 rate	 constant	 kr	 for	 chemical	 reaction	 of	 Zn·LTC	 with	 1O2	 was	 determined	 by	 performing	 a	

competitive	photooxidation	between	Zn·LTC	or	LTC(AAAA)	and	anthracene	traps	as	described	above	for	

pairs	of	anthracene	traps.	Consumption	of	the	compounds	was	monitored	by	HPLC.	

	

Determination	of	the	rate	constant	kr	for	the	reaction	of	peptide	EGWGK	with	1O2	
The	 rate	 constant	 kr	 for	 chemical	 reaction	 of	 EGWGK	 with	 1O2	 was	 determined	 performing	 a	

competitive	 photooxidation	 between	 AMM	 and	 EGWGK	 according	 to	 Jensen	 et	 al.[6]	 A	 solution	
containing	 EGWGK	 (42	 µM),	 AMM	 (12	 µM)	 and	 Rose	 Bengal	 (0.8	 µM)	 in	 buffered	 D2O	 (20mM	

phosphate,	 pD	 7.0)	 was	 irradiated	 in	 a	 quartz	 cuvette.	 Consumption	 of	 AMM	 and	 EGWGK	 was	

monitored	by	recording	fluorescence	spectra	(λexc	=	280nm)	before	and	after	each	irradiation	leading	

kr	=	4.9×106	M-1	s-1.	Equally,	similar	experiments	were	analyzed	by	HPLC.	Analysis	of	consumption	of	

AMM	and	EGWGK,	 judged	by	 integration	of	HPLC	chromatograms	yielded	kr	=	4.7×106	M-1	 s-1.	HPLC	

monitoring	 of	 competition	 experiments	 with	 AVS	 yielded	 kr	 =	 4.3×106	 M-1	 s-1.	 Taking	 these	 values	

together,	 a	 reliable	 value	 of	 (4.6	 ±	 0.5)×106	 M-1	 s-1	 can	 be	 used	 for	 the	 kr	 of	 EGWGK.	 The	 major	

oxidation	product	of	EGWGK	has	a	UV-Vis	spectrum	that	matches	that	of	N-formylkynurenine,	which	is	
known	from	the	literature	to	be	the	major	photooxidation	product	of	tryptophans	in	peptides.[9–11]	

	

	

Figure	 S10.	 Reactivity	 of	 1O2	 with	 peptide	 EGWGK:	 Fluorescence	 competition	 experiments.	 (A)	 Evolution	 of	

fluorescence	spectra	(λexc	=	280	nm)	upon	irradiation	(0,	10,	30	and	50	s)	of	a	mixture	of	EGWGK	(42	µM)	and	

AMM	(12	µM)	in	phosphate	buffer	(20	mM)	in	D2O	(pD	7.0)	containing	Rose	Bengal	(0.8	µM).	The	broad	emission	

with	λmax	=	354	nm	corresponds	to	EGWGK	tryptophan	emission	and	the	band	with	vibronic	structure	above	400	

nm	 corresponds	 to	 AMM	 emission.	 (B)	 Plot	 of	 kr(EGWGK)	 calculated	 with	 equation	 (5)	 for	 10,	 30	 and	 50	 s	

irradiations.	

	

Characterization	of	Zn2+	binding	to	LTCA,	LTCB	and	LTCD	

Peptides	 LTCA,	 LTCB	 and	 LTCD	 were	 prepared,	 purified	 by	 reverse-phase	 HPLC	 and	 lyophilized	 as	

described	above	for	mass	analysis	but	LTCA	was	purified	several	times	in	order	to	afford	a	sample	pure	

enough	for	these	Zn2+	binding	studies	(the	analytical	chromatogram	of	the	sample	used	is	displayed	on	

Figure	S11).	CD	titrations	were	performed	at	298	K	under	argon	by	adding	aliquots	of	a	degassed	ZnCl2	

stock	 solution	 to	 a	 rubber-sealed	 quartz	 cell	 (0.4	 cm	 path	 length)	 containing	 the	 peptide	 solution.	

Solutions	of	peptides	(ca.	25	µM,	the	exact	concentration	was	determined	using	Ellman’s	assay[3])	were	
prepared	in	phosphate	buffer	(20	mM,	pH	7.0).	TCEP	was	added	to	the	peptide	solution	(0.25	mM)	to	

prevent	 the	 formation	 of	 disulfide	 during	 titrations.	 For	 competition	 experiments,	 EGTA,	 NTA	 or	

HEDTA	(1-5	eq.)	were	added	in	the	cuvette.	For	CD	spectra,	the	signal	was	recorded	over	the	200	to	

300	nm	window	every	1	nm	with	a	2	s	signal	averaging	for	each	point.	Each	spectrum	was	recorded	

twice	and	averaged.	The	program	SPECFIT[12–16]	was	used	to	analyze	the	titrations,	either	direct	or	in	

competition	with	HEDTA	and	NTA.	For	LTCD,	direct	titration	shows	three	distinct	phases	(Figure	S12A	

and	S12B):	(i)	from	0	to	0.5	eq.	Zn2+,	the	negative	band	around	205	nm	decreases	in	intensity	and	the	
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band	around	215	nm	shifts	 toward	 longer	wavelengths	with	an	 isodichroic	point	at	219	nm	(black);	

(ii)	 from	0.5	to	1.0	eq.	Zn2+,	 the	band	around	205	nm	continues	to	decrease	and	the	band	at	222	nm	

shifts	toward	lower	wavelengths	and	increases	with	an	isodichroic	point	at	209	nm	(red);	(iii)	above	

1.0	eq.	Zn2+,	the	CD	signal	around	210	nm	becomes	less	intense.	In	agreement	with	these	three	phases,	

factor	analysis	with	SPECFIT	yields	four	absorbing	species:	 free	LTCD,	1:2	Zn·(LTCD)2	and	1:1	Zn·LTCD	

complexes	and	a	 complex	of	higher	Zn/LTCD	 ratio	 (Znx·(LTCD)y)	 that	accumulates	 in	excess	Zn2+.	The	

titration	 in	the	presence	of	3	eq.	HEDTA	displayed	an	evolution	of	 the	CD	signal	that	corresponds	to	

the	first	phase	of	the	direct	titration	only	until	3.5	eq.	Zn2+	were	added.	Factor	analysis	using	SPECFIT	

and	fit	of	the	titration	up	to	3.5	eq.	added	Zn2+	reveals	the	formation	of	the	1:2	complex	only.	For	the	

competition	 with	 NTA,	 factor	 analysis	 with	 SPECFIT	 shows	 that	 free	 LTCD	 and	 the	 1:2	 and	 1:1	

complexes	 are	 to	 be	 taken	 into	 account	 for	 [Zn2+]	 <	 [LTCD]	 +	 [NTA].	 This	 shows	 that	 complex	

Znx·(LTCD)y	with	x>y	has	a	 low	 formation	 constant.	 Fitting	 the	HEDTA	and	NTA	competitions	allows	

determining	 the	 1:1	 and	 1:2	 Zn2+	 binding	 constants	 (K11	 =	 [Zn(LTCA)]/[Zn][LTCA]	 and	 K12	 =	
[Zn(LTCA)2]/[Zn][LTCA]2):	log	K12	=	17.3	(2)	and	log	K11	=	10.3	(4)	(Figure	S12C	and	S12D).	Titration	of	
LTCB	by	Zn2+	is	similar	to	that	of	LTCA	but	a	sufficient	amount	of	peptide	to	perform	was	not	available	to	

perform	competition	experiments.	The	behavior	of	LTCA	is	described	in	the	article.	

	

Figure	S11.	HPLC	chromatograms	of	purified	LTCA	used	for	Zn2+	binding	studies.	Note	that	LTCA	has	been	fully	

separated	from	LTC	in	comparison	with	the	chromatogram	at	the	bottom	of	Figure	S2.	
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Figure	S12.	(A)	CD	titration	of	LTCD	(20	µM)	by	Zn2+.	Spectra	in	black,	red	and	blue	correspond	to	phases	(i),	(ii)	

and	(iii),	 respectively	 (vide	supra).	 (B)	Evolution	of	 the	CD	at	205	nm	(dots),	218	nm	(diamonds)	and	230	nm	
(squares)	against	the	Zn2+/peptide	ratio	for	direct	titration	A.	(C)	Evolution	of	the	CD	at	205	nm	and	230	nm	for	

the	titration	of	LTCD	(25	µM)	and	HEDTA	(76	µM)	by	Zn2+.	(D)	Evolution	of	the	CD	at	205	nm	and	230	nm	for	the	

titration	of	LTCD	(25	µM)	and	NTA	(94	µM)	by	Zn2+.	In	(B),	(C)	and	(D),	solid	lines	correspond	to	the	fits	obtained	

with	 SPECFIT	 that	 yielded	 log	K11	 =	 10.3	 (4)	 and	 log	K12	 =	 17.3	 (2).	 Titrations	were	 performed	 in	 phosphate	
buffer	(20	mM,	pH	7.0,	298	K).	All	spectra	were	corrected	for	dilution.	
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3. Discussion	 sur	 les	 problèmes	 lié	 à	 la	 génération	 de	

l’oxygène	singulet	

	

Les	résultats	décrits	dans	cette	publication	ont	été	obtenus	dans	des	conditions	mises	

au	point	pour	 limiter	 les	problèmes	 liés	à	 l’utilisation	de	photo-sensibilisateurs.	 Se	pencher	

sur	 ces	problèmes	permet	de	mieux	 comprendre	 les	 limites	des	méthodes	employées,	 et	 ce	

qu’elles	impliquent	concernant	les	résultats	présentés.	

	

3.1.	Les	photo-sensibilisateurs	utilisés	dans	cette	étude	

	

Le	schéma	B.II.1	représente	 les	quatre	photo-sensibilisateurs	que	nous	avons	utilisés	

pendant	cette	thèse	:	le	rose	bengal,	le	bleu	de	méthylène,	une	porphyrine	de	palladium	et	une	

phénalenone.	

	

	

Schéma B.II.1 : Structure des quatre photo-sensibilisateurs utilisés : la porphyrine 5,10,15,20-tetrakis-

phénylparasulfonate de palladium (PdTTPS), le rose bengal, le bleu de méthylène et la phénalène-1-one-5-sulfonate 

(PNS). 
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Figure B.II.1 : L’effet de PdTTPS sur ZnLTC révélée par HPLC. En pointillés : ZnLTC seul ; en tirets : PdTTPS seule ; tirets 

et pointillés : mélange PdTTPS (7µM) / ZnLTC (50µM) incubé 1h à l’obscurité.  

	

3.3.	Oxydation	du	complexe	par	le	photo-sensibilisateur	indépendante	de	
1O2		

	

Ce	cas	est	un	peu	extrême,	mais	 il	a	 l’avantage	d’être	simple.	En	plus	de	 l’interaction	

directe	(précipitation)	ou	d’un	effet	 incompris	mais	très	visible	(cas	de	la	PdTTPS),	 il	peut	y	

avoir	des	réactions	parasites	qui	viennent	seulement	s’ajouter	à	l’oxydation	causée	par	1O2.	En	

effet,	 le	 photo-sensibilisateur	 absorbe	 un	 photon	 et	 passe	 dans	 un	 état	 excité	 PS*	 (Schéma	

B.II.2).	 C’est	 cet	 état	 qui	 sensibilise	 le	 dioxygène.	 En	 revanche,	 cet	 état	 excité	 PS*	 peut	 être	

impliqué	 dans	 des	 réactions	mono-électroniques,	 comme	 c’est	 le	 cas	 pour	 [Ru(bpy)3]2+	 par	

exemple.	Or,	 les	thiols	sont	sensibles	aux	réactions	mono-électroniques	:	un	thiol	peut	céder	

un	électron	au	PS*,	pour	donner	un	radical	thiyl	(Schéma	B.II.2).	Ce	dernier	réagit	rapidement	

avec	un	thiol	ou	un	thiolate	proche	pour	former	un	pont	disulfure.	

	

	

Schéma B.II.2 : Mécanisme proposé pour l’oxydation directe de ZnLTC par le bleu de méthylène sous irradiation. 

	

Ainsi,	 dans	 nos	 études,	 nous	 nous	 posons	 la	 question	 de	 l’origine	 des	

produits	d’oxydation	:	parmi	les	produits	détectés,	identifiés,	quels	sont	ceux	qui	proviennent	



Figure B.II.2 : (A) Photo-oxydation de ZnLTC (70µM) avec du rose bengal (2µM) dans D2O tamponné avec 50mM 

phosphate pD 7,0. (B) L’irradiation d’un mélange ZnLTC/photo-sensibilisateur conduit à la formation de mono-disulfure 

indépendamment de l’oxygène singulet. Une solution de ZnLTC (100µM), partiellement dégazée, a été irradiée 6min en 
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présence de 1µM de bleu de méthylène (pointillés) ou de 1µM de rose bengal (tirets). Un mélange ZnLTC (100µM)/rose 

bengal (11µM) est dégazé par cycles congélation sous vide/argon, avant d’être irradié 8min (trait plein). La nature des 

produits est indiqué sur le chromatogramme du milieu : sulfinates (•), mono-disulfure (☐), dis-disulfure (n). 

	

Cette	oxydation	par	PS*	est	observée	pour	 les	 trois	photo-sensibilisateurs	 (PNS,	bleu	

de	méthylène,	rose	bengal),	mais	avec	quelques	différences.	D’abord,	celui	qui	en	fait	le	moins	

est	 le	rose	bengal.	Ensuite,	cette	balance	«	1O2/radicalaire	»	du	PS*,	est	 indépendante	du	pH	

dans	le	cas	du	rose	bengal,	alors	qu’avec	le	bleu	de	méthylène,	elle	varie	fortement	avec	le	pH	:	

plus	le	pH	est	faible,	moins	le	transfert	d’énergie	entre	le	bleu	de	méthylène	excité	et	O2	est	

efficace,	 ce	 qui	 conduit	 à	 plus	 de	mono-disulfure.	 Enfin,	 dans	 le	 cas	 du	 PNS,	 cette	 balance	

«	1O2/radicalaire	»	 dépend	 fortement	 des	 conditions	 d’irradiations.	 En	 effet,	 avec	 notre	

montage	habituel,	 les	produits	d’oxydation	de	ZnLTC	observés	sont	presque	uniquement	des	

espèces	disulfure	(Figure	B.II.3).	Dans	ce	cas,	la	lumière	de	la	lampe	halogène	traverse	le	bain	

(verre)	et	l’eppendorf	(plastique)	avant	d’atteindre	la	solution	(voir	partie	expérimentale).	En	

revanche,	si	l’irradiation	est	faite	dans	une	cuve	en	quartz,	à	l’aide	de	néons	«	365nm	»	(d’une	

boîte	 de	 révélation	 de	 plaques	 CCM),	 on	 retrouve	 des	 produits	 mono-sulfinate	 dans	 les	

produits	d’oxydation,	même	s’il	y	a	encore	beaucoup	de	mono-disulfure.		

	

Figure B.II.3 : Oxydation de ZnLTC en utilisant le PNS comme photo-sensibilisateur. Trait plein : LTC ; Tirets : solution 

ZnLTC (100µM) et PNS (A366nm=1,6) irradiée min dans le montage habituel (H2O, pH 7). ; Pointillés : solution ZnLTC 

(~200µM) et PNS (A366nm=0,5) irradiée 2min directement avec deux lampes UV 365nm 15W (D2O, pD 7).  

	

D’après	Segado	et	Regado[7],	 la	transition	conduisant	à	l’état	excité	de	la	phenalenone	

capable	de	sensibiliser	le	dioxygène	correspond	à	une	transition	de	3,46eV,	correspondant	à	

l’absorption	d’un	photon	à	359nm.	Il	est	possible	que	l’absorption	à	d’autres	longueurs	d’onde	

conduise	à	la	formation	d’états	excités	ne	produisant	pas	de	1O2,	mais	capables	d’arracher	un	

électron	 aux	 soufres	 du	 complexe.	 Ceci	 a	 été	 récemment	 montré	 par	 Lorente	 et	
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collaborateurs[8]	:	 la	 phenalenone	 est	 capable	 de	 photo-oxyder	 le	 tryptophane	 par	 un	

mécanisme	radicalaire	et	par	génération	de	1O2.	

	

Cela	rend	le	PNS	inutilisable	pour	les	analyses	détectant	les	peptides	et	leurs	produits	

(HPLC).	En	revanche,	cela	n’empêche	pas	son	utilisation	dans	les	mesures	de	temps	de	vie	de	

1O2	puisque	l’excitation	du	PNS	se	fait	uniquement	à	355nm	grâce	à	un	laser,	et	que	ce	qui	est	

mesuré	 est	 le	 temps	 de	 vie	 de	 1O2,	 ce	 qui	 est	 complètement	 indépendant	 des	 réactions	

parasites.	

	

3.4.	Interaction	photo-sensibilisateur/anthracène	

	

Ces	 différences	 de	 «	comportement	»	 des	 différents	 photo-sensibilisateurs,	 observés	

avec	ZnLTC,	sont	aussi	observées	avec	les	anthracènes.	Comme	décrit	dans	le	Chapitre	III,	les	

vitesses	d’oxydation	(kR)	de	chaque	anthracène	par	1O2	ont	été	mesurées	de	manière	directe	

par	 l’équipe	 de	 Nathan	 McClenaghan.	 Par	 HPLC,	 nous	 retrouvons	 les	 rapports	 entre	 ces	

vitesses	:	 un	 mélange	 de	 deux	 ou	 trois	 anthracènes	 et	 de	 rose	 bengal	 est	 irradié,	 est	 la	

disparition	 de	 chaque	 anthracène	 est	 suivi	 par	 HPLC.	 Les	 valeurs	 ainsi	 mesurées	 sont	

cohérentes	 avec	 la	 littérature	 et	 avec	 les	 kR	 obtenus	 par	 mesure	 directe.	 Néanmoins,	 des	

compétitions	 identiques	 ont	 été	 menées	 avec	 le	 bleu	 de	 méthylène.	 Les	 rapports	 de	 kR	

mesurés	 sont	 en	 désaccord	 complet	 avec	 les	 mesures	 précédemment	 décrites	:	 les	 trois	

anthracènes	disparaissent	à	la	même	vitesse.	Ce	désaccord	entre	les	résultats	déterminés	avec	

le	rose	bengal	et	avec	le	bleu	de	méthylène	a	aussi	été	observé	dans	le	cas	d’une	compétition	

ZnLTC-AVS.	 Il	 apparait	 donc	 qu’il	 y	 a	 une	 interaction	 entre	 les	 anthracènes	 et	 le	 bleu	 de	

méthylène	 (interaction	 électrostatique	 et/ou	 interaction	 π-π)	 qui	 empêche	 son	 utilisation	

pour	les	compétitions	impliquant	un	anthracène.		

	

Pour	finir	avec	les	systèmes	où	1O2	est	produit	par	un	photo-sensibilisateur,	il	semble	

que	 l’ajout	 d’un	 compétiteur	 (anthracène)	 dans	 le	 milieu	 ZnL/PS	 vienne	 complexifier	 le	

système.	En	 effet,	 ce	phénomène	est	 visible	dans	 les	 compétitions	ZnCP1/anthracène.	Nous	

n’entrerons	pas	ici	dans	les	détails	:	ZnCP1	et	ses	produits	d’oxydation	seront	présentés	dans	

le	 Chapitre	 IV.	 Rapidement,	 la	 Figure	 B.II.4	 présente	 les	 chromatogrammes	 des	 photo-

oxydations	de	ZnCP1	en	présence	d’anthracène	AVS.	Elle	conduisent	à	la	formation	d’un	fort	

épaulement	 au	 pied	 du	 pic	 initial	 (tr=23,8min).	 La	 formation	 de	 cet	 épaulement	 varie	

indépendamment	 des	 produits	 issus	 de	 l’oxydation	 de	 ZnCP1	 par	 1O2.	 De	 plus,	 nous	 avons	

remarqué	que	:	
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- plus	la	concentration	d’anthracène	est	forte,	plus	ce	produit	se	forme.	

- plus	la	concentration	de	photo-sensibilisateur	est	forte,	plus	ce	produit	se	forme.	

- en	 conditions	 équivalentes,	 le	 produit	 se	 forme	 plus	 avec	 le	 bleu	 de	 méthylène	

qu’avec	le	rose	bengal.	

- ce	pic	est	visible	sur	le	chromatogramme	à	380nm.	

Basé	 sur	 ces	 éléments,	 nous	 émettons	 l’hypothèse	 que	 ce	 produit	 inconnu	 est	 issu	

d’une	 réaction	 radicalaire	 entre	 l’anthracène	 est	 le	 complexe	 ZnCP1,	 initiée	 par	 le	 photo-

sensibilisateur	excité.	

Ainsi,	avec	les	photo-sensibilisateurs	dont	on	dispose,	nous	n’avons	pas	pu	réaliser	de	

compétition	entre	ZnCP1	et	un	anthracène.	

	

	

Figure B.II.4 : Formation d’un produit inconnu lors de la photo-oxydation de ZnCP1 en présence d’anthracène 

(chromatogrammes à 214nm). (A) Mélange ZnCP1 (90µM)/anthracène (AVS, 105µM)/bleu de méthylène (0,6µM) avant 

(pointillés) et après (trait plein) 3min30 d’irradiation. (B) Un mélange ZnCP1 (70µM)/anthracène (AVS, 460µM) a été 

irradié en présence de 1,8µM de rose bengal (trait rose, irradiation 2min) ou de 0,7µM de bleu de méthylène (trait bleu, 

irradiation 3min30). Le pic du produit inconnu est indiqué par une flèche.  

	

3.5.	Problèmes	liés	à	la	génération	de	1O2	par	dégradation	de	DHPNO2		

	

Comme	nous	 l’avons	mentionné,	 un	des	moyens	d’éviter	 les	 problèmes	d’interaction	

PS-ZnL	et	les	problèmes	de	réaction	radicalaire	est	la	production	de	1O2	par	voie	chimique.	

	



Figure B.II.5 : Oxydation de ZnLTC par la solution de DHPNO2 dégradée. Chromatogrammes : (noir) solution de LTC ; 

(orange) solution de ZnLTC (300µM) et DHPNO2 dégradé (1,3µM). (*) DHPN, (☐) mono-disulfure LTC, ( ) bis-disulfure LTC. 
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1. Introduction	

	
Dans	le	Chapitre	B.II,	nous	avons	décrit	la	réactivité	d’un	site	de	formule	Zn(Cys)4	vis-

à-vis	 de	 l’oxygène	 singulet.	 Autrement	 dit,	 nous	 nous	 sommes	 intéressés	 uniquement	 à	 la	
réaction	des	thiolates	 liés	au	zinc.	Or,	pour	beaucoup	de	sites	doigt	de	zinc,	 les	cystéines	ne	
sont	pas	les	seuls	ligands	du	zinc,	il	y	a	aussi	des	histidines.	C’est	le	cas	des	sites	de	la	famille	
des	 ββα classiques,	 dont	 fait	 partie	 le	 premier	 doigt	 de	 zinc	 découvert	:	 le	 facteur	 de	
transcription	IIIa	de	Xenopus	laevis	[1].	Ce	motif	est	présent	dans	de	nombreuses	protéines[2]	et	
probablement	la	famille	de	doigt	de	zinc	la	plus	étudiée[3].	La	Figure	B.III.1	montre	la	structure	
d’un	tel	site.	Elle	se	compose	de	deux	feuillets	β	anti-parallèles	formant	une	épingle,	et	d’une	
hélice	α.	 La	 cohésion	 entre	 l’hélice	 et	 les	 feuillets	 est	 assurée	par	un	 cœur	hydrophobe	 (en	
bleu	 sur	 la	 structure)	 et	 un	 site	 à	 zinc	dont	 la	 formule	 la	plus	 courante	 est	 Zn(Cys)2(His)2	:	
l’épingle	β	apportant	les	deux	cystéines	(espacées	de	deux	acides	aminés)	et	l’hélice	α	apporte	
les	deux	histidines	(espacées	de	trois	acides	aminés).	La	séquence	consensus[4]	fait	apparaître	
les	acides	aminés	constituant	ces	deux	composantes	:	Y/F-X-C-X2,4-C-X3-F-X5-H-X3-H.		

	
Figure B.III.1 : Structure cristallographique d’un doigt de zinc ββα classique (PDB code : 1MEY)[5]. L’ion Zn2+ est 

représenté par une sphère rose. Les chaînes latérales composant le cœur hydrophobe sont indiquées en bleu. 

	
Cette	 famille	 est	 très	 largement	 représentée	 dans	 les	 doigts	 de	 zinc	 et	 joue	 un	

rôle	purement	 structural.	 La	 comparaison	 de	 la	 réactivité	 de	 ce	 complexe	 avec	 d’autres	
modèles	de	doigts	de	zinc	a	montré	que	ces	sites	sont	parmi	les	moins	réactifs	avec	H2O2	ou	
des	alkylants,	notamment	car	 il	n’y	a	que	deux	cystéines	dans	 la	 sphère	de	coordination	du	
zinc,	or,	 la	réactivité	d’un	site	à	zinc	augmente	avec	le	nombre	de	cystéines	liées	au	zinc[6–9].	
Cependant,	ces	études	mettaient	en	jeu	uniquement	la	réactivité	des	thiols.	Or,	les	histidines	
libres	 sont	 très	 sensibles	 à	 l’oxygène	 singulet.	 Dans	 la	 littérature,	 la	 vitesse	 d’oxydation	 de	
l’histidine	par	 1O2	 (kR)	 varie	de	manière	 importante	:	 de	7.106	 à	≈2.108	M-1.s-1	 [10].	 L’état	de	
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protonation	 du	 cycle	 imidazole	 module	 fortement	 sa	 réactivité	:	 le	 cycle	 complètement	
déprotoné	 réagit	 environ	 15	 fois	 plus	 vite	 avec	 l’oxygène	 singulet	 que	 la	 forme	
imidazolium[11].	À	de	telles	vitesses,	l’oxydation	des	histidines	est	compétitive	avec	celles	des	
soufres	des	doigts	de	zinc	(voir	Chapitre	B.II).	Cependant,	rappelons	que	ces	valeurs	ont	été	
obtenues	pour	des	histidines	libres,	et	que	les	valeurs	de	kR	décrites	dans	la	 littérature	sont	
très	variables	 car	 elles	dépendent	 énormément	des	 conditions	expérimentales	 (solvant,	pH,	
méthode	utilisée	pour	déterminer	ce	kR).	La	réactivité	de	ZnCP1	vis-à-vis	de	l’oxygène	singulet	
pourrait	impliquer	les	cystéines	et	les	histidines.	

L’oxydation	de	l’histidine	par	1O2	détruit	le	cycle	imidazole,	conduisant	à	de	nombreux	
produits	 d’oxydation[12].	 D’après	 le	 mécanisme	 (Schéma	 B.III.1),	 cette	 réaction	 passe	 par	
plusieurs	intermédiaires	instables,	dont	les	premiers	sont	des	endoperoxydes.	

	
Schéma B.III.1 : Photo-oxydation de l’histidine : intermédiaires et principaux produits d’oxydation. Schéma de Pattison et 

al.[13]  

	
Les	deux	produits	 finaux	majoritaires	sont	des	chaines	 latérales	d’acide	aspartique	et	

d’asparagine,	qui	correspondent	respectivement	à	une	perte	de	22	et	23	unités	de	masse	par	
rapport	 à	 l’histidine	 initiale.	 Dans	 une	moindre	mesure	 l’aspartylurée	 a	 aussi	 été	 détectée,	
correspondant	 à	 un	 gain	 de	 20	 unités	 de	masse	 par	 rapport	 à	 l’histidine.	 Cependant,	 nous	
pouvons	noter	que	cette	dernière	peut	être	hydrolysée	pour	former	l’acide	aspartique.	
 

