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Résumé

La paroi végétale est une structure complexe composée principalement de
polysaccharides (cellulose, hémicellulose et pectine), de lignine et de protéines. Elle est
impliquée dans de nombreuses fonctions essentielles a la vie de la cellule végétale. De plus,
les constituants de cette paroi, que sont les polysaccharides et la lignine, représentent la
plus grande source de carbone renouvelable de la planete. Ceci en fait des cibles de choix
notamment pour la production d’énergies «vertes». Toutefois, I'utilisation des
polysaccharides tels que les hémicelluloses constituant la paroi végétale reste, a I'heure
actuelle, limitée du fait de la difficulté a les dégrader. Ces derniéres années, un effort
important a été mis en ceuvre pour identifier et caractériser de nouvelles enzymes, telles
que les glycosides hydrolases, permettant de dégrader efficacement la biomasse végétale.

Dans le but de découvrir de nouvelles enzymes impliquées dans la dégradation de la
biomasse végétale, des chercheurs de |'équipe « Catalyse et Ingénierie Moléculaire
Enzymatiques » du LISBP ont décidé d’explorer le métagénome d’organismes connus pour
dégrader la biomasse végétale. Deux espéeces animales ont fait I'objet d’analyses : tout
d’abord les termites qui sont considérés comme les champions de la dégradation de la
biomasse végétales et souvent comparés a des bioréacteurs, et le ver de terre. Des banques
métagénomiques de trois espéces différentes de termites ainsi qu’une banque
métagénomique de ver de terre ont ainsi été créées.

Dans ces travaux de thése deux des banques métagénomiques de termites, celle de
Nasutitermes corniger et celle de Termes hispaniolae, ont fait 'objet d’'une étude afin de
comparer le potentiel hémicellulolytique de ces deux espéeces. Aprés sélection de nombreux
clones positifs sur substrats chromogéniques de chacune des deux banques, séquencage
puis annotation taxonomique et fonctionnelle, un grand nombre d’enzymes et
principalement des glycosides hydrolases, a pu étre identifié. Les résultats montrent que le
métagénome de Nasutitermes corniger présente majoritairement des enzymes a activité
endoglycosidase alors que le métagenome de Termes hispaniolae possede plutét des
enzymes a activité exoglycosidase. Toutes les activités trouvées dans chacune des especes
de termite sont en bonne corrélation avec I'alimentation du termite. De plus, nous avons

observé que le microbiote intestinal des deux termites ne possedent pas les mémes



embranchements bactériens majoritaires et nous avons pu voir que le microbiote de Termes
hispaniolae est plus diversifié ce qui corréle aussi avec I'alimentation des deux termites.
D’autre part, dans la banque métagénomique du ver de terre, I'annotation fonctionnelle
a révélé une enzyme intéressante. Il s’agit d’une enzyme annotée par B. Henrissat
(responsable de la base de données CAZy) comme étant une glycoside hydrolase putative
mais n’appartenant a aucune des 135 familles de glycosides hydrolases existantes. Cette
enzyme putative, appelée GH* présente des similitudes avec les GH de la famille 5 sans pour
autant appartenir a cette famille du fait notamment de I'absence du résidu catalytique
nucléophile conservé. Une étude structurale et fonctionnelle de GH* a donc été menée. Les
expériences ont permis de prouver que GH* est une endo-xylanase ayant une préférence
pour les arabinoxylanes et les xylooligosaccharides de degré de polymérisation d’au moins 5
ou 6. La structure tridimensionnelle de GH* a 1,6A de résolution a été obtenue par
cristallographie des rayons X par remplacement moléculaire a I'aide d’'une GH5. Cette
structure a permis de confirmer I'identité du résidu acide/base identifié par alignement de
séquences et d’émettre une hypothése sur l'identité du résidu nucléophile. Enfin des
mutants de GH* pour ces deux résidus ont été obtenus et ont confirmé leur implication dans

I'activité de I'enzyme.



Summary

Plant cell wall is a complex structure surrounding plant cells mainly composed by
polysaccharides (cellulose, hemicellulose and pectin), lignin and proteins. The plant wall
maintains and imposes the size and shape of cells. It is also important for exchanges
between cells and extra cellular medium. The polysaccharides of this cell wall are the largest
renewable carbon source on the earth, which makes them good targets to produce green
energies. Because plant cell wall is difficult to degrade, its use for biofuels for is still limited.
However, some organisms are able to efficiently degrade this biomass. Exploring the
diversity of the living word to discover new effective biocatalysts has grown considerably last
years, because of the emergence of metagenomics.

In this context and to discover new enzymes involved in the degradation of plant
biomass, the team « Catalyse et Ingénierie Moléculaire Enzymatiques » of LISBP decided to
explore metagenome of organisms known to degrade plant biomass. Two animal families
were chosen for metagenomics analysis, the termite and earthworm. Metagenomics banks
of three different species of termite and one metagenomics bank of an earthworm were
created.

In this thesis project, two of the three metagenomics banks of termites, the one from
Nasutitermes corniger and the other one from Termes hispaniolae, were studied to compare
the hemicellulolytic potential of these two species. After selection of many positive clones
on chromogenic substrates of both banks, sequencing, taxonomic and functional
annotations, a large number of enzymes and mainly glycoside hydrolases, could be
identified. The results obtained shown that the trends observed during functional screens
were maintained. Indeed, it appears that Nasutitermes corniger has a majority of
endoglycosidases while Termes hispaniolae has mainly exoglycosidases. Thereby, families of
enzymes highlighted allowed correlating their hydrolytic activities with the diet of these
species. Furthermore, we observed that the intestinal microbiota of each termite is
different. Indeed, both termites do not have the same majority bacterial phyla and the
microbiota of Termes hispaniolae is more diverse than the one of Nasutitermes corniger.

On the other hand, functional annotation of the metagenomics bank of the earthworm

revealed an enzyme annotated as a glycoside hydrolase no belonging to any of the 135



glycoside hydrolase existing families. This enzyme, named GH*, seems to be close to GH5
but does not shown the nucleophilic catalyst residue perfectly conserved in this glycoside
hydrolase family. A functional and structural study of GH* was then done. We have shown
that GH* is an endo-xylanase which prefers arabinoxylans and xylooligosaccharides having a
polymerization degree greater than 5. In addition, we determined the crystal structure of
GH* at 1.6A resolution. This 3D structure has confirmed the presence of the acid/base
residue identified by sequence alignment and allowed us to hypothesize about the identity
of the nucleophilic residue. Finally, mutants of GH* for these two residues were obtained
and confirmed their involvement in the activity of the enzyme. We were able to progress in

the understanding of structure/function relationships of this protein.
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Introduction générale

I. Préambule

Les glucides sont des composés organiques possédant un groupement carbonyle (cétone
ou aldéhyde) et au moins deux groupements hydroxyles selon la définition de I’Union
Internationale de Chimie Pure et Appliquée (IUPAC). Lorsque ces composés sont modifiés
par des réductions, des oxydations ou par l'ajout de groupements fonctionnels, I'lUPAC
conserve le terme de « glucide ». Toujours selon I'lUPAC, un oligosaccharide se compose de
deux a dix unités glucidiques liées par des liaisons osidiques et au-dela de dix unités
glucidiques on parle de polysaccharide. Un polysaccharide peut avoir une structure linéaire
ou ramifiée. Un polysaccharide ramifié possede une chaine principale linéaire et sur certains
résidus monosaccharidiques de celle-ci sont branchés des oligosaccharides allant d’une a
plusieurs unités.

Les glycoconjugués sont des molécules composées d’'une partie glucidique liée de facon
covalente a une partie non glucidique qui est soit protéique (glycoprotéine et protéoglycane)
soit lipidique (glycolipide) (source IUPAC) et jouent de nombreux réles biologiques (Varki
1993).

Dans les cellules végétales ainsi que chez les bactéries, les polysaccharides et les
glycoconjugués sont présents dans la paroi cellulaire et ont une importance majeure dans le
maintien de la forme des cellules (Schleifer et Kandler 1972 ; Somerville et al. 2004 ;
Cosgrove 2005 ; Vollmer, Blanot, et Pedro 2008).

Les glycoconjugués et les polysaccharides présents a la surface de nombreuses cellules sont
les cibles de la reconnaissance hote/pathogéne. Par exemple, des bactéries pathogénes
comme Helicobacter pylori se fixent sur la partie glucidique de glycoconjugués présents a la
surface des cellules cibles (Varki 1993 ; Finlay et Falkow 1997). De la méme maniere, les
virus se lient a des protéoglycanes et glucosaminoglycanes des cellules hoétes par
I'intermédiaire de glycoprotéines présentes a leur surface (Varki 1993 ; Barth et al. 2003).

Un autre exemple illustrant I'importance du réle biologique des glycoconjugués est constitué

par les glycoprotéines de surface des globules rouges définissant les antigénes des groupes



sanguins (systtme ABOQO). La partie déterminant le groupe sanguin est un noyau
tétrasaccharidique L-fucosisyl-a-1,2-p-galactosyl-B-1,4-N-acétylglucosamine--1,4-D-
galactose. Enfin sur le p-galactose terminal, ily a:

- Une N-acétylgalactosamine pour le groupe A,

- Un p-galactose pour le groupe B,

- Rien pour le groupe O.
Pour le groupe AB on retrouve a la fois les antigénes des groupes A et B (Subramanian et al.

2012 ; Hara et al. 2013).

Les glycosides hydrolases (GH) sont des enzymes produites par tous les organismes
vivants, car elles catalysent I’hydrolyse des liaisons O-, N- ou S-glycosidiques entre deux
sucres ou entre un sucre et son glycoconjugué.

Les GH sont, par exemple, sécrétées par des pathogenes de plantes afin de dégrader les
polysaccharides, qui sont les principaux constituants des parois végétales, et ainsi pouvoir
infecter les plantes (Vorwerk, Somerville, et Somerville 2004).

Les GH sont aussi produites par de nombreux organismes et notamment les animaux pour la
défense antibactérienne (lysozyme). Chez I'homme on retrouve du lysozyme dans de
nombreuses sécrétions (salive, mucus...) ainsi que dans certaines cellules de I'immunité
(macrophages et polynucléaires neutrophiles) (Yoshimura, Toibana, et Nakahama 1988 ;
Peters et al. 1989). En effet, le lysozyme est capable d’hydrolyser la liaison entre I'acide N-
acétyl-muramique et la N-acétyl-glucosamine qui sont des constituants du peptidoglycane

des parois bactériennes (Holtje 1996).

Les GH sont également largement utilisées dans de nombreux secteurs d’activité et
principalement les industries agroalimentaires, papetiéres et les détergents.
En cenologie, il est nécessaire de libérer les composés aromatiques contenus dans les parois
végétales. Ces parois sont principalement composées de polysaccharides (cellulose,
hémicellulose et pectines) et I'utilisation d’enzymes capables de les dégrader va permettre la
déconstruction de la paroi et la libération des composés d’intérét. La dégradation les
polysaccharides des parois végétales en composés de plus petite taille va fluidifier le jus de
raisin et ainsi permettre une meilleure filtration (Capounova et Drdak 2002 ; Guérin et al.

2009 ; Rio Segade et al. 2015). D’autre part, la déconstruction des polysaccharides des parois
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végétales permet d’éviter la formation d’amas permettant donc une clarification plus rapide
du jus (Capounova et Drdak 2002 ; Guérin et al. 2009).

Le processus de fabrication de la biere, connu depuis des millénaires, ne nécessite que de
I’eau, des céréales et des levures. Le polysaccharide de réserve des céréales, 'amidon, est un
homopolymeére de glucose et on utilise des a-amylases pour I’hydrolyser en glucose qui est
ensuite fermenté par les levures (Kirk, Borchert, et Fuglsang 2002). D’autres GH sont
utilisées lors de la fabrication de la biére pour améliorer la qualité du moult et aider a la
filtration en réduisant la viscosité de la méme maniéere que pour le vin (Kirk, Borchert, et
Fuglsang 2002).

Les jus de fruits et de légumes sont aussi traités avec des GH. L’utilisation de pectinases
permet de dégrader les pectines responsables de la turbidité des jus, ce qui rend possible la
clarification des jus (Charnock et McCleary 2005 ; Sieiro et al. 2012).

En boulangerie, des a-amylases et xylanases sont utilisées car elles permettent une
meilleure croissance de la pate ainsi qu’une meilleure structuration de la mie de pain
(Charnock et McCleary 2005 ; Whitehurst et van Oort 2010).

Une des industries qui utilisent le plus de GH est celle des lessives et détergents. Des GH
sont ajoutées aux détergents en tant qu’additifs. Elles permettent de décrocher ou dégrader
les taches a basse température ou de diminuer les quantités de détergents chimiques
(Bisgaard-Frantzen et al. 1999 ; Kirk, Borchert, et Fuglsang 2002 ; Charnock et McCleary
2005).

L'industrie papetiére utilise des xylanases dans les processus de blanchiment du papier
comme prétraitement. En effet la lignine, responsable de la couleur brune de pate kraft, est
liée aux hémicelluloses et notamment aux xylanes dans les parois végétales. En dégradant
les xylanes, I'extraction des lignines est rendue plus facile, ce qui permet de diminuer les
traitements a base de chlore (Paice, Bernier, et Jurasek 1988 ; Ragauskas, Poll et Cesternino
1993 ; Charnock et McCleary 2005).

Une autre application industrielle, la production de biocarburant de deuxieme génération,
nécessite notamment des cellulases pour produire du bioéthanol a partir de cellulose (Sun et

Cheng 2002).

Comme nous avons pu le voir, les glycosides hydrolases sont trés largement utilisées

dans notre environnement quotidien.



La Découverte de nouvelles GH et la meilleure compréhension de leur fonctionnement

permettra d’optimiser leur utilisation.

Dans le cadre de ma thése, je me suis intéressée a I'action des GH conduisant a la
déconstruction de la biomasse végétale dans le but d’approfondir notre compréhension des
mécanismes mis en jeu et de les exploiter afin d’optimiser la valorisation de la biomasse

végétale, notamment pour la production de biocarburants.

II. La paroi végétale et ses constituants
A. Laparoi végétale

La paroi qui entoure la membrane plasmique des cellules végétales permet a la cellule de
croitre et d’avoir une certaine plasticité grace a sa structure et sa complexité, détaillée plus
bas dans ce chapitre (Chundawat et al. 2011). La paroi constitue également une structure
rigide autour des cellules ce qui permet le maintien de leur forme. Cette structure rigide est
possible grace a la pression osmotique qui crée une force de tension sur la paroi (Somerville
et al. 2004 ; Cosgrove 2005). La paroi végétale permet aussi de résister aux infections par des
agents pathogenes. En effet, en réponse a des pathogenes, la cellule végétale produit des
polysaccharides résistants aux attaques enzymatiques tels que la callose, qui est un B-1,3-
glucane (Aist 1976 ; Vorwerk, Somerville, et Somerville 2004 ; Underwood 2012). Les cellules
végétales produisent aussi des protéines, comme des chitinases, qui se retrouveront dans la
paroi végétale et pourront dégrader la chitine présente dans les parois des champignons et
ainsi opposer une résistance a ceux-ci (Vorwerk, Somerville, et Somerville 2004). La paroi des
jeunes cellules doit aussi étre poreuse afin de laisser passer I'eau, les nutriments et les
hormones nécessaires a la vie des cellules (Burton, Gidley, et Fincher 2010).
Cette paroi est essentiellement composée de polysaccharides (pour plus de 80%), de
protéines glycosylées et de lignines (10 a 25%) (figure 1). Elle se divise en deux grandes
parties distinctes : la paroi primaire d’'une part et la paroi secondaire d’autre part. La paroi
primaire est la premiére a étre synthétisée et est composée de cellulose, d’hémicelluloses et
de pectines (figure 1A) (Cosgrove 2005). La paroi secondaire est synthétisée dans un

deuxiéme temps et vient s’intercaler entre la membrane plasmique et la paroi primaire. Elle



se compose de cellulose, d’hémicelluloses et de lignines et est plus épaisse et rigide que la
paroi primaire (Somerville et al. 2004). La paroi secondaire se divise en trois parties appelées
S1, S2 et S3. La partie S1 est la plus externe située juste sous la paroi primaire et se distingue
des deux autres par la présence d’hélices de microfibrilles de cellulose. La partie S2 est la
partie centrale et la partie S3 est la plus interne. Ces deux parties ne possédent pas d’hélices

de microfibrilles de cellulose (figure 1B) (Pérez et al. 2002).




Figure 1 : Représentation schématique de la paroi primaire (A) et détail de la structure de la paroi
(B). Lamelle moyenne (LM), paroi primaire (P) et paroi secondaire (S1, S2 et S3) (Somerville et al.

2004) (Pérez et al. 2002).

Les polysaccharides sont donc les constituants principaux de la paroi et représentent la plus
grande source renouvelable de carbone de la planéte. Parmi ceux-ci, la cellulose est le
polysaccharide majeur de la paroi végétale (40 a 60 %) devant les polysaccharides dits « non-
cellulosiques » que sont les hémicelluloses (20 a 40 %) et les pectines (environ 35 %). Les
protéines présentes dans la paroi sont, pour certaines, impliquées dans le remodelage de
celle-ci (Somerville et al. 2004 ; Cosgrove 2005). Autour de la paroi se trouve la lamelle
moyenne, riche en pectines et impliquée dans I'adhésion et les jonctions cellulaires (Mohnen

2008).

B. La cellulose

La cellulose est le polymere le plus abondant sur Terre. Sa structure et sa biosynthése
sont bien caractérisées. Les microfibrilles de cellulose sont synthétisées dans la membrane
plasmique parallelement aux microtubules du cytosquelette ce qui permet a la paroi de
s’adapter a la croissance des cellules végétales notamment en ce réorganisant. Cette
réorganisation est rendue possible par la présence de protéines dans la paroi végétale
(Bashline et al. 2014). En effet, I'orientation de la cellulose est dépendante de celle des
microtubules car les protéines synthétisant la cellulose sont liées aux microtubules et se
déplacent le long de ceux-ci (Crowell et al. 2011 ; Chan et al. 2011). Les protéines qui
fabriquent les microfibrilles de cellulose sont des celluloses synthases (CESA) et sont
organisées en hexameéres puis en hexameéres d’hexameéres, appelés rosettes, dans la
membrane plasmique (figure 1A) (Somerville et al. 2004 ; Cosgrove 2005 ; Bashline et al.
2014). La cellulose est un polysaccharide linéaire composé d’unités p-glucopyranosyle liées
en B-1,4 (figure 2A). La structure secondaire de la cellulose peut s'assimiler a une hélice a 2
résidus par tour, avec un pas de 10,4 A et une translation axiale de 5,2 A par résidu. La
structure tertiaire de la cellulose est constituée d’une association paralléle des chaines
polysaccharidiques en microfibrilles de 3 a 5 nm de diamétre (Cosgrove 2005). Ces
microfibrilles sont réparties tout autour de la cellule dans la paroi et sont extrémement

résistantes aux attaques mécaniques et enzymatiques en raison de leur grande stabilité due



a leur organisation cristalline (Quiroz-Castafieda et Folch-Mallol 2013) (Varnai et al. 2014). La
cellulose est majoritairement sous forme cristalline dans laquelle viennent s’insérer des
régions dites amorphes (5 a 20 %) (figure 2B). Les régions cristallines sont caractérisées par
une structuration trés organisée des microfibrilles maintenues par de nombreuses liaisons
hydrogéne intra et intermoléculaires ainsi que par des interactions de van der Waals (Béguin
et Lemaire 1996 ; Quiroz-Castafieda et Folch-Mallol 2013). La perte de ces interactions
conduit a la formation de régions amorphes moins structurées (Quiroz-Castafieda et Folch-

Mallol 2013).

Région amorphe

Région cristalline

Figure 2 : Représentation détaillée de la cellulose (A). Liaisons hydrogéne intra- (1) et inter-chaines
(2) permettant de maintenir I'ensemble de la structure. Représentation schématique de la cellulose

(B) (Béguin et Lemaire 1996).

C. Les hémicelluloses
Les hémicelluloses sont un groupe hétérogéne de polysaccharides ramifiés. En effet, elles

présentent différents squelettes polysaccharidiques: glucanes, xylanes, mannanes,
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glucomannanes et B-(1->3,1->4)-glucanes. Des unités osidiques liées en B-1,4 et une
position équatoriale des hydroxyles portés par les carbones en positions C1 et C4 (Scheller et
Ulvskov 2010) font partie des caractéristiques communes aux différentes structures qui
constituent les hémicelluloses. Les ramifications peuvent étre constituées de différentes
unités osidiques : du glucose, du galactose, de l'arabinose, du mannose, du xylose, du
rhamnose, des acides glucuroniques... Ces polysaccharides peuvent aussi étre estérifiés, avec
formation de groupements acétyl-esters et féruloyl-esters, sur la chaine principale ou sur les
ramifications. Ces polysaccharides sont composés de monosaccharides neutres permettant
leur liaison a la cellulose par I'intermédiaire d’un réseau de liaisons hydrogéne, les chaines
d’hémicelluloses s’enroulant autour des fibres de cellulose (Cosgrove 2005 ; Bashline et al.
2014). Les hémicelluloses peuvent aussi se lier de facon covalente aux pectines (Cosgrove
2005; Bashline et al. 2014). Cette association permet la formation d'un réseau de
polysaccharides dans la paroi et de diminuer la résistance mécanique de celle-ci en
empéchant I'agrégation de la cellulose, facilitant ainsi I'expansion de la paroi (Somerville et
al. 2004). Les hémicelluloses sont synthétisées dans I'appareil de Golgi par des enzymes
dénommées « celluloses synthases like » (CSL) (Driouich, Faye, et Staehelin 1993) et sont
ensuite sécrétées par le biais d’'un trafic de vésicules allant de I'appareil de Golgi a la
membrane (Driouich et al. 2012 ; Bashline et al. 2014). Les hémicelluloses les plus
communes sont le xyloglucane, les glucurono(arabino)xylanes et les glucomannanes dans
des proportions différentes en fonction du type de plante ainsi que de I'organe (tige, graine,
fruit ...) (Somerville et al. 2004 ; Cosgrove 2005 ; Scheller et Ulvskov 2010 ; Bashline et al.
2014). Les hémicelluloses sont moins bien caractérisées et moins valorisées que la cellulose.
Les hémicelluloses étant plus complexes que la cellulose, elles nécessitent un plus grand
nombre et une plus grande variété d’enzymes pour totalement les hydrolyser (Cosgrove

2005).




Figure 3 : Représentation schématique des différentes hémicelluloses retrouvées dans les parois
végétales. Xyloglucane (A), glucuronoxylane (B), glucuronoarabinoxylane (C), galactomannane (D),
galactoglucomannane (E) et B-(1->3,1->4)-glucane (F). Les estérifications des chaines principales et
des ramifications sont représentées comme suit: acétylations (Ac), féruloylations (Fer), O-

méthylation (OMe) (Scheller et Ulvskov 2010).



Tableau 1: Pourcentages (en masse) des différentes hémicelluloses dans les parois primaires et
secondaires des plantes. Quantités mineures ou nulles (-) et quantités existantes mais avec des

données non répertoriées (+) (d’apres Scheller et Ulvskov 2010).