De	 plus,	 comme	 illustré	 Schéma	 B.III.2,	 certains	 intermédiaires	 peuvent	 subir	 une	
attaque	nucléophile,	 impliquant	par	exemple	 la	 chaîne	 latérale	d’un	autre	acide	aminé	X,	 ce	
qui	 forme	 un	 adduit	 covalent	 entre	 les	 deux	 chaînes	 latérales	 His-X.	 Selon	 l’intermédiaire	
peroxyde,	 l’attaque	 nucléophile	 ne	 se	 fait	 pas	 sur	 le	même	 site.	 En	 effet,	 si	 le	 peroxyde	 est	
porté	 par	 les	 carbones	 C4	 et	 C7	 de	 l’imidazole,	 l’attaque	 se	 fait	 sur	 le	 carbone	 C5,	 ce	 qui	
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conduit	aux	produits	de	 type	 I	 et	 II	 (Schéma	B.III.2).	 Si	dans	 l’intermédiaire,	 le	pont	peroxo	
s’établit	 entre	 les	 carbones	 C7	 et	 C5	 de	 l’imidazole,	 l’attaque	 se	 fait	 sur	 le	 carbone	 C4,	
conduisant	aux	produits	de	type	III	et	IV.	

	
Schéma B.III.2 : Mécanisme proposé pour la formation d’adduit sur le cycle imidazole de l’histidine, provoqué par 

l’oxydation dudit cycle par l’oxygène singulet. Schéma de Shen et al.[14]. Les résultats présentés correspondent à 

l’oxydation qui a lieu lors de l’irradiation d’une solution de N-Benzyl-Histidine et de rose bengal.	
	
D’après	 ce	 Schéma	 B.III.2,	 si	 cette	 réaction	 fait	 intervenir	 deux	 acides	 aminés	 d’un	

même	peptide,	le	bilan	de	matière	pour	le	peptide	est	un	gain	d’un	atome	d’oxygène	conjugué	
à	 une	 perte	 de	 deux	 atomes	 d’hydrogène	 (produits	 I	 et	 II)	 ou	 à	 un	 gain	 de	 deux	 atomes	
d’oxygène	(produits	III	et	IV).	Ainsi,	selon	l’intermédiaire	formé,	le	bilan	de	masse	est	de	+14	
ou	+32	Da.	Néanmoins,	les	auteurs	précisent	que	dans	un	contexte	peptidique,	les	composés	I	
et	 II	 sont	 les	 plus	 probables	 à	 cause	 de	 l’encombrement	 stérique	 gênant	 l’attaque	 sur	 le	
carbone	C4.	Ça	n’est	donc	pas	 surprenant	que	 ce	 soit	un	 composé	de	 cette	nature	qui	 a	été	
identifié	dans	une	protéine	photo-oxydée[15].	Finalement,	ces	composés	(I	à	IV)	peuvent	aussi	
évoluer,	notamment	en	s’hydrolysant,	pour	arriver	aux	produits	 finaux	précédemment	cités	
(asparagine,	acide	aspartique,	aspartylurée).	

Ainsi,	 si	 l’histidine	 d’un	 peptide	 est	 oxydée	 par	 une	 molécule	 d’oxygène	 singulet,	 le	
produit	d’oxydation	sera	visible	en	spectrométrie	de	masse	avec	une	différence	de	+32,	+20	,	
+14,	-22	,	ou	-23	Da,		par	rapport	au	peptide	initial.	
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ChrR	possède	un	doigt	 de	 zinc	de	 type	Zn(Cys)2(His)2	 et	 le	même	 site	 a	 été	proposé	
pour	la	protéine	MBS.	Ces	deux	protéines	et	leurs	doigts	de	zinc	pourraient	être	à	la	base	de	la	
détection	de	l’oxygène	singulet	chez	les	organismes	auquels	ils	appartiennent.	Il	apparaît	donc	
très	 intéressant	 de	 voir	 quelle	 est	 la	 réactivité	 des	 sites	 Zn(Cys)2(His)2	 vis-à-vis	 de	 1O2.	
Disposant	d’un	peptide	modèle	de	ce	type	au	laboratoire,	de	type	ββα	classiques,	nous	avons	
démarré	l’étude	avec	celui-ci	avant	de	nous	lancer	dans	la	modélisation	du	site	doigt	de	zinc	
de	ChrR.		

Pour	ces	études	nous	avons	utilisé	un	complexe	modèle,	le	peptide	CP1	développé	par	
l’équipe	 de	 Jeremy	Berg,	 reproduisant	 ces	 sites	 (structure	 et	 réactivité).	 La	 séquence	 de	 ce	
peptide	a	été	conçue	en	alignant	les	séquences	des	domaines	connus	(131	à	l’époque),	et	en	
prenant,	pour	chaque	position	dans	la	séquence,	l’acide	aminé	le	plus	récurrent[4].		
	

	
Figure B.III.2 : Doigt de zinc ββα classique, de la séquence au modèle. (B) Séquence consensus des motifs doigt de 

zinc ββα classiques. (1) Séquences peptidiques de CP1 (2) et de CP1-2YF (3). Les acides aminés composant le cœur 

hydrophobe sont indiqués en bleu, et ceux qui lient l’ion Zn2+ sont indiqués en rouge. (C) Représentation schématique 

de CP1 se focalisant sur les résidus liés au métal.  

	
Pour	ces	études,	nous	voulons	nous	concentrer	sur	la	réactivité	des	résidus	liés	au	zinc.	

Le	modèle	CP1	original	possède	un	cœur	hydrophobe	comportant	une	 tyrosine	(Figure	 IV.2	
A).	Or,	le	cycle	aromatique	de	la	tyrosine	réagit	avec	l’oxygène	singulet	environ	5	à	10	fois	plus	
vite	que	celui	de	la	phenylalanine[16].	Aussi,	dans	les	études	qui	sont	présentées	ici,	nous	avons	
utilisé	un	mutant	dont	la	tyrosine	2	a	été	mutée	en	phenylalanine	:	CP1-Y2F.	Pour	simplifier,	
lorsque	 nous	 écrirons	 «	CP1	»	 dans	 la	 suite	 du	 texte,	 c’est	 à	 ce	 peptide	 que	 nous	 ferons	
référence.	
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2. Résultats		

2.1.	Produits	de	l’oxydation	de	ZnCP1	par	1O2		
	

Ce	qui	 nous	 intéresse	 ici	 est	 ce	qu’il	 se	passe	 lorsque	notre	 complexe	peptidique	 est	
oxydé	par	une	seule	molécule	de	1O2,	c’est	à	dire	que	nous	ne	nous	concentrerons	que	sur	les	
produits	primaires	d’oxydation.	C’est	la	raison	pour	laquelle	l’oxydation	n’est	pas	poussée,	et	
que	l’on	se	place	dans	des	conditions	où	une	quantité	importante	du	complexe	de	départ	n’a	
pas	réagi.	

Contrairement	à	ZnLTC,	 le	 rose	bengal	 co-précipite	 avec	ZnCP1	 lorsqu’ils	 sont	 à	 forte	
concentration	(~1,5mM	complexe,	et	30µM	rose	bengal),	ce	qui	montre	que	ces	deux	espèces	
interagissent.	L’équipe	de	McNeill	a	déjà	observé	une	interaction	entre	la	protéine	GAPDH	et	
le	Rose	Bengal,	 alors	que	dans	 les	mêmes	 conditions,	 le	bleu	de	méthylène	ne	 semblait	pas	
interagir	avec	la	GAPDH[17].	Aussi,	le	bleu	de	méthylène	ne	fait	pas	précipiter	ZnCP1.	Des	tests	
avec	ZnLTC	ont	permis	de	mettre	en	évidence	que	dans	le	D2O	tamponné	avec	20mM	Pi	pD	8,	
le	 bleu	 de	 méthylène	 pouvait	 être	 utilisé	 comme	 photosensibilisateur	 (voir	 Chapitre	 B.V)	
puisque	dans	ces	conditions	les	réactions	radicalaires	représentent	moins	de	5%	des	produits.	
Ce	sont	donc	ces	conditions	que	nous	avons	utilisées	pour	étudier	 l’oxydation	de	ZnCP1	par	
1O2.	

Après	irradiation	d’un	tel	mélange,	l’analyse	ESI-MS	du	brut	d’oxydation	montre	des	pics	
correspondant	à	un	gain	de	32	unités	de	masse	par	rapport	au	peptide	réduit.	En	effet,	pour	
l’espèce	 chargée	 (4+),	 en	 plus	 du	 pic	 m/z=753,4(4+)	 correspondant	 au	 complexe	 initial	
ZnCP1,	 le	 spectre	de	masse	présente	un	pic	m/z=761,5(4+).	 Ces	32	Da	de	plus	 sont	 ce	 que	
nous	avions	observé	dans	le	chapitre	III	pour	la	formation	d’un	acide	sulfinique,	c’est	à	dire,	
l’ajout	 de	 deux	 atomes	 d’oxygène.	 Il	 y	 en	 a	 aussi	 un	 troisième,	 plus	 léger	:	m/z=737,2(4+),	
correspondant	à	la	perte	de	l’ion	Zn2+	et	de	2	Da,	c’est	à	dire,	CP1	disulfure.	Notons	que	hormis	
les	pics	à	+32	Da,	nous	n’observons	pas	de	pics	de	masse	pouvant	correspondre	à	des	produits	
issus	de	la	photo-oxydation	de	l’histidine	(voir	plus	haut).		

Lorsque	 ce	 brut	 est	 analysé	 en	HPLC	 (Figure	B.III.3),	 on	 observe	 l’apparition	 de	 deux	
pics	à	des	temps	de	rétention	plus	courts	(tr=21,9min	et	tr=22,7min)	que	le	pic	correspondant	
au	peptide	de	départ	(tr=24,3min).	Aucun	de	ces	deux	pics	n’est	affecté	par	un	traitement	à	la	
TCEP,	 indiquant	 que	 ces	 produits	 d’oxydation	 ne	 possèdent	 pas	 de	 liaison	 soufre-soufre	
(disulfure	ou	thiosulfinate).	Ces	pics	ont	été	isolés	et	analysés	en	ESI-MS.	Ils	présentent	tous	
deux	 un	 gain	 de	 32	 unités	 de	 masse	 par	 rapport	 au	 peptide	 réduit,	 compatible	 avec	 la	
formation	d’un	sulfinate	ou	d’un	couplage	His-His	(Schéma	B.III.2).	
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Figure B.III.3: Analyse HPLC des produits issus de l’oxydation de ZnCP1 par 1O2 : chromatogrammes à 214nm du 

mélange réactionnel avant (Bleu) après 30sec d’irradiation (Rouge). Solution de ZnCP1 (80µM) dans 20mM Pi pD 8,0 

dans D2O, en présence de 1,6 µM de Bleu de Méthylène.   

	
Pour	 aller	 plus	 loin	 dans	 l’identification	 de	 ces	 produits,	 chacun	 des	 deux	 pics	 a	 été	

isolé	 par	 HPLC,	 digéré	 par	 une	 enzyme	 et	 les	 fragments	 obtenus	 ont	 été	 analysés	 par	
spectrométrie	de	masse	à	ionisation	par	électronébulisation.		

La	 Glutamate	 Carboxy	 Peptidase	 (GluC)	 est	 une	 protéase	 qui	 hydrolyse	 la	 chaîne	
peptidique	en	C-ter	de	l’acide	glutamique	(E),	mais	il	est	courant	que	la	réaction	se	fasse	aussi	
en	 C-ter	 de	 l’acide	 aspartique.	 Cette	 réaction	 est	 plus	 lente,	 mais	 est	 observée	 dans	 nos	
conditions.	Ainsi,	d’après	la	séquence	de	CP1,	la	digestion	de	nos	peptides	avec	cette	enzyme	
produit	les	fragments	suivants	:	PFKC4PE	(1);	C7GKSFSQKSD	(2);	LVKHQRTHTG	(3)	

Les	 résultats	 de	 l’analyse	 en	 spectrométrie	 de	 masse	 du	 mélange	 obtenu	 sont	
présentés	 dans	 le	 Tableau	 IV.1.	 D’après	 les	 masses	 obtenues	 en	 ESI-MS,	 il	 semble	 que	 le	
peptide	a	aussi	été	digéré	en	N-ter	de	la	Glutamine	mais	pas	en	C-ter	de	l’aspartate.	Les	pics	
expérimentaux	correspondent	aux	fragments	obtenu	d’après	cette	hypothèse	:	C7GKSFS	(A)	;	
QKSDLVKHQRTHTG	(B).	
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Fragment	 Etat	
Masse	exacte	

(g.mol-1)	
Pics	m/z	détectés	(ESI-MS)	

Pic	HPLC	tr=21,9	min	 Pic	HPLC	tr=22,7	min	

1	
Réduit	 719,33	 		 		

Dimère	S-S	 1436,65	 		 480,0(3+)			719,4(2+)	

Sulfinate	 751,32	 752,3(+)	 		

2	
Réduit	 1085,48	 		 		

Dimère	S-S	 2168,95	 		 		

Sulfinate	 1117,47	 		 559,8(2+)	

3	 		 1174,67	 588,4(2+)			1175,7(+)		 588,3(2+)	

A	
Réduit	 627,27	 		 		

Dimère	S-S	 1252,52	 627,3(2+)			1253,5(+)		 		

Sulfinate	 659,26	 		 660,3(+)	

B	 		 1632,88	
545,3(3+)			817,5(2+)			

1633,8(+)	
545,3(3+)			817,6(2+)	

	
Tableau B.III.1 : Analyse en spectrométrie de masse des fragments issus de la digestion enzymatique des pics isolés 

(produits d’oxydation de ZnCP1). Pour les fragments contenant une cystéine (1,2 et A), les masses théoriques calculées 

correspondent à trois états d’oxydation différents. La cystéine peut y être réduite, sous forme d’acide sulfinique, ou bien 

former un pont disulfure avec la cystéine d’un autre fragment (identique). Les pics m/z expérimentaux correspondant à 

un fragment portant un acide sulfinique sont surlignées en rouge. 

	
La	digestion	des	pics	à	tr=21,9min	et	22,7min	montre	des	fragments	3	et	B	à	 la	masse	

attendue	pour	un	fragment	non	oxydé.	Cela	montre	qu’il	n’y	a	pas	eu	de	couplage	His-His.	
Dans	la	digestion	de	l’espèce	tr=21,9min,	le	fragment	1	est	détecté	(Tableau	B.III.1)	avec	

un	 gain	 de	 32	 unités	 de	 masse	 par	 rapport	 au	 fragment	 réduit.	 Or	 ce	 dernier	 ne	 contient	
qu’une	cystéine,	la	cystéine	4.	

Par	contre,	dans	 la	digestion	de	 l’espèce	tr=22,7min,	ce	sont	 les	 fragments	2	et	A	qui	
sont	 détectés	 avec	 un	 gain	 de	 32	 unités	 de	 masse	 par	 rapport	 aux	 fragments	 réduits.	 Ces	
derniers	contiennent	une	seule	et	même	cystéine,	la	cystéine	7.	

En	 résumé,	dans	ces	deux	espèces	oxydées,	 l’une	des	deux	cystéines	a	été	oxydée	en	
acide	sulfinique.	Il	s’agit	de	la	cystéine	4	dans	l’espèce	à	tr=21,9min	et	de	la	cystéine	7	dans	
l’espèce	à	tr=22,7min.	C’est	pourquoi	ces	peptides	seront	appelés	respectivement	CP1	C4s	et	
CP1	C7s.		

D’après	les	aires	de	ces	pics	en	HPLC,	CP1	C7s	représente	87±2%	des	sulfinates	formés	
et	CP1	C4s	en	représente	13±2%.	

Du	disulfure	est	observé	dans	 le	brut	d’oxydation.	Les	études	de	 réactivité	de	ZnCP1	
vis-à-vis	de	H2O2	menées	précédemment	au	 laboratoire	ont	mis	 en	évidence	que	 le	peptide	
réduit	 et	 le	 peptide	 disulfure	 ont	 des	 temps	 de	 rétention	 identiques.	 Ainsi,	 la	 Figure	 B.III.4	
replace	les	produits	d’oxydation	identifiés	sur	le	chromatogramme.	



ββα

Figure B.III.4 : Attribution des pics sur le chromatogramme de la Figure IV.3. 

Figure B.III.5 : Quantification du disulfure formé lors de l’oxydation de ZnCP1 par 1O2. Un mélange de ZnCP1 (150µM) et 

de bleu de méthylène (1,5µM), dans tampon Pi 10mM pD 8 (D2O), est irradié 15 secondes (montage décrit en partie 

expérimentale). L’intégralité de la solution (600µL), et un contrôle (non irradié), est passée en HPLC analytique (C). Le 

pic correspondant au mélange CP1 réduit/CP1 disulfure est récolté, lyophilisé, puis, entré en boîte à gant. Cette poudre 

est dissoute, mise en présence d’un excès de Co2+. Le spectre UV-Vis de la solution est enregistré (rouge), puis, de la 

TCEP est ajoutée, avant d’enregistrer un nouveau spectre (bleu). Les spectres de la solution contrôle (A) et de la 

solution irradiée (B) sont présentés sur une fenêtre correspondant aux bandes d-d du Co2+. 



ββα

Figure B.III.6 : Mesure de la vitesse de désactivation totale de l’oxygène singulet par ZnCP1. 



ββα

 

 

 

Figure B.III.7 : Compétition entre la photo-oxydation de ZnCP1 (*, 80µM) et EGWGK (+, 80µM). Ce chromatogramme 

(214nm) correspond aux barres gris clair du Diagramme IV.1, avant (bleu) et après 30 secondes d’irradiation dans D2O, 

20mM Pi pD 8,0 en présence de 1,6 µM de Bleu de méthylène (rouge). 
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Pour	déterminer	le	kR(ZnCP1)	à	partir	de	ces	aires,	nous	utilisons	la	formule	présentée	
dans	le	point	méthodologie	en	début	de	Partie	B	:	

							 				(1)	
Nous	avons	vu	que	la	concentration	de	ZnCP1	n’est	pas	directement	proportionnelle	à	

l’aire	 sous	 le	 pic	 tr=24,3min	 puisque	 ce	 pic	 est	 un	 mélange	:	 l’espèce	 disulfure	 a	 le	 même	
temps	de	rétention.	Ainsi,	pour	chaque	chromatogramme,	il	faut	recalculer	la	quantité	de	CP1	
réduit.	Nous	partons	de	l’hypothèse	que	les	différents	peptides	(réduit	et	oxydés)	ont	le	même	
coefficient	 d’extinction	 molaire	 à	 214nm.	 Cette	 absorbance	 est	 principalement	 due	 aux	
liaisons	 amide.	 Leur	 nombre	 n’est	 pas	 changé	 par	 l’oxydation,	 et	 nous	 supposons	 que	 les	
changements	apportés	par	l’oxydation	des	soufres,	en	sulfinate	ou	en	disulfure,	n’impacte	pas	
l’absorption	 du	 peptide	 à	 214nm	 dans	 les	 conditions	 de	 séparation	 HPLC	 (s’il	 y	 a	 un	
changement	 de	 coefficient	 d’absorption,	 celui-ci	 n’excède	 pas	 5%,	 ce	 qui	 rentre	 dans	
l’incertitude	de	 la	mesure).	Ainsi	 la	 proportionnalité	 entre	 la	 quantité	 d’un	produit	 et	 l’aire	
sous	son	pic,	est	la	même	pour	tous	les	produits.	

	D’abord,	 l’évolution	de	 l’aire	du	pic	«	initial	»	nous	donne	 la	somme	de	 la	disparition	
du	complexe	initial	et	de	l’apparition	du	CP1	disulfure	:	
ΔAire(pic	initial)	=	Δ[ZnCP1]	+	Δ[CP1	disulfure]		(2)	

La	somme	des	aires	des	pics	sulfinate	(C7s	et	C4s)	nous	donne	l’apparition	totale	des	
produits	«	sulfinate	»	:		
Δ(Aire(CP1	C4s)	+	Aire(CP1	C7s))	=	Δ[CP1	sulfinates]		(3)	

Ensuite,	nous	avons	déterminé	ci	dessus	que	le	disulfure	représente	25%	des	produits	
d’oxydations,	c’est	à	dire	:		
Δ	[CP1	disulfure]	=	0,33	x	Δ	[CP1	sulfinates]	(4)	

Ainsi,	à	l’aide	des	équations	(2)	à	(4),	on	retrouve	:	
Δ[ZnCP1]	=	ΔAire(pic	initial)	-	0,33	x	Δ(Aire(CP1	C4s)	+	Aire(CP1	C7s))	(5)	
	 La	 disparition	de	EGWGK	est	 quantifiée	 directement	 en	mesurant	 l’aire	 du	pic	 de	 ce	
peptide.	En	utilisant	le	suivi	HPLC	des	compétitions	ZnCP1/EGWGK,	et	les	équations	(1)	et	(5),	
nous	avons	mesuré	que	 le	tryptophane	de	EGWGK	est	oxydé	par	1O2	6,6(±0,7)	 fois	plus	vite	
que	ZnCP1	(Diagramme	B.III.1).	
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Diagramme B.III.1 : Détermination du ratio kR(EGWGK)/kR(ZnCP1). Ce ratio a été déterminé pour deux mélanges 

EGWGK/ZnCP1/Bleu de méthylène à différents temps d’irradiation (indiqué en secondes). Les produits sont quantifiés 

comme décrit dans le texte à partir des aires des pics HPLC de EGWGK (280nm) et CP1 (214nm). La barre blanche 

indique la valeur moyenne kR (EGWGK) / kR (ZnCP1) = 6,6(±0,7). 

 

Comme	 nous	 avions	mesuré	 kR(EGWGK)=	 4,6.106	M-1.s-1,	 nous	 obtenons	 kR(ZnCP1)=	
0,7(±0,07).106	M-1.s-1.	

Pour	 rappel,	 l’équipe	de	Nathan	McClenaghan	a	mesuré	kT(ZnCP1)=	1,7(±0,2�.107	M-

1.s-1.	La	valeur	du	kR	est	inférieure	à	l’incertitude	sur	le	kT,	par	conséquent,	on	peut	considérer	
que	la	vitesse	de	désactivation	physique	kQ(ZnCP1)~kT(ZnCP1)	=	1,7(±0,2�.107	M-1.s-1.	
	

2.3.	Affinité	des	peptides	oxydés	pour	le	zinc	
	

Par	HPLC,	nous	avons	isolé	les	peptides	dont	une	cystéine	est	oxydée	en	sulfinate.	Les	
titrages	de	ces	espèces	avec	du	Zn2+	ont	été	suivis	par	dichroïsme	circulaire	(Figure	B.III.8).		
	

	
Figure B.III.8 : Suivi en dichroïsme circulaire des titrages directs, par ZnCl2, de (A) CP1 (21,5µM), (B) CP1 C7s (20,5µM) 

et CP1 (C) C4s (20,9µM) dans tampon phosphate 100mM pH 7,0. Les encadrés suivent le signal CD à 220nm en 

fonction du ratio [ZnII]/[Peptide]. 
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Le	spectre	CD	de	ces	peptides	change	lorsque	l’on	ajoute	du	zinc	(ZnCl2),	ce	qui	montre	

que	ces	peptides	sont	toujours	capables	de	complexer	le	zinc	et	de	se	replier.	Cette	évolution	
montre	 une	 rupture	 de	 pente	 nette	 à	 1	 équivalent	 de	 zinc	 par	 rapport	 au	 peptide	 (voir	 les	
encadrés	pour	chaque	titrage).	Ainsi,	comme	pour	le	peptide	LTC,	les	espèces	de	CP1	avec	un	
sulfinate	sont	toujours	capables	de	former	un	complexe	1:1	avec	le	zinc	(Figure	B.III.8).		

	
Figure B.III.9 : Changements dans le spectre CD de CP1 (trait plein), CP1 C7s (tirets) et CP1 C4s (pointillés), induits par 

la chélation de ZnII. Ces spectres sont ceux présentés Figure B.III.8 en soustrayant à chaque fois le spectre du peptide 

libre.  

	
Les	 changements	provoqués	par	 la	 complexation	du	 zinc	 sur	 le	 spectre	des	peptides	

CP1,	CP1	C7s	et	CP1	C4s	sont	présentés	Figure	B.III.9.	Lorsque	CP1	complexe	 l’ion	Zn2+,	son	
spectre	 CD	 devient	 plus	 négatif	 dans	 la	 fenêtre	 205-245nm.	 La	 variation	 du	 signal	 la	 plus	
intense	 est	 observée	 à	 208nm,	 suivie	 de	 près	 par	 la	 variation	 du	 signal	 à	 228nm.	 Cette	
tendance	est	très	accentuée	dans	le	cas	de	CP1	C7s	:	la	complexation	du	zinc	rend	le	signal	à	
208nm	très	négatif,	alors	que	la	variation	à	228nm	reste	proche	de	celle	observée	avec	CP1.	
Enfin,	la	variation	de	signal	observée	pour	CP1	C4s	est	proche	de	ce	que	l’on	a	décrit	pour	CP1.	
La	variation	de	signal	est	aussi	 intense	à	208nm,	mais,	cette	fois,	c’est	 le	signal	à	228nm	qui	
présente	le	plus	fort	changement.	

	
Il	est	difficile	d’en	interpréter	quelque	chose	au	niveau	de	 la	structure.	Tout	ce	qu’on	

peut	en	dire	est	que	l’effet	de	l’oxydation	d’une	cystéine	en	acide	sulfinique	sur	la	structure	du	
peptide	et	du	complexe,	diffère	selon	la	cystéine	oxydée.	
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	 Des	 titrages	 similaires	 en	 présence	 d’un	 équivalent	 de	 NTA	 (Figure	 B.III.10)	
permettent	de	déterminer	la	constante	de	complexation	apparente	à	pH	7	de	CP1	C7s	et	CP1	
C4s	pour	l’ion	Zn2+.	Ces	titrages	ont	été	simulés	avec	le	logiciel	SPECFIT	en	utilisant	un	modèle	
simple	où	Zn2+	est	chélaté	par	 le	NTA	ou	par	 le	peptide.	La	 formation	de	complexes	de	zinc	
avec	 le	 tampon	(Pi)	est	négligée	dans	un	premier	temps	car	sur	 le	suivi	des	titrages	(Figure	
B.III.8)	la	rupture	de	pente	est	nette,	ce	qui	témoigne	d’une	bonne	affinité	du	peptide	pour	le	
zinc.	 Le	 NTA	 forme	 un	 complexe	 1:1	 avec	 le	 zinc[18],	 avec	 une	 constante	 de	 complexation	
apparente	de	K=107,9.	Les	peptides	(CP1	C7s	et	CP1	C4s)	forment	un	complexe	1:1	avec	le	zinc,	
dont	 la	constante	de	complexation	est	 laissée	variable	pour	ajuster	 la	simulation	aux	points	
expérimentaux.	 C’est	 ainsi	 qu’ont	 été	 déterminées	 les	 constantes	 apparentes	 (à	 pH	 7)	 de	
complexation	:	K	=	108,6	pour	CP1	C7s	et	K	=	108,4	pour	CP1	C4s.	Des	simulations	similaires	ont	
été	 faites	 en	 introduisant	 la	 chélation	 de	 zinc	 par	 le	 phosphate	 (tampon).	 Les	 valeurs	 des	
constantes	de	complexation	des	peptides	sont	inchangées,	ce	qui	confirme	que	l’affinité	de	ces	
peptides	pour	le	zinc	est	suffisamment	élevée	pour	négliger	l’effet	du	tampon.	

	
Figure  B.III.10 : Titrages compétitifs de CP1 C7s (A,B) et C4s (C,D) par ZnCl2, en présence d’un équivalent de NTA, 

dans 100mM Pi pH 7,0. A gauche (A et C) : évolution des spectres CD lors des ajouts de ZnII. A droite (B et D) : suivi du 

titrage à 220nm et simulation (bleu). Voir le détail de la simulation dans le texte.  
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	 Nous	disposons	au	laboratoire	des	deux	mutants	de	CP1	dont	une	cystéine	sur	deux	est	
mutée	en	Alanine	:	CP1	C7A	et	CP1	C4A.	 Ils	 forment	eux	aussi	des	 complexes	1:1	avec	 l’ion	
Zn2+	 (Figure	 B.III.11	 (A)	 et	 (B)),	 mais	 dans	 les	 deux	 cas,	 la	 rupture	 de	 pente	 autour	 d’un	
équivalent	n’est	pas	nette.	Vers	un	équivalent	de	zinc,	une	partie	non	négligeable	du	zinc	est	
hors	du	peptide.	Dans	ce	cas,	il	faut	prendre	en	compte	la	complexation	de	Zn2+	par	le	tampon	
phosphate	(Kapp=102,2	à	pH	7,0,	voir	Partie	Expérimentale)	dans	nos	simulations.	
	