1. Les xyloglucanes

Les xyloglucanes sont retrouvés dans toutes les espéces de plantes terrestres. Ce sont les
hémicelluloses les plus abondantes (20 a 25%) dans la paroi primaire des angiospermes
(tableau 1). La chaine principale est composée de D-glucopyranoses liés en B-1,4. Les
ramifications sont majoritairement constituées de résidus D-xylopyranosides liés en a-1,6.
Ces résidus peuvent eux-mémes étre ramifiés par des B-bD-galactopyranosides ou des L-
arabinofuranosides liés en a-1,2. Les résidus B-D-galactopyranosides peuvent étre ramifiés
par des L-fucopyranosides liés en a-1,2. De plus, les résidus B-D-glucopyranoses peut étre

acétylés (figure 3A) (Scheller et Ulvskov 2010).

2. Les xylanes
Les xylanes sont répartis en sous-groupes possédant tous une chaine principale de b-
xylopyranoses liés en B-1,4. Ces hémicelluloses sont retrouvées dans les parois primaires
et/ou secondaires de tous les végétaux (tableau 1) (Kulkarni, Shendye, et Rao 1999 ; Scheller
et Ulvskov 2010). Les différents xylanes possedent des ramifications de résidus d’acides
glucuroniques liés en a-1,2- pouvant étre méthylés en position 4 (Scheller et Ulvskov 2010).

Les xylanes possédant majoritairement ce type de ramifications sont appelés
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glucuronoxylanes et sont les hémicelluloses les plus représentées dans les parois
secondaires des angiospermes (figure 3B) (Scheller et Ulvskov 2010). Les autres unités
osidiques composant les ramifications des xylanes sont des résidus L-arabinofuranosides liés
en a-1,2 et/ou a-1,3. Ces xylanes sont alors appelés (glucurono)arabinoxylanes selon la
proportion des 2 résidus branchés (figure 3C). Certains arabinoxylanes ne possédent pas de
résidus acides glucuroniques dans leurs ramifications. Le motif de branchement des
décorations (notamment les résidus L-arabinofuranosides) est fonction du type de plante
(Scheller et Ulvskov 2010). Ces polysaccharides sont retrouvés en grande quantité dans les
parois primaires et secondaires des graminées (20 a 40 % et 40 a 50 %, respectivement) et
sont aussi présents dans les parois secondaires des coniféres (5 a 15 %) (tableau 1). Les
xylanes sont estérifiés a différents degrés, selon le type de plante, principalement sur la
position 3 des D-xylopyranoses de la chaine principale. Les résidus L-arabinofuranosyls

peuvent aussi étre féruloylés sur leur carbone en position 5 (Scheller et Ulvskov 2010).

3. Les glucomannanes
Les (gluco)mannanes ont une chaine principale composée uniquement de bD-
mannopyranoses pour les mannanes (figure 3D) ou d’une alternance de b-mannopyranoses
et de D-glucopyranoses pour les glucomannanes (figure 3E) liés en B-1,4. Ces 2 types de
polysaccharides sont ramifiés par des résidus D-galactopyranosides liés en a-1,6 sur les bp-
mannopyranoses. Les (gluco)mannanes sont souvent acétylés et sont majoritairement
retrouvés dans les parois secondaires (10 a 30 % chez les coniferes) (tableau 1). Ce sont les

hémicelluloses principales des algues vertes (Scheller et Ulvskov 2010).

4. Les B-(1-3,1—»4)-glucanes
Les B-(1->3,1->4)-glucanes sont des polymeres de D-glucopyranoses liés en 3-1,4 et en B-
1,3 intercalés de facon réguliere tous les 3 ou 4 D-glucopyranoses (figure 3F). Ces
polysaccharides sont principalement retrouvés dans les parois primaires des graminées (2 a

15 %) (tableau 1) (Scheller et Ulvskov 2010).

D. Les pectines
Les pectines sont les polysaccharides les plus complexes et hétérogenes (Cosgrove 2005 ;

Bashline et al. 2014). Les pectines sont une famille de polysaccharides riches en acides
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galacturoniques liés de maniére covalente sur les positions O-1 et O-4 des unités osidiques
(Willats et al. 2001 ; Mohnen 2008 ; Voragen et al. 2009). Les principales pectines sont
I’hnomogalacturonane (le plus abondant), le rhamnogalacturonane |, le rhamnogalacturonane
Il, I'apiogalacturonane et le xylogalacturonane. L’homogalacturonane est le seul de ces
polysaccharides a étre linéaire, les autres sont ramifiés par différentes unités osidiques
comme présenté en figure 4. Le rhamnogalacturonane Il peut s’organiser en dimeres par
I'intermédiaire de diesters de borate entre deux résidus apiosyl (figure 4A) ou en
interagissant avec des ions calcium (Willats et al. 2001 ; Ridley, O’Neill, et Mohnen 2001 ;
(Voragen et al. 2009). Les rhamnogalacturonanes | et Il sont liés de fagon covalente par des
liaisons glycosidiques avec les autres pectines et notamment I’lhomogalacturonane ainsi qu’a
d’autres polysaccharides de la paroi (Willats et al. 2001 ; Voragen et al. 2009). Tous ces
polysaccharides sont constitués de domaines distincts liés entre eux de fagcon covalente
(figure 4B). Les pectines sont estérifiées par des groupements acétyl (Willats et al. 2001 ;
Mohnen 2008; Voragen et al. 2009). Comme les hémicelluloses, les pectines sont
synthétisées dans l'appareil de Golgi par des glycosyltransférases membranaires puis
sécrétées dans la paroi par I'intermédiaire de vésicules allant de I'appareil de Golgi a la

membrane (Driouich, Faye, et Staehelin 1993 ; Mohnen 2008 ; Driouich et al. 2012).
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Figure 4 : A. Représentation d’un diester de borate entre 2 résidus apiosyl. La lettre R représente un
oligosaccharide lié au résidu apiosyl (Ridley, O’Neill, et Mohnen 2001). B. Représentation
schématique des pectines : rhamnogalacturonane | et Il (RG | et RG Il), xylogalacturonane (XGA) et
homogalacturonane (HG). Acide 3-deoxyD-lyxo-heptulosarique (Dha) et acide 3-deoxy-D-manno-

octolosonique (Kdo) (Mohnen 2008).

E. Lalignine

La lignine est le biopolymere le plus abondant sur Terre aprés la cellulose et la chitine
(Somerville et al. 2004 ; Cosgrove 2005). Elle joue un role crucial dans I'intégrité structurale
de la paroi ainsi que dans la raideur et la force des tiges des plantes. Ce polymeére joue aussi
un réle dans I'étanchéité et la protection face aux pathogenes des cellules végétales
(Cosgrove 2005). La lignine est composée d’hétéropolyméres complexes, aromatiques et
racémiques, dérivés principalement de monomeéres d’alcools hydroxycinnamiques, appelés
monolignols : alcool p-coumarylique (alcool 4-hydroxycinnamique), alcool coniférilyque
(alcool 4-hydroxy-3-méthoxy-cinnamique) et alcool sinapylique (alcool 4-hydroxy-3,5-
diméthoxy-cinnamique) (figure 5) (Ishii 1997). La composition en ces différents monomeres
est dépendante de I'espéce, du type cellulaire et de I’environnement. La lignification se fait
par réaction radicalaire a partir d’'un dimére de monolignol (Boerjan, Ralph, et Baucher
2003). Les monolignols sont synthétisés dans le cytosol puis transportés jusqu’a la paroi ou

la lignification a lieu (Ishii 1997 ; Boerjan, Ralph, et Baucher 2003 ; Neutelings 2011). La
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lighine génere une grande résistance de la paroi végétale et constitue la partie récalcitrante

de la paroi végétale apres hydrolyse.

Figure 5 : Structure des 3 alcools constituant les unités de base de la lignine (A) et représentation

d’une lignine (B). (Ishii 1997).
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III. Dégradation des polysaccharides de la paro1 végétale

Valoriser la biomasse végétale, et particulierement les hémicelluloses, est devenu un
enjeu majeur de ces dernieres années notamment dans le recyclage des déchets végétaux et
pour la production d’énergie afin de remplacer les énergies fossiles. En effet, la biomasse
lignocellulosique représente une source d’énergie renouvelable de choix car elle permettra
de diminuer I'émission de gaz a effet de serre, comme le CO; produit par I'utilisation et le
transport des énergies fossiles (IPCC, climate change 2007). Cela permettra aussi de
développer une indépendance énergétique sans entrer en compétition avec I'alimentation
humaine et animale via 'utilisation des déchets de production alimentaire.

La premiére génération de biocarburant consiste en la fermentation des sucres de plantes a
sucre (betterave ou canne a sucre) ou des produits de dégradation de I'amidon de céréales
(blé, mais) pour produire du biofuel. Le biodiesel est, quant a lui, produit a partir d’huiles
végétales. Cependant cette premiere génération de biocarburant utilise des ressources
alimentaires, ce qui pose probleme.

La deuxieme génération de biocarburant utilise la biomasse lignocellulosique. Actuellement,
c’est trés majoritairement la cellulose qui est utilisée pour produire de I'éthanol et pour cela
il faut tout d’abord I'extraire de la paroi végétale (Himmel et al. 2007 ; Chundawat et al.
2011 ; Bornscheuer, Buchholz, et Seibel 2014 ; Varnai et al. 2014). Pour extraire la cellulose,
deux grands types de traitements sont utilisés actuellement afin de rompre les liaisons qui
permettent le maintien de la paroi : un traitement thermochimique ou un traitement
chimique. Le traitement thermochimique se fait a haute température (140-200 °C) sous
pression. Le traitement chimique peut se faire en conditions acide ou basique avec
I'utilisation d’acide sulfurique, de soude ou d’ammoniac principalement (Himmel et al.
2007 ; Varnai et al. 2014).

Ces traitements sont polluants et colteux en énergie il est donc nécessaire de développer
I'utilisation de catalyseurs afin de diminuer I'impact des prétraitements sur I'environnement.
Pour cela, les chercheurs s’intéressent aux enzymes permettant de catalyser la dégradation

de la biomasse végétale.
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A. Labase de donné¢es CAZy

Toutes les enzymes impliquées dans la dégradation, la biosynthése et la modification des
oligosaccharides, des polysaccharides et des glycoconjugués sont référencées dans la base
de données CAZy (Carbohydrate Active enZymes) (« CAZy - Home » 2016). Toutes les
enzymes référencées dans la base de données CAZy sont appelées CAZymes (Lombard et al.
2014). Les CAZymes sont des enzymes potentiellement modulaires, actives sur les glucides et
divisées en 5 classes :

O Les glycosides hydrolases (GH) qui hydrolysent les liaisons glycosidiques et/ou
ajoutent des unités osidiques en bout de chaine (transglycosylation) (Henrissat et
Davies 1997),

0 Les glycosyl transférases (GT) qui sont les principales enzymes responsables de la
synthése de glycosides (Coutinho et al. 2003),

0 Les polysaccharides lyases (PL) qui réalisent des coupures des liaisons glycosidiques
par B-élimination (Lombard et al. 2010),

0 Les carbohydrate estérases (CE) qui catalysent des N- et O-déacétylations sur les
sucres estérifiés (Jayani, Saxena, et Gupta 2005),

0 Les enzymes ayant des activités auxiliaires (AA) qui sont toutes les enzymes ayant des
activités d’oxydo-réduction et qui agissent de facon conjuguée avec d’autres

CAZymes (Levasseur et al. 2013a).

A l'intérieur de chacune de ces classes, les CAZymes sont réparties en familles et sous-
familles basées sur la similarité de séquence. L'appartenance a une famille corréle avec un
repliement et un mécanisme catalytique identiques. Cependant, des spécificités variées de
substrats et de produits sont retrouvées au sein d’une méme famille. Le terme module sera
utilisé pour parler de la totalité ou d’une partie d’'une séquence protéique possédant une
activité catalytique ou étant capable de se lier sur un polysaccharide. Une protéine peut se
composer d’un seul module ou posséder plusieurs modules ayant des activités ou fonctions

similaires ou différentes.

B. Les glycosides hydrolases
Les glycosides hydrolases (GH) hydrolysent les liaisons glycosidiques et sont réparties en

135 familles, a ce jour, dans la base de données CAZy (Cantarel et al. 2009). Certaines de ces
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familles sont regroupées en clans en fonction de leur structure 3D et de leur mécanisme
(tableau 2) (Henrissat et Bairoch 1996). Il s’agit d’un niveau de classification supérieur a celui
ne concernant que la séquence ou le lien structure/fonction est établi. Trés souvent les
acides aminés catalytiques sont conservés dans un méme clan. Le clan des GH-A est celui qui
contient le plus grand nombre de familles. Les structures retrouvées dans tous les clans sont

représentées figure 6.

Tableau 2 : Les 14 clans de GH avec les repliements caractéristiques et les familles de chaque clan.
Résidu nucléophile catalytique (Nucl), acide aspartique (Asp), acide glutamique (Glu), phosphate (P),
résidu catalytique non encore identifié (?) (Henrissat et Bairoch 1996 ; « CAZy - Home » 2016 ;
Alvarez, Goldbeck, Santos, et al. 2013 ; Divne et al. 1994 ; Lammerts van Bueren et al. 2012 ;

Okazawa et al. 2015 ; Newstead et al. 2008 ; Cartmell et al. 2011a ; Gibson et al. 2007 ; Park et al.
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2013 ; Lyu et al. 2014 ; Bujacz et al. 2011 ; Hsieh et al. 2010 ; Mizuno et al. 2004 ; Fushinobu et al.
2005 ; Abbott et Boraston 2007).

Figure 6 : Repliement de type tonneau (B/a)s caractéristique des clans A, D, H et K (A), B-jelly roll
caractéristique des clans B et C (B), 5-fold B-propeller caractéristique des clans F et J (C), (a/at)e
caractéristique des clans G, L et M (D), B-helix caractéristique du clan N (E), 6-fold B-propeller
caractéristique du clan E (F) et a+p caractéristique du clan | (G). Les structures illustrant les
repliements caractéristiques de chaque clan sontles structures A) d’une cellulase de
Fervidobacterium nodosum appartenant a la famille GH5 (code pdb 3NCO), B) d’une endo-cellulase
de Pyrococcus furiosus appartenant a la famille GH12 (code pdb 3WQ7), C) d’'une B-xylosidase de
Bacillus halodurans appartenant a la famille GH43 (code pdb 1YRZ), D) d’'une exo-oligoxylanase de

Bacillus halodurans appartenant a la famille GH8 (code pdb 1WU4), E) d’'une polygalacturonase de
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Pectobacterium carotovorum appartenant a la famille GH28 (code pdb 1BHE), F) d’une exo-
arabinanase de Fusarium graminearum appartenant a la famille de GH93 (code pdb 2W5N) et G)
d’une chitosanase de Bacillus circulans appartenant a la famille GH46 (code pdb 2DO05). Les hélices

alpha sont représentées en rouge, les brins B en jaune et les boucles en vert.

Le nom des protéines dépend de leur spécificité de substrat et plus rarement de leur
mécanisme d’action. Certaines activités peuvent étre retrouvées dans plusieurs familles
comme par exemple I'activité endo-B1,4-xylanase qui est présente dans les familles GH5, 8,
10, 11, 30 et 43. A l'inverse plusieurs activités différentes peuvent étre retrouvées au sein
d’'une méme famille comme par exemple la famille des GH5 (endo-B-1,4-glucanase, endo-f-
1,4-xylanase, B-glucosidase, B-mannosidase, lichenase, cellodextrinase...) (Aspeborg et al.
2012). Les enzymes hydrolysant une liaison osidique a [lintérieur des chaines
polysaccharidiques sont appelées endoglycosidase, celles qui hydrolysent les liaisons
osidiques par une extrémité sont dénommées exoglycosidases. Dans ce dernier cas elles
auront une spécificité pour I'extrémité réductrice ou, plus fréquemment, non-réductrice du
substrat (figure 7) (Davies et Henrissat 1995). D’autre part, des enzymes a activité exo qui
hydrolysent les ramifications sont soit spécifiques d’une liaison (par exemple sur I'O-2 ou I'O-
3 d’un résidu de la chaine principale), soit non spécifiques et clivent alors plusieurs types de

liaisons (Dumon et al. 2012 ; Lombard et al. 2014).

Figure 7 : Représentation schématique d’un polysaccharide et des sites de coupure pour les

enzymes a activité endoglycosidase ou exoglycosidase (« CAZypedia » 2016).

Il existe une nomenclature pour définir le site catalytique des GH. Le site catalytique est ainsi
divisé en sous-sites négatifs et positifs selon la nomenclature de Henrissat et Davies
(Henrissat et Davies 1997). Le site de coupure se trouve entre le sous-site -1 et le sous-site
+1. Dans le site catalytique des enzymes a activité endoglycosidase, les polysaccharides sont

orientés avec leur extrémité réductrice du coté des sous-sites positifs et I'extrémité non-
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réductrice du coté des sous-sites négatifs (figure 8A) (Alvarez, Goldbeck, Santos, et al. 2013).
Chez les enzymes a activité exoglycosidase qui hydrolysent les ramifications, le résidu a
hydrolyser se situe dans le sous-site -1 et la chaine principale du polysaccharide vient se fixer
dans les sous-sites positifs. L’extrémité réductrice de la chaine principale du polysaccharide
se fixe alors dans les sous-sites positifs notés +n ou +n R (pour réducteur) et I'extrémité non-
réductrice se fixe dans les sous-sites positifs notés +n’ ou +n NR (pour non-réducteur) (figure

8B) (Davies et Henrissat 1995).

A
+2' +1 +2 +3
| | — | —— |
B OH OH
HO d 6 0 o 4 HO OH
H OH OH

HO
OH

Figure 8 : A. Représentation de surface du site catalytique d’une enzyme a activité endoglycosidase
en présence d’un xylooligosaccharide (Alvarez, Goldbeck, dos Santos, et al. 2013). L’hydrolyse a eu
lieu entre les sous-sites -1 et +1. Les structures illustrant les sous-sites proviennent de xylanases du
métagénome de sol de canne a sucre et de Cellvibrio mixtus appartenant a la famille GH10 (codes
pdb 4K68 et 1QUY). B. Représentation des sous-sites catalytiques d’une arabinofuranosidase (GH51
de Thermobacillus xylanilyticus) en présence de xylotétraose ramifié par un L-arabinofuranose en

a-1,3- (XA3XX) (Paés et al. 2008 ; Fauré et al. 2009).
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Il existe deux grands types de mécanismes d’hydrolyse de la liaison osidique décrits a ce jour
: un mécanisme dit de rétention de la configuration absolue du carbone anomérique et un
mécanisme d’inversion de la configuration absolue du carbone anomérique.

Le mécanisme réactionnel de rétention de la configuration est le suivant : dans un premier
temps le résidu jouant le role de nucléophile attaque le centre anomérique de la liaison
glycosidique devant étre clivée afin de déplacer la partie non réductrice et former un
intermédiaire covalent glycosyl-enzyme. Pendant ce temps le résidu acide/base joue le rdle
de catalyseur acide et protone l'oxygéne de la liaison glycosidique a cliver. Dans un
deuxiéme temps la liaison de l'intermédiaire glycosyl-enzyme est hydrolysée par une
molécule d’eau déprotonée par le résidu acide/base agissant comme un catalyseur basique
pour libérer un produit de méme configuration que le substrat. Si le groupement hydroxyle
d’un sucre remplace la molécule d’eau précédente alors la partie osidique du glycosyl-
enzyme peut se lier a ce dernier en formant une nouvelle liaison osidique. On parle alors de
transglycosylation (figure 9A) (Davies et Henrissat 1995).

Dans un mécanisme réactionnel fonctionnant par inversion de la configuration, le résidu
donneur de proton va transférer un proton sur I'oxygéne de la liaison glycosidique. Dans le
méme temps une molécule d’eau, activée par l'autre résidu catalytique par arrachement
d’un de ces atomes d’hydrogénes, vient attaquer le carbone anomérique. Ces deux actions
simultanées provoquent la rupture de la liaison glycosidique, la formation d’un ion pseudo-
oxocarbénium et entrainent la libération d’un produit dont la configuration absolue du
carbone anomérique est l'inverse de celle de ce méme carbone dans le substrat (figure 9B)

(Davies et Henrissat 1995).
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Figure 9 : Mécanisme réactionnel d’hydrolyse de la liaison glycosidique par un mécanisme de
rétention (A) ou d’inversion (B) de la configuration absolue du carbone anomérique dans la cas
d’une anomérie a (Rye et Withers 2000). Coté réducteur du polysaccharide (R), ion pseudo-

oxocarbénium (*).

22



Au cours de ma thése, je me suis particulierement intéressée a deux familles de GH parmi les
135 présentes dans la base de données CAZy a ce jour. Il s’agit des familles GH5 et GH10 (la
famille GH10 sera détaillée dans la partie 2.f.1).

La famille GH5 est une des plus grandes familles de GH, elle posséde a ce jour le plus
grand nombre de modules caractérisés et regroupe un grand nombre d’activités (tableau 3).
Cette famille appartient au clan des GH-A et est divisée en sous-familles, 53 ont été
répertoriées a ce jour. Ces sous-familles ont été créées sur la base de la relation entre la
séquence et la spécificité catalytique afin de faciliter la prédiction de fonction de nouvelles
enzymes (Aspeborg et al. 2012). Les GH5 ont un repliement en tonneau (B/a)s et ont pour
résidus catalytiques deux acides glutamiques, I'un jouant le réle d’acide/base et I'autre celui
de nucléophile. Ces deux résidus sont espacés de 5,5 A environ (Davies et Henrissat 1995).
Tous ces éléments sont caractéristiques du clan des GH-A. Leur activité maintient la
configuration absolue du carbone anomeérique par double inversion ce qui confére a
certaines enzymes une activité de transglycosylation. En effet, dans un mécanisme par
rétention de la configuration, si la molécule d’eau présente dans la figure 9A lors de la
troisieme étape est remplacée par un résidu osidique il se passe une réaction de
transglycosylation (Davies et Henrissat 1995 ; Dilokpimol et al. 2011a ; Couturier et al. 2013 ;
Lombard et al. 2014).

Activités endo Activités exo
Endo-B-1,4-glucanase / cellulase (EC3.2.1.4) B-glucosidase (EC 3.2.1.21)
Endo-p-1,4-xylanase (EC 3.2.1.8) B-mannosidase (EC 3.2.1.25)
Licheninase (EC 3.2.1.73) B-glucosylceramidase (EC 3.2.1.45)
Glucane endo-B-1,6-glucosidase (EC 3.2.1.75) Glucane B-1,3-glucosidase (EC 3.2.1.58)
Mannane endo-B-1,4-mannosidase (EC 3.2.1.78) Exo-B-1,4-glucanase / cellodextrinase (EC 3.2.1.74)
Endoglycoceramidase (EC 3.2.1.123) Cellulose B-1,4-cellobiosidase (EC 3.2.1.91)
Chitosanase (EC 3.2.1.132) Stéryle B-glucosidase (EC 3.2.1.104)
Xyloglucane-spécifique endo-B-1,4-glucanase (EC 3.2.1.151) | B-primeverosidase (EC 3.2.1.149)
Endo-p-1,6-galactanase (EC 3.2.1.164) Hespéridine 6-0-a-L-rhamnosyl-B-glucosidase (EC3.2.1.168)
B-1,3-mannanase (EC 3.2.1.-)
Arabinoxylane-spécifique endo-p-1,4-xylanase (EC 3.2.1.-)
Mannan transglycosylase (EC 3.2.1.-)

Tableau 3 : Activités enzymatiques retrouvées dans la famille GH5.