	
Figure B.III.11 : Titrages en dichroïsme circulaire des mutants alanine de CP1, dans 20mM Pi pH 7,0 en présence de 

250µM de TCEP. (A). Suivi CD du titrage par ZnCl2 de CP1 C4A. L’encadré suit le signal à 228nm, simulation en bleu. 

(B) Suivi CD du titrage par ZnCl2 de CP1 C7A. L’encadré suit le signal à 221nm : points expérimentaux en gris et 

simulation en bleu (détaillée dans le texte) (C) Titrage de CP1 C7A par ZnCl2 en présence de 0,9 équivalent de NTA, 

suivi à 221nm : points expérimentaux en gris, et simulation en bleu. Les simulations sont détaillées dans le texte. 

	

	 Le	titrage	compétitif	NTA/CP1	C7A		0,9	:1	(Figure	B.III.11	(C))	a	été	simulé	(ligne	bleu)	
avec	un	modèle	où	le	zinc	peut	être	complexé	par	le	NTA	(K=107,9),	le	phosphate	inorganique	
(K=102,2),	 et	 par	 le	 peptide	 pour	 former	 un	 complexe	 1:1	 et	 un	 complexe	 1:2.	 Les	 affinités	
obtenues	 sont	de	K=1010,9	 pour	 le	 complexe	1:2	 et	K=105,9	 pour	 le	 complexe	1:1.	 Le	 titrage	
direct	de	CP1	C7A	par	ZnCl2	a	ensuite	été	simulé	(ligne	bleu	de	l’encadré	Figure	IV.11	A)	en	lui	
imposant	une	affinité	pour	le	tampon	de	102,2	et	une	constante	de	complexation	de	1010,9	pour	
le	complexe	peptidique	1:2.	La	constante	de	complexation	du	complexe	1:1	est	 le	paramètre	
d’ajustement.	Le	 logiciel	 retrouve	une	constante	de	 complexation	de	105,9	pour	 le	 complexe	
peptidique	1:1,	comme	déterminée	précédemment.		
	 Nous	 n’avions	 pas	 assez	 de	 CP1	 C4A	 pour	 faire	 un	 titrage	 compétitif.	 En	 faisant	
l’hypothèse	 que	 CP1	 C4A	 se	 comporte	 comme	 CP1	 C7A,	 le	 titrage	 direct	 de	 CP1	 C4A	 en	
tampon	phosphate	a	été	simulé	avec	un	modèle	calqué	sur	celui	utilisé	pour	 les	simulations	
des	titrages	de	CP1	C7A	(Figure	B.III.11	(C)).	En	faisant	ainsi,	nous	obtenons	une	constante	de	
complexation	de	106,7	pour	l’espèce	1:1	métal/peptide,	et	une	constante	de	complexation	de	



ββα

Figure B.III.12 : Spectres RMN 1H des complexes ZnCP1 (noir), ZnCP1 C7s (rouge) et ZnCP1 C7A (vert). La fenêtre est 

restreinte à la zone où sont visibles les signaux N-H de la chaîne principale des peptides. Les signaux indiqués par les 

symboles + et * sont typiques du repliement en du peptide ββα. 



B.III.	Réactivité	d’un	doigt	de	zinc	ββα	classique	vis-à-vis	1O2	 147	

	

entièrement	de	la	formation	du	cœur	hydrophobe	de	CP1.	Sur	le	spectre	de	ZnCP1	C7s	(Figure	
B.III.12),	ces	protons	ont	des	déplacements	chimiques	 très	proches	de	ceux	qu’ils	ont	sur	 le	
spectre	de	ZnCP1.	Ceci	confirme	que	ZnCP1	C7s	a	bien	un	repliement	ββα.	En	revanche,	sur	le	
spectre	de	ZnCP1	C7A,	ces	signaux	sont	clairement	absents	:	ce	peptide	n’a	pas	le	repliement	
ββα.	
	

3. Discussion	

3.1.	Produits	d’oxydation	
	
	 Premièrement,	 l’oxydation	 d’un	 doigt	 de	 zinc	 ββα	 classique	 Zn(Cys)2(His)2	 par	 1O2	
produit	 des	 espèces	 mono-sulfinate	 (75±5%)	 et	 disulfure	 (25±5%).	 Ceci	 signifie	 que	 les	
histidines	 de	 ce	 site	 à	 zinc	 ne	 sont	 pas	 des	 cibles	 primaires	 de	 l’oxydation	 dudit	 site	 par	
l’oxygène	singulet.	Ceci	s’explique	par	l’acidité	de	Lewis	de	l’ion	Zn2+	qui	rend	l’imidazole	lié	
au	zinc	moins	nucléophile	que	l’imidazole	libre.	Il	est	aussi	probable	que	les	valeurs	hautes	de	
kR	de	l’histidine	libre	de	la	littérature	soient	un	peu	surestimées	:	les	méthodes	de	mesure	des	
vitesses	d’oxydation	par	 l’oxygène	 singulet	 sont	 complexes,	 et	donc	 sujettes	à	de	nombreux	
biais	(solvant,	erreur	sur	le	kR	d’un	compétiteur,	réactions	radicalaires	en	plus	de	1O2,	etc…).	
De	plus,	il	n’est	pas	étonnant	de	voir	que	les	thiolates	liés	au	zinc	sont	plus	nucléophiles	que	
les	histidines	liées	au	zinc.	

Quant	à	la	conséquence	qu’une	telle	oxydation	peut	avoir	sur	le	doigt	de	zinc,	il	faut	la	
discuter	en	terme	de	conservation	du	complexe	de	zinc	et	de	sa	structure.	

De	ce	point	de	vue,	le	cas	du	peptide	CP1	disulfure	ne	sera	pas	plus	discuté	:	l’oxydation	
de	 deux	 des	 quatre	 ligands	 cause	 une	 chute	 dramatique	 de	 l’affinité	 pour	 le	 zinc.	 Les	 deux	
histidines	restantes	peuvent	interagir	avec	du	zinc	libre,	mais	avec	une	affinité	faible	(K	~	105-
106),	et	sans	induire	le	repliement	du	peptide.		

En	revanche,	en	ce	qui	concerne	les	espèces	possédant	un	sulfinate,	les	choses	ne	sont	
pas	 aussi	 simples.	Nous	avons	vu	dans	 le	 cas	de	ZnLTC	 (Chapitre	B.II)	que	passer	de	quatre	
thiolates	 à	 trois	 thiolates	 et	 un	 sulfinate	 autour	 du	 zinc	 fait	 chuter	 la	 constante	 de	
complexation	 d’environ	 5	 ordres	 de	 grandeur.	 Or,	 ici,	 la	 sphère	 de	 coordination	 initiale	 se	
compose	de	deux	thiolates	et	deux	imidazoles.	Rien	ne	nous	dit	que	l’effet	sur	la	constante	de	
complexation	sera	le	même.	
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Tableau B.III.2 : constante de formation des complexes de zinc mesurées pour CP1, les produits mono-sulfinate CP1 

C7s et CP1 C4s, et les mutants alanine CP1 C7A et CP1 C4A. a) La constante de formation de ZnCP1 vient de 

Sénèque and Latour[20]. 

	
	Les	 études	 de	 coordination	 nous	 ont	 apporté	 des	 éléments	 de	 réponse	 (Tableau	

B.III.2).	 L’oxydation	 d’une	 cystéine	 de	 CP1	 en	 sulfinate	 fait	 baisser	 l’affinité	 du	 peptide	
d’environ	6,5	 	ordres	de	grandeur.	Cette	chute	est	plus	 importante	que	ce	qui	a	été	mesuré	
avec	LTC.	Cependant,	cette	affinité	reste	plus	grande,	de	1,5-2,5	ordres	de	grandeur,	que	celle	
du	mutant	alanine	correspondant.	Ceci	montre	bien	que	la	présence	du	groupement	sulfinate	
a	un	effet	stabilisateur	important.	De	plus,	la	RMN	1H	révèle	que	l’oxydation	de	la	cystéine	7	
du	peptide	en	sulfinate	ne	détruit	pas	le	repliement	ββα,	contrairement	à	la	mutation	de	cette	
cystéine	en	alanine.		

Le	 rôle	 stabilisateur	 du	 sulfinate	 pourrait	 s’expliquer	 par	 deux	 composantes	
différentes.	 D’abord,	 le	 sulfinate	 peut	 être	 coordiné	 au	 zinc	 (voir	 ci-dessous).	 Ensuite,	 les	
oxygènes	et	 le	 soufre	du	sulfinate	peuvent	être	 impliqués	dans	des	 liaisons	hydrogène	avec	
d’autres	atomes	du	peptide.		

Imanishi	et	al.[21]	ont	mesuré	l’affinité	pour	le	zinc	d’un	peptide	modèle	de	doigt	de	zinc	
ββα	et	de	ses	mutants.	Ce	peptide	f2	possède	une	séquence	d’acides	aminés	différente	de	CP1	
mais	conserve	les	éléments	essentiels	au	repliement	ββα.	Si	l’équivalent	de	la	cystéine	7	chez	
f2	 est	mutée	 en	 aspartate,	 f2(CCHH)àf2(CDHH),	 l’affinité	 du	 peptide	 pour	 le	 zinc	 passe	 de	
K=1013,6	à	K=1011.	La	perte	d’affinité	est	faible	comparée	à	celle	que	nous	avons	mesuré	pour	
nos	 produits	 d’oxydation.	 L’aspartate	 et	 le	 sulfinate	 ayant	 la	 même	 longueur	 de	 chaîne,	 la	
différence	 ne	 s’explique	 pas	 par	 un	 facteur	 structural.	 En	 revanche,	 le	 pKa	 d’un	 acide	
sulfinique	est	plus	faible	que	celui	d’un	acide	carboxylique.	Aussi,	on	peut	penser	que	l’acide	
sulfinique	est	moins	donneur,	et	donc,	moins	bon	ligand	que	l’aspartate.		
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Si	 l’on	 peut	 penser	 que	 le	 sulfinate	 est	 coordonné	 au	 zinc,	 par	 contre,	 nous	 n’avons	
aucune	 information	 sur	 le	 mode	 de	 coordination	 du	 sulfinate	 au	 zinc	 (O-lié	 ou	 S-lié).	 Les	
bandes	 de	 vibration	 de	 ces	 liaisons	 soufre-oxygène,	 visibles	 en	 spectroscopie	 infra-rouge,	
permettent	de	discriminer	les	différents	modes	de	coordination	possibles.	Malheureusement,	
les	 tentatives	d’enregistrement	de	 spectres	 infra-rouges	de	nos	 complexes,	 en	poudre	et	 en	
solution,	se	sont	soldées	par	des	échecs.	Néanmoins,	dans	 la	 littérature,	on	ne	 trouve	aucun	
exemple	de	complexe	où	un	ion	Zn2+	est	S-lié	à	un	sulfinate,	mais	il	existe	plusieurs	exemple	de	
O-liés.	C’est	notamment	 le	cas	d’un	complexe	de	zinc	possédant	une	sphère	de	coordination	
qu’on	peut	penser	proche	de	celle	de	nos	peptides	avec	un	sulfinate	:	elle	est	composé	de	deux	
azotes	(amidates)	d’un	thiol	et	d’un	sulfinate	O-lié[22].		

Finalement,	 notons	 aussi	 que	 les	 spectres	 CD	 des	 mutants	 Alanine	 libres	 (Figure	
B.III.11	au	début	des	titrages)	indiquent	que	ces	peptides	sont	très	peu	structurés	en	absence	
de	 zinc	:	 le	 signal	 à	 225	 nm	 est	 peu	 négatif.	 Ce	 signal	 étant	 beaucoup	 plus	 négatif	 sur	 les	
spectres	CD	des	peptides	libres	CP1,	CP1	C7s,	CP1	C4s	(Figure	B.III.5	au	début	des	titrages),	il	
est	vraisemblable	que	la	mutation	d’une	cystéine	en	alanine	fasse	disparaître	une	ou	plusieurs	
liaisons	 hydrogène	 (impliquant	 le	 soufre	 de	 la	 cystéine,	 et	 le	 soufre	 et/ou	 les	 oxygènes	 de	
l’acide	sulfénique)	qui	se	formaient	dans	le	peptide	libre,	induisant	une	structuration	partielle.		
	

3.2.	Cinétique	d’oxydation	
	
La	vitesse	de	désactivation	totale	de	1O2	par	ZnCP1	est	kT(ZnCP1)=1,7(±0,2).107	M-1.s-1,	

ce	 qui	 est	 du	 même	 ordre	 de	 grandeur	 que	 la	 vitesse	 déterminée	 pour	
ZnLTC	(kT(ZnLTC)=1,4(±0,1).107	 M-1.s-1).	 Nous	 avons	 montré	 dans	 le	 chapitres	 B.II	 que	 les	
thiols	(des	cystéines)	coordonnés	au	zinc	ne	font	pas,	ou	très	peu,	de	désactivation	physique.	
Dans	 ZnCP1	 aussi	 la	 désactivation	 physique	 pourrait	 venir	 uniquement	 de	 l’enveloppe	
peptidique.	Cependant,	il	a	été	montré	que	l’histidine	libre	et	l’imidazole	sont	capables	de	faire	
de	la	désactivation	physique[16],	mais	il	n’y	a	pas	d’étude	similaire	portant	sur	les	imidazoles	
liés	au	zinc.	
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Tableau B.III.3 : Vitesses d’oxydation de ZnCP1 et ZnLTC par l’oxygène singulet et le peroxyde d’hydrogène. Les 

vitesses d’oxydation par H2O2 viennent de : a) Isaac et al.[8] et b) Bourlès et al.[23]  

	
Malheureusement,	la	stratégie	décrite	dans	le	Chapitre	B.II	d’utiliser	un	mutant	où	les	

quatre	 ligands	 du	 zinc	 sont	 mutés	 en	 alanine	 n’est	 pas	 applicable	 ici.	 En	 effet,	 dans	 le	
complexe	 ZnCP1,	 plusieurs	 chaînes	 latérales	 sont	 enfouies	 et	 protégées	 du	 solvant,	
notamment	 les	 chaînes	 latérales	 composant	 le	 cœur	 hydrophobe.	 Ainsi,	 les	 noyaux	
aromatiques	des	phénlyalanines	ne	sont	pas	exposés	au	solvant	et	font	peu	de	désactivation	
physique.	Or,	si	l’on	mute	les	ligands	(His	et	Cys)	du	zinc	en	alanine,	le	peptide	n’adoptera	pas	
de	 conformation	 et	 exposera	 toutes	 ces	 chaînes	 latérales	 hydrophobes	 au	 solvant.	 Elles	
pourront	alors	participer	pleinement	à	la	désactivation	de	l’oxygène	singulet.	C’est	ainsi	qu’est	
expliqué	 le	 fait	 qu’une	 protéine	 désactive	 plus	 1O2	 dans	 sa	 forme	 dépliée	 que	 lorsqu’elle	
adopte	une	structure	stable[24].	Cette	 forme	sera	donc	capable	de	 faire	plus	de	désactivation	
physique	que	le	complexe	ZnCP1.	

	
Par	 contre,	 en	 ce	 qui	 concerne	 la	 désactivation	 chimique	 (conduisant	 aux	 produits	

d’oxydation)	 le	 complexe	 ZnCP1	 réagit	 environ	 ~6	 fois	 moins	 moins	 vite	 que	 ZnLTC	:	
kR(ZnCP1)=0,7±0,07.106	 M-1.s-1	 contre	 kT(ZnLTC)=4,3±0,4.106	 M-1.s-1.	 Cette	 différence	 de	
réactivité	 est	 celle	 déjà	 observée	 avec	 H2O2.	 Néanmoins,	 elle	 était	 plus	marquée	 avec	H2O2	
puisque	ZnLTC	réagit	avec	lui	environ	30	fois	plus	vite	que	ZnCP1[8,23].		
	

	
	

4. Conclusion		

	
	 L’oxydation	 d’un	 site	 doigt	 de	 zinc	 ββα classique	 de	 formule	 Zn(Cys)2(His)2	 par	
l’oxygène	singulet	est	lente	:	kR(ZnCP1)=0,7.106	M-1.s-1	soit	6	fois	moins	rapide	qu’un	site	clef	
de	 sol	 à	 quatre	 cystéines.	 Seules	 les	 cystéines	 de	 ce	 site	 sont	 des	 cibles	 primaires	 pour	



ββα
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Ce	 petit	 projet	 a	 été	 développé	 à	 la	 fin	 de	 ma	 thèse.	 Il	 a	 été	 l’occasion	 pour	 moi	

d’encadrer	Valentin	Chabert	durant	son	stage	de	Master	2.	Valentin	s’est	montré	enthousiaste,	

volontaire	et	impliqué	dans	ce	projet.	Je	l’en	remercie	très	chaleureusement.	

	

1. Introduction	
	

Les	 facteurs	 σE	 (Rhodobacter	 sphaeroides)	 et	 σR	 (Streptomyces	 coelicolor)	

appartiennent	à	 la	famille	des	facteurs	σ70,	plus	précisément,	à	 la	sous-famille	du	groupe	IV.	

De	ces	sous-familles,	celle	du	groupe	IV	est	la	plus	large	et	la	plus	diversifiée,	ce	qui	suggère	

que	 ses	membres	 jouent	 un	 rôle	majeur	 dans	 la	 transcription	 bactérienne[1].	 σE	 et	 σR	 sont	

responsables	de	l’expression	d’une	réponse	contre	le	stress	oxydant	:	oxygène	singulet	dans	le	

cas	 de	 σE,	 et	 «	stress	 disulfure	»	 (l’oxydant	 physiologique	 activateur	 n’est	 pas	 identifié	 à	 ce	

jour)	dans	 le	 cas	de	σR.[2]	 Cependant,	 pour	que	 cette	 réponse	n’ait	 lieu	qu’en	présence	d’un	

stress	oxydant,	il	faut	inhiber	l’action	de	ces	facteurs	de	transcription	en	conditions	normales.	

Cette	inhibition	est	levée	par	le	stress	oxydant,	et	est	restaurée	lors	du	retour	aux	conditions	

«	normales	».	Les	acteurs	de	cette	inhibition	sont	les	facteurs	anti-sigma,	qui	inhibent	l’action	

des	 facteurs	 sigma	 en	 les	 séquestrant	 (illustré	 Schéma	 B.IV.1).	 σE	 et	 σR	 sont	 séquestrés,	

respectivement,	par	les	facteurs	anti-sigma	ChrR	et	RsrA.	

	

	

Schéma B.IV.1 : Mécanisme de régulation du facteur sigma R par son anti-facteur sigma, RsrA. (extrait de Ilbert M. et al. 
[3]). En conditions normales, le site à zinc de RsrA est formé, et σR est lié à RsrA, ce qui l’empêche d’interagir avec l’ARN 

polymérase. En présence d’oxydants, les cystéines du doigt de zinc de RsrA sont oxydées (disulfures), ce qui induit un 

changement de conformation de RsrA, provoquant le départ de σR. Ce dernier peut alors se lier à l’ARN polymérase et 

initier la transcription du régulon qu’il contrôle. Après retour en conditions normales, réductrices, les ponts disulfures de 

RsrA sont réduits, ce qui permet au site à zinc de se reformer. RsrA est de nouveau capable de séquestrer σR. 

	

Pour	ces	deux	systèmes,	l’interaction	entre	le	facteur	sigma	et	son	facteur	anti-sigma	se	

fait	au	niveau	du	domaine	N-terminal	du	facteur	anti-sigma.	Ce	domaine	est	appelé	ASD	(Anti-

Sigma	Domain)[1].	 Il	est	conservé	dans	33%	des	facteurs	anti-σ	du	groupe	IV.	L’ASD	de	RsrA	
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contient	un	ion	Zn2+,	nécessaire	au	bon	repliement	du	site.	Les	protéines	homologues	de	RsrA,	

comme	 ChrR,	 possèdent	 le	même	 site,	 dont	 le	motif	 conservé	 est	 H-X3-C-X2-C.	 Ce	motif	 est	

présent	 dans	 38%	des	 domaines	 ASD,	 qui	 sont	 alors	 appelés	 ZAS	 (Zinc-binding	 Anti-Sigma	

factor)[4].	

	

Des	deux	systèmes,	le	mieux	décrit	est	le	système	RsrA/σR.	Des	expériences	in	vitro[5]	

et	 in	 vivo[4]	 montrent	 que	 la	 réponse	 de	 la	 bactérie	 contre	 le	 diamide	 est	 déclenchée	 par	

l’oxydation	de	RsrA	:	les	cystéines	du	site	doigt	de	zinc	de	RsrA	sont	oxydées	en	disulfure,	ce	

qui	 conduit	 au	 relarguage	 du	 zinc	 et	 au	 dépliement	 du	 domaine.	 L’interaction	 RsrA-σR	 est	

alors	perdue,	ce	qui	permet	au	facteur	σR	d’aller	recruter	l’ARN-polymérase	sur	le	promoteur	

du	régulon	(trxBA)	codant	pour	la	thiorédoxine	et	la	thiorédoxine-réductase[5].	RsrA	étant	un	

substrat	 de	 la	 thiorédoxine,	 lorsque	 le	 stress	 oxydant	 diminue,	 le(s)	 disulfure(s)	 est/sont	

réduit(s),	le	site	à	zinc	se	reforme,	ce	qui	permet	à	RsrA	de	séquestrer	σR	de	nouveau.	

	

	 Pour	le	système	ChrR/σE,	ce	qui	déclenche	la	rupture	de	l’interaction	ChrR-σE	n’est	pas	

encore	élucidé.	D’abord,	par	analogie	avec	le	système	que	l’on	vient	de	décrire,	il	a	été	proposé	

que	la	détection	de	1O2	dans	la	cellule	se	fasse	via	l’oxydation	du	site	à	zinc.	Cependant,	il	a	été	

montré	que	 le	domaine	N-terminal	 seul	n’est	pas	suffisant	pour	monter	 la	 réponse	à	 1O2,	 le	

domaine	C-terminal	est	requis.	Lorsque	la	partie	C-terminale	de	ChrR	est	tronquée,	ChrR	est	

toujours	capable	de	séquestrer	σE.	En	revanche,	l’exposition	à	l’oxygène	singulet	n’induit	plus	

l’expression	des	gènes	régulés	par	σE,	suggérant	que	le	complexe	ChrR-σE	n’a	pas	été	rompu[1].	

De	 plus,	 des	 études	 récentes[6–8]	 ont	 mis	 en	 évidence	 l’implication	 d’autres	 acteurs,	

notamment	des	protéases,	nécessaires	à	l’activation	de	σE	lors	d’un	stress	1O2.	Le	mécanisme	

d’activation	de	ChrR	par	l’oxygène	singulet	est	donc	plus	complexe	que	celui	de	RsrA,	et	reste	

mal	 connu.	 Entre	 autres,	 la	 cible	 «	primaire	»	 de	 l’oxygène	 singulet	 n’est	 toujours	 pas	

identifiée.	

	 		

L’hypothèse	 de	 l’oxydation	 du	 site	 à	 zinc	 de	 ChrR	 par	 1O2	 comme	 événement	 initial	 est	

plausible	 étant	 donné	 la	 similarité	 de	 son	 site	 à	 zinc	 avec	 celui	 de	RsrA,	 et	 le	 rôle	 de	 cette	

dernière.	 Cette	 étude	 vise	 à	 mettre	 en	 évidence,	 s’il	 y	 en	 a,	 des	 propriétés	 structurales	 et	

réactionnelles	 particulières	 aux	 sites	 ZAS	 par	 rapport	 aux	 autres	 familles	 de	 doigt	 de	 zinc	

précédemment	étudiées.	
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2. Résultats	
	

2.1. Conception	des	modèles	des	sites	doigt	de	zinc	de	ChrR	et	RsrA	

	

RsrA	 et	 ChrR	 possèdent	 un	 site	 à	 zinc	 de	 formule	 Z-Xy-H-X3-C-X2-C,	mais,	 chez	 RsrA	

y=25	et	Z=Cys	tandis	que	pour	ChrR,	y=24	et	Z=His.	

La	Figure	B.IV.I	présente	la	structure	cristallographique	du	complexe	ChrR-σE[1].	Pour	

RsrA,	il	n’y	a	pas	de	structure	disponible	dans	la	littérature.	Les	groupes	travaillant	sur	RsrA	

utilisent	la	structure	de	ChrR	comme	modèle.	Aussi,	nos	modèles	seront	conçus	à	partir	de	la	

structure	de	ChrR.	

	

	

Figure B.IV.1 : Structure cristallographique du complexe Rs ChrR-σE (PDB code : 2Q1Z). Le facteur σE est représenté en 

bleu. Les trois hélices formant le site à zinc de ChrR sont colorées en rouge, orange et jaune (de N-ter en C-ter), le reste 

de la protéine est en vert, et le zinc est représenté par une sphère grise. Notons qu’il manque la chaîne reliant le 

domaine C-ter de ChrR (motif tonneau β en vert) au domaine N-ter : sur la représentation de gauche, ce lien se 

trouverait au haut (les deux bouts tronqués sont visibles, pointent l’un vers l’autre).   

 

Au	 sein	 du	 complexe	 ChrR-σE	 (Figure	 B.IV.1),	 la	 grande	 majorité	 (~95%)	 des	

interactions	ChrR/σE	se	fait	au	niveau	du	domaine	N-terminal[1],	dont	le	doigt	de	zinc	est	un	

composant	essentiel.	L’hélice	orange	interagit	avec	le	domaine	C-terminal	de	ChrR,	tandis	que	

les	deux	autres	ont	de	larges	surfaces	d’interaction	avec	le	facteur	sigma.	De	plus,	le	site	à	zinc	

est	clairement	exposé	à	la	surface	de	la	protéine,	donc,	accessible	au	solvant.	

Ce	 site	 doigt	 de	 zinc	 est	 composé	 de	 trois	 hélices	 α,	 dont	 deux	 forment	 un	 coude	

comportant	les	trois	acides	aminés	du	motif	ZAS,	H-X3-C-X2-C,	qui	vont	lier	le	zinc.	Le	dernier	

acide	 aminé	 coordinant	 le	 zinc,	 se	 trouve	 plus	 loin	 dans	 la	 séquence,	 dans	 une	 partie	 sans	

repliement	canonique.	Entre	ces	trois	hélices,	se	trouve	un	cœur	hydrophobe	formé	par	neuf	

chaines	latérales	hydrophobes.		
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Pour	bien	modéliser	un		tel	site	à	zinc,	nous	nous	basons	sur	la	séquence	de	la	protéine.	

Cependant,	il	faut	savoir	quels	sont	les	acides	aminés	à	conserver,	quels	sont	ceux	qui	devront	

être	mutés,	et	ceux	qui	peuvent	être	modifiés	sans	qu’il	y	ait	d’impact	notable.	

D’abord,	 concentrons-nous	 sur	 ceux	 qu’il	 faut	 conserver.	 Puisque	 notre	modèle	 doit	

reproduire	un	site	à	zinc,	il	est	évident	que	les	ligands	du	zinc	doivent	être	conservés	(Figure	

B.IV.2	 A).	 Ensuite,	 comme	 on	 l’a	 mentionné,	 des	 chaînes	 latérales	 apolaires	 pointent	 vers	

l’intérieur	 de	 l’espace	 délimité	 par	 les	 trois	 hélices,	 formant	 un	 cœur	 hydrophobe	 (Figure	

B.IV.2	B).	Il	assure	la	cohésion	entre	les	trois	hélices.	Dans	le	Chapitre	B.III,	nous	avons	vu	que	

le	peptide	CP1,	en	se	repliant	autour	du	zinc,	 forme	un	cœur	hydrophobe,	composé	de	trois	

chaines	latérales	conservées.	Il	a	été	montré	que	ce	cœur	hydrophobe	joue	un	rôle	important	

dans	 la	stabilité	du	complexe.	Un	mutant	(CP1-Δ8)	possédant	une	délétion	en	position	8,	ce	

qui	 crée	 un	 décalage	 dans	 la	 séquence,	 est	 incapable	 de	 former	 ce	 cœur	 hydrophobe.	

L’absence	 de	 ce	 dernier	 confère	 au	 complexe	 ZnCP1-Δ8	 des	 propriétés	 différentes	 du	

complexe	 parent,	 ZnCP1[9].	 D’abord,	 les	 spectres	RMN	 1H	montrent	 que	 ZnCP1-Δ8	présente	

une	grande	flexibilité,	alors	que	la	chaîne	de	ZnCP1	présente	peu	de	mouvement.	Ensuite,	 la	

constante	 de	 formation	 de	 	 ZnCP1-Δ8	 est	 environ	 104	 fois	 plus	 faible	 que	 celle	 de	 ZnCP1.	

Finalement,	 l’échange	de	zinc	entre	 le	peptide	et	un	compétiteur	est	environ	1700	 fois	plus	

rapide	avec	CP1-Δ8	qu’avec	CP1.	D’après	Li	et	al.[10],	pour	ces	doigts	de	zinc,	la	formation	du	

cœur	 hydrophobe	 et	 la	 chélation	 du	 zinc	 sont	 coopératives.	 Ainsi,	 la	 décoordination	 des	

ligands	du	zinc	est	fortement	défavorisée	car	elle	implique	de	déformer	le	cœur	hydrophobe.	

Dès	 lors,	 garder	 le	 cœur	 hydrophobe	 de	 ces	 ZAS	 dans	 nos	 modèles	 leur	 confèrerait	 des	

propriétés	plus	fidèles	aux	sites	protéiques	originaux.	C’est	la	raison	pour	laquelle	nous	avons	

choisi	d’élaborer	un	modèle	peptidique	linéaire	plutôt	qu’un	modèle	branché,	plus	court,	mais	

sans	cœur	hydrophobe.	

	

	

	

Figure B.IV.2 : Détails de la structure du doigt de zinc de la protéine ChrR dont les trois hélices alpha sont colorées 

différemment pour mieux les repérer. Les acides aminés représentés en bâtons permettent d’attirer l’attention sur : (A) la 
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sphère de coordination du zinc, (B) les chaînes latérales qui forment le cœur hydrophobe et (C) les chaînes latérales 

hydrophobes dirigées vers l’extérieur du motif.  

	

Nous	conservons	aussi	les	sérines	et	thréonines	situées	à	la	base	(N-ter)	d’une	hélice	α:	

le		groupe	hydroxyle	de	la	chaine	latérale	d’une	sérine	(ou	thréonine)	en	position	i	établit	une	

liaison	 hydrogène	 avec	 le	 NH	 de	 la	 chaine	 principale	 de	 l’acide	 aminé	 i+3,	 ce	 qui	 aide	 à	 la	

formation	de	 l’hélice.	Finalement,	pour	que	 le	modèle	 reproduise	 correctement	 la	 réactivité	

du	site	original,	il	faut	conserver	les	liaisons	hydrogène	impliquant	les	soufres	des	cystéines.	

Les	 autres	 acides	 aminés	 peuvent,	 a	 priori,	 être	 mutés	 sans	 que	 cela	 nuise	 à	 la	

structuration	du	peptide.	Cependant,	la	mutation	d’un	acide	aminé	en	un	autre	sera	toujours	

motivée.	De	plus,	l’acide	aminé	qui	sera	choisi	pour	le	remplacer	devra	permettre	au	peptide	

de	 se	 replier	 correctement	 et	 d’être	 soluble	dans	 l’eau.	Ainsi,	 l’obtention	de	 la	 séquence	du	

modèle	 en	 partant	 de	 la	 séquence	 de	 ChrR,	 s’est	 faite	 en	 cinq	 étapes	 de	 modifications,	

expliquées	ci-dessous	(le	changement	induit	sur	la	séquence	à	chaque	étape	est	illustré	Figure	

B.IV.3)	:	

	

1. Le	modèle	ne	vise	à	reproduire	que	le	domaine	doigt	de	zinc	de	la	protéine,	ce	qui	

correspond	 aux	 acides	 aminés	 4	 à	 50	 de	 la	 séquence	 de	 ChrR.	 La	 séquence	 est	

tronquée	en	amont	et	en	aval	de	cette	section.	

	

2. Pour	reproduire	fidèlement	la	sphère	de	coordination	du	zinc,	les	acides	aminés	qui	

forment	 le	 site	 métallique	 sont	 conservés.	 En	 revanche,	 dans	 la	 séquence	 de	 la	

protéine,	 il	 peut	 y	 avoir	d’autres	 acides	 aminés	qui	 sont	potentiellement	de	bons	

ligands	du	zinc	(histidines,	cystéines).	Cela	ne	pose	pas	forcément	problème	dans	la	

protéine,	 mais	 dans	 un	 peptide	 court,	 cela	 pourrait	 conduire	 à	 la	 formation	 de	

complexes	 non	 désirables,	 lors	 des	 études	 de	 complexation.	 Aussi,	 ces	 ligands	

potentiels	 	 n’appartenant	 pas	 au	 site	métallique	d’intérêt	 sont	mutés	 (ici,	 il	 n’y	 a	

que	l’histidine	1).	

	

3. Afin	 d’obtenir	 un	 complexe	 peptidique	 bien	 soluble	 dans	 l’eau	 (notamment	 à	 pH	

physiologique),	les	acides	aminés	dont	la	chaîne	latérale	est	hydrophobe	et	pointe	

vers	 le	 solvant	 (Figure	 B.IV.2	 (C))	 sont	 mutés	 en	 des	 acides	 aminés	 polaires,	

préférentiellement	chargés	à	pH	neutre.	En	effet,	pour	éviter	l’agrégation	on	donne	

au	peptide	une	charge	globale	non-nulle.	Ceci	motive	 l’insertion	prédominante	de	
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lysines,	afin	que	 les	peptides	soient	 chargés	positivement	à	pH	neutre.	De	plus,	 il	

importe	que	ces	charges	soient	bien	réparties	à	la	surface	du	modèle	:	en	effet,	un	

premier	modèle	possédant	moins	de	lysines	et	plus	de	glutamates,	et	mal	réparties,	

précipitait	lors	de	la	complexation	du	zinc.	

	

4. Le	domaine	étant	principalement	formé	d’hélices	α,	les	acides	aminés	qui	leur	sont	

peu	 favorables,	 voire	 défavorables	 (comme	 les	 acides	 aminés	 β–branchés	:	

isoleucine,	 thréonine),	 sont	mutés	par	des	 acides	 aminés	 fréquemment	 retrouvés	

dans	ce	genre	d’hélices,	et	connus	pour	avoir	une	forte	propension	à	en	former[11].	

	

5. Enfin,	en	vue	de	la	synthèse	peptidique,	nous	avons	voulu	éviter	les	acides	aminés	

connus	pour	 être	 problématiques	 en	 synthèse	 peptidique	 sur	 support	 solide.	 Par	

exemple,	 l’acide	aspartique	a	tendance	à	former	un	aspartimide,	et	 l’arginine	peut	

être	difficile	à	greffer	et	faire	des	réactions	parasites.	Nous	les	remplaçons	par	des	

acides	glutamiques	et	des	 lysines.	A	 la	 fin	de	cette	étape,	 la	séquence	obtenue	est	

celle	que	nous	désignerons	sous	le	nom	de	LZAS(HHCC).	

	

	

Figure B.IV.3 : Elaboration de la séquence du modèle LZAS(HHCC) à partir de la séquence du doigt de zinc de la protéine 

Rs ChrR en cinq étapes, détaillées dans le texte. Pour chaque étape, les modifications apportées sont indiquées en 

gras. Les acides aminés impliqués dans la coordination du zinc sont soulignés. Les trois hélices alpha du domaine sont 

indiquées par des barres de couleurs (correspondant à la Figure B.IV.2).	

	

En	plus	du	modèle	LZAS(HHCC)	dont	la	séquence	vient	d’être	présentée,	deux	mutants	

ont	été	synthétisés.	Dans	ces	peptides,	l’histidine	2		de	LZAS(HHCC)	est	mutée	en	cystéine	et	en	

alanine,	pour	donner	respectivement	LZAS(CHCC)	et	LZAS(AHCC)	(Figure	B.IV.4).		

Le	premier,	LZAS(CHCC),	permettra	de	modéliser	 le	site	à	zinc	de	la	protéine	RsrA.	De	

plus,	 la	 comparaison	 de	 sa	 réactivité	 avec	 celle	 de	 LZAS(HHCC),	 permettra	 d’apprécier	

l’influence	du	nombre	de	cystéines	dans	la	sphère	de	coordination	du	zinc	sur	la	réactivité	de	

ce	motif.		
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Le	 deuxième,	 LZAS(AHCC),	 servira	 lors	 des	 caractérisations	 physico-chimiques.	 Par	

comparaison	avec	les	deux	autres	modèles,	il	mettra	en	évidence	ce	qu’apporte	le	quatrième	

ligand	(celui	qui	n’appartient	pas	au	motif	conservé	H-X3-C-X2-C)	en	terme	de	stabilité.	

	

	

Figure B.IV.4 : Séquences des modèles LZAS étudiés dans ce chapitre. 

	

Finalement,	 les	études	de	ces	modèles	vis-à-vis	de	 l’oxygène	singulet	permettront	de	

comparer	la	réactivité	des	sites	à	zinc	à	celle	des	tyrosines.	En	effet,	cet	acide	aminé	est	décrit	

comme	étant	sensible	à	l’oxygène	singulet[12].	S’il	est	oxydé	au	sein	d’une	protéine,	le	produit	

d’oxydation	 majoritaire	 est	 la	 3,4-dihydroxyphénylalanine.	 Ce	 produit	 correspond	 à	 l’ajout	

d’un	atome	d’oxygène	sur	le	phénol	de	la	tyrosine,	c’est	à	dire,	un	gain	de	16	unités	de	masse	

par	rapport	au	peptide	initial.	

	

Nos	peptides	LZAS	possèdent	deux	tyrosines,	dont	l’une	(Tyr20)	devrait	pointer	vers	le	

solvant	 (si	 le	 repliement	 est	 fidèle	 à	 la	 protéine),	 c’est	 à	 dire	 qu’elle	 est	 accessible	 aux	

oxydants.	Ainsi,	lorsque	nos	modèles	seront	photo-oxydés,	nous	pourrons	voir	si	l’on	détecte,	

ou	non,	des	produits	correspondant	à	l’oxydation	de	la	tyrosine.	

	

Mais,	avant	de	réaliser	les	études	de	réactivité,	il	faut	s’assurer	de	la	pertinence	de	nos	

modèles,	quant	à	la	reproduction	des	sites	ZAS.	

	

	2.2.	Caractérisation	physico-chimique	des	modèles	

	

Après	 les	étapes	de	synthèse	et	de	purification,	 l’interaction	de	ces	peptides	avec	 les	

métaux	 ainsi	 que	 son	 effet	 sur	 la	 structure	 du	 peptide,	 ont	 été	 caractérisés	 par	 diverses	

spectroscopies.		

Étant	des	modèles	de	sites	à	zinc,	la	complexation	de	l’ion	Zn2+	par	ces	peptides	LZAS	est	

la	 première	 étudiée.	 L’ajout	 de	 Zn2+	 dans	 une	 solution	 de	 LZAS	 provoque	 l’augmentation	 de	

l’absorbance	 autour	 de	 220nm	 (Figure	 B.IV.5	 (A),	 (B)	 et	 (C)).	 Ce	 phénomène	 a	 déjà	 été	

largement	décrit.	Il	correspond	à	l’apparition	d’une	bande	de	transfert	de	charge	(du	thiolate	

vers	le	zinc)	lors	de	la	coordination	du	zinc	par	les	cystéines	du	peptide.	De	0	à	1	équivalent	
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Zn2+/L,	cette	augmentation	est	linéaire,	et	l’absorbance	atteint	un	plateau	après	1	équivalent	

(Figure	B.IV.5	(D),	(E)	et	(F)).	Ceci	signifie	que	ces	peptides	sont	capables	de	complexer	le	zinc	

pour	 former,	 vraisemblablement,	 seulement	 une	 espèce	 1:1	 métal/peptide.	 Notons	 que	 la	

rupture	 de	 pente	 est	 nette	 pour	 les	 trois	 peptides,	 ce	 qui	 indique	 une	 constante	 de	

complexation	 élevée.	 C’était	 attendu	 pour	 les	 peptides	 à	 quatre	 ligands	 LZAS(CHCC)	 et	

LZAS(HHCC),	mais	plutôt	surprenant	pour	le	peptide	LZAS(AHCC).	

	

Figure B.IV.5 : Suivi en spectrophotométrie UV des titrages des peptides LZAS par ZnCl2, en tampon phosphate 20mM 

pH 7,0 et en présence de 500µM de TCEP. De gauche à droite, les figures correspondent à LZAS(CHCC) (16µM), 

LZAS(HHCC) (19µM) et LZAS(AHCC) (13µM). L’évolution des spectres est présentée pour chaque peptide (A),(B),(C). 

L’apparition de la bande de transfert de charge est suivie à 220nm pour chaque peptide (D), (E) et (F).	

	

L’intensité	 de	 cette	 bande	 de	 transfert	 de	 charge	 dépend	 du	 nombre	 de	 cystéines	

coordonnant	le	zinc.	La	différence	de	coefficient	d’extinction	molaire	entre	le	complexe	et	 le	

peptide	 libre	 Δε220nm=ε220nmZnL-ε220nmL	 ,	 a	 été	 mesurée	 pour	 chaque	 peptide	 LZAS	:	 Δε220nm	

(CHCC)=	14	000	M-1.cm-1,	Δε220nm	(HHCC)=	6450	M-1.cm-1	et	Δε220nm	(AHCC)=	9000	M-1.cm-1.		

Ces	 valeurs	 sont	 cohérentes	 avec	 trois	 cystéines	 coordonnées	 dans	 ZnLZAS(CHCC)	 et	

deux	cystéines	coordonnées	dans	ZnLZAS(HHCC)	et	ZnLZAS(AHCC)	:	dans	la	famille	CP1,	Δε220nm	

=	 6500-8700	 M-1.cm-1	 et	 Δε220nm	 =	 15	 500	 M-1.cm-1	 pour	 deux	 et	 pour	 trois	 cystéines	

coordonnées,	respectivement	[9].	

Afin	d’obtenir	plus	d’information	quant	à	la	première	sphère	de	coordination	du	Zn2+	

dans	 ce	 type	 de	 complexes,	 Co2+	 est	 souvent	 utilisé[9,13–15].	 Cet	 ion	métallique	 présente	 des	
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propriétés	proches	de	celles	de	Zn2+.	De	plus,	puisque	sa	couche	d	n’est	pas	pleine	(d7)	et	que	

les	 transitions	d-d	dépendent	de	 l’arrangement	des	 ligands	autour	du	métal,	Co2+	est	utilisé	

comme	sonde	spectroscopique	des	sites	à	zinc	protéiques[16].	

Les	 titrages	 des	 peptides	 LZAS	 	 par	 [CoII(H20)6]2+	 sont	 suivis	 par	 spectrophotométrie	

UV-Visible	 (Figure	 B.IV.6	 (A),	 (B)	et	 (C)).	 L’évolution	 des	 spectres	 lors	 des	 ajouts	 de	 Co2+	

montre	 l’apparition	 de	 bandes	 de	 transfert	 de	 charge	 (vers	 220-400nm),	 dues	 à	 la	

coordination	de	 thiolate(s)	 au	 cobalt,	 et	 des	 bandes	de	 transition	d-d	 (dans	 la	 fenêtre	 500-

750nm),	 alors	 que	 dans	 nos	 conditions,	 le	 Co2+	 hexahydraté	 n’absorbe	 pas	 entre	 500	 et	

750nm.	Le	cobalt	ajouté	est	donc	complexé	par	les	peptides	LZAS.	

Si	 l’on	 suit	 l’apparition	 des	 bandes	 d-d	 en	 fonction	 de	 la	 quantité	 de	 cobalt	 ajoutée	

(inserts	A	et	B),	les	peptides	LZAS(CHCC)	et	(HHCC)	ont	le	même	comportement	:	l’absorbance	

augmente	 linéairement	 jusqu’à	 1	 équivalent	 Co2+/L,	 puis	 décrit	 un	 plateau.	 De	 plus,	 cette	

évolution	 est	 identique	 pour	 les	 trois	 bandes	 de	 transition	 d-d.	 Il	 semble	 donc	 que	 ces	

peptides	forment	uniquement	des	complexes	1:1	Co2+/L.	

En	revanche,	 l’augmentation	d’intensité	des	bandes	d-d	dans	le	titrage	de	LZAS(AHCC)	

(insert	C)	est	différente	de	celle	que	 l’on	vient	de	décrire.	D’abord,	 l’augmentation	de	A695nm	

n’est	pas	tout	à	fait	linéaire	jusqu’à	1	équivalent,	et,	surtout,	l’absorbance	n’atteint	de	plateau	

que	 vers	 1,6-2	 équivalents.	 Néanmoins,	 la	 pente	 à	 l’origine	 et	 le	 plateau	 se	 coupent	 à	 1	

équivalent,	 ce	 qui	 semble	 indiquer	 la	 formation	 de	 complexe	 1:1	 Co2+/L.	 Mais,	 une	 autre	

bande	d-d,	à	660nm,	évolue	différemment	de	celle	à	695nm	(voir	 l’insert	de	 la	Figure	B.IV.6	

(C)).	Ceci	indique	la	présence	de	plusieurs	espèces	en	solution.	Nous	ne	sommes	pas	parvenus	

à	déconvoluer	les	spectres	afin	d’identifier	précisément	les	espèces	en	solution.		

Le	 ligand	 en	 position	 2	 de	 LZAS	 est	 donc	 nécessaire	 pour	 éviter	 la	 formation	 de	

complexes	de	stœchiométries	autres	que	1:1	métal/peptide.	En	effet,	sans	lui,	le	complexe	1:1	

a	 une	 constante	 de	 formation	 qui	 n’est	 pas	 suffisamment	 grande	 pour	 éviter	 les	 autres	

stœchiométries.	
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Figure B.IV.6 : Suivi en spectrophotométrie UV-Visible des titrages des peptides LZAS par Co2+, en tampon phosphate 

20mM pH 7,0 et en présence de 500µM de TCEP. De gauche à droite, les figures correspondent à LZAS(CHCC) 

(130µM), LZAS(HHCC) (153µM) et LZAS(AHCC) (110µM). L’évolution des spectres est présentée pour chaque 

peptide (A),(B),(C) avec un suivi (insert) d’une bande de transition d-d aux alentours de 660nm. De plus, un 

agrandissement de la fenêtre correspondant aux bandes d-d est présenté pour chaque peptide (D), (E) et (F). 

 

Dans	 la	 suite,	nous	allons	nous	 intéresser	à	 la	 géométrie	du	CoII	 dans	 ces	 complexes	

1:1.	Or,	comme	il	y	plusieurs	espèces	en	mélange	dans	le	cas	de	LZAS(AHCC),	nous	ne	parlerons	

que	des	complexes	formés	par	les	peptides	LZAS(CHCC)	et	LZAS(HHCC).	

La	 bande	 d-d	 centrale	 est	 à	 λmax=656	 nm	 pour	 LZAS(CHCC),	 et	 à	 λmax=627	 nm	

LZAS(HHCC)	 (Figure	 B.IV.6	 (D)	 et	 (E)),	 ce	 qui	 est	 cohérent	 avec	 3	 et	 2	 thiolates	 coordinés,	

respectivement[9,14].	De	plus,	le	coefficient	d’extinction	molaire	de	ces	bandes	est	supérieur	à	

300M-1.s-1	(560M-1.s-1	et	680M-1.s-1	respectivement),	ce	qui	signifie	que	dans	ces	peptides,	l’ion	

Co2+	est	dans	une	géométrie	tétraédrique.[13]	

Par	analogie,	ceci	indique	que	dans	les	complexes	ZnLZAS(CHCC)	et	(HHCC),	le	zinc	est	

tétracoordiné	 par	 les	 quatre	 chaînes	 latérales	 Cys/His	 du	 peptide,	 dans	 une	 géométrie	

tétraedrique.		

	

Ces	peptides	forment	donc	des	complexes	1:1	avec	l’ion	Zn2+,	mais,	nous	ne	savons	pas	

si	cette	complexation	induit	le	bon	repliement	du	peptide.	Pour	obtenir	cette	information,	le	
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titrage	des	peptides	par	le	zinc	a	été	suivi	en	dichroïsme	circulaire	(CD)	(Figure	B.IV.7).	Pour	

les	 trois	 peptides,	 le	 spectre	 du	 peptide	 libre	 indique	 que	 cette	 espèce	 est	 peu	 structurée	

(random	 coil)	 mais	 présentant	 un	 peu	 d’hélicité.	 En	 revanche,	 l’ajout	 de	 zinc	 induit	

l’apparition	 d’un	 fort	 signal	 d’hélice	 α.	 Ce	 signal	 augmente	 linéairement	 entre	 0	 et	 1	

équivalent	de	 zinc,	 et	 atteint	un	plateau	 à	1	 équivalent.	De	plus,	 les	 spectres	présentent	un	

point	 isodichroïque.	Tout	ceci	semble	 indiquer	qu’il	n’apparaît	qu’une	seule	nouvelle	espèce	

lors	du	titrage,	le	complexe	1:1	Zn/L.	

	

	

Figure B.IV.7 : Suivi en dichroïsme circulaire des titrages des peptides LZAS par ZnCl2, en tampon phosphate 20mM pH 

7,0 et en présence de 500µM de TCEP. De gauche à droite, les figures correspondent à LZAS(CHCC) (16µM), 

LZAS(HHCC) (20µM) et LZAS(AHCC) (13µM). L’évolution des spectres est présentée pour chaque peptide (A),(B),(C). Un 

suivi de l’intensité autour de 220nm en fonction du nombre d’équivalents de zinc ajouté est présenté : à 223nm (D) ou à 

221 (E). 

	

Les	spectres	des	complexes	finaux	ZnLZAS	sont	très	similaires,	ce	qui	 indique	qu’ils	se	

replient	de	la	même	manière.	Une	autre	similarité	est	observée	sur	les	suivi	du	signal	CD	lors	

des	ajouts	de	zinc	(Figure	B.IV.7	(D),	(E)	et	(F))	:	pour	les	trois	peptides,	la	rupture	de	pente	

est	très	nette,	ce	qui	témoigne	d’une	grande	affinité	du	peptide	pour	le	zinc.	Ceci	avait	déjà	été	

observé	 en	 absorption	 UV-Vis.	 Là	 encore,	 il	 est	 surprenant	 que	 le	 peptide	 LZAS(AHCC),	 ne	
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possédant	 que	 trois	 ligands	 du	 zinc,	 se	 comporte	 comme	 les	 deux	 autres,	 possédant	 un	

quatrième	ligand.	Ceci	nous	apprend	que	les	trois	ligands	conservés	H-X3-C-X2-C	et	les	acides	

aminés	 du	 cœur	 hydrophobe	 sont	 suffisants	 pour	 replier	 correctement	 le	 domaine	 en	

présence	de	zinc.	Il	est	probable	que	la	coordination	des	chaînes	latérales	HCC	forme	le	coude	

entre	 les	 hélices	 2	 et	 3	 et	 induise	 leur	 repliement	 en	 hélices	 α,	 ce	 qui	 pré-forme	 le	 cœur	

hydrophobe,	 que	 viennent	 compléter	 les	 chaînes	 latérales	 hydrophobes	 de	 l’hélice	 1	 lui	

induisant	alors	son	repliement	en	hélice	α.	

Pour	les	peptides	précédemment	étudiés	au	laboratoire,	la	constante	de	complexation,	

correspondant	à	la	formation	du	complexe	1:1	ZnII/L,	a	été	déterminée	par	compétition	avec	

un	 complexant	du	zinc	dont	 l’affinité	est	bien	 connue.	Cependant,	pour	obtenir	une	mesure	

fiable,	 il	 est	 nécessaire	 de	 laisser	 au	 système	 peptide/compétiteur/zinc	 le	 temps	 de	

s’équilibrer.	 De	 plus,	 il	 faut	 aussi,	 qu’en	mélange	métal/peptide	 1:1,	 la	 fraction	 de	 peptide	

métallée	soit	comprise	entre	0.2	et	0.8[17,18].	L’affinité	de	l’EDTA	pour	le	zinc	(Kapp	pH7=	13,1)	

est	trop	faible	pour	que,	avec	LZAS(CHCC)	et	LZAS(HHCC),	notre	système	soit	dans	cette	fenêtre.	

Nous	avons	donc	utilisé	un	compétiteur	plus	 fort,	 le	TPEN	(Kapp	pH7=14,9).	L’équilibre	se	 fait		

sur	un	temps	long.	Malheureusement,	pour	les	peptides	LZAS,	nous	avons	observé	que	le	signal	

CD	du	peptide	libre	disparait	avec	le	temps	:	 le	signal	diminue	en	intensité	sur	la	totalité	du	

spectre.	Ce	signal	n’est	pas	restauré	par	l’ajout	d’un	excès	de	zinc	:	le	point	isodichroïque	est	

perdu.	 Lorsque	 la	 concentration	 est	 supérieure	 à	 ~30µM,	 la	 précipitation	 du	 peptide	 est	

visible	à	l’œil	nu.	Le	peptide	libre	a	donc	tendance	à	s’agréger,	tandis	que	le	complexe	de	zinc	

reste	soluble.	Ceci	nous	a	donc	empêché	de	déterminer	la	valeur	des	constantes	de	formation	

de	nos	complexes.	

Toutefois,	afin	de	l’estimer	grossièrement,	en	évitant	les	problèmes	d’agrégation,	nous	

avons	 fait	 un	 mélange	 LZAS/EDTA	 1:1.	 Les	 spectres	 CD	 ont	 été	 enregistrés	 avant	 et	 après	

l’ajout	d’un	équivalent	de	Zn2+.	 Les	 spectres	obtenus	 sont	présentés	Figure	B.IV.8.	Dans	 ces	

conditions,	les	peptides	LZAS(CHCC)	et	(HHCC)	sont	métalés	à	≈95%,	tandis	qu’à	peine	≈5%	du	

peptide	LZAS(AHCC)	l’est.	Or,	à	pH	7,0,	la	constante	de	complexation	du	zinc	par	l’EDTA	est	de	

1013,1.	 On	 en	 déduit	 que	 la	 constante	 de	 formation	 de	 ZnLZAS(AHCC)	 est	 au	 moins	 10	 fois	

inférieure	 à	 celle	 de	 l’EDTA	 (Kapp	 ≤1012),	 tandis	 que	 celle	 des	 complexes	 ZnLZAS(CHCC)	 et	

(HHCC)	est	au	moins	10	fois	supérieure	à	celle	de	l’EDTA	(Kapp	≥1014).	

La	 présence	du	4ème	 ligand	du	 zinc,	His	 ou	Cys	 en	position	2,	 est	 donc	 capitale	 pour	

l’affinité	 du	 peptide	 pour	 le	 zinc	:	 sa	 mutation	 entraine	 la	 perte	 d’au	 moins	 2	 ordres	 de	

grandeur	de	la	constante	de	formation	du	complexe	1:1	ZnII/L.	

	



Figure B.IV.8 : Compétitions LZAS/EDTA pour la chélation de Zn2+. Les spectres des peptides LZAS(CHCC) (violet), 

LZAS(HHCC) (vert) et LZAS(AHCC) (orange) ont été enregistrés avant (pointillés) et après (traits pleins) ajout d’un 

équivalent de ZnCl2, en présence d’un équivalent d’EDTA.  
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Figure B.IV.9 : RMN 1H (500MHz) des complexes ZnLZAS. (A) Spectres RMN1H réduits à la fenêtre des signaux des 

protons NH de la chaîne principale, pour chacun des trois complexes ZnLZAS. (B) Structure du complexe ZnLZAS(CHCC) 

résolue à partir des spectres 1H NOESY et TOCSY. (C) Superposition de la structure RMN de ZnLZAS(CHCC) et de la 

structure cristallographique de ChrR (PDB code : 2Q1Z). 

	

	 Finalement,	 comme	 nous	 l’avons	 déjà	 évoqué,	 les	 liaisons	 hydrogène	 impliquant	 les	

soufres	du	site	à	zinc	de	ChrR	doivent	être	reproduites	dans	nos	modèles.		