La famille des GH10 appartient aussi au clan des GH-A et présente majoritairement une
activité endo-B-1,4-xylanase (Alvarez, Goldbeck, dos Santos, et al. 2013). Comme les GH5 et

toutes les enzymes du méme clan, les GH10 ont une structure en tonneau (B/a)s. Elles ont
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également un mécanisme d’action avec rétention de la configuration absolue du carbone
anomérique (Henrissat et Davies 1997). Les résidus catalytiques sont, comme pour les GH5,

deux acides glutamiques, I'un jouant le réle d’acide/base et I'autre de nucléophile.

C. Carbohydrate estérases (CE)

Les carbohydrate estérases ont pour fonction d’éliminer les estérifications qui pourraient
géner 'action des glycosides hydrolases. Les CE catalysent les O ou N-desestérifications de
polysaccharides. On considére deux classes de substrats : ceux dont le sucre joue le réle
d’acide et ceux dont le sucre joue le role d’alcool. Dans la base de données CAZy, il existe 16
familles de CE et les enzymes y sont réparties en fonction de la similarité de séquence
(Cantarel et al. 2009). Toutes les CE d’'une méme famille ont le méme repliement. Le motif
catalytique le plus retrouvé est constitué de la triade Sérine-Histidine-Aspartate. Le site
catalytique des CE est lui aussi divisé en sous-sites catalytiques. La fonction ester a
hydrolyser est située dans le sous-site 0. L'extrémité réductrice de I'oligo- ou du
polysaccharide est du c6té des sous-sites positifs et I'extrémité non réductrice du c6té des

sous-sites négatifs (figure 10) (Biely 2012).

Figure 10 : Schéma montrant I'action d’'une acétylxylane estérase. A. Hydrolyse d’un groupement
acétyl en milieu de chaine. L’hydrolyse se fait dans le sous-site 0 et est symbolisée par les fleches.
Hydrolyse du groupement acétyl d’'un 2-O-acetyl-4-nitrophenyl B-D-xylopyranoside (en haut) et du
groupement acétyle d’un actéylglucuronoxylane (en bas). B. Hydrolyse d’un groupement acétyle en
bout de chaine. Le substrat est un xylotriose acétylé en position 4 (en haut) ou un acide aldotétra-

uronique (en bas) (Biely 2012).
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Les structures 3D retrouvées présentent des repliements de type (a/B/a) sandwich, tonneau
(B/a)7, hélice B, tonneau (B/a)s, sandwich a 2 couches, ou de type o/B (figure 11) (Biely
2012).

Figure 11 : Repliements des Carbohydrate Esterases : (a/B/a) sandwich (A), tonneau (B/a); (B),
hélice B (C), tonneau (B/a)s (D), sandwich a deux couches (E), repliement a/B (F) et les structures
caractéristiques des CE2 (G) et 15 (H) qui n’ont pas de nom. Les structures illustrant les repliements
caractéristiques des CE sontles structures A) d’une mycolyltransférase de Mpycobacterium
tuberculosis appartenant a la famille CE1 (code pdb 1R88), B) d’'une peptidoglycane déacétylase de
Ammonifex degensii appartenant a la famille CE4 (code pdb 4WCJ), C) d'une pectine methylestérase
de Escherichia coli appartenant a la famille CE8 (code pdb 3GRH), D) d’'une N-acétylglucosamine
déacétylase de Escherichia coli appartenant a la famille CE9 (code pdb 1YRR), E) d’une N-

acétylglucosamine déacétylase de Aquifex aeolicus appartenant a la famille CE11 (code pdb 1BHE), F)
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d’une diacylchitobiose déacétylase de Pyrococcus horikoshii appartenant a la famille de CE14 (code
pdb 3WE7), G) d’une acétylxylane estérase de Cellvibrio japonicus appartenant a la famille de CE2
(code pdb 2WAA) et H) d’une méthylglucuronyl transférase de Thermothelomyces thermophila
appartenant a la famille de CE15 (code pdb 4G4G). Les hélices a sont représentées en rouge, les

feuillets B en jaune et les boucles en vert.

D. Enzymes a activité auxiliaire (AA)

Cette classe d’enzymes, créée plus récemment, regroupe les enzymes qui catalysent des
réactions d’oxydo-réduction ou des réactions radicalaires et sont réparties en 16 familles a
ce jour. Parmi les activités retrouvées au sein des AA, un type d’activité est particulierement
étudié ces derniéres années car il permet la dégradation de polysaccharides récalcitrants tels
qgue la cellulose et la chitine (Vaaje-Kolstad et al. 2010 ; Forsberg et al. 2011). Il s’agit des
« lytic polysaccharide mono-oxygénases » (LPMO) qui sont classées dans les familles d’AA 9
et 10. Ces enzymes sont impliquées dans la dégradation de la cellulose et de la chitine
cristalline (Vaaje-Kolstad et al. 2010 ; Forsberg et al. 2011).

Les LPMO de la famille AA9 sont des polysaccharides mono-oxygénases dépendantes du
cuivre. Elles possédent 2 résidus histidine impliqués dans un centre-cuivre de type 2 qui
consiste en un atome de cuivre maintenu par 4 liaisons de coordination sur un méme plan
par trois azotes de deux histidines (figure 12A) et I'oxygéne d’une molécule d’eau (Pujol
2010; Frandsen et al. 2016). L’histidine N-terminale impliquée dans la coordination du
cuivre est méthylée (sur I'azote du cycle imidazole ne participant pas a la coordination du
cuivre, figure 12A) mais le réle de cette méthylation reste encore inconnu (Li et al. 2012). Le
clivage oxydatif de la cellulose, catalysé par les AA9, nécessite la présence d’agents
réducteurs. La réaction se fait par oxydation du carbone anomérique du D-glucopyranose
mais peut aussi avoir lieu sur les carbones 4 et 6. Les LPMO de la famille AA9 ont
principalement été identifiées dans des génomes de champignons (figure 12A) (Westereng
et al. 2011 ; Quinlan et al. 2011 ; Levasseur et al. 2013a ; Frandsen et al. 2016).

Les LPMO de la famille AA10 sont aussi des mono-oxygénases dépendantes du cuivre qui
utilisent une molécule de dioxygéne et des histidines mais, contrairement aux AA9, oscillent
entre un centre cuivre | ou la coordination du cuivre est sous forme trigonale et un centre
cuivre Il ou la coordination du cuivre est plane (Forsberg et al. 2016). Le clivage de cellulose

ou de chitine cristalline par des LPMO de la famille AA10 produit des acides aldoniques.
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Contrairement aux enzymes de la famille AA9, les LPMO de la famille AA10 n’ont qu’un seul
résidu histidine conservé, situé du coté de I'extrémité N-terminale de la protéine. Ce résidu
est aussi impliqué dans le maintien de I'atome de cuivre (Forsberg et al. 2016). Les AA10 ne
sont pas spécifiques d’un regne mais sont particulierement retrouvées chez les bactéries
(figure 12B) (Aachmann et al. 2012 ; Levasseur et al. 2013a ; Wu et al. 2013 ; Forsberg et al.
2016).

Les enzymes de ces 2 familles sont souvent multimodulaires. Les AA9 sont retrouvées
associées a des CBM1 et 18, tandis que les AA10 sont associées a des CBM2, 5, 10 et 12

(Levasseur et al. 2013a).

A

Figure 12 : Structures de LPMO des familles AA9 (A) et AA10 (B) avec les zooms respectifs sur la

coordination du cuivre. Les structures illustrant les repliements caractéristiques des LPMO sont les
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structures A) d’une LPMO de Lentinus similis appartenant a la famille AA9 (code pdb 5ACH) et B)
d’une LPMO de Cellvibrio japonicus appartenant a la famille AA10 (code pdb 5FJQ). Les hélices a sont
représentées en rouge, les brins B en jaune et les boucles en vert. L'ion cuivre Il est représenté par

une sphére cyan en (A) et I'ion cuivre | en orange en (B) (Frandsen et al. 2016).

E. Modules de liaison aux glucides (CBM)

Les CBM (Carbohydrate Binding Module) sont des modules généralement associés aux
GH qui dégradent des substrats difficilement accessibles. lls permettent a I'enzyme de se
fixer au substrat, d’augmenter la concentration de substrat autour de I'enzyme et ainsi
d’accroitre de deux a cinqg fois leur activité (Guillén, Sanchez, et Rodriguez-Sanoja 2009 ;
Cuskin et al. 2012). Certains CBM ont la capacité de pouvoir perturber I'organisation et les
propriétés physico-chimiques de certains polysaccharides (Guillén, Sanchez, et Rodriguez-
Sanoja 2009). Par exemple, certains CBM sont capables de diminuer la cristallinité de la
cellulose en modifiant le réseau de liaisons hydrogene qui maintiennent la cellulose ce qui va
faciliter I'action des GH (Guillén, Sdnchez, et Rodriguez-Sanoja 2009 ; Kang et al. 2013). Tout
comme les GH, les CBM sont classés en familles en fonction de leur séquence en acides
aminés. Il existe a ce jour 81 familles de CBM. Différents repliements sont retrouvés comme
illustré sur la figure 13 (Boraston et al. 2004 ; Guillén, Sanchez, et Rodriguez-Sanoja 2009).
Les CBM ne présentant pas d’activité catalytique propre sont trés souvent associés a un
domaine catalytique, principalement des GH. Les séquences codant les CBM sont présents
isolés ou en tandem sur des fragments d’ADN comme dans le cas des CBM impliqués dans
les cellulosomes (complexes multienzymatiques ancrés a la surface des bactéries qui les
produisent, permettant d’avoir une grande concentration de protéines caractérisées
principalement pour I’hydrolyse de la cellulose, détaillé en section IV. B.) (Bayer et al. 2004 ;

Flint et al. 2008 ; Cantarel et al. 2009).
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Figure 13: Différents repliements de CBM : sandwich B : repliement 1 des CBM (A), trefle B:
repliement 2 des CBM (B), noeud cystéine : repliement 3 des CBM (C), unique : repliement 4 des
CBM (D), repliement OB : repliement 5 des CBM (E), repliement hévéine : repliement 6 des CBM (F)
et unique contenant des repliement hévéine : repliement 7 des CBM (G). Les structures illustrant les
repliements caractéristiques des CBM sont les structures A) d’un CBM se fixant a la cellulose de
Ruminiclostridium thermocellum appartenant a la famille CBM3 (code pdb 1NBC), B) d’un CBM se
fixant au xylane de Streptomyces lividans appartenant a la famille CBM13 (code pdb 1MC9), C) d’un
CBM se fixant a la cellulose de Trichoderma reesei appartenant a la famille CBM1 (code pdb 1CBH),
D) d’'un CBM se fixant a la chitine de Dickeya dadantii appartenant a la famille CBM5 (code pdb
1AIW), E) d’'un CBM se fixant a la cellulose de Cellvibrio japonicus appartenant a la famille CBM10
(code pdb 1E8R), F) d’un CBM se fixant a la chitine de Urtica dioica appartenant a la famille CBM18
(code pdb 1EN2) et G) d’un CBM se fixant a la chitine de Tachypleus tridentatus appartenant a la
famille CBM14 (code pdb 1DCQ). Les hélices a sont représentées en rouge, les brins B en jaune et les

boucles en vert.
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F. Exemple de la dégradation totale d’un arabinoxylane
La dégradation totale d’'un arabinoxylane nécessite un ensemble d’enzymes ayant des

activités diverses.