Dans	 la	 structure	 cristallographique	 de	 ChrR,	 la	 liaison	 N-H	 de	 l’azote	 (N-ter)	 de	 la	

Cys34	pointe	vers	le	soufre	de	la	Cys31,	et	la	distance	N-S	est	de	3,45Å.	Cette	distance	est	de	

3,6Å	dans	la	structure	de	ZnLZAS(CHCC),	ce	qui	indique	que	la	liaison	hydrogène	est	établie.		

Les	complexes	ZnLZAS(CHCC)	et	ZnLZAS(HHCC)	sont	donc	de	bons	modèles	structuraux	

des	sites	doigt	de	zinc	de	type	ZAS.	

	

2.3.	Réactivité	vis-à-vis	du	peroxyde	d’hydrogène	

	

Nous	allons	 ici	nous	baser	 sur	des	études	déjà	menées	au	 laboratoire,	portant	 sur	 la	

réactivité	 d’autres	 modèles	 de	 doigts	 de	 zinc	 vis-à-vis	 de	 H2O2.	 Cette	 réactivité	 a	 été	

caractérisée	en	termes	de	produits,	de	mécanisme	et	de	cinétique	d’oxydation,	et	ce,		avec	les	

différents	types	de	sites	(2,	3	et	4	cystéines)[19,20].		

Pour	 un	 modèle	 à	 deux	 cystéines,	 la	 réaction	 est	 simple	:	 l’une	 des	 deux	 cystéines	

attaque	 une	 molécule	 d’H2O2	 pour	 former	 un	 acide	 sulfénique,	 qui	 se	 fait	 immédiatement	

attaquer	 par	 la	 deuxième	 cystéine,	 formant	 un	 pont	 disulfure.	 L’étape	 cinétiquement	

déterminante	est	 la	 formation	de	 l’acide	 sulfénique[19].	En	 revanche,	 avec	un	modèle	à	 trois	

cystéines,	le	mécanisme	se	complique	un	peu	car	une	fois	deux	cystéines	oxydées	en	disulfure,	

il	 en	 reste	une,	 susceptible	de	 s’oxyder	par	 la	 suite.	Bourlès	et	 al.[19]	 ont	montré	que	 l’ajout	
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d’EGTA	 dans	 le	milieu	 permet	 de	 démétaler	 l’espèce	mono-disulfure,	mais	 pas	 le	 complexe	

initial.	Ainsi,	 l’oxydation	de	 la	 troisième	cystéine	se	 fait	plus	 rapidement	que	celle	des	deux	

premières	(qui,	cinétiquement,	correspond	à	la	formation	du	premier	acide	sulfénique).	D’un	

point	 de	 vue	 cinétique	 cela	 simplifie	 grandement	 le	 système	:	 seule	 la	 première	 oxydation,	

cinétiquement	déterminante,	est	visible.	

Le	mode	opératoire	ayant	permis	de	suivre	l’oxydation	des	autres	modèles	par	H2O2,	a	

été	 appliqué	 les	modèles	 LZAS.	 D’abord,	 un	 suivi	 cinétique	 de	 la	 disparition	 de	 la	 bande	 de	

transfert	de	charge	thiolate->Zn2+	a	été	effectué	pour	les	deux	modèles.	Pour	ZnLZAS(HHCC),	le	

signal	présentait	une	décroissance	mono-exponentielle,	comme	attendu	pour	l’oxydation	d’un	

modèle	Zn(Cys)2(His)2.	Pour	ZnLZAS(CHCC),	nous	avons	dû	ajouter	de	 l’EGTA	au	milieu	pour	

simplifier	 le	 système	 (voir	 plus	 haut)	 et	 observer	 une	 décroissance	 mono-exponentielle	

(Figure	B.IV.10	(A)).		

Cependant,	dans	le	cas	de	ZnLZAS(HHCC),	l’absorbance	à	220nm	présentait	une	dérive,	

très	visible	après	la	fin	de	l’oxydation,	difficilement	quantifiable,	faussant	les	mesures.	Celle-ci	

est	 peut-être	 due	 à	 une	 précipitation	 du	 peptide	 oxydé.	 Aussi,	 nous	 avons	 utilisé	 un	

complexant	 colorimétrique	 du	 zinc,	 le	 PAR	 (voir	 partie	 expérimentale),	 afin	 de	 suivre	

l’expulsion	du	Zn2+	du	peptide	provoquée	par	 l’oxydation	des	cystéines	en	disulfure	(Figure	

B.IV.10	(B)).	

	

	

Figure B.IV.10 : Suivi de l’oxydation de ZnLZAS(CHCC) (A) et ZnLZAS(HHCC) (B) par H2O2 (à différentes concentrations) 

par spectophotométrie UV-Vis. Les peptides (20µM) ont été oxydés à 25°C dans 20mM Pi pH 7,0, avec des 

concentrations de H2O2 allant de 1 à 30 mM. L’oxydation de ZnLZAS(CHCC) est suivie en observant la disparition de la 

bande de transfert de charge (LMCT) à 220nm. Dans ce cas-là, il y a 100µM d’EGTA dans la solution. L’oxydation de 

ZnLZAS(HHCC) est suivie en observant la complexation du Zn2+ par le PAR, à 494nm. Les points expérimentaux sont 

indiqués en gris, tandis que les courbes noires correspondent aux simulations (voir texte ci-dessous). 
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Puisque	 la	réaction	cinétiquement	déterminante	(formation	de	 l’acide	sulfénique)	est	

bimoléculaire,	la	vitesse	de	disparition	du	complexe	initial	s’écrit	:	

	 	(1)		

Or,	 dans	 nos	 conditions,	 la	 concentration	 en	H2O2	 est	 au	moins	 50	 fois	 supérieure	 à	

celle	 du	 complexe.	 Nous	 pouvons	 considérer	 que	 la	 concentration	 de	 H2O2	 reste	 constante	

durant	la	réaction.	L’équation	(1)	peut	dès	lors	s’écrire	:	

	

	(2)	

avec			 	(3)	

Ainsi,	en	intégrant,	nous	obtenons	:	

	(4)	

Or,	puisque	la	concentration	de	complexe	est	directement	proportionnelle	à	l’intensité	

de	la	bande	de	transfert	de	charge	:	

	(5)	

Pour	ZnLZAS(HHCC),	on	ne	suit	pas	directement	la	disparition	du	complexe	initial,	mais	

la	libération	du	zinc.	Or,		

ZnL	+	H2O2	=	2	HO-	+	Lox	+	Zn2+								et							Zn2+	+	2	PAR-	=	Zn(PAR)2	

De	plus,	la	formation	du	complexe	Zn(PAR)2	est	rapide	(~107	M-1.s-1)[21,22]	devant	la	réaction	

d’oxydation.	Alors,	on	peut	écrire,		

ZnL	+	H2O2	+	2	PAR-	=	2	HO-	+	Lox	+	Zn(PAR)2		

Par	 conséquent,	 la	 vitesse	 de	 disparition	 du	 complexe	 ZnL	 est	 égale	 à	 la	 vitesse	

d’apparition	du	complexe	Zn(PAR)2	:	

	

		(6)	

Aussi,	 les	 données	 expérimentales	 sont	 simulées	 avec	 l’équation	 (7),	 déterminée	 en	

appliquant	à	l’équation	(6)	le	même	raisonnement	que	pour	l’obtention	de	l’équation	(5).	

	(7)	

Dans	 les	 deux	 cas	 (ZnLZAS(CHCC)	 et	 ZnLZAS(HHCC)),	 l’évolution	 du	 signal	 a	 pu	 être	

simulée	par	une	mono-exponentielle	à	l’aide	des	équations	(5)	et	(7).		
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Nos	hypothèses	sont	confirmées	par	la	Figure	B.IV.11,	où	l’on	voit	que	la	constante	de	

décroissance	de	l’exponentielle	observée,	évolue	linéairement	avec	la	concentration	en	H2O2.	

De	plus,	 la	pente	de	 cette	droite	 correspond	à	 la	 constante	 cinétique	du	 second	ordre	de	 la	

réaction	à	298K	:	

				(8)	

	

	

Figure B.IV.11 : Détermination de la constante cinétique d’oxydation (k298) de ZnLZAS(CHCC) (A) et ZnLZAS(HHCC) (B) 

par H2O2 à 25°C, par régression linéaire des kobs obtenus Figure B.IV.10 en fonction de la concentration en H2O2. 

	

Pour	 ZnLZAS(CHCC)	 et	 ZnLZAS(HHCC)	 nous	 obtenons,	 respectivement	 k298K	 =	 0,13	 et	

0,03	 M-1.s-1.	 La	 valeur	 pour	 ZnLZAS(CHCC)	 a	 été	 confirmée	 par	 un	 suivi	 au	 PAR,	 dans	 les	

conditions	de	mesure	de	ZnLZAS(HHCC).	

De	cette	manière,	les	constantes	cinétiques	d’oxydation	de	ZnLZAS(CHCC)	et	(HHCC)	ont	

été	déterminées	pour	plusieurs	températures.	Ces	données	ont	permis	de	tracer	le	diagramme	

d’Eyring-Polanyi	pour	chacun	des	complexes,	en	utilisant	l’équation	:	

	

												(9)	
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Figure B.IV.12 : Diagramme d’Eyring-Polanyi correspondant à l’oxydation de ZnLZAS(CHCC) (�) et ZnLZAS(HHCC) (n) 

par H2O2. Les points expérimentaux sont simulés avec une droite théorique d’équation (9). 
 

De	ces	diagrammes,	sont	extraits	les	paramètres	d’activation	de	la	réaction	d’oxydation	

(formation	 d’un	 acide	 sulfénique	 par	 réaction	 d’H2O2	 sur	 le	 complexe)	 présentés	 dans	 le	

Tableau	B.IV.1.	Ces	valeurs	seront	commentées	plus	tard	dans	la	discussion.	

	

	

Tableau B.IV.1 : Oxydation des ZnLZAS par H2O2 : cinétique à 298K et paramètres d’activation. 

	

2.4.	Réactivité	vis-à-vis	de	l’oxygène	singulet	

	

Les	études	de	réactivité	vis-à-vis	de	l’oxygène	singulet	ont	été	entamées	avec	le	modèle	

ZnLZAS(HHCC)	car	il	modélise	le	site	de	ChrR.	Tout	d’abord	le	complexe	peptidique	a	été	oxydé	

en	utilisant	le	rose	bengal	(à	pD	7)	comme	photo-sensibilisateur.	On	observe,	en	HPLC	(Figure	

B.IV.13),	l’apparition	d’un	seul	nouveau	pic,	même	si	l’oxydation	est	poussée.	

Notons	 que	 nous	 nous	 sommes	 confrontés	 aux	mêmes	 problèmes	 d’interaction	 rose	

bengal/ZnL	 qu’avec	 ZnCP1	:	 précipitation	 à	 fortes	 concentrations,	 et	 décoloration	 de	 la	

solution	avec	le	temps,	à	plus	faibles	concentrations.	Par	conséquent,	la	suite	des	études	a	été	

conduite	en	utilisant	le	bleu	de	méthylène	à	pD	8.	
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Figure B.IV.13 : (A) Oxydation de ZnLZAS(HHCC) par l’oxygène singulet suivie par HPLC. Un mélange de 60µM 

ZnLZAS(HHCC) et 2µM Rose bengal dans D2O (~92%) tamponné par 20mM Pi pD 7,0. Le temps d’irradiation est indiqué 

au dessus de chaque chromatogramme. 

 

Ces	 deux	 pics	 ont	 été	 récoltés	 en	 HPLC	 et	 analysés	 en	 spectrométrie	 de	 masse	 à	

ionisation	 par	 électronébulisation	 (ESI-MS).	 Dans	 ces	 conditions,	 le	 pic	 le	 plus	 intense	

correspond	 au	 peptide	 chargé	 7+,	 c’est	 pourquoi,	 dans	 la	 suite,	 c’est	 de	 ce	 pic	 que	 nous	

parlerons.		

Pour	 le	 pic	 HPLC	 le	 moins	 retenu	 sur	 la	 colonne	 (tr=18,1min),	 le	 spectre	 de	masse	

montre	 un	massif	 intense	 dont	 le	 premier	 pic	 (mono-isotopique)	 est	m/z=	 731,8(7+).	 Cela	

correspond	à	un	gain	de	32	unités	de	masse	par	rapport	au	peptide	initial	(727,2(7+)),	ce	qui	

est	 compatible	 avec	 l’oxydation	 d’une	 cystéine	 en	 acide	 sulfinique.	 De	 plus,	 deux	 autres	

massifs,	moins	intenses	sont	observés	:	734,1(7+)	et	736,4(7+),	soit	un	gain	de	48	et	64	unités	

de	 masse,	 respectivement.	 Ces	 produits	 sont	 vraisemblablement	 des	 sur-oxydations	:	 de	

l’acide	 sulfinique	 (+2	 O)	 en	 acide	 sulfonique	 (+3	 O),	 et	 de	 l’espèce	 mono-sulfinate	 en	 une	

espèce	bi-sulfinate.		

Pour	 le	 pic	 HPLC	 le	 plus	 retenu	 sur	 la	 colonne	 (tr=20,3min),	 le	 spectre	 de	 masse	

montre	un	pic	m/z=	727,2(7+),	correspondant	au	peptide	initial,	et	deux	pics	moins	intenses	à	

731,8(7+)	 et	 729,3(7+).	 Nous	 venons	 de	 voir	 que	 le	 premier	 suggère	 la	 présence	 d’un	

sulfinate.	Le	deuxième	correspond	à	un	gain	de	14	unités	de	masse,	ce	qui	indique	l’ajout	d’un	

atome	 d’oxygène,	 et	 la	 perte	 de	 deux	 atomes	 d’hydrogène.	 Ce	 décalage	 étant	 faible,	 il	 est	

préférable	de	regarder	de	plus	près	le	massif	d’une	espèce	moins	chargée.	Dans	ce	cas,	le	pic	

de	 l’espèce	 oxydée	 est	 m/z=1020,6(5+)	 et	 celui	 du	 peptide	 réduit	 est	 m/z=1017,8(5+).	 La	

différence	 de	 masse	 est	 donc	 bien	 de	 14Da.	 Ce	 bilan	 peut	 résulter	 de	 la	 formation	 d’un	

thiosulfinate	 ou	de	 l’oxydation	d’une	histidine	 suivie	 d’un	pontage	 avec	 une	 chaine	 latérale	

nucléophile	(voir	l’introduction	du	Chapitre	B.III).	Un	traitement	du	produit	à	la	TCEP	n’a	pas	

fait	disparaître	ce	pic,	alors	que	ce	réducteur	réduit	 les	thiosulfinates	en	thiols.	Ceci	suggère	

qu’une	partie	de	l’oxydation	du	complexe	par	l’oxygène	singulet	s’est	faite	sur	les	histidines.	
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Nous	n’observons	pas	de	peptide	portant	seulement	un	ajout	de	16	unités	de	masse,	ce	

qui	suggère	que	les	tyrosines	de	nos	modèles	n’ont	pas	été	oxydées	par	l’oxygène	singulet.	

	

Bien	que	chaque	pic	HPLC	soit	un	mélange	de	produits,	nous	avons	essayé	d’identifier	

les	sites	d’oxydation	en	digérant	 les	pics	 isolés	par	 la	Glutamate	carboxy-peptidase	(Schéma	

B.IV.2).	Le	Tableau	B.IV.2	rassemble	les	pics	de	masse	détectés	de	chaque	fragment,	dans	les	

deux	pics	HPLC.	

	

	

	

	

	

Tableau B.IV.2 : Analyse en spectrométrie de masse (ESI-MS) de la digestion (GluC) des produits d’oxydation de 

ZnLZAS(HHCC) par 1O2. Les pics « m/z (charge) » sont indiqués en noir lorsqu’ils correspondent au fragment initial, en 

rouge pour un ajout de 2 atomes d’oxygène, et en bleu pour un ajout de 3 atomes d’oxygène. Ces masses sont les 

maxima des massifs isotopiques.  

	

D’abord,	 la	masse	 du	 fragment	 f1	 est	 détectée	 dans	 les	 deux	 pics	HPLC.	Des	masses	

correspondant	 à	 des	 adduits	 d’oxygène	 sur	 ce	 fragment	 ne	 sont	 pas	 détectées.	 Ceci	 signifie	

que	ni	l’histidine	2,	ni	la	tyrosine	11	n’ont	été	oxydées	par	1O2.	

Le	fragment	f2	est	détecté	dans	le	pic	HPLC	à	tr=20,3min,	à	une	masse	correspondant	

au	peptide	réduit.	En	revanche,	ce	fragment	n’est	détecté	dans	le	pic	HPLC	à	tr=18,1min	qu’à	

une	 masse	 32	 Da	 plus	 élevée	 que	 le	 fragment	 réduit.	 De	 plus,	 si	 on	 fragmente	 ce	 pic	 en	

spectrométrie	de	masse	en	tandem,	on	observe	le	départ	de	66	Da,	la	masse	du	groupement	

SO2H2.	 Ainsi,	 dans	 le	 pic	 HPLC	 à	 tr=18,1min,	 on	 trouve	 du	 peptide	 dont	 la	 cystéine	 31	 est	

oxydée	en	acide	sulfinique.	

Le	cas	du	fragment	f3	est	un	peu	plus	complexe.	D’abord,	notons	que	chaque	pic	HPLC,	

la	masse	 de	 f3	 réduit	 et	 la	masse	 de	 f3+32	Da	 sont	 détectées.	 Ceci	 signifie	 que	 chaque	 pic	



B.IV.	Développement	de	modèles	de	sites	ZAS	et	leur	réactivité	vis-à-vis	de	H2O2	et	1O2	 175	

	

HPLC	 est	 un	mélange	 de	 deux	 peptides	:	 la	 cystéine	 34	 est	 réduite	 dans	 l’un,	 et	 oxydée	 en	

acide	 sulfinique	dans	 l’autre.	De	plus,	une	masse	avec	un	ajout	de	48	Da	est	détectée.	Cette	

masse	correspond	à	un	acide	sulfonique.	Elle	provient	de	la	suroxydation	de	l’acide	sulfinique.	

Ainsi,	le	mélange	de	peptide	de	chaque	pic	HPLC	est	reconstruit	à	partir	des	fragments	

détectés	(Schéma	V.3).			

	

	

Schéma B.IV.3 :	 interprétation schématique des espèces présentes dans chaque pic HPLC, d’après les études en 

spectrométrie de masse.	

Notons	 que	 parmi	 les	 espèce	 représentées	 Schéma	 B.IV.3,	 deux	 sont	 des	

suroxydations	:	 le	 peptide	 portant	 un	 acide	 sulfonique,	 et	 celui	 portant	 deux	 acides	

sulfiniques.	 Elles	 correspondent	 respectivement	 aux	 adduits	 +3	 O	 et	 +4	 O	 détectés	 en	

spectrométrie	de	masse	(voir	plus	haut)	avant	la	digestion	des	peptides.				

Ainsi,	 les	 produits	 primaires	 de	 l’oxydation	 de	 ZnLZAS(HHCC)	 par	 l’oxygène	 singulet	

sont	 les	 deux	 espèces	 mono-sulfinate,	 l’une	 portant	 l’acide	 sulfinique	 sur	 la	 cystéine	 31,	

l’autre,	sur	la	cystéine	34.	Reste	à	savoir	à	quelle	vitesse	ces	produits	apparaissent.	

Comme	 pour	 les	 modèles	 ZnLTC	 et	 ZnCP1	 (voir	 Chapitres	 B.II	 et	 B.III),	 le	 kR	 de	

ZnLZAS(HHCC)	 est	mesuré	 par	 compétition	 avec	 EGWGK	 (Figure	 B.IV.14).	 La	 disparition	 de	

ZnLZAS(HHCC)	 et	 celle	 de	 EGWGK	 sont	 quantifiées	 en	mesurant	 l’aire	 sous	 leur	 pic,	 sur	 les	

chromatogrammes	correspondant	aux	différents	temps	d’irradiation.		
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Figure B.IV.14: Photo-oxydation compétitive de ZnLZAS(HHCC) et EGWGK. Un mélange de 50µM ZnLZAS(HHCC), 50µM 

EGWGK et 1µM Bleu de Méthylène dans 20mM Pi pD 8,0 (D2O) est analysé en HPLC avant (chromatogramme haut) et 

après (chromatogramme bas) 20 secondes d’irradiation. (Remarque : les temps de rétention sont légèrement décalés 

par rapport à ceux de la Figure B.IV.15. car la méthode de séparation diffère légèrement) 

 

Cependant,	puisqu’ici	un	des	produits	d’oxydation	de	ZnLZAS(HHCC)	co-élue	avec	celui-

ci,	 la	 quantification	par	HPLC	 sous-estime	 la	disparition	de	ZnLZAS(HHCC),	 ce	qui	 aura	pour	

effet	de	sous-estimer	son	kR.	Autrement	dit,	ce	que	nous	avons	obtenu	est	une	valeur	 limite	

inférieure	:	kRZnLZAS(HHCC)≥	3,9.106	M-1.s-1.	

	

En	 ce	 qui	 concerne	 l’étude	 de	 la	 réactivité	 de	 ZnLZAS(CHCC)	 par	 1O2,	 les	 produits	

d’oxydation	n’ont	 pas	 été	 caractérisés.	Néanmoins,	 le	 chromatogramme	du	 complexe	oxydé	

présente	un	profil	proche	de	 celui	de	ZnLZAS(HHCC)	:	 on	ne	voit	qu’un	pic	apparaître,	 avant	

celui	 du	peptide	 initial.	Des	oxydations	 compétitives	 entre	ZnLZAS(CHCC)	 et	EGWGK	ont	 été	

réalisées	 dans	 les	 conditions	 précédemment	 mises	 au	 point	 avec	 ZnLZAS(HHCC)	 (Figure	

B.IV.15).	
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Figure B.IV.15: Photo-oxydation compétitive de ZnLZAS(CHCC) et EGWGK. Un mélange de 50µM ZnLZAS(HHCC), 50µM 

EGWGK et 1µM Bleu de Méthylène dans 20mM Pi pD 8,0 (D2O) est analysé en HPLC avant (chromatogramme haut) et 

après (chromatogramme bas) 20 secondes d’irradiation. 

	

De	 la	même	manière	que	pour	ZnLZAS(CHCC),	 le	kR	déduit	de	ces	expériences	est	une	

limite	 inférieure	de	 la	 vitesse	d’oxydation	de	ZnLZAS(CHCC)	par	 1O2.	Ainsi,	 kRZnLZAS(CHCC)≥	

5,9.106	M-1.s-1.	

	

	

3. Discussion	
	

3.1.	Conception	du	modèle	et	structure		

	

Les	modèles	ZnLZAS	reproduisent	bien	la	structure	des	sites	doigt	de	zinc	des	ZAS	:	 la	

structure	 de	 ZnLZAS(CHCC)	 se	 superpose	 de	 manière	 satisfaisante	 à	 la	 structure	

cristallographique	du	site	de	ChrR.	

Cependant,	 ces	modèles	 linéaires	 sont	 beaucoup	 plus	 longs	 (environ	 deux	 fois	 plus)	

que	 les	 autres	modèles	 utilisés	 (CP1,	 LTC	 et	 LHsp).	 Au	 regard	 des	 aspects	 pratiques,	 ceci	 les	

place	entre	les	protéines	et	les	modèles	peptidiques	courts	(~20	acides	aminés),	et	l’on	perd	

certains	avantages	qu’offrent	les	modèles	peptidiques	:	

- les	peptides	LZAS	sont	moins	stables	en	solution	que	les	peptides	courts	(tendance	à	

l’agrégation).	 Ceci	 nous	 a	 notamment	 empêché	 de	 mesurer	 leur	 constante	 de	

complexation	de	Zn2+.	
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- la	 séparation	 par	 HPLC	 devient	 plus	 difficile	:	 les	 LZAS	 sont	 plus	 retenus	 sur	 la	

colonne,	 ce	 qui	 augmente	 le	 temps	 d’analyse,	 et,	 comme	 nous	 l’avons	 vu,	 les	

produits	d’oxydation	sont	aussi	très	mal	séparés.	

- la	résolution	de	la	structure	RMN	des	complexes	a	été	faite	par	Olivier	Sénèque	car	

les	spectres	sont	plus	complexes	à	interpréter	que	pour	les	peptides	courts.	

	

Ces	peptides	possèdent	un	cœur	hydrophobe	important,	permettant	de	bien	maintenir	

la	cohésion	des	hélices	α.	Ce	cœur	hydrophobe	est	aussi	une	force	motrice	du	repliement	du	

peptide	:	lorsque	seuls	trois	ligands	proches	H-C-C	sont	présents	(LZAS(AHCC)),	l’hélice	la	plus	

proche	du	N-ter,	ne	possédant	aucun	acide	aminé	coordonnant	le	zinc,	se	structure	lors	de	la	

chélation	 du	 zinc	 par	 le	 peptide.	 Cependant,	 l’affinité	 du	 peptide	 pour	 le	 zinc,	 ainsi	 que	 la	

stabilité	de	conformation	du	complexe,	sont	diminués	par	rapport	aux	peptides	LZAS(HHCC)	et	

LZAS(CHCC).	

Cela	 se	 reflète	dan	 la	protéine	entière.	En	effet,	 si	 ce	quatrième	 ligand,	 loin	du	motif	

conservé,	est	muté	chez	RsrA	et	ChrR,	ces	protéines	ne	sont	plus	capables	de	séquestrer	leur	

facteur	σ	cible	in	vivo[1,23].		

	

3.2.	Réactivité	vis-à-vis	de	H2O2,	comparaison	avec	les	autres	modèles	

	

Nous	 avons	 mesuré	 les	 vitesses	 d’oxydation	 de	 ZnLZAS(CHCC)	 et	 ZnLZAS(HHCC)	 par	

H2O2.	A	25°C,	elles	sont,	respectivement,	de	0,13±0,01	et	0,03±	0,003	M-1.s-1.	

Ces	vitesses	sont	 très	proches	de	celles	déjà	été	décrites	pour	des	modèles	à	deux	et	

trois	cystéines	(Figure	B.IV.16).		

	

	

Figure B.IV.16 : Vitesses d’oxydation à 298 K de modèles doigt de zinc ZnL par H2O2 (Isaac et al) en fonction du nombre 

de cystéines coordonnées. Les peptides de la famille CP1 sont indiqués par des +, ceux de la famille LHsp sont indiqués 

par des x, ceux de la famille LZAS sont représentés par des ronds rouges.  
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	 Ces	études	ont	montré	que	plus	un	peptide	est	flexible,	plus	il	réagit	vite	avec	H2O2.	Par	

exemple,	 les	 complexes	 ZnCP1-Δ8(CCHH)	 et	 ZnLHsp(CCHH)	 présentent	 un	 spectre	 RMN	 1H	
avec	 des	 pics	 très	 mal	 définis.	 Ceci	 a	 été	 interprété	 comme	 étant	 dû	 à	 un	 équilibre	 entre	

plusieurs	conformations[9,24].	Avec	H2O2,	ces	deux	peptides,	réagissent	3	à	4	fois	plus	vite	que	

le	 complexe	 ZnCP1(CCHH)	 qui,	 lui,	 possède	 une	 conformation	 stable	 (signaux	 RMN	 bien	

définis).	Il	est	troublant	de	voir	que	ZnLZAS(HHCC)	a	une	vitesse	similaires	à	celles	de	ZnCP1-

Δ8(CCHH)	 et	 ZnLHsp(CCHH),	 alors	 qu’il	 présente	 des	 signaux	 bien	 définis	 en	 RMN,	 comme	
ZnCP1(CCHH).		

	

Si	l’on	s’intéresse	aux	paramètres	d’activation	de	la	réaction,	on	voit	qu’en	passant	d’un	

site	Zn(Cys)2(His)2	à	une	site	Zn(Cys)3(His)1,	on	observe	:		

- une	baisse	de	l’enthalpie	d’activation	(passant	de	63	à	52,5	kJ.mol-1	en	moyenne)	

- une	 augmentation	 de	 l’entropie	 d’activation	 (passant	 de	 -65	 à	 -84	 J.K-1.mol-1	 en	

moyenne).		

Or,	 lorsque	 l’on	regarde	 l’évolution	de	ces	paramètres	en	passant	de	ZnLZAS(HHCC)	à	

ZnLZAS(CHCC),	on	observe	(Diagramme	B.IV.1)	:	

- une	augmentation	de	l’enthalpie	d’activation	(de	51,4	à	56,9	kJ.mol-1)	

- une	baisse	de	l’entropie	d’activation	(de	-101	à	-71	J.K-1.mol-1)	

Ainsi,	au	sein	de	la	famille	LZAS,	les	paramètres	d’activation	varient	dans	le	sens	opposé	

à	ce	qui	a	été	observé	pour	les	familles	CP1	et	LHsp.	

De	 plus,	 nous	 pouvons	 remarquer	 que	 les	 paramètres	 d’activation	 de	 ZnLZAS(HHCC)	

sont	assez	inhabituels	:	une	enthalpie	d’activation	plus	favorable	encore	que	pour	un	modèle	à	

trois	 cystéines,	mais,	 une	pénalité	 entropique	 très	 forte	 (-101	 J.K-1.mol-1).	Nous	n’avons	pas	

d’explication	à	cela.	
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Diagramme B.IV.1 : Paramètres d’activation de l’oxydation par H2O2 de modèles peptidiques de type Zn(Cys)2(His)2 (A) 

et Zn(Cys)3(His) (B).[24] Ceux d’un cystéinate libre et d’une peroxyredoxine (MtAhpE) (C) à 25°C sont montrés à titre de 

comparaison[25].	

	

	 Finalement,	 lorsque	 l’on	 compare	 ces	paramètres	d’activation	 à	 ceux	d’un	 cystéinate	

libre	et	ceux	d’une	peroxyrédoxine	(Diagramme	B.IV.1	C),	 il	apparaît	pourquoi	 les	doigts	de	

zinc	 réagissent	 plus	 lentement	 que	 ces	 deux	 espèces	 avec	 H2O2.	 La	 pénalité	 entropique	

mesurée	 pour	 la	 peroxyrédoxine	 (-71,9	 J.K-1.mol-1)	 est	 de	 l’ordre	 de	 celle	 trouvée	 pour	 les	

sites	Zn(Cys)2(His)2.	Elle	reflète	la	contrainte	exercée	sur	l’état	de	transition.	Cependant,	dans	

le	 cas	 de	 la	 peroxyrédoxine,	 l’enthalpie	 d’activation	 est	 abaissé	 fortement	 par	 rapport	 à	 la	

réaction	avec	le	cystéinate	libre	:	passant	de	68,6	kJ.mol-1	à	seulement	20,1	kJ.mol-1.	Ce	n’est	

pas	 le	 cas	 des	 doigts	 de	 zinc,	 où	 l’état	 de	 transition	 n’est	 pas	 optimisé	 pour	 favoriser	 la	

réaction	:	l’enthalpie	d’activation	ne	descend	pas	en	dessous	de	50	kJ.mol-1	et	il	y	a	une	forte	

pénalité	entropique.		

	

Ainsi,	 les	doigts	de	zinc	cumulent	un	état	de	transition	contraint	et	une	réaction	non-

facilitée.		

	  

 

3.3.	Réactivité	vis-à-vis	de	l’oxygène	singulet	

	

L’oxydation	 de	 ZnLZAS(HHCC)	 par	 1O2	 produit	 très	 majoritairement	 des	 acides	

sulfiniques,	 ce	qui	 est	 en	accord	avec	 ce	qui	 a	 été	obtenu	avec	 les	modèles	ZnLTC	 et	ZnCP1.	
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Néanmoins,	 des	 études	 plus	 détaillées	 sont	 nécessaires	 pour	 trancher	 sur	 la	 formation	

possible	 de	 produits	 d’oxydation	 des	 histidines.	 De	 plus,	 notons	 ici	 que	 nous	 n’avons	 pas	

observé	de	produits	d’oxydation	de	 la	 tyrosine,	 alors	que	 ce	modèle	 en	possède	deux,	dont	

une	est	bien	exposée	au	solvant.	

	

L’identification	 des	 produits	 d’oxydation	 de	 ZnLZAS(CHCC)	 devra	 être	 réalisée.	

Néanmoins,	d’après	les	chapitres	B.II,	B.III	et	B.IV,	l’oxydation	des	doigts	de	zinc	produit	très	

majoritairement	 des	 acides	 sulfiniques.	 Aussi,	 il	 serait	 surprenant	 que	 le	 fait	 de	 passer	 de	

deux	à	trois	cystéines	dans	le	modèle	ZnLZAS	change	fondamentalement	la	nature	des	produits	

d’oxydation.		

	

Nous	 n’avons	 pas	 pu	 faire	 de	mesures	 d’affinité	 de	 ces	 peptides	 LZAS	 oxydés	 (mono-

sulfinate)	 pour	 le	 zinc	:	 d’abord	 parce	 que	 ne	 sommes	 pas	 parvenus	 à	 isoler	 ces	 produits	

(mélanges),	 et	 puis	 parce	 que	 nous	 nous	 serions	 certainement	 heurtés	 aux	 problèmes	

d’agrégation	rencontrés	avec	 les	peptides	 initiaux,	 lors	des	compétition	avec	EDTA	et	TPEN.	

Mais	 en	 se	 basant	 sur	 les	 résultats	 obtenus	 avec	 ZnLTC	 et	 ZnCP1,	 on	 peut	 supposer	 que	

l’affinité	 des	 LZAS	 mono-sulfinates	 est	 comprise	 entre	 celle	 du	 peptide	 libre	 et	 celle	 d’un	

mutant	alanine.	De	plus,	nous	avons	vu	avec	CP1	que	l’affinité	d’un	mono-sulfinate	est	proche	

de	celle	du	mutant	alanine,	et	puisque	ce	dernier	n’est	pas	actif	 in	vivo,	 il	est	possible	qu’un	

ZAS	perde	son	activité	suite	à	l’oxydation	par	1O2.	

	

Finalement,	 la	 quantification	 précise	 des	 différents	 produits,	 ainsi	 que	 leur	

identification	 définitive,	 est	 rendue	 impossible	 par	 la	 mauvaise	 séparation	 des	 différentes	

espèces	 en	 HPLC.	 Malgré	 cela,	 la	 limite	 inférieure	 de	 la	 vitesse	 d’oxydation	 par	 1O2	 a	 été	

déterminée,	 pour	 ZnLZAS(HHCC)	 et	 ZnLZAS(CHCC).	 Ces	 valeurs	 sont	 comparées	 à	 celles	

précédemment	déterminées	pour	les	modèles	ZnLTC	et	ZnCP1	(Figure	B.IV.17).	Les	cinétiques	

d’oxydation	par	H2O2	sont	indiquées	à	titre	de	comparaison.	
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Figure B.IV.17: Comparaison de vitesse d’oxydation par 1O2 et par H2O2. (A)Tableau récapitulatif des vitesses 

d’oxydation des complexes modèles par l’oxygène singulet. La cinétique d’oxydation par H2O2 pour chaque peptide est 

indiquée, à titre de comparaison. (B) Représentation graphique des valeurs du tableau sur des échelles logarithmiques : 

ZnCP1 (n), ZnLTC (p), ZnLZAS(HHCC) (�) et ZnLZAS(CHCC) (�). 

	

Il	 est	 flagrant	 sur	 la	 représentation	graphique	que	même	si	 la	 tendance	générale	 est	

respectée,	les	rapports	de	vitesse	d’oxydation	déterminés	avec	H2O2	ne	sont	pas	directement	

transposables	 à	 l’oxydation	 par	 1O2.	 Par	 exemple,	 le	modèle	 ZnLZAS(HHCC)	 réagit	 au	moins	

aussi	vite	avec	1O2	que	ZnLTC,	alors	qu’il	réagit	plus	lentement	que	ZnLTC	avec	H2O2.	Ainsi,	1O2	

pourrait	 réagir	 avec	 un	 site	 à	 deux	 cystéines	 aussi	 vite	 qu’avec	 un	 site	 à	 quatre	 cystéines.	

Cependant,	 l’exemple	de	CP1	montre	que	 la	tendance	générale	est	tout	de	même	respectée	:	

un	modèle	peu	réactif	avec	H2O2	sera	peu	réactif	vis-à-vis	de	1O2.	Il	semble	donc	que	ce	«	non	

respect	de	l’ordre	»	vienne	plutôt	de	la	nature	du	modèle. Cela	pourrait	en	effet	venir,	non	pas	

de	 la	 première,	 mais	 de	 la	 deuxième	 sphère	 de	 coordination.	 Cette	 dernière	 peut	moduler	

grandement	la	réactivité	(liaisons	hydrogène,	accessibilité,	écrantage	par	la	charge	locale)	et	

elle	varie	beaucoup	d’un	modèle	à	l’autre.	Sur	la	structure	RMN	du	modèle,	nous	avons	vu	que	

la	chaîne	principale	de	LZAS(CHCC)	ne	fait	qu’une	seule	liaison	hydrogène	avec	le	soufre	de	la	

cystéine	 31	 (voir	 plus	 haut).	 Ceci	 contraste	 fortement	 avec	 le	modèle	 ZnLTC	 dans	 lequel	 on	

compte	 sept	 liaisons	hydrogène	 impliquant	 les	 soufres	 liés	 au	 zinc	 (six	 venant	de	 la	 chaîne	

principale,	et	une	venant	de	la	chaîne	latérale	d’une	asparagine).	

	

Un	 autre	 facteur	modulant	 significativement	 la	 réactivité	 des	 sites	 doigt	 de	 zinc	 est	

l’exposition	des	 soufres	des	cystéines.	En	effet,	 les	 sites	doigt	de	zinc	 sont	 très	 souvent	à	 la	

surface	des	protéines,	et	les	cystéines	liées	au	zinc	voient	leur	soufre	accessible	au	solvant,	et	

donc,	aux	molécules	oxydantes.	Cependant,	la	chaîne	principale	de	la	protéine,	repliée	autour	

du	site	à	zinc	couvre	une	partie	de	ces	soufres.	Néanmoins,	ce	repliement	diffère	d’une	famille	

de	doigt	de	 zinc	 à	 l’autre	 (les	 récentes	 classifications	des	doigts	de	 zinc	 étant	basées	 sur	 le	
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repliement	de	la	chaîne	principale	autour	du	site	à	zinc).	Ainsi,	les	différentes	familles	de	doigt	

de	zinc	recouvrent	différemment	des	soufres	liés	au	zinc.		

	

Au	 laboratoire,	 A.	 Jacques	 et	 collaborateurs[26]	 ont	 calculé	 la	 surface	 accessible	 au	

solvant	 (SAS)	 des	 soufres	 pour	 3	 sites	 Zn(Cys)4	 de	 différentes	 familles.	 Parmi	 eux,	 nous	

n’avons	étudié	la	réactivité	vis-à-vis	de	l’oxygène	singulet	que	de	ZnLTC,	aussi,	c’est	celui	qui	

nous	servira	de	point	de	comparaison.	

	

Cette	surface	accessible	au	solvant	reflète	la	probabilité	de	rencontre	entre	l’oxydant	et	

les	 soufres	 du	 site	 à	 zinc.	 Nous	 avons	 calculé	 la	 surface	 accessible	 au	 solvant	 sur	 les	 10	

structures	RMN	de	plus	basse	énergie	de	ZnLZAS(CHCC).	Le	résultat	correspond	donc	à	celui	du	

peptide	«	natif	».	De	plus,	ces	calculs	ont	été	refaits	après	avoir	muté	tous	 les	acides	aminés	

non-coordinant	 en	 Alanine	 (avec	 l’outils	 «	mutagénèse	»	 de	 PyMOL).	 Les	 résultats	 sont	

présentés	dans	 le	Tableau	B.IV.3.	 Il	apparaît	 clairement	que	 la	surface	accessible	au	solvant	

des	soufres	est	bien	plus	grande	dans	le	modèle	ZnLZAS(CHCC)	que	dans	ZnLTC	:	36	contre	11	

Å2	en	moyenne.	Le	fort	écart-type	associé	à	cette	valeur	est	dû	à	au	mouvement	des	chaines	

latérales	proches	du	site	à	zinc	dans	les	10	structures	de	plus	basse	énergie.	Les	mutants	poly-

Alanine,	qui	permettent	de	révéler	l’effet	seul	du	repliement,	confirment	que	le	repliement	du	

site	ZAS	est	responsable	de	cette	forte	exposition	des	soufres	:	54	Å2	pour	le	mutant	de	ZnLZAS	

contre	 seulement	 24	 Å2	 pour	 le	 mutant	 de	 ZnLTC.	 Finalement,	 il	 est	 à	 noter	 que	 dans	

ZnLZAS(CHCC),	 la	 surface	 de	 soufre	 exposé	 est	 plus	 grande	 que	 dans	 ZnLTC,	 alors	 qu’il	 ne	

possède	que	3	cystéines	(contre	4	pour	ZnLTC).		

	

	

Tableau B.IV.3 : Exposition des soufres des cystéines au solvant dans les modèle ZnLTC et ZnLZAS(CHCC). Ces surfaces 

accessibles au solvant (SAS) ont été calculées avec PyMOL en utilisant les 10 structures RMN de plus basse énergie 

des complexes natifs, et de leur mutant virtuel poly-alanine. Les résultats de ZnLTC sont issus de Jacques A., et al.[26]. 

	

	 La	 SAS	 des	 soufres	 n’explique	 pas	 les	 différences	 de	 réactivité	 entre	 les	 complexes	

peptidiques	 vis-à-vis	 de	 H2O2.	 Cependant,	 comme	 on	 l’a	 vu,	 cette	 réactivité	 est	 fortement	
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diminuée	par	l’entropie	d’activation.	Cette	pénalité	diffère	d’un	peptide	à	l’autre,	et	reflète	la	

contrainte	de	l’état	de	transition,	due	notamment	à	l’établissement	de	liaisons	hydrogène	avec	

le	peroxyde	d’hydrogène.	On	peut	supposer	que	la	réactivité	vis-à-vis	de	l’oxygène	singulet	est	

moins	soumise	à	cette	pénalité	:	l’attaque	du	thiolate	sur	1O2	ne	provoque	pas	le	départ	d’un	

groupe	partant,	la	liaison	O-O	ne	doit	pas	être	rompue.	Or,	dans	le	cas	de	H2O2,	c’est	justement	

ce	phénomène	qui	nécessite	l’assistance	des	liaisons	hydrogène.	

	 Ainsi,	il	semble	que	la	forte	réactivité	des	modèles	ZnLZAS	vis-à-vis	de	1O2	soit	due	à	une	

forte	exposition	des	soufres	du	site,	couplée	à	l’absence	de	liaisons	hydrogène	impliquant	les-

dits	soufres.	

	

4. Conclusion	
	

Nous	avons	développé	un	nouveau	modèle	de	doigt	de	zinc,	reproduisant	la	structure	

des	 sites	 à	 zinc	 des	 ZAS,	 en	 termes	 de	 structure	 et	 de	 réactivité.	 Nous	 avons	 synthétisé	 et	

caractérisé	 par	 diverses	 spectroscopies	 deux	 mutants	 de	 ce	 modèle,	 l’un	 de	 type	

Zn(Cys)2(His)2,	 l’autre	 de	 type	 Zn(Cys)3(His).	 En	plus	 des	 caractérisations	 structurales,	 leur	

réactivité	vis-à-vis	de	H2O2	et	de	1O2	a	été	étudiée.	

L’oxydation	 de	 ces	 modèles	 par	 1O2	 produit	 très	 majoritairement	 des	 acides	

sulfiniques.	Cette	étude	a	révélé	une	réactivité	des	sites	ZAS	un	peu	plus	élevée	que	celle	des	

autres	 sites	 doigts	 de	 zinc	 vis-à-vis	 de	 l’oxygène	 singulet,	 même	 si	 nous	 ne	 sommes	 pas	

parvenus	à	déterminer	les	vitesses	avec	précision.	Cette	réactivité	est	intrinsèque	à	ces	sites	

ZAS	:	elle	peut	être	due	à	une	grande	exposition	des	soufres	liés	au	zinc,	et	au	faible	nombre	

de	liaisons	hydrogène	établies	par	la	chaîne	principale	avec	ces	soufres.	L’implication	de	tels	

sites	dans	la	détection	de	l’oxygène	singulet	est	donc	plausible.	
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Comme	nous	l’avons	vu	précédemment,	l’oxydation	des	doigts	de	zinc	par	1O2	conduit	

à	 la	 formation	 de	 sulfinate,	 comme	 produits	 majoritaires,	 et	 de	 disulfures	 (ou	 d’autres	

composés	 contenant	 des	 liaisons	 S–S).	 Avant	 de	 discuter	 cette	 réactivité,	 rappelons	 le	

mécanisme	 de	 le	 l’oxydation	 des	 thiolates.	 La	 première	 étape	 est	 l’attaque	 du	 thiolate	 sur	

l’oxygène	 singulet	 qui	 forme	un	persulfénate	 (RSOO–).	 Celui-ci	 peut	 évoluer	 de	 deux	 façons	

(Schéma	B.V.1).	 Il	 peut	 se	 protoner	 pour	 donner	 un	 acide	 persulfénique	 (RSOOH)	 qui	 peut	

réagir	avec	d’autres	thiols	pour	donner	des	produits	disulfures	ou	s’effondrer	pour	donner	un	

sulfinate.	

	

	

Schéma B.V.1 : Mécanisme proposé pour l’oxydation d’un thiolate par 1O2. 

	

1. La	liaison	au	zinc	influence	la	réactivité	des	thiols	vis-à-vis	de	1O2	
	

La	Figure	B.V.1	 (A)	montre	 les	 chromatogrammes	obtenus	après	photo-oxydation	de	

ZnLTC	 lorsque	 le	 pH	 varie	 de	 6	 à	 9,5.	 On	 peut	 noter	 que	 les	 produits	 et	 leurs	 proportions	

restent	 identiques,	quel	que	soit	 le	pH.	Ceci	contraste	 fortement	avec	 les	chromatogrammes	

obtenus	par	photo-oxydation	du	peptide	LTC	libre,	i.e.	sans	Zn2+	lié	aux	cystéines	(Figure	B.V.1	

(B)).	 Tout	 d’abord,	 nous	 observons	 davantage	 de	 produits	 pour	 l’oxydation	 de	 LTC	 libre.	

D’autre	part,	les	proportions	des	différents	produits	varie	en	fonction	du	pH.	La	Figure	B.V.1	C	

montre	 les	 chromatogrammes	 obtenu	 pour	 LTC	 après	 photo-oxydation	 puis	 réduction	 au	

TCEP.	Ainsi,	 les	espèces	sulfinates	apparaissent	clairement,	 les	disulfures	étant	réduits.	Ceci	

nous	 a	 permis	 de	 d’identifier	 et	 de	 quantifier	 les	 disulfure	 et	 les	 sulfinates.	 On	 y	 reconnaît	

notamment	les	peptides	oxydés	LTCA,	LTCB	et	LTCD	décrits	dans	le	Chapitre	B.II.	
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Figure B.V.1 : Effet du pD sur les produits de photo-oxydation de ZnLTC (A) et LTC (B et C). Les chromatogrammes des 

produits d’oxydation de LTC par l’oxygène singulet sont présentés avant (B) et après réduction à la TCEP (C). Les 

espèces mono-sulfinate sont indiquées par les points colorés : LTCA (•), LTCB (•), LTCD (•). 
 

	 Pour	la	photo-oxydation	de	LTC	libre,	le	produit	mono-disulfure	(tr=6,3min)	est	formé	

en	plus	grande	quantité	à	mesure	que	le	pD	monte.	Cependant,	contrairement	à	ce	que	l’on	a	

décrit	pour	ZnLTC,	dans	le	cas	de	LTC,	on	ne	peut	pas	savoir	avec	certitude	si	ce	mono-disulfure	

provient	 de	 l’oxydation	 par	 1O2	 ou	 par	 PS*.	 Aussi,	 nous	 avons	 quantifié	 les	 produits	

d’oxydation	en	ignorant	et	en	prenant	en	compte	ces	produits	mono-disulfure	(Figure	B.V.2).	

Si	 on	 les	 prend	 en	 compte,	 la	 proportion	 de	 disulfure	 (mono-	 et	 bis-)	 dans	 les	 produits	

d’oxydation	 de	 LTC	 par	 1O2	 varie	 peu	 avec	 le	 pD.	 Sa	 valeur	 moyenne	 est	 de	 65±5%.	 En	

revanche,	 si	 on	 considère	 que	 ces	 produits	mono-disulfure	 ne	 font	 pas	 partie	 des	 produits	

issus	 de	 1O2,	 alors,	 il	 apparaît	 que	 la	 proportion	 de	 bis-disulfure	 diminue	 au	 profit	 des	

sulfinates	à	mesure	que	le	pD	augmente.		

	

	

Figure B.V.2 : Proportion des produits disulfures dans les produits d’oxydation de LTC par 1O2. Cette quantification a été 

faite sur les chromatogrammes présentés Figure B.V.1, en sommant les mono-disulfures et les bis-disulfures (orange) 

ou en ignorant les mono-disulfures dans les produits (noir).	

	



B.V.	Discussion	générale	sur	l’oxydation	des	doigts	de	zinc	par	1O2	 191	

	

	 Mis	 à	 part	 la	 nature	 des	 produits	 (disulfure	 vs	 sulfinate),	 la	 Figure	 B.V.1	 révèle	 une	

autre	différence	de	réactivité	entre	ZnLTC	et	LTC.	Désormais,	nous	allons	nous	 intéresser	aux	

produits	mono-sulfinate	:	les	trois	pics	observés	après	réduction	à	la	TCEP	correspondent	aux	

peptides	LTCA-C.	Parmi	les	produits	de	type	mono-sulfinate	issus	de	l’oxydation	de	ZnLTC	par	

1O2,	LTCA	représente	30%,	LTCB	représente	10%,	et	LTCD	représente	60%	(Figure	B.V.3	(A)),	et	

ce,	quel	que	soit	le	pH/pD.	En	revanche,	la	répartition	de	ces	trois	espèces	dans	l’ensemble	des	

sulfinates	est	très	différente	lorsque	l’on	regarde	les	produits	issus	de	l’oxydation	de	LTC	libre	

par	 1O2	 (Figure	 B.V.3	 (B)).	 En	 effet,	 la	 proportion	 que	 représente	 chaque	 sulfinate	 varie	

fortement	 avec	 le	 pD.	 On	 peut	 observer	 que	 le	 profil	 de	 la	 Figure	 B.V.3	 (B)	 reflète	 des	

évènements	de	protonation	pour	des	pD	vers	6,	8	et	9.	

	

	

Figure B.V.3 : Proportion de LTCA (•), LTCB (•) et LTCD (•) dans les sulfinates. Cette quantification a été faite sur les 

chromatogrammes de l’oxydation ZnLTC (A) et LTC (B) après réduction par TCEP. 
 

Dans	 chacun	 des	 peptides	 LTCA,	 LTCB	 et	 LTCD,	 une	 cystéine	 a	 été	 oxydée	 en	 acide	

sulfinique.	Cette	 cystéine	est	 celle	dont	 le	 soufre	a	été	attaqué	par	 la	molécule	de	 1O2.	Pour	

LTCA,	c’est	 la	cystéine	5,	 la	cystéine	16	pour	LTCB,	et	pour	LTCD,	c’est	 la	cystéine	13.	Ensuite,	

d’après	 le	 mécanisme	 réactionnel,	 le	 pH/pD	 peut	 influer	 à	 plusieurs	 étapes.	 D’abord,	 au	

niveau	de	l’attaque	nucléophile	de	la	cystéine	sur	1O2	:	la	forme	déprotonnée	thiolate	ne	réagit	

pas	à	la	même	vitesse	qu’un	thiol.	Puis,	au	niveau	des	intermédiaires	réactionnels,	notamment	

le	premier	:	 l’intermédiaire	persulfénate.	Pour	rappel,	s’il	reste	déprotoné,	 il	s’effondre	pour	

donner	 un	 sulfénate,	 mais	 s’il	 se	 protone	 en	 acide	 persulfénique,	 alors,	 il	 évolue	 vers	 les	

disulfures.	 Les	 pKa	 des	 quatre	 cystéines	 de	 LTC	 (6.5,	 7.9,	 9	 et	 9.8)	 ont	 été	 mesurés	 il	 y	 a	

quelques	années	au	 laboratoire.	On	remarque	que	ces	pKa	corrèlent	bien	avec	 les	variations	

observées	et	donc,	que	celles-ci	sont	liées	à	l’état	de	protonation	des	cystéines.	
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Nous	 avons	 démontré	 dans	 le	 Chapitre	 B.II	 que	 le	 zinc	 influe	 sur	 la	 proportion	

disulfure/sulfinate.	Nous	reviendrons	sur	ce	point	un	peu	plus	loin.	Il	apparaît	également	que	

le	zinc	influe	sur	les	proportions	des	produits	sulfinates	en	maintenant	les	cystéines	dans	leur	

forme	déprotonée,	quel	que	soit	le	pH.	Ce	qui	dicte	la	proportion	des	différents	sulfinates	n’est	

pas	 encore	 clair.	 La	 surface	 accessible	 au	 solvant	 de	 chacun	 pourrait	 être	 un	 élément	 de	

réponse.	

	

2. Le	zinc	inhibe-t-il	la	réactivité	des	histidines	vis-à-vis	de	1O2	?	
	

	 L’ion	 Zn2+	 a	 un	 effet	 notable	 sur	 l’oxydation	 des	 cystéines	 de	 nos	 modèles	 par	 1O2.	

Qu’en	 est-il	 des	 histidines	?	 La	 photo-oxydation	 de	 ZnCP1	 conduit	 à	 la	 formation	 de	 deux	

composés	 avec	 un	 sulfinate	 sur	 chacune	 des	 deux	 cystéines	 et	 un	 composé	 disulfure.	 Nous	

n’avons	pas	observé	d’oxydation	des	histidines,	alors	que	cet	acide	aminé	est	décrit	 comme	

très	réactif	vis-à-vis	de	l’oxygène	singulet.[1,2]	Lorsque	l’on	photo-oxyde	CP1	libre,	on	observe	

quatre	nouveaux	pics	sur	le	chromatogramme	(Figure	B.V.4).	D’après	les	temps	de	rétention,	

deux	 de	 ces	 quatre	 pics	 correspondent	 aux	 produits	mono-sulfinates	 observés	 avec	 ZnCP1.	

Cependant,	 notons	que	 ces	produits	 son	minoritaires.	 Le	pic	majoritaire	 (*)	n’a	pas	pu	 être	

caractérisé	 en	 détail.	 Tout	 ce	 que	 nous	 avons	 pu	 voir	 est	 que	 sa	 masse	 (m/z=986,8(3+))	

correspond	à	un	gain	de	14Da	par	rapport	au	peptide	initial	(m/z=982,3(3+)).	De	plus,	l’ajout	

de	TCEP	ne	change	rien	:	ni	 sur	 le	chromatogramme,	ni	 sur	 le	 spectre	de	masse.	 Il	 est	donc	

probable	 que	 ce	 produit	 corresponde	 à	 l’adduit	 His-His	 (+1	 O,	 -2	 H),	 comme	 nous	 l’avons	

proposé	 dans	 le	 Chapitre	 B.III.	 Cette	 hypothèse	 nécessite	 d’être	 confirmée	 par	 digestion	

enzymatique	et	caractérisation	en	spectrométrie	de	masse.		

	

Ainsi,	 dans	 les	 cas	 de	 CP1,	 la	 coordination	 au	 zinc	 changerait	 la	 cible	 de	 l’oxygène	

singulet	:	 uniquement	 les	 cystéines	 pour	 ZnCP1,	 et	majoritairement	 les	 histidines	 pour	CP1	

libre.	Dans	le	cas	de	CP1	libre,	il	serait	intéressant	de	voir	quelle	est	la	variation	des	produits	

en	fonction	du	pH.	
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Figure B.V.4 : Oxydation de ZnCP1 (haut) et CP1 (bas) par 1O2. Les produits mono-sulfinate sont indiqués par (•) tandis 

que les produis produits indiqués par (*) et (+) n’ont pas été identifiés en détail. 