Figure 14 : Représentation schématique de la dégradation d’un arabinoxylane. Les résidus de D-
xylopyranoses liés en B-1,4 sont représentés en violet, les ramifications a-L-arabinofuranosides sont
représentées en mauves, les ramifications d’acide glucuronique sont représentées en orange, les
groupements acétyles sont notés « Ac », les groupements féruloyl sont notés « Fer ». Les fleches

représentent les coupures des liaisons par des enzymes (d’apres Scheller et Ulvskov 2010).

La chaine principale d’un arabinoxylane est composée de D-xylopyranoses liés en 3-1,4. Afin
de la dégrader totalement, il faut 2 types d’activités : des endo-B-1,4-xylanases (GH5, 8, 10,
11, 30, 43, 51 et 98) qui vont hydrolyser la chaine principale en libérant des
xylooligosaccharides (figure 14, fleches en vert foncé) et des B-xylosidases (GH3, 30, 39, 43,
52 et 120) qui sont des exoglycosidases, qui vont hydrolyser, soit les xylooligosaccharides
libérés par les endo-B-1,4-xylanases soit, plus rarement, directement la chaine principale
d’un arabinoxylane (figure 14, fleches en vert clair). Les 2 principales familles présentant une
activité endo-B-1,4-xylanase sont les GH10 et 11 (« CAZy - Home » 2016). Les principales

familles de B-xylosidases (exoglycosidases) sont les familles GH39 et 43.

1. Les endo-f-1,4-xylanases
a) Les GH10
Les GH10 sont principalement des endo-B-1,4-xylanases (figure 14, fleche en vert foncé).
Toutes les enzymes de cette famille présentent un repliement en tonneau (B/a)s
caractéristique du clan GH-A (figures 6A et 15A). Les GH10 ont un mécanisme d’action avec
rétention de la configuration (Henrissat et Davies 1997). Les résidus catalytiques sont deux
acides glutamiques, l'un jouant le rdole d’acide/base et I'autre de nucléophile, et sont
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localisés prés de I'extrémité C-terminale des brins B4 et B7 (Jenkins et al. 1995). Le site
catalytique est un sillon ouvert dans lequel se trouvent 4 a 7 sous-sites catalytiques (5 ou 6 le
plus souvent) (figure 15B) (Pell et al. 2004 ; Alvarez, Goldbeck, dos Santos, et al. 2013). Les
sous-sites -2, -1 et +1 sont les plus conservés. Le sous-site -2 présente une tres forte affinité
pour les D-xyloses ainsi que pour les groupements féruloyl (Vardakou et al. 2005). Du co6té
réducteur, le polysaccharide est maintenu principalement par des interactions de van der
Waals s’établissant entre le polysaccharide et des résidus aromatiques tels que des
tryptophanes. Du c6té non-réducteur, il est maintenu par des liaisons hydrogene
s’établissant avec des acides glutamiques et aspartiques, des histidines, des asparagines, des
lysines et des tryptophanes (figure 15C et D). Les résidus impliqués dans la fixation et le
maintien du substrat sont eux aussi trés conservés (Alvarez, Goldbeck, dos Santos, et al.
2013). Les substrats accommodés peuvent étre des xylanes aussi bien linéaires que ramifiés
ou des xylooligosaccharides. De plus, de nombreuses GH10 sont associées a des CBM et leur
caractérisation montre un effet important de la présence des CBM dans l'activité

enzymatique (Pollet, Delcour, et Courtin 2010).
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Figure 15: A. Représentation de surface d’'une GH10 en présence du substrat, un
xylooligosaccharide. Les zones électronégatives sont en rouge et les zones électropositives en bleu.
B. Zoom sur le site catalytique. Superposition des résidus impliqués dans le maintien du substrat
de 2 GH10 dans les sous-sites négatifs (C) et positifs (D). Les structures illustrant les sous-sites
proviennent de xylanases du métagénome de sol de canne a sucre et de Cellvibrio mixtus

appartenant a la famille GH10 (codes pdb 4K68 et 1QUY) (Alvarez, Goldbeck, dos Santos, et al. 2013).

L'autre principale famille de xylanases est la famille des GH11.

b) Les GH11

Les GH11 qui ont été caractérisées sont, contrairement aux GH10, presque
exclusivement des endo-B-1,4-xylanases qui sont souvent séparées en 2 catégories, les
xylanases acides et les xylanases basiques, en fonction de leur pH optimal (autour de pH 2 et
pH 11 respectivement) (Joshi et al. 2000 ; Sapag et al. 2002 ; Pollet, Delcour, et Courtin
2010). Elles appartiennent au clan GH-C et adoptent un repliement en PB-jelly roll
caractéristique de ce clan. Leur repliement est assimilable a la forme d’une main droite, la
paume formée par la partie vrillée du feuillet B et I'hélice a, le pouce formé par boucle entre
les brins B7 et B 8 et les doigts formés par les boucles connectant les brins B faisant face au
pouce (figures 6B et 16A) (Henrissat et Davies 1997 ; Paés et al. 2007 ; Lammerts van Bueren
et al. 2012). Ces enzymes fonctionnent avec un mécanisme de rétention de la configuration
absolue du carbone anomérique pour hydrolyser leurs substrats. Les résidus catalytiques
sont 2 acides glutamiques, I'un jouant le role d’acide/base et I'autre de nucléophile
(Henrissat et Davies 1997 ; Gruber et al. 1998). Les résidus catalytiques sont situés dans la
partie creuse de la paume. Les résidus autour du nucléophile sont plus conservés que ceux
autour de l'acide/base. Les sous-sites catalytiques sont au nombre de 5 ou 6 et sont trés
conservés (figure 16B). Les résidus b-xylosides sont particulierement bien fixés dans les sous-
sites -2, -1 et +1, alors que dans les autres sous-sites, le maintien des résidus est plus lache
(Gruber et al. 1998 ; Pollet et al. 2010). Dans le sous-site -2, les résidus sont stabilisés par des
liaisons hydrogéne notamment avec une tyrosine. Les résidus d’acides aminés du pouce
participent au maintien de la partie non-réductrice du polysaccharide. Le maintien du
substrat peut aussi se faire via les groupements féruloyles accommodés dans les sous-sites -

3 et +2 (Vardakou et al. 2008 ; Pollet, Delcour, et Courtin 2010). La position de la boucle
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constituant le pouce détermine la largeur de la poche catalytique (Paés et al. 2007 ; Paés,

Berrin, et Beaugrand 2012 ; Song et al. 2014).

Figure 16 : A. Représentation en cartoon en présence d’un substrat d’'une GH11. B. Représentation
des sous-sites catalytiques. La structure illustrant les sous-sites provient d’'une xylanase de Bacillus
subtilis appartenant a la famille GH11 (code pdb 2QZ3). Le substrat, un xylotriose, est représenté en

jaune (Pollet et al. 2010).

2. Les B-xylosidases

Les xylosidases sont décrites dans les familles GH 3, 30, 39, 43, 52 et 120. Les GH39
appartiennent au clan des GH-A et comme toutes les enzymes de ce clan, elles adoptent un
repliement caractéristique en tonneau (B/a)s. Ce sont majoritairement des B-xylosidases
(figure 14 fléches en vert clair), toutefois on retrouve dans cette famille quelques a-L-
iduronidases. Les enzymes de la famille GH39 ont un mécanisme d’action avec rétention de
configuration absolue du carbone anomérique et les résidus catalytiques sont deux acides
glutamiques, I'un jouant le role d’acide/base et I'autre de nucléophile (Henrissat et Davies
1997). Les GH39 liberent du D-xylopyranose a partir de xylooligosaccharides,
d’arabinoxylooligosaccharides ou d’arabinoxylane (Czjzek et al. 2005 ; Lagaert et al. 2014).
Par contre, ces enzymes ne présentent qu’une trés faible activité hydrolytique sur du
xylobiose (Adelsberger et al. 2004 ; Wagschal et al. 2005). En revanche, le mécanisme
catalytique de rétention de la configuration absolue du carbone anomérique par double
inversion, confere une activité transglycosidase aux enzymes de cette famille. Elles sont donc
capables de former du xylobiose ou du xylotriose a partir de xyloses (Smaali, Rémond, et
O’Donohue 2006 ; Muzard et al. 2009). Les GH39 possédent 3 domaines structuraux
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distincts, mais a ce jour seul le domaine catalytique a été caractérisé. Le site catalytique

contient au moins 3 sous-sites (+2, +1 et -1) (figure 17) (Czjzek et al. 2005).

Figure 17 : Représentation en cartoon (A) et en surface (B) d’'une GH39 en présence de son
substrat. La structure illustrant les sous-sites provient d’une pB-xylosidase de Geobacillus
stearothermophilus appartenant a la famille GH39 (code pdb 2BFG). Les hélices a sont représentées
en rouge, les brins B en jaune et les boucles en vert. Le substrat, un dinitrophényl B-xyloside, est
représenté en bleu. Représentation des acides aminés impliqués dans la réaction, vue avec
I'intermédiaire covalent xylosyl-enzyme (C). Les interactions sont représentées par des pointillés

(Czjzek et al. 2005).

Pour dégrader totalement un arabinoxylane il faut retirer les ramifications qui, par
ailleurs, peuvent géner l'activité des endo-B-1,4-xylanases et des PB-xylosidases. Cela
nécessite I'action conjointe d’a-L-arabinofuranosidases (GH3, 43, 51, 54, 62) qui vont étre
spécifiques ou non des liaisons a-1,2 ou a-1,3 (figure 14, fleches bleues foncées et bleues
claires respectivement) et d’a-glucuronidases (GH4, 67 et 115) (figure 14, fleches en orange).
Les 2 familles d’a-L-arabinofuranosidases les mieux caractérisées sont les GH43 et 51. Les 2
principales familles d’a-glucuronidases sont les GH67 et 115. Cette derniére famille

hydrolyse les acides 4-0-méthyl a-glucuroniques.
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3. Les a-L-arabinofuranosidases
a) Les GH43

Les GH43 sont principalement des a-L-arabinofuranosidases mais on retrouve aussi des
B-xylosidases dans cette famille. Beaucoup d’enzymes de cette famille sont bi-fonctionnelles
et possedent ces 2 activités (Lagaert et al. 2014). Les GH43 appartiennent au clan GH-F et
adoptent le repliement en 5-fold B-propeller (Henrissat et Davies 1997). La famille des GH43
est divisée en 37 sous-familles a ce jour (Mewis et al. 2016). Ces enzymes hydrolysent
principalement les L-arabinofuranosides liés en a-1,2 (figure 14, fleches en bleu foncé) ou les
doubles substitutions (L-arabinofuranosides liés en a-1,2 et en a-1,3) (figure 14, fleches en
bleu foncé et bleu clair respectivement) (Cartmell et al. 2011a). Ces enzymes ont un
mécanisme d’action avec inversion de la configuration du carbone anomérique. Les résidus
catalytiques sont un acide aspartique qui joue le réle de nucléophile/base et un acide
glutamique qui joue le réle de donneur de protons (Davies et Henrissat 1995). Trois résidus
sont parfaitement conservés au sein de la famille des GH43, il s’agit de deux acides
aspartiques et d’un acide glutamique. Un des acides aspartiques joue le réle de modulateur
de pK, de I'acide catalytique pour maintenir une valeur élevée de pK, de ce dernier (Cartmell
et al. 2011a; McKee et al. 2012). Les deux autres résidus conservés sont les résidus
catalytiques. Les GH43 libérent du L-arabinose a partir d’arabinoxylane, d’arabinane et
d’arabinooligosaccharides et du D-xylose a partir de xylane et de xylooligosaccharides. Le site
catalytiqgue des GH43 posséde jusqu’a 7 sous-sites (-1, +1, +2NR*, +2NR, +3NR, +2R et +3R).
Le maintien du substrat se fait majoritairement par des interactions de van der Waals avec
des résidus tels que des tryptophanes ou des phénylalanines et par des liaisons hydrogéne
avec des tyrosines ou des histidines (figure 18). Enfin, les GH43 sont trés souvent associées a

un CBM (Cartmell et al. 2011a ; McKee et al. 2012 ; Lagaert et al. 2014 ; Mewis et al. 2016).
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Figure 18 : Représentation en cartoon (A) et en surface (B) d’'une GH43 en présence de son
substrat. La structure illustrant les sous-sites provient d’une a-L-arabinofuranosidase de Humicola
insolens appartenant a la famille GH43 (code pdb 3ZXK). Les hélices a sont représentées en rouge, les
feuillets B en jaune et les boucles en vert. Le substrat, un xylopentaose doublement substitué par des
L-arabinofuranosides en a-1,2 et a-1,3 (XXA2*3XX), est représenté en bleu. C: Représentation des
acides aminés impliqués dans la réaction. Les interactions sont représentées par des pointillés. La
carte de densité 2mFops-DFcaic €st montrée autour du substrat. D. Zoom sur le site catalytique. E.
Représentation des sous-sites catalytiques. Les D-xylosides sont en bleu, le résidu L-
arabinofuranoside lié en a-1,3- est en jaune, le résidu L-arabinofuranoside lié en a-1,2 est en orange
et les résidus d’acides aminés impliqués dans le maintien du substrat (McKee et al. 2012) sont en

vert.

Parmi les différentes familles d’a-L-arabinofuranosidases citées précédemment, une

autre est bien caractérisée, la famille des GH51.

b) Les GH51
Les GH51 sont trés majoritairement des a-L-arabinofuranosidases mais on retrouve

guelgues endo-glucanases également. Cette famille de GH appartient au clan GH-A. Les
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enzymes de la famille GH51 adoptent donc un repliement en tonneau (B/a)s. En plus du
domaine catalytique, un domaine supplémentaire en B-sandwich est trés conservé, bien que
son role ne soit pas encore connu. Les acides aminés catalytiques sont deux acides
glutamiques, l'un jouant le role d’acide/base et l'autre de nucléophile et ces enzymes
agissent avec un mécanisme de rétention de configuration absolue du carbone anomérique
(Davies et Henrissat 1995). Les a-L-arabinofuranosidases de cette famille libérent des a-L-
arabinoses a partir d’arabinoxylanes, d’arabinoxylooligosaccharides, arabinane et
arabinooligosaccharides. Les GH51 sont actives spécifiquement sur les substitutions en a-1,2
ou a-1,3 (figure 14 fleches bleu foncé et bleu clair respectivement) et sont rarement actives
sur les doubles substitutions. Le site catalytique comporte jusqu’a 5 sous-sites (-1, +1, +2, +2’
et +3). De nombreux tryptophanes sont impliqués dans le maintien de la chaine principale du
substrat. Des liaisons hydrogéne faites par des asparagines, des tyrosines, des acides
aspartiques et glutamiques sont aussi impliquées dans la liaison au sucre (figure 19) (Taylor

et al. 2006 ; Paés et al. 2008 ; Lagaert et al. 2014).

Figure 19 : Représentation en cartoon (A) et en surface (B) d’'une GH51 en présence de son
substrat, un XA3XX. La structure illustrant les sous-sites provient d’une a-L-arabinofuranosidase de
Thermobacillus xylanilyticus appartenant a la famille GH51 (code pdb 2VRQ). Les hélices a sont
représentées en rouge, les brins B en jaune et les boucles en vert. Le substrat est représenté en bleu.
C : Représentation des résidus impliqués dans la réaction. Les liaisons hydrogene sont représentées

par des pointillés (Paés et al. 2008).

4., Les a-glucuronidases
a) Les GH67
Les GH67 sont des a-glucuronidases (figure 14, fleches en orange). Cette famille n’est

assignée a aucun clan. Les GH67 ont un repliement du domaine catalytique en tonneau
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(B/a)s, un autre domaine est présent mais sa fonction n’est pas encore connue. Deux acides
glutamiques et un acide aspartique sont trés conservés, un des acides glutamiques est
I’acide/base. Les 2 autres résidus semblent étre de bons candidats pour activer une molécule
d’eau et I'un des deux serait donc le nucléophile qui n’a pas encore été identifié. Des résidus
arginine, valine et tryptophane semblent étre impliqués dans le maintien du substrat (figure
20) (Nurizzo et al. 2002 ; Golan et al. 2004). Les enzymes de cette famille ont un mécanisme
d’inversion de la configuration absolue du carbone anomérique (Davies et Henrissat 1995).
Toutes les enzymes de cette famille qui ont été caractérisées libérent un 4-o-méthyl-
glucuronate a partir d’oligosaccharides ramifiés par des 4-0-méthyl-glucuronate et n’ont pas
d’activité sur polysaccharide. Les polysaccharides doivent donc étre traités par d’autres
enzymes au préalable pour que les GH67 puissent agir (Nurizzo et al. 2002 ; Golan et al.

2004).

Figure 20 : Représentation en cartoon (A) et en surface (B) d’'une GH67 en présence de son
substrat. La structure illustrant les sous-sites provient d’une a-glucuronidase de Geobacillus
stearothermophilus appartenant a la famille GH67 (code pdb 2VRQ). Les hélices a sont représentées
en rouge, les brins B en jaune et les boucles en vert. Le substrat est représenté en bleu.

Représentation des acides aminés impliqués dans la réaction en présence du substrat (C) et des
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produits d’hydrolyse (D). Les interactions sont représentées par des pointillés. Le substrat est

représenté en jaune et les résidus de la protéine en vert (Golan et al. 2004).

b) Les GH115

Les GH115 sont, comme les GH67, des a-glucuronidases (figure 14 fleches orange). Cette
famille n’est assignée a aucun clan. Les GH115 ont un repliement en tonneau (B/a)s (figure
21). Ni le résidu nucléophile, ni le résidu acide/base n’ont été identifiés a ce jour (Rogowski
et al. 2014 ; Wang et al. 2016). Les enzymes de cette famille ont un mécanisme d’inversion
de la configuration absolue du carbone anomérique (Davies et Henrissat 1995). Des études
biochimiques laissent penser que le site catalytique de ces enzymes posseéderait au moins 5
sous-sites (-1, +1, +2R, +2NR, +3R) (Rogowski et al. 2014 ; Wang et al. 2016). Les GH115
possedent 3 domaines supplémentaires dont un en B-sandwich et un en hélice a (entourés
en rouge et en orange respectivement sur la figure 21). Certains résidus ont été montrés
comme étant essentiels pour l'activité, ce sont les acides glutamiques 162 et 375 et les
acides aspartiques 192, 206, 332 et 478 ainsi que I’arginine 328, les tryptophanes 169, 245
et 249, la tyrosine 420 et I'histidine 422 dans le cas de I'a-glucuronidase de Bacteroides
ovatus BoAgull5A (Rogowski et al. 2014). Toutes les enzymes de cette famille qui ont été
caractérisées liberent un 4-o-méthyl-glucuronate a partir de xylooligosaccharides ramifiés
par des 4-o-méthyl-glucuronates et n’ont pas d’activité sur polysaccharides comme les
GH67. Les enzymes de cette famille nécessitent donc I'action préalable d’endo-xylanases

(Sunna et Antranikian 1997 ; Rogowski et al. 2014 ; Wang et al. 2016).
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Figure 21 : Représentation en cartoon (A) et en surface (B) d’'une GH115 en présence de son
substrat. La structure illustrant les sous-sites provient d’une a-glucuronidase de Bacteroides ovatus
appartenant a la famille GH115 (code pdb 4C91). Les hélices a sont représentées en rouge, les brins B
en jaune et les boucles en vert. Les trois domaines supplémentaires sont entourés. Le substrat, un
acide glucuronique est représenté en bleu. C: Représentation des acides aminés impliqués dans la
réaction. Les interactions sont représentées par des pointillés. Le substrat, un acide glucuronique est
représenté en saumon, I'apoprotéine en bleu et la protéine en complexe avec I'acide glucuronique

en vert (Rogowski et al. 2014).

Pour dégrader totalement I'arabinoxylane présenté en figure 14, il faut donc I’association
de plusieurs enzymes afin d’augmenter I'accessibilité au substrat de chacune ce qui a pour
conséquence une augmentation de |'hydrolyse totale du polysaccharide mettant en

évidence une action synergique de certaines de ces enzymes.

5. Les carbohydrate estérases (CE):
Certaines unités osidiques peuvent présenter des estérifications génant I'activité des
glycoside hydrolases. Pour y remédier, I'action d’acétylxylane estérases (CE1, 2, 3, 4, 5,6, 7
et 12) (figure 14, fleches rouges) et des féruloyl-estérases (CE1) (figure 14, fleches grises) est

indispensable dans le cas d’un arabinoxylane.
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Les acétylxylane estérases sont réparties dans plusieurs familles. Les familles des CE1, 3,5, 7
et 12 ont un repliement en (a/B/a)-sandwich, la famille des CE4 a un repliement en tonneau
(B/a)7 et la famille des CE2 a un repliement sans repliement caractéristique (Chavez, Bull, et
Eyzaguirre 2006). Les acétylxylane estérases possedent soit une triade catalytique (Ser-His-
Asp ou Ser-His-Glu), soit une diade catalytique (Ser-His). Ces enzymes n’ont pas de spécificité
pour une acétylation en position 2 ou 3 et réalisent généralement une double déacétylation
ou la deuxiéeme réaction est plus rapide que la premiere (Biely 2012). Les acétylxylane
estérases sont souvent associées a un CBM généralement de la famille 1 (Chavez, Bull, et

Eyzaguirre 2006).

Les féruloyl-estérases sont classées dans la famille des CE1l. Ces enzymes adoptent un
repliement en (a/B/a)-sandwich (figure 22) (« CAZy - Home » 2016). Bien que les féruloyl-
estérases soient toutes classées dans la méme famille de CAZymes elles sont toutes
différentes avec notamment une grande variabilité de taille, allant de 270 a 1050 résidus, et

de spécificité.

Figure 22 : Structure d’une féruloyl estérase. La structure illustrant une féruloylestérase appartenant
a la famille GH115 (code pdb 1gkk) provenant de Ruminiclostridium thermocellum. Les hélices a sont

représentées en rouge, les brins B en jaune et les boucles en vert.
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IV. Les systemes de dégradation de la biomasse végétale, des

réservoirs naturels d’enzymes

A. Le microbiote intestinal humain

L’'Homme est omnivore et lors de la consommation de végétaux nécessaires a sa santé, il
ne possede pas le bagage enzymatique permettant de dégrader les polysaccharides des
parois végétales. Pour l'aider, il possede un microbiote produisant des enzymes capables de
les dégrader. Les principaux embranchements bactériens retrouvés dans le microbiote
humain sont les Bacteroidetes, les Firmicutes et les Actinobactéries. Les deux premiers
embranchements cités représentent 90% des bactéries du microbiote (Eckburg et al. 2005 ;
Ley, Peterson, et Gordon 2006 ; Flint et al. 2008). La plupart des bactéries de I'intestin sont
actives sur polysaccharides isolés. Tres peu sont actives directement sur la paroi végétale
(Flint et al. 2008). Les bactéries cellulolytiques (peu de Bacteroidetes et beaucoup de
Firmicutes) se fixent sur les parois végétales et les dégradent (Walker, A. W. 2006). Les
produits d’hydrolyse et les polysaccharides ainsi libérés sont ensuite dégradés par les autres
bactéries de 'intestin (Walker, A. W. 2006).