 

 

3. L’acidité	du	métal	influence	la	nature	des	produits	d’oxydation	
	

	 Comme	mentionné	dans	 le	Chapitre	B.II,	 les	produits	d’oxydation	de	ZnLTC	et	LTC	par	

1O2	 diffèrent	 aussi.	 Nous	 avons	 vu	 que	 les	 produits	 mono-sulfinate	 représentent	 90%	 des	

produits	d’oxydation	de	ZnLTC,	contre	seulement	35%	pour	LTC	(à	pD	7,4).	

	

Nous	expliquons	cet	effet	par	 l’acidité	du	zinc.	En	effet,	 le	bis-disulfure	découle	de	 la	

forme	 protonée	 de	 l’intermédiaire	 (acide	 persulfénique	 RSOOH),	 tandis	 que	 les	 produits	

sulfinate	découlent	de	 la	 forme	déprotonée	(persulfénate	RSOO–).	Or,	 le	zinc	est	un	acide	de	

Lewis.	Ainsi,	le	persulfénate,	généré	sur	une	cystéine	liée	au	zinc,	peut	se	coordonner	au	zinc,	

ce	qui	le	maintient	dans	la	forme	déprotonée,	pour	conduire	ensuite	au	sulfinate.	

	

	 Pour	confirmer	cela,	nous	avons	étudié	la	réactivité	du	complexe	CdLTC	où	l’ion	Cd2+	a	

été	 substitué	 à	 Zn2+.	 Il	 a	 été	montré	 au	 laboratoire	 que	 le	 complexe	 CdLTC	 adopte	 la	même	

structure	que	le	complexe	ZnLTC.	La	Figure	B.V.5	montre	une	plus	grande	proportion	de	bis-

disulfure	 dans	 le	 cas	 du	 complexe	de	 cadmium.	 L’ion	Cd2+	 est	moins	 acide	 que	 Zn2+,	 ce	 qui	

permet	au	persulfénate	de	se	protoner	un	plus	facilement	et	donc	engendre	davantage	de	bis-

disulfure	dans	les	produits	d’oxydation	de	CdLTC	que	dans	ceux	de	ZnLTC.	
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Figure B.V.5 : Oxydation de ZnLTC et CdLTC par 1O2. Une solution de ZnLTC (65µM) (trait noir) ou de CdLTC (65µM) (trait 

gris) a été préparée dans du tampon phosphate 50mM pD 6 (D2O), avec du rose bengal (2,7µM), et a été irradiée 5 

secondes. 

	

4. L’intermédiaire	persulfénate	a	une	durée	de	vie	très	courte	

	

Comme	 nous	 venons	 de	 le	 voir,	 dans	 les	 produits	 issus	 de	 la	 photo-oxydation	 des	

doigts	 de	 zinc,	 nous	 observons	 un	mélange	 de	 disulfures	 et	 de	 sulfinates.	 Cette	 proportion	

varie	avec	les	modèles.	Dans	le	cas	de	ZnLTC,	il	se	forme	90%		de	sulfinate	contre	25%	dans	le	

cas	de	ZnCP1	et	davantage	encore	avec	ZnLHsp,	semble-t-il,	suite	à	des	tests	préliminaires.	Le	

fait	d’observer	à	la	fois	des	disulfures	et	des	sulfinates	signifie	qu’au	niveau	de	l’intermédiaire	

persulfénate,	les	formes	protonées	et	déprotonées	coexistent.	Autrement	dit,	les	conditions	de	

pH	 de	 nos	 oxydations	 devraient	 être	 proches	 de	 la	 valeur	 du	 pKa	 d’au	 moins	 un	 des	

intermédiaires	persulfénate.	Ainsi,	si	l’équilibre	entre	ces	deux	formes	a	le	temps	de	s’établir,	

nous	devrions	observer	une	forte	dépendance	des	produits	d’oxydation	vis-à-vis	du	pH	:	à	bas	

pH,	 l’intermédiaire	serait	entièrement	protoné,	 ce	qui	donnerait	uniquement	des	disulfures,	

alors	qu’à	haut	pH,	le	persulfénate	resterait	entièrement	déprotoné,	et	conduirait	uniquement	

aux	sulfinates.	Or,	comme	nous	venons	de	le	décrire,	pour	ZnLTC,	entre	les	pH	5,5	et	9,5,	nous	

n’observons	 pas	 de	 changement	 dans	 le	 rapport	 sulfinate/disulfure.	Notons	 que	 ce	 rapport	

varie	également	peu	pour	LTC	libre.	

	

L’hypothèse	 que	 nous	 avançons	 est	 que	 la	 formation	 des	 produits	 est	 sous	 contrôle	

cinétique.	La	vitesse	d’effondrement	du	persulfénate	est	proche	de	celle	de	sa	protonation	et	il	

a	 une	 compétition	 entre	 l’effondrement	 du	 persulfénate	 et	 sa	 protonation.	 Ainsi,	 l’équilibre	

entre	le	persulfénate	et	l’acide	persulfénique	n’a	pas	le	temps	de	s’établir,	et,	quel	que	soit	le	

pH,	la	répartition	disulfures/sulfinate	est	la	même.	
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Les	cas	où	 le	 transfert	de	proton	est	une	étape	cinétiquement	 limitante	peuvent	être	

mis	en	évidence	par	un	phénomène	de	catalyse	acide	générale	:	 la	réaction	est	accélérée	par	

une	forte	concentration	d’un	donneur	de	proton	dans	le	milieu[3].	

	

Nous	avons	donc	comparé	 les	proportions	des	produits	de	photo-oxydation	de	ZnLTC	

en	 présence	 d’une	 quantité	 croissante	 d’un	 donneur	 de	 protons,	 NH4+.	 La	 Figure	 B.V.6	

présente	 les	 chromatogrammes	 obtenus	 avec	 50	 mM,	 900	 mM	 et	 4500	 mM	 de	 chlorure	

d’ammonium	(pH	7).	Même	si	nous	n’avons	pas	quantifié	précisément	des	différentes	espèces,	

il	 est	 bien	 visible	 qu’à	 forte	 concentration	 d’ammonium,	 il	 y	 a	 plus	 de	 bis-disulfure	 (pics	

repérés	 par	 des	 carrés)	 dans	 les	 produits	 qu’à	 faible	 concentration.	 Plus	 d’informations	

devraient	être	obtenues	en	utilisant	des	ammoniums	avec	d’autres	pKa,	et	à	d’autres	pH.	Cela	

permettrait,	entre	autre,	d’avoir	une	idée	plus	précise	de	la	cinétique	de	la	transformation	du	

persulfénate	en	sulfinate	et	d’évaluer	la	valeur	du	pKa	d’un	persulfénate,	qui	reste	inconnu	à	

ce	jour.	

	

	

Figure B.V.6 : Effet de la catalyse acide de l’ammonium sur les produits d’oxydation de ZnLTC par 1O2. À un même 

mélange de ZnLTC (90µM) et de rose bengal (2µM), des quantités croissantes d’acétate d’ammonium pH 7,0 (50mM : 

pointillés, 900mM : tirets, et 4,5M : trait plein) ont été ajoutées avant irradiation. Les produits bis-disulfure sont indiqués 

par des (n), et les sulfinates par des (•). 

	

Ceci	 confirme	 que	 la	 formation	 des	 produits	 est	 sous	 contrôle	 cinétique	 et	 que	 le	

processus	d’effondrement	du	persulfénate	pour	donner	le	sulfinate	est	très	rapide,	de	l’ordre	

de	la	vitesse	de	transfert	des	protons	dans	l’eau.	
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Nous	voyons	une	conséquence	importante	à	ceci	:	 la	proportion	de	disulfure	dans	 les	

produits	d’oxydation	pourrait	être	contrôlée	par	l’environnement	autour	des	cystéines	:	s’il	y	

a	ou	non	des	donneurs	de	protons	à	proximité	du	site	à	zinc.	Il	serait	donc	très	intéressant	de	

synthétiser	des	mutants	des	ZnLTC	comportant	par	exemple	des	résidus	donneurs	de	protons	

(ammonium)	ou	d’autres	accepteurs	de	protons	pour	moduler	la	proportions	des	produits.	

	

Notre	approche	utilisant	des	modèles	de	doigts	de	zinc	ouvre	des	portes	intéressantes	

concernant	 l’étude	mécanistique	 des	 réactions	 avec	 l’oxygène	 singulet	 et	 la	 caractérisation	

d’espèces	instables.	
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Cette	 thèse	 s’inscrit	 dans	 la	 continuité	 des	 études	 d’Olivier	 Sénèque	 et	 Jean-Marc	
Latour	sur	la	réactivité	des	doigts	de	zinc	vis-à-vis	des	ERO	impliquées	dans	le	stress	oxydant.	
Ces	 études	 visent	 à	 apporter	 des	 données	 expérimentales	 permettant	 de	 discuter	 les	
hypothèses	selon	lesquelles	(i)	les	doigts	de	zinc	peuvent	être	des	cibles	physiologiques	de	ces	
oxydants	 et	 (ii)	 ils	 peuvent	 intervenir	 dans	 la	 détection	 du	 stress	 oxydant.	 Des	 études	
précédentes	ont	montré	que	l’oxydation	des	doigts	de	zinc	par	H2O2	est	très	lente	:	l’ion	Zn2+	
protège	les	cystéines	de	l’oxydation.	Les	constantes	de	vitesses	mesurées	pour	différent	doigts	
de	zinc	montrent	que	ceux-ci	ne	sont	pas	des	cibles	de	H2O2,	même	en	cas	de	stress	important.	

	Cette	thèse	avait	pour	but	d’étudier	la	réactivité	des	doigts	de	zinc	avec	des	oxydants	
plus	puissants	que	H2O2,	à	savoir	HOCl	et	l’oxygène	singulet.	Une	des	motivations	de	ce	travail	
était	 l’implication	 de	 protéines	 à	 doigt	 de	 zinc	 comme	 Hsp33	 et	 ChrR	 dans	 la	 réponse	
cellulaire	à	ces	oxydants.	

	

Réactivité	vis-à-vis	de	HOCl	

	
	 Dans	une	première	partie,	nous	avons	étudié	 l’oxydation	du	modèle	du	site	à	zinc	de	
Hsp33	 par	 HOCl.	 Nous	 avons	 observé	 que	 l’oxydation	 de	 ZnLHsp	 ne	 mène	 pas	 aux	 mêmes	
produits,	 selon	qu’elle	est	 faite	par	H2O2	ou	HOCl.	Ces	produits	étant	différents	 isomères	de	
bis-disulfure,	 nous	 avons	 montré	 que	 ces	 différences	 proviennent	 d’un	 réarrangement	 de	
disulfures	 au	 niveau	 de	 l’intermédiaire	mono-disulfure.	 Ainsi,	 au	 niveau	 du	mono-disulfure	
s’instaure	 une	 compétition	 cinétique	 entre	 les	 réarrangements	 et	 l’oxydation	 des	 cystéines	
restantes.	Ceci	est	confirmé	par	 les	vitesses	d’oxydation	mesurées	:	 l’oxydation	par	H2O2	est	
beaucoup	plus	 lente	que	 les	 réarrangements,	 tandis	que	 l’oxydation	par	HOCl	 est	beaucoup	
plus	 rapide.	 Les	 données	 que	 nous	 avons	 obtenu	 avec	 le	 modèle	 ZnLHsp	 permettent	 de	
proposer	 un	mécanisme	moléculaire	 pour	 l’activation	 de	Hsp33	 par	HOCl	 et	 d’avancer	 une	
explication	au	fait	que	Hsp33	est	activée	par	HOCl	mais	pas	par	H2O2	à	basse	température.	De	
plus,	nous	avons	montré	que	la	vitesse	d’oxydation	de	ZnLHsp	par	HOCl	est	de	l’ordre	de	celle	
de	la	méthionine	(environ	109	M-1.s-1	à	pH	7,4).	Or,	l’oxydation	de	cet	acide	aminé	est	à	la	base	
de	 la	 détection	de	HOCl	 par	 des	 senseurs	 comme	NemR	ou	RclR.	 Ceci	 va	 bien	 dans	 le	 sens	
d’une	activation	physiologique	de	Hsp33	par	HOCl.	
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	 Ce	 travail	 illustre	 parfaitement	 l’intérêt	 des	 modèles	 peptidiques	 utilisés	 au	
laboratoire.	 Le	 modèle	 ZnLHSP	 est	 suffisamment	 gros	 pour	 reproduire	 parfaitement	 la	
structure	 du	 doigt	 de	 zinc	 de	 Hsp33	 et	 suffisamment	 petit	 et	 robuste	 pour	 permettre	 des	
études	 fines	au	niveau	moléculaire	qui	n’étaient	pas	possible	avec	 la	protéine	Hsp33.	Ainsi,	
cette	étude	vient	compléter	les	travaux	des	biochimistes	travaillant	sur	Hsp33	et	nous	permet	
aujourd’hui	de	proposer	un	mécanisme	moléculaire	pour	expliquer	l’activation	de	Hsp33.	

	

Dans	le	but	de	généraliser	ces	études	aux	différents	doigts	de	zinc	présents	en	biologie,	
il	serait	 intéressant	d’étendre	ces	études	à	d’autres	modèles.	En	ce	sens,	nous	avons	fait	des	
expériences	préliminaires	 avec	ZnLTC.	 Ces	données	montrent	 que	 (i)	 le	modèle	 s’oxyde	 à	 la	
même	 vitesse	 que	 la	 protéine	 et	 (ii)	 que	 ZnLTC	 est	 oxydé	 à	 une	 vitesse	 proche	 de	 celle	 de	
ZnLHsp,	 ce	 qui	 suggère	 que	 des	 sites	 à	 zinc	 qui	 n’ont	 pas	 pour	 fonction	 de	 détecter	 HOCl	
peuvent	être	endommagés	par	HOCl.	

	

Réactivité	vis-à-vis	de	l’oxygène	singulet	

	

Dans	une	deuxième	partie,	nous	nous	 sommes	 intéressés	à	 l’oxydation	des	doigts	de	
zinc	 par	 l’oxygène	 singulet.	 Nous	 avons	 d’abord	 étudié	 la	 réactivité	 de	 modèles	 que	 nous	
maitrisions	au	laboratoire,	puis,	nous	avons	développé	et	étudié	un	modèle	(ZnLZAS)	du	doigt	
de	zinc	de	ChrR,	une	protéine	qui	a	été	proposée	comme	senseur	de	1O2.	Ce	nouveau	modèle	
reproduit	 le	site	à	zinc	de	certains	 facteurs	anti-σ	de	type	IV	(dont	ChrR	et	RsrA).	Plusieurs	
points	sont	à	retenir	de	cette	étude	:	

- L’oxydation	 de	 doigts	 de	 zinc	 par	 1O2	 produit	 un	 mélange	 de	 disulfures	 et	 de	
sulfinates.	La	formation	de	sulfinate	est	favorisée	par	rapport	à	celle	des	disulfures,	
contrairement	à	ce	qui	a	été	observé	avec	les	thiols	libre.	

- L’oxydation	 d’une	 cystéine	 en	 sulfinate	 fait	 chuter	 l’affinité	 d’un	 doigt	 de	 zinc	 de	
~5-6	 ordres	 de	 grandeurs.	 Cette	 affinité	 (K~10-10)	 est	 suffisamment	 faible	 pour	
que,	 dans	 un	 milieu	 cellulaire,	 le	 zinc	 quitte	 le	 site	 et	 donc,	 que	 la	 protéine	 se	
déstructure.	

- La	vitesse	d’oxydation	par	1O2	de	certains	doigts	de	zinc	est	élevée	et	est	du	même	
ordre	que	celle	des	thiols	 libre	à	pH	7,4	(~106	M-1.s-1).	Ceci	montre	que	le	zinc	ne	
protège	pas	les	cystéines	de	l’oxydation,	contrairement	à	ce	qui	a	été	vu	avec	H2O2	
et	que	 les	doigts	de	zinc	 sont	des	 cibles	possibles	de	 1O2	dans	 la	 cellule.	Dans	un	



C.	Conclusion	et	perspectives	 201	

	

stress	causé	par	1O2,	seules	les	molécules	à	proximité	du	site	de	production	de	1O2	
(à	environ	un	millier	d’Ångström)	risquent	d’être	oxydées.	Ainsi,	la	localisation	du	
senseur	 à	 proximité	 de	 la	 source	 de	 1O2	 est	 aussi	 importante	 que	 sa	 vitesse	
d’oxydation.	 Dans	 ces	 conditions,	 il	 est	 possible	 d’envisager	 qu’un	 doigt	 de	 zinc	
puisse	jouer	le	rôle	de	senseur	de	1O2.	

Pour	la	suite,	l’une	des	perspectives	les	plus	intéressantes	porte	sur	l’étude	du	premier	
intermédiaire	réactionnel	formé	par	l’attaque	d’un	thiolate	sur	l’oxygène	singulet.	Puisque	les	
produits	d’oxydation	de	ZnLTC	 reflètent	 la	protonation	de	 cette	 espèce,	 ce	 système	pourrait	
permettre	d’obtenir	des	informations	sur	l’acide	persulfénique,	très	rares	dans	la	littérature.		

	

En	 conclusion,	 nous	pouvons	proposer	 que	 les	 sites	 doigts	 de	 zinc	puissent	 être	 des	
cibles	de	stress	oxydant	fort,	de	type	HOCl	ou	1O2,	et	dans	certains	cas	particuliers,	servir	de	
senseurs	pour	ces	oxydants.	
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1.!Matériel)et)méthodes!

Pour'la'synthèse'peptidique,''les'acides'aminés'protégés,'le'PyBOP,'l’HOBt,'et'les'résines'sont'
achetées'chez'NovaBiochem.'
Les' autres' produits' sont' achetés' chez' SigmaAldrich':' DEDTC,' TIS,' Phenylsilane,Pd(PPh3)4,'
DIEA,' TEA,' Zn(ClO4)2,' ZnCl2,' Co(SO4)(H2O)6,' NaH2PO4,' Na2HPO4,' TCEP,' Bleu' de' Méthylène'
(voir'JLR),'Rose'bengal,'AMM,'AP,'et'les'solvants,'MeCN,'MeOH,'DMF,'DCM,'MNP.'
Les'autres'produits'utilisés'sont'D2O'(99.9%'EurisoTop),'résine'CHELEX'100'(Biorad),'
Enfin,'l’équipe'de'Nathan'McClenaghan,'Bordeaux'I'a'synthétisé'les'molécules'suivantes':'AVS,'
PdTTPS''et'PNS.'
'
Spectrophotomètres,,

Les'spectres'UV_Vis'ont'été'enregistrés'sur'un'spectrophotomètre'Lambda'35'(Perkin'Elmer)'
et'un'Cary'50'(Varian).'La'spectrophotométrie'd’émission'a'été'réalisée'sur'un'Cary'Eclipse'
(Varian).' Le' spectrophotomètre' à' dichroïsme' circulaire' utilisé' est' un' Chirascan' (Applied'
Photophysics).'Certains'peptides'ont'été'synthétisés'par'un'robot'de'synthèse,'un'Liberty'1'
(CEM).' Finalement,' les' études' en' stopped' flow'ont' été' faites' sur'un'MOS'450' (BioLogic)' (à'
lampe'Xenon)'avec'un'photomultiplicateur'relié'à'un'PMS'250.'
'
HPLC,analytique,,

Les' analyses' HPLC' sont' conduites' sur' une' HPLC' Infinity' 1260' (Agilent)' avec' une' colonne'
Chromolith®'RP_18e'10_4,6mm'thermostatée'à'25°C.'À' l’exception'des'analyses'portant'sur'
les'peptides'LZAS,'la'phase'mobile'est'un'mélange'de'deux'solvants'A'(0,1%'TFA'dans'H2O)'et'B'
(0,1%' TFA' dans' un' mélange' MeCN/H2O' 9:1).' La' composition' du' mélange' est' indiquée' en'
pourcentage' de' solvant' B.' Les'méthodes' d’analyse' sont' :' 5_12%' 1min20' 12_30%' 10min30'
3mL/min'pour' les'solutions'de'LTC,'2_5%'5min'5_10%'3min'10_25%'20min'25_75%'10min'
2mL/min'pour'les'solutions'd’anthracènes'et'd’EGWGK,'et'd’autres'encore'selon'les'peptides.'
À'la'fin'de'la'méthode,'la'colonne'est'rincée'avec'100%'de'B'avant'd’être'ré_équilibrée'avec'le'
mélange'de'depart'(5%'de'B).''
Pour'les'peptides'LZAS,'la'phase'mobile'est'un'mélange'de'solvant'A'et'de'solvant'C'(0,1%'TFA'
dans' un' mélange' MeOH/H2O' 9:1).' La' méthode' utilisée' est' 5_50%' 5min' 50_60%' 20min'
2mL/min.'
Les'chromatogrammes'suivent'l’absorbance'de'la'solution'éluée'à'214,'254,'280'et'380nm.'
'
'
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'
HPLC,préparative,,

Les' peptides' synthétisés' sont' purifiés' sur' une' HPLC' LaPrep' (VWR)' avec' une' colonne'
XBridgeTM' Prep' C18' 5µM' 19x150mm.' Les' solvants' utilisés' sont' ceux' décrits' dans' la' partie'
«'HPLC'analytique'».''
'
Tous'les'tampons'utilisés'sont'préparés'par'dissolution'des'sels'dans'de'l’eau'déionisée'(18,2'
MΩ)'ou'de'l’eau'deutérée,'passés'sur'résine'CHELEX'pour'enlever'les'traces'de'métaux,'puis,'
leur'pH'est'ajusté'avec'des'solutions'de'NaO(H/D)'et'(H/D)Cl.'
'

2.#Synthèse#des#peptides!!

'
Avant'de'réaliser'la'synthèse'peptidique'à'proprement'parler,'il'faut'd’abord'silaniser'

le' réacteur,' afin' que' les' billes' de' résine' n’adhèrent' pas' à' la' paroi.' Cette' étape' consiste' à'
couvrir' les' fonctions' hydroxyle' de' la' silice' de' l’intérieur' du' réacteur' avec' une' couche' de'
diméthylsilane.'Voici' le' protocole'utilisé'dans' l’équipe':' le' réacteur' est' rempli' aux'2/3' avec'
dichlorodiméthylsilane' (DCDMSi),' et' laissé' incuber' 2h' sous' la' hotte.' Le' liquide' est' alors'
expulsé'du'ballon,'récupéré'et'conservé'à'4°C'en'vue'd’être'réutilisé.'Afin'd’enlever'l’excédant'
de' DCDMSi' et' de' neutraliser' le' réacteur,' il' est' rincé' 3' fois' en' remplissant' avec' du'
dichlorométhane'(DCM),'à'un'niveau'plus'haut'que'celui'du'DCDMSi.'Puis,'3'lavages'similaires'
sont' réalisés' en' ajoutant' à' chaque' fois' 3ml' de' triéthylamine' (TEA)' (le' liquide' est' laissé' 1'
minute).' De' nouveau,' le' réacteur' est' rincé' 3' fois' au' DCM,' puis,' 3' fois' avec' une' solution'
basique':'le'réacteur'est'rempli'à'mi_hauteur'de'DCM'avec'1ml'de'TEA'(le'mélange'est'laissé'1'
minute,'sous'agitation).'Finalement,'après'3'derniers'rinçages'au'DCM,'le'réacteur'est'prêt'à'
l’emploi.'

Les' différents' peptides' ont' été' synthétisés' à' la' main' ou' au' robot' (CEM' Liberty' 1)'
suivant'le'protocole'suivant'(Schéma'e.1)':'

'
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'

Schéma e.1 : Synthèse des peptides LTC (A), LHsp (B), CP1-Y2F (C), EGWGK (D) et LZAS (E). Les résines utilisées sont la 

Sieber Amide, la 2-Chlorotrityl et la NOVA-PEG Rink Amide. Les astérisques représentent les groupements protecteurs 

classiques (trityl, tert-butyl, tert-butoxycarbonyl, etc), les acides aminés en rouge sont couplés sous forme de dipeptides. 

Ces dipeptides empêchent la formation de structures secondaires dans le peptide en croissance, ce qui évite les chutes 

de rendement. Pour synthétiser les peptides cycliques (A) et (B), il faut : a) greffer les acides aminés protégés en 

répétant le cycle déprotection/couplage/blocage, b) déprotéger sélectivement le groupement Alloc ou Allyl, c) décrocher 

le peptide de la résine en conditions douces, d) cycliser le peptide en solution et e) déprotéger entièrement le peptide. La 

synthèse des peptides linéaires (C),(D) et (E) est plus simple : elle ne passe que par les étapes a) et e). 

'
'
'
'
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a) Synthèse'du'peptide'par'greffage'des'acides'aminés'protégés.'
'

La'synthèse'est'réalisée'en'utilisant'la'stratégie'Fmoc/tBu,'selon'un'protocole'déjà'bien'
optimisé'par' l’équipe.' L’élongation'de' la' chaîne' se' fait' en' répétant' le' cycle'des' trois' étapes'
déprotection/couplage/blocage.'Notons'que'la'résine'est'lavée'entre'chacune'de'ces'étapes':'
1'lavage'='4'rinçages'avec'8'mL'DMF,'1'rinçage'8'mL'DCM,'1'rinçage'8mL'DMF.''

Déprotection'du'groupement'Fmoc':'la'résine'est'suspendue'3'fois'3'minutes'avec'un'
mélange' piperidine'/DCM' 1:4.' Le' mélange' est' récupéré' à' chaque' fois,' dont' la' mesure'
d’absorbance'à'300nm'donne'la'concentration'en'Fmoc'(ε300nm=7800M_1.cm_1),'ce'qui'permet'
de'remonter'à'la'quantité'de'peptide'en'croissance'sur'la'résine.''

Lavage.'
Couplage' de' l’acide' aminé' Fmoc_AA_OH':' cette' étape' est' répétée' deux' fois' de' suite'

(avec'une'étape' rinçage'entre' les'deux).'La' résine'est' suspendue'30'minutes'dans'8'mL'de'
DMF,'avec'2'équivalents'(par'rapport'à'la'charge'de'la'résine)'de'Fmoc_AA_OH,'2'équivalents'
de'PyBOP'et'6'équivalents'DIEA.'(sauf'dans'le'cas'particulier'de'la'cystéine':'4'mL'DMF,'4'mL'
DCM,'2'éq'Fmoc_Cys(trt)_OH,'2'éq'PyBOP,'2'éq'HOBt,'10'éq'Collidine';'1h).'

Lavage.'
Blocage':'la'résine'est'suspendue'1'minute'dans'10'mL'DMF/Ac2O/Pyridine'7:1:2'
Lavage.'

'
b) Déprotection'sélective'des'groupements'Allyl'ou'Alloc'

'
' Après'4'rinçages'de'la'résine'au'DCM,'puis'3'au'DCM'sec,'la'résine'est'suspendue,'sous'
argon,'dans'25'mL'de'DCM'sec,'avec'25'équivalents'(par'rapport'à'la'quantité'de'groupement'
Alloc' ou'Allyl)' de' phénylsilane' et' 0,4' équivalent' Pd(PPh3)4' pendant' 1h.' Cette' opération' est'
répétée' une' seconde' fois' puis' la' résine' est' rincée' avec' les' solutions' suivantes':' DMF' 2x,'
DMF/H2O'(99:1),'DMF'2x,'DMF/DIEA'(99':1),'DMF,'DMF/diéthyldithiocarbamate'de'sodium'
(95:5).''

'
c) Décrochage'de'la'résine'en'conditions'douces'

'
Les'résines'2_Chlorotrityl'et'Sieber'Amide'sont'très'sensibles'à' l’acide,'ce'qui'permet'

de'cliver' le'peptide'de' la' résine'sans'déprotéger' les'chaines' latérales'des'acides'aminés.'La'
résine' est' lavée' avec' un' mélange' DCM/TFA' 99:1' (5_6' lavages' successifs' avec' 20mL' de'
mélange,'2'minutes'de'suspension).'Les'fractions'sont'collectées'dans'un'ballon'contenant'25'
mL' d’un'mélange'MeOH/pyridine' 4:1.' La' solution' est' ensuite' évaporée' jusqu’à' l’obtention'
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d’une' huile' jaune.' Cette' huile' est' précipitée' dans' l’éther' de' pétrole':' l’excès' de' pyridine' se'
retrouve'dans'le'surnageant.'Après'avoir'retiré'ce'surnageant,'le'précipité'est'dissout'dans'du'
DCM.'La'phase'organique'est'lavée'à'l’eau'afin'd’en'extraire'les'sels'de'pyridinium.'La'phase'
organique'est'séchée'sur'sulfate'de'sodium'anhydre,'puis,'le'DCM'est'évaporé,'laissant'place'à'
un'résidu'jaune':'le'peptide'protégé.'