Bacteroides thetaiotaomicron est la bactérie la plus étudiée du microbiote intestinal
humain et appartient a I'embranchement le plus abondant de celui-ci (Xu et al. 2003 ;
Bjursell, Martens, et Gordon 2006 ; Flint et al. 2008 ; Koropatkin, Cameron, et Martens
2012). C’est une bactérie Gram™ appartenant a I'embranchement des Bacteroidetes. C'est
une des bactéries qui posséde le plus de GH parmi les bactéries dont le génome a été
séquencé. Le génome de B. thetaiotaomicron code 226 GH et 15 PL. 61% de ces GH sont
dans le périplasme, la membrane externe ou sont extracellulaires. Ces bactéries sont
réparties en différents endroits de I'intestin appelés niches et se nourrissent des glucanes de
la paroi des cellules intestinales ainsi que des polysaccharides de notre alimentation. Cette
bactérie est connue pour dégrader un grand nombre de polysaccharides ce qui fait qu’elle
participe a la digestion d’une grande partie de notre alimentation (Xu et al. 2003 ; Bjursell,
Martens, et Gordon 2006 ; Flint et al. 2008 ; Koropatkin, Cameron, et Martens 2012). Afin de
dégrader les polysaccharides, B. thetaiotaomicron possede dans son génome des groupes de
geénes. Le groupe de génes le mieux caractérisé est le systéme Sus (Starch utilisation system),
qui est un systéme de dégradation de I'amidon. Ce groupe de genes contient 8 génes susR,

A, B, C, D, E, F et G. Les produits des génes susC, D, E, F et G sont des protéines qui sont
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situées sur la membrane externe de la bactérie. SusC est transmembranaire et les 4 autres
sont exposées a l'extérieur et liées a la membrane externe par une ancre N-acyl-S-
diacylglyceryl liée de fagon covalente a une cystéine de I'extrémité N-terminale de la
protéine (Bos, Robert, et Tommassen 2007). Ces 5 enzymes sont responsables de la
reconnaissance spécifique de I'amidon et de sa dégradation en oligosaccharides. SusC assure
le transport des oligosaccharides de I'extérieur de la cellule vers le périplasme (figure 23).
Les protéines SusA et SusB sont situées dans le périplasme et sont responsables de la
dégradation en monosaccharides et en disaccharides, des oligosaccharides qui sont entrés
dans le périplasme. Les mono et disaccharides ainsi obtenus sont internalisés dans la cellule
afin d’étre utilisés dans le métabolisme de la bactérie (figure 23). Enfin SusR est un
senseur/régulateur situé dans la membrane plasmique qui fixe les mono et disaccharides
issus de la dégradation de 'amidon du c6té du périplasme, ce qui provoque I'activation de la
transcription des autres protéines Sus (figure 23) (D’Elia et Salyers 1996).

D’autres systémes de ce type ont été retrouvés pour la dégradation d’autres
polysaccharides, ils sont appelés systemes Sus like (Martens et al. 2009 ; Martens et al.
2011 ; Bolam et Koropatkin 2012). Ces systéemes ont été trouvés dans des Bacteroidetes et
sont actifs sur gomme guar (additif alimentaire principalement composée de
galactomannane) (Valentine, Arnold, et Salyers 1992), sur cellulose (Xie et al. 2007) ou

encore sur arabinane (Arnal 2014).

Figure 23 : Représentation schématique du systéme SUS (d'aprés Martens et al. 2009).
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B. Le rumen bovin

Les mammiféres herbivores ne sont pas capables de dégrader par leurs propres enzymes
les polysaccharides des parois végétales issus de leur alimentation. Pour les dégrader ces
mammiféres posseédent un microbiote spécialisé dans le rumen (la panse) constituant un des
guatre compartiments du systéme digestif des ruminants. Chez les bovins, de la méme
maniere que chez les hommes, le microbiote est non fonctionnel a la naissance et se
développe essentiellement pendant les 6 premiers mois de la vie du veau (Flint et al. 2008 ;
Jami et al. 2013). Une fois le microbiote établi, on retrouve un large panel de
microorganismes allant du procaryote a l'eucaryote complexe : archaea méthanogenes,
bactéries, protozoaires et champignons. Les bactéries ruminales représentent environ 95%
du microbiote du rumen (Kamra, D. N. 2005). Différents embranchements bactériens sont
présents tels que les Bacteroidetes, les Firmicutes et les Fibrobacters. Les embranchements
Bacteroidetes et Firmicutes représentent 90% des bactéries du rumen (Tajima et al. 1999 ;
Flint et al. 2008). Les bactéries du rumen semblent plus efficaces contre les substrats
cellulosiques récalcitrants que leurs homologues du tractus digestif humain (Wedekind,
Mansfield, et Montgomery 1988 ; Coen et Dehority 1970 ; Robert et Bernalier-Donadille
2003). De plus, il existe une synergie entre les bactéries cellulolytiques et les bactéries non
cellulolytiques du rumen (Coen et Dehority 1970 ; Osborne et Dehority 1989 ; Flint et al.
2008). Comme dans l'intestin humain, les bactéries cellulolytiques (majoritairement des
Firmicutes) se fixent sur les parois végétales intactes pour les dégrader. Des polysaccharides
sont libérés et donc dégradés par les autres bactéries. Les produits d’hydrolyse des bactéries
cellulolytiques sont aussi pris en charge par les autres bactéries du rumen (Bekele, Koike, et
Kobayashi 2011).

La bactérie la plus étudiée du rumen est Ruminococcus flavefaciens. C’'est une bactérie
Gram* appartenant a I'embranchement des Firmicutes. Cette bactérie est capable de
dégrader la cellulose quelle que soit sa forme (amorphe ou cristalline) et fait partie des
bactéries capables de dégrader la paroi végétale (Flint et al. 2008). Pour se fixer et dégrader
la paroi, R. flavefaciens synthétise un complexe multienzymatique appelé cellulosome qui
permet d’avoir une grande concentration de protéines sur la cellulose (Béguin et Lemaire
1996 ; Bayer et al. 1998 ; Bayer et al. 2004). Une partie des enzymes de ce complexe est
organisée en groupe de genes : le groupe de génes sca. Le groupe de génes sca est impliqué
dans la dégradation de la cellulose et des hémicelluloses et code 5 protéines, des
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scafoldines, appelées ScaA, B, C et E ainsi que CttA. Toutes ces protéines sont liées par des
systémes dockérine/cohésine. L’ancrage du cellulosome a I'extérieur de la bactérie se fait
par I'intermédiaire de Scak qui se fixe de fagcon covalente a la matrice extracellulaire. Ensuite
CttA, une petite protéine non catalytique, se fixe au domaine cohésine de ScaE. CttA
possede des CBM qui lui permettent de se lier a la cellulose cristalline, ce qui fait que
I’association ScaE-CttA permet le rapprochement de la bactérie et du substrat a dégrader.
ScaB peut, elle aussi, se fixer par son domaine dockérine, présent a I'extrémité C-terminale,
a la cohésine de ScaE. ScaB se fixe par son domaine cohésine sur la dockérine de la partie C-
terminale de ScaA. ScaA et B sont deux grosses enzymes glycosylées portant plusieurs
modules cohésine. Enfin ScaC, qui se fixe aussi sur ScaA par une cohésine, est une petite
protéine adaptatrice. Des enzymes capables de dégrader la cellulose et/ou I’hémicellulose se

fixent sur ScaA (figure 24) (Bayer et al. 1998 ; Bayer et al. 2004 ; Flint et al. 2008).

Figure 24 : Représentation schématique d’un cellulosome (Schoeler et al. 2014).

Dans le microbiote du rumen bovin d’autres microorganismes ont des fonctions précises,
c’est le cas des archaea méthanogénes qui piégent les molécules de dihydrogéne générées
lors de la fermentation du rumen afin d’avoir un processus de fermentation continu (Kamra

2005).
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Les protozoaires sont capables de dégrader principalement I'amidon, les pectines et des
sucres solubles. Ces microorganismes présentent peu de cellulases et d’hémicellulases. Les
protozoaires sont aussi impliqués dans le maintien du pH du rumen ainsi que dans la
méthanogenese (Kamra 2005).

Les champignons anaérobies du rumen ont longtemps été considérés comme étant des
protozoaires. C'est seulement au milieu des années 1970 qu’il a été prouvé que ce sont bien
des champignons appartenant a 'embranchement des Neocallimastigomycota (Orpin 1975 ;
Davies et al. 1993). Il a été montré que ces champignons jouent un réle majeur dans la
dégradation des polysaccharides lignocellulosiques récalcitrants grace a la production

d’enzymes s’organisant en cellulosomes-like (Krause et al. 2003 ; Gruninger et al. 2014).

C. Les champignons
Les champignons utilisent 2 grands types de processus pour dégrader la biomasse
végétale : le premier consiste en la production d’enzymes dans le milieu extracellulaire qui
vont dépolymériser la biomasse comme par exemple des cellulases et cellobiohydrolases et
le deuxieme consiste en la génération d’especes radicalaires oxydatives qui vont
directement agir sur la biomasse (Cragg et al. 2015).
Il existe 3 grands types de champignons :

- Les pourritures blanches qui dégradent essentiellement la lignine mais aussi un peu la
cellulose et les hémicelluloses. Ce sont des basidiomycétes comme Phanerochaete
chrysosporium, Schizophyllum commune et Trametes versicolor. Ces pourritures
blanches attaquent la lignocellulose en sécrétant de grandes quantités de cellulases
ainsi que des enzymes qui vont oxyder la lignine (ligninases, manganese peroxydases,
peroxydases polyvalentes ou laccases). Certaines pourritures blanches produisent
aussi de grandes quantités de LPMO (Dashtban et al. 2010 ; Cragg et al. 2015).

- Les pourritures brunes qui dégradent uniqguement la cellulose et I’'hémicellulose. Ce
sont les basidiomycétes comme Gloeophyllum trabeum, Serpula lacrymans et Postia
placenta. Ces pourritures brunes, qui sont issues de différentes évolutions des
pourritures blanches, ne possédent pas d’enzymes dégradant les lignines. Ces
pourritures dégradent la biomasse végétale par réaction radicalaire de Fenton
médiée par un chélateur. En présence de peroxyde d’hydrogéne, un ion Fe(ll) est
oxydé en ion Fe(lll) avec formation d’un anion hydroxyle et d’un radical hydroxyle. A
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partir de ce radical une réaction radicalaire va se mettre en place et va permettre la
dépolymérisation de la biomasse végétale sans passer par des enzymes (Arantes et
Milagres 2006 ; Dashtban et al. 2010 ; Cragg et al. 2015).

- Enfin, les ascomycétes sont capables de tout dégrader (cellulose, hémicellulose et
lignine) avec une grande efficacité car ils possedent un arsenal d’enzymes pour
chacune de ces grandes familles de polysaccharides comme c’est la cas pour
Aspergillus niger, Neurospora crassa ou Podospora anserina (Karnaouri et al. 2014 ;
Couturier et al. 2016). Ces champignons sécrétent une grande quantité de cellulases
appartenant majoritairement aux familles de GH3, 5 et 7, des hémicellulases
appartenant principalement aux familles de GH43, 3 et 11 ainsi que des peroxydases
et des oxydases pour dégrader la lignine. Dans le sécrétome de ces champignons on
retrouve diverses AA, dont des LPMO (AA9) et des estérases