'
d) Cyclisation'du'peptide'
'
Le' peptide' est' dissout' dans' un' grand' volume' de' DCM' (afin' d’atteindre' une'

concentration' de' peptide' d’environ' 10_4' mol.L_1).' 2' équivalents' de' PyBOP' (1éq' =' quantité'
d’Allyl/Alloc'déprotégé)'sont'ajoutés,'ainsi'que'600µl'de'DIEA'(afin'que'le'pH'du'mélange'soit'
d’environ'8).'La'réaction'de'couplage'est'laissée'sous'agitation'sur'la'nuit.'

'
e) Déprotection'des'chaînes'latérales'
'
Le' clivage' du' groupement' protecteur' des' autres' chaînes' latérales'est' réalisé' en'

conditions' acides' fortes':' après' évaporation' à' sec' du' mélange' de' la' cyclisation,' on' ajoute'
directement'un'mélange'H2O'(600µL),'TIS'(600µL),'DTT'(660mg)'et'18mL'de'TFA.''
Pour' les' peptides' n’ayant' pas' besoin' d’être' cyclisés' (ici' synthétisés' sur' NOVA_PEG' Rink'
Amide),'ce'mélange'est'versé'directement'sur'la'résine,'dans'le'réacteur'de'synthèse.'
Dans' les'deux' cas,' la' réaction'est' laissée'2'heures.' La' solution'est' ensuite' évaporée' jusqu’à'
obtention'd’une'huile' jaune.'Cette'dernière'est'précipitée'avec'de' l’éther'glacial':' le'peptide'
déprotégé' forme' des' flocons,' tandis' que' les' groupements' protecteurs' sont' dissouts' dans'
l’éther.'Après'décantation,'le'surnageant'est'retiré.'De'l’éther'glacial'est'ajouté,'et'l’opération'
est' répétée.'La'poudre'est'ainsi' lavée'3' fois.'Finalement,' l’éther' restant'emprisonné'dans' la'
poudre'est'évaporé'en'faisant'passer'un'filet'd’air'sur'la'poudre.'Une'fois'sèche,'un'échantillon'
est' analysé' en' spectrométrie' de' masse' (ESI_MS)' pour' vérifier' que' l’identité' du' peptide'
(Tableau'e.1).'

Le'reste'de'la'poudre'est'alors'dissout'dans'l’eau,'avec'de'la'TCEP,'et'purifié'en'HPLC'
préparative'(C_18'phase'inverse).'Les'fractions'pures'du'peptide'sont'réunies'et'lyophilisées.'
La' poudre' blanche' obtenue' est' transférée' dans' un' pilulier' scellé' avec' un' septum,' rempli'
d’argon'et'conservé'au'réfrigérateur'dans'un'récipient'avec'du'gel'de''silice.'

'
'
'
'
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'
'
    Masse exacte 

Peptide Formule brute Espèce  théorique expérimentale 
LHsp C96H158N30O28S4 neutre 2307,07   

  [M+2H]2+ 1154,55 1154,6 

  [M+3H]3+ 770,03 770,1 

  [M+4H]4+ 577,78 577,8 
LTC C94H156N32O31S4 neutre 2357,05   

  [M+2H]2+ 1179,53 1179,4 

  [M+3H]3+ 786,69 786,6 

  [M+4H]4+ 590,27 590,2 
CP1 C127H202N40O39S2 neutre 2943,46   

  [M+2H]2+ 1472,74 1472,7 

  [M+3H]3+ 982,16 982,1 

  [M+4H]4+ 736,87 736,8 
LZAS(HHCC) C225H383N65O64S2 neutre 5083,81   

  [M+5H]5+ 1017,77 1017,8 

  [M+6H]6+ 848,31 848,3 

  [M+7H]7+ 727,27 727,2 

  [M+8H]8+ 636,48 636,5 
LZAS(CHCC) C222H381N63O64S3 neutre 5049,77   

   [M+3H]3+ 1684,26 1684,2 
   [M+4H]4+ 1263,45 1263,4 
   [M+5H]5+ 1010,96 1010,9 
    [M+6H]6+ 842,63 842,6 

'
Tableau e.1 : vérification des modèles synthétisés par spectroscopie de masse (ESI-MS). 

'

3.#Caractérisation#des#complexes#peptidiques!

Préparation,des,solutions,de,peptide,,,

De'la'poudre'de'peptide'est'dégazée'dans'un'pilulier'munie'd’un'bouchon'à'septum,'puis,'est'
dissoute'dans'de'l’eau'dégazée.'La'concentration'est'd’abord'déterminée'par'un'dosage'DTNB,'
méthode' développée' par' Ellman[1,2].' La' quantité' de' thiols' correspond' à' la' quantité' de' TNB'
(ε412nm=14' 500' M_1.cm_1)' dans' la' solution' (Schéma' e.2).' L’incertitude' sur' la' valeur' de' la'
concentration'de'peptide'ainsi'déterminée'est'd’environ'20%.'Si'la'concentration'de'peptide'
doit'être'connue'avec'une'grande'précision,'un'titrage'par'ZnCl2'(UV_Vis)'est'réalisé'(voir'plus'
bas).  
 



 
Schéma e.2 : mécanisme réactionnel du « test d’Ellman ». Le pont disulfure du DTNB subit l’attaque nucléophile d’un 

thiolate libre, libérant ainsi un TNB absorbant fortement à 412nm.  
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(peptide+compétiteur),' nous' pouvons' négliger' la' quantité' de' zinc' complexé' par' le' tampon'
Phosphate.''

Dans' le'cas'où' la'complexation'du'zinc'par' le'phosphate'n’est'pas'négligeable,' il' faut'
l’introduire'dans' le'modèle'de'simulation.'L’espèce'HPO42_' forme'un'complexe'1:1'avec' l’ion'
Zn2+,'avec'une'affinité'K=102,4.[3]'Néanmoins,'tout'le'phosphate'n’est'pas'sous'cette'forme'à'pH'
7,0':' en' effet,' dans' une' solution' à' 0,1' M' NaNO3' à' 25°C' ' pKa' (H2PO4_/HPO42_)' =' 6,73.[3]' En'
prenant'ces'valeurs,'une'constante'de'complexation'apparente'de'notre'tampon'de'K=102,2'est'
obtenue.'
'
RMN,1H,(500,MHz),

Une' solution' de' peptide' ~2,5' mM' (dosage' DTNB)' est' préparée' dans' un' mélange'
H2O/D2O'9':1.'On'y'ajoute'1,1'équivalent'de'Zn(ClO4)2'(solution'à'0,1M),'puis,'le'pH'est'ajusté'
à' 6,3.' La' solution' est' transférée' dans' un' tube' RMN,' dégazée' (Ar(g)),' et' le' tube' est' fermé'
hermétiquement.''

L’acquisition' des' spectres' ainsi' que' le' calcul' des' structures' est' réalisé' par' Olivier'
Sénèque,'selon'le'protocole'décrit'précédemment[4,5].'Puisque'ce'n’est'pas'moi'qui'l’ai'fait,'ce'
travail'ne'sera'pas'décrit'ici.'
'

4.#Réactivité#des#complexes#visCàCvis$de$l’acide$hypochloreux!

'
Préparation,de,la,solution,de,complexe,

Une' solution' de' peptide' libre' est' préparée' comme' décrit' plus' haut.' Dans' le' pilulier,' 1,1'
équivalent'de'Zn(ClO4)2'0,1M'est'ajouté,'et'le'pH'de'la'solution'est'élevé'jusqu’à'pH~7_8'afin'
de' déprotoner' les' cystéines' pour' permettre' la' formation' du' complexe.' La' solution' de'
complexe'est'ainsi'conservée'sous'argon'et'peut'être'utilisée'dans'la'semaine.  
'
Solution,de,NaOCl,,

Une' solution' diluée' de' NaOCl' est' préparée' à' partir' d’une' solution' stock' (env.' 2%).' La'
concentration' exacte' de' cette' solution' diluée' est' déterminée' en' mesurant' l’absorbance' à'
292nm' (ε292nm='350'M_1.cm_1)[6].' La' solution' est' conservée' au' frais,' et' son' absorbance' est'
mesurée'régulièrement,'avant'utilisation.'
'
Oxydation,d’un,peptide,,libre,ou,complexé,,par,NaOCl,,en,vue,d’analyse,en,HPLC,,

HOCl' étant' une' espèce' très' réactive,' il' faut' pouvoir' homogénéiser' rapidement' la' solution'
contenant' le' peptide' et' celle' contenant' l’oxydant,' afin' d’éviter' les' effets' de' fortes''
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concentrations' locales.' Pour' ce' faire,' une' solution' de' complexe' est' diluée' dans' le' tampon,'
dans'le'fond'd’un'eppendorf.'Dans'le'capuchon'de'l’eppendorf,'on'forme'une'goutte'composée'
de'la'solution'de'NaOCl'et'de'tampon.'A't=0,'l’eppendorf'est'fermé'et'agité'rapidement'de'haut'
en'bas.'Au'bout'de'5_30'secondes'(ce'temps'varie'en'fonction'de'la'concentration'de'NaOCl),'
une'solution'de'méthionine'est'ajoutée'pour'réagir'avec' l’excédent'de'HOCl,'afin'de'stopper'
l’oxydation.'Si'ça'n’est'pas'fait,'puisqu’il'n’y'a'que'le'peptide'et'HOCl'dans'le'milieu,'il'peut'y'
avoir'des'réactions'parasites.'De'plus,'il'n’y'a'plus'de'HOCl'lorsque'l’échantillon'est'injecté'en'
HPLC':'les'éluants'sont'acides'(0,1%TFA)'et,'dans'ces'conditions,'HOCl'peut'former'du'Cl2'qui'
peut'détériorer'la'colonne'HPLC.'
'
Digestion,enzymatique,des,isomères,bisRdisulfures,,

Les'trois'bis_disulfures'ont'été'isolés'par'HPLC'et' lyophilisés.'Les'poudres'sont'dissoutes'en'
tampon'phosphate'(20mM'pH'7,7),' les'enzymes'(Trypsine'et'Glutamate'Carboxy'peptidase)'
sont'ajoutées'et'la'solution'est'incubée'une'nuit'à'37°C.'Le'mélange'de'digestion'est'analysé'en'
spectrométrie'de'masse'à'ionisation'par'électronébulisation.'Les'pics'de'masse'détectés'sont'
rassemblés'dans'le'Tableau'e.3':'on'y'voit,'en'plus'des'masses'décrites'dans'le'Chapitre'I,'des'
masses'correspondants'à'des'peptides'partiellement'digérés.''
'

'
Tableau e.3 : tableau complet des masses détectées après digestion des pics bis-disulfures de LHsp isolés (voir Chapitre 

I). Les quatre espèces en bas du tableau correspondent à des peptides partiellement digérés contenant deux ponts 

disulfures : ils confirment que les deux espèces à tr=12,6min et tr=14min sont des isomères inter-motifs. 

'
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'
Suivis, spectroscopiques, de, l’oxydation, d’un, complexe, peptidique, par,

NaOCl,,(fluo/UV),

Dans'une'cuve'en'quartz,'une'solution'de'complexe'(15_20mM)'est'préparée'dans'du'tampon'
Pi'(20_100mM)'pH'7'ou'7,4.'Le'NaOCl'est'ajouté'par'petites'quantités'(0,1_0,4'équivalent)'à'la'
seringue'(préalablement'rincée'plusieurs'fois'avec'la'solution'de'NaOCl).'Après'chaque'ajout,'
la' seringue' est' vidée.' La' solution' diluée' de'NaOCl' est' conservée' dans' la' glace.' La' seringue'
n’est'remplie'que'juste'avant'l’ajout'suivant.'Les'spectres'd’absorption'UV_Vis'ou'd’émission'
(fluorescence)'sont'enregistrés'à'chaque'ajout.'
'
Compétition,ZnL/MethionineRHOCl,,

Des'titrages'ont'été'réalisés'de'manière'similaire'au'protocole'décrit'ci_dessus,'à'la'différence'
qu’en'plus'du'complexe'peptidique,'de'la'méthionine'est'ajoutée'en'début'de'titrage.'Le'NaOCl'
ajouté'est'consommé'par'le'complexe'et'par'la'méthionine.'Les'spectres'd’absorption'UV_Vis'
ou' d’émission' (fluorescence)' sont' enregistrés' à' chaque' ajout' de' NaOCl.' La' disparition' du'
complexe' initial' est' ensuite' simulée' avec' SPECFIT,' en' entrant' comme' paramètres' les'
concentrations'de'méthionine'et'de'complexe,'ainsi'que'le'rapport'de'leur'vitesse'vis_à_vis'de'
HOCl.'Le'modèle'cinétique'et'les'valeurs'des'paramètres'sont'décrits'dans'le'Chapitre'1.'
'
Mesure,cinétique,directe,de,l’oxydation,d’un,modèle,ZnL,par,NaOCl,,(Stopped,flow),

L’appareil' se' compose' d’une' partie' optique' (lampe,' détecteur,' et' cuve)' et' d’une' partie'
«'solutions'»' (seringues' et'mélangeurs),' voir' Schéma' e.3.' La' partie' «'solution'»' ainsi' que' la'
cellule'optique'sont'thermostatées'(25°C).'
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'
Schéma e.3 : Montage de cinétique rapide à flux arrêté (« stopped flow »). La partie optique est colorée en gris, tandis 

que la partie « solutions » est colorée en bleu.  

'

Non'schématisé'ici,'le'«'hard_stop'»'est'une'électro_vanne'à'haute'vitesse'qui'se'trouve'
à'la'sortie'de'la'cuve.'Elle'est'ouverte'lors'de'la'poussée'des'seringues'et'se'ferme'au'moment'
où'cette'phase'de'poussée's’arrête.'Cela'permet'd’avoir'un'mélange'homogène'dans'la'cuve,'
dont'on'suit'l’évolution'de'l’absorbance'après'que'le'flux'a'été'arrêté.''

Le' temps'mort' correspond'au' temps'nécessaire' à' la' solution'pour'parcourir' la' ligne'
depuis'le'mélangeur'(où'les'deux'réactifs'sont'mélangés)'jusqu’à'la'cuve'UV.'Il'dépend'donc'de'
la'vitesse'du'débit'et'de' la' longueur'de' la' ligne.'Ainsi,'pour' le' limiter,'dans'nos'expériences'
nous'mettons'toujours'les'solutions'de'NaOCl'et'de'complexe'dans'les'seringues'les'plus'près'
du'mélangeur'3,'et'le'débit'choisi'est'le'plus'fort'autorisé.'

Les'deux'seringues'les'plus'éloignées'de'la'cuve'sont'remplies'avec'de'l’eau'et'avec'du'
tampon.' La' seringue' d’eau' permet' de' bien' rincer' les' lignes' avant' et' entre' les' expériences.'
Celle'de' tampon'permet'de'diluer' les' solutions'des' réactifs' afin'de'mesurer' la'vitesse'de' la'
réaction'pour'des'concentrations'différentes.'

Les' solutions' tampons' sont' préparées' à' partir' de' solution' de' NaH2PO4' 0,1M' et' de'
NaClO4'0,8M,'de'manière'à'ce'que'[Pi]f=20mM'et'que'leur'force'ionique'soit'I=0,62±0,02.'Le'
pH'est'alors'ajusté'avec'NaOH'concentré.' (Remarque':' les'espèces'prises'en'compte'pour' le'
calcul' de' I' sont':' Na+,' HPO42_,' PO43_,' ClO4_' et' HO_).' Pour' chaque' expérience,' les' solutions' de'
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Préparation,des,solutions,de,photoRsensibilisateur,et,de,piège,à,1O2,

De'même,'les'photo_sensibilisateurs'(rose'bengal,'bleu'de'méthylène,'phénalenone'sulfonate)'
ainsi' que' les' antracènes' (AVS,' AMM,' AP)' sont' préparés' dans' D2O.' Leur' concentration' est'
déterminée'par'absorbance'(Tableau'e.3).''
'

!! AVSa! AMMb! APb! EGWGKc! Bleu!de!Methylèned! Rose!bengale!

λ!(nm)! 398! 380! 380! 280! 664! 554!

ε!(MI1.cmI1)! 11!600! 9!000! 9!800! 5!690! 78!000! 68!000!
'
Tableau e.3 : Propriétés optiques utilisées dans cette étude pour déterminer la concentration des solutions de pièges à 

oxygène singulet et de photo-sensibilisateurs. a) Déterminé par pesée du sel disodique de l’AVS. b) ref. [9]. c) Coefficient 

d’extinction molaire du tryptophane de N-Acetyl-L-Tryptophanamide[10]. d) ref. [11]. e) ref. [12].!

'
Nous' ne' disposons' pas' de' coefficient' d’extinction' molaire' de' la' Phenalen_1_one_5_

sulfonate' (PNS).' Nous' ne' déterminons' pas' sa' concentration' en' solution,' seulement'
l’absorbance' du' mélange' à' 355nm':' l’absorption' à' cette' longueur' d’onde' correspond' à' la'
transition' qui' conduit' aux' états' excités' de' la' molécule' capables' de' générer' de' l’oxygène'
singulet[13].'Pour'les'solutions'préparées'en'vue'd’être'irradiées,'A355nm=0,1_0,2.'
'
PhotoRoxydation,de,produits,nonRsensible,à,3O2,(anthracènes,,EGWGK,et,ZnL),,

Dans'un'tampon'deutéré,'on'mélange'un'photo_sensibilisateur'(~0,5_2µM)'et'un'ou'plusieurs'
accepteurs' d’oxygène' singulet' (50_200µM).' La' solution' est' mise' à' thermostater' dans' le'
montage' représenté' Schéma' e.4.' L’eppendorf' étant' ouvert,' les' gaz' dissouts,' notamment' le'
dioxygène,' ont' le' temps' de' s’équilibrer' (entre' l’air' et' la' solution).' La' solution' est' ensuite'
irradiée'avec'la'lampe'halogène'400W,'de'quelques'secondes'à'quelques'minutes.'La'lumière'
de'la'lampe'halogène'traverse'le'bain'en'verre,'ce'qui'filtre'une'partie'des'radiations'UV.'
'



Schéma e.4 : Montage utilisé pour réaliser les photo-oxydations. L’eau du bain est maintenue à 4,5°C par circulation 

d’éthanol froid dans les parois du bain.
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Plus' haut' est' le' pH' du' tampon,' plus' court' est' le' temps' séparant' l’ajout' de' peptide' libre' et'
l’ajout'de'TFA'(10sec'pour'pD'9,6,'à'90sec'pour'pD'5,6).'De'plus,'plus'le'pH'est'haut,'plus'le'
temps'd’irradiation'est'court'(2sec'pour'pD'9,6,'à'21sec'pour'pD'5,6).'Afin'de'vérifier'que'dans'
ces'conditions'le'peptide'n’est'pas'oxydé'par'3O2,'l’expérience'et'reconduite'dans'les'mêmes'
conditions,'à'l’exception'qu’on'n’ajoute'pas'le'photosensibilisateur.'Un'autre'contrôle'a'été'fait'
en'ajoutant'le'photosensibilisateur,'mais'en'n’allumant'pas'la'lampe'halogène,'ce'qui'permet'
de' vérifier' l’absence'de' réaction' entre' le'peptide' et' le'photosensibilisateur,' en' l’absence'de'
lumière.'
'
Quantification,de,l’espèce,disulfure,de,CP1,produite,lors,de,l’oxydation,de,ZnCP1,,

Un'mélange'de'ZnCP1(~150µM)'et'de'bleu'de'méthylène(~1,5µM),'dans'un'tampon'Pi'pD'8,'
est' irradié'puis' injecté'en'HPLC.'Le'mélange' (CP1' réduit)+(CP1'disulfure)' (tr=24,3min),' est'
récolté'en'sortie'd’HPLC,'puis'lyophilisé.'La'poudre'obtenue'est'dégazée'et'entrée'en'boîte'à'
gants,'il'y'est'dissout'dans'60µL'd’eau.'En'boîte'à'gants,'une'cuve'UV'est'préparée'avec'900µL'
de'tampon'Pi'100mM'pH'7,0.'Le'blanc'est'enregistré,'50µL'de'CoSO4'3,43'mM'sont'ajoutés'et'
le'spectre'UV_Vis'est'enregistré.'50µL'de'cette'solution'sont'ajoutés'dans'la'cuve'et'le'spectre'
est' enregistré' afin' de' quantifier' le' peptide' réduit' en' mesurant' l’apparition' des' bandes' de'
transitions'd_d'du'cobalt.'(Remarque':'[Co(H2O)6]'2+'ne'présente'pas'de'bande'de'transition'd_
d'dans'la'fenêtre'600_700nm,'là'où'se'trouve'le'maximum'd’absorbance'du'CoII'complexé'par'
CP1.'Ainsi,'dans'cette'fenêtre,'l’intensité'des'bandes'd_d'est'directement'proportionnelle'à'la'
concentration'de'CoCP1.)'Finalement,'10µL'de'TCEP'100mM'sont'ajouté'afin'de'réduire' les'
disulfures.' L’enregistrement' du' spectre' permet' de' quantifier' la' totalité' de' peptide' CP1'
(réduit+oxydée)' dans' la' cuve.' Nous' obtenons' alors' le' rapport' [peptide' oxydé]/[peptide'
réduit]'pour'le'pic'tr=24,3min.'
De' plus,' le' chromatogramme' du'mélange' obtenu' après' oxydation' permet' de' quantifier' les'
sulfinates':'on'retrouve'ainsi'les'quantités'de'chaque'produit.'
'
'
Digestion,enzymatique,des,produits,d’oxydation,:,

Les' différents' produits' d’oxydation' ont' été' isolés' par' HPLC' et' lyophilisés.' Les' poudres'
obtenues' (0,1_0,2mg)' sont' dissoutes' dans' 200µL' H2O.' A' un' échantillon' de' 50µL' de' cette'
solution,' 140µL' d’acétate' d’ammonium' (25mM)' pH' 7,0' sont' ajoutés,' ainsi' que' 10µL' de'
peptidase'(Trypsine'40ng.µL_1'ou'Glumatate'carboxypeptidase'200ng.µL_1).'Les'solutions'sont'
incubées'à'37°C'sur' la'nuit,'puis'analysées'par' spectrométrie'de'masse' (ESI_MS'ou'LC_MS),'
avec'ou'sans'TCEP.'
'
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Mesure,de,désactivation,de,l’oxygène,singulet,(collaboration),,

Les'mesures'de'phosphorescence'de'l’oxygène'singulet'ont'été'réalisées'par'Arnaud'Tron'et'
Luca'Scarpantonio'dans'l’équipe'de'Nathan'McClenaghan'à'l’ISM'(Bordeaux'I).'
Rapidement,' le' temps' de' vie' de' l’oxygène' singulet' a' été' mesuré' en' solution' en' suivant' la'
décroissance' de' l’émission' à' 1270nm.' L’oxygène' singulet' est' généré' par' un' laser' pulsé'
(532nm'pour' les' solutions' de' rose' bengal,' ou' 355nm'pour' les' solutions' de' PNS).' Après' ce'
«'pulse'»,'une'diode'au'germanium'détecte' l’émission'de'photons'à'1270nm'par' la' solution'
due'à'la'désexcitation'radiative'du'1O2'en'son'état'fondamental,'3O2.''
Une'solution'de'photosensibilisateur'(quelques'µM)'est'préparée'dans'20mM'tampon'Pi'pD'7'
(D2O).'Cette'solution'est'utilisée'pour'dissoudre'la'poudre'de'complexe'ZnL'(préparée,'dosée,'
lyophilisée).'Différentes'cuves'sont'préparées'en'mélangeant'du'tampon'et'de'la'solution'de'
complexe.' Ainsi,' quelles' que' soient' les' proportions' du' mélange,' la' concentration' en'
photosensibilisateur'et' la'proportion'D2O/H2O'restent' les'mêmes.'Seule' la'concentration'de'
complexe'varie,'et'est'responsable'de'la'variation'du'temps'de'vie'de'1O2'dans'ces'cuves.'De'
ces'mesures'sont'ainsi'déduits'les'vitesses'de'désactivation'totales'(kT)'de'l’oxygène'singulet'
de'nos'complexes.'
'
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Zinc%fingers%and%oxidative%stress%:%reactivity%towards%singlet%oxygen%and%
hypochlorous%acid%

Widely'spread'in'the'living'world,'zinc'finger'proteins'constitute'a' large'superfamily,'

with' a' zinc' site' of' general' formula' [ZnII(Cys)4@X(His)X]' (x=0,' 1' or' 2)' as' a' common' feature.'

Whereas' the'majority' of' such' sites' plays' a' purely' structural' role,' a' few' of' them' exhibit' a'

reactive'function'(e.g.'oxidative'stress'detection).'Indeed,'zinc'finger'sites'of'Hsp33'and'RsrA'

have'been'shown'to'act'as'redox'switches[1,2]:'transmitting'the'information'“oxidative'stress”'

as' a' structural' signal,' by' means' of' oxidation/reduction' of' its' ZnII@coordinating' cysteines.'

However,'the'precise'mechanism'of'the'oxidation'step'remains'poorly'understood.'

' Given'the'occurrence'of'zinc'finger'proteins'and'their'key'roles,'it'is'of'high'biological'

interest' to' identify' factors'controlling'their'reactivity'and'to'understand'why'some'ROS'are'

able'to'oxidize'them' in%vivo,'on'the'contrary'to'H2O2.' In'this'project,'we'decided'to'focus'on'

two'major'ROS:'hypochlorous'acid'(HOCl),'a'key'player'of'the'immune'response,'and'singlet'

oxygen'(1O2),'produced'in'significant'amount'by'photosynthetic'organisms.'By'use'of'peptide'

model' complexes,' reproducing' perfectly' the' structure' of' some' archetypal' zinc' fingers,' we'

investigated'the'reactivity'of'zinc'fingers'toward'those'ROS.'

Doigts%de%zinc%et%stress%oxydant%:%réactivité%vis;à;vis%de%l’oxygène%singulet%et%de%
l’acide%hypochloreux%

' Très' répandues' dans' le'monde' vivant,' les' protéines' à' doigt' de' zinc' constituent' une'

super@famille' dont' les' membres' possèdent' un' site' à' zinc' de' formule' générale' [ZnII(Cys)4@

X(His)X]' (x=0,'1'or'2).'Tandis'que' la'majorité'de' ces' sites' joue'un' rôle'purement' structural,'

certains'présentent'une'fonction'réactive,'comme'la'détection'de'stress'oxydant'par'exemple.'

En'effet,'les'sites'doigt'de'zinc'de'Hsp33'et'de'RsrA'ont'été'décrits'comme'des'interrupteurs'

rédox[1,2]':'transmettant'l’information'«'stress'oxydant'»'sous'forme'd’un'signal'structural,'via'

l’oxydation/réduction' des' cystéines' coordonnées' au' zinc,' détruisant/reformant' le' domaine'

doigt'de'zinc.'Cependant,'certains'aspects'de'l’étape'd’oxydation'restent'mal'compris.'

' Étant'donné'le'grand'nombre'des'protéines'à'doigt'de'zinc'et'leurs'rôles'clés,'il'est'de'

tout' intérêt' d’identifier' les' facteurs' contrôlant' leur' réactivité' afin' de' comprendre' pourquoi'

certaines' espèces' réactives' de' l’oxygène' (ERO)' sont' capable' d’oxyder' des' doigts' de' zinc' in%

vivo,' contrairement' à'H2O2.'Durant' ce' projet,' nous' avons'décidé'de'nous' focaliser' sur' deux'

ERO'très'puissantes'et' jouant'un'rôle'important'en'biologie':' l’acide'hypochloreux'(HOCl)'et'

l’oxygène'singulet'(1O2).'Nous'étudierons'la'réactivité'des'doigts'de'zinc'vis@à@vis'de'ces'deux'

oxydant' en' utilisant' des' modèles' peptidiques,' reproduisant' parfaitement' la' structure' de'

doigts'de'zinc'courants.'
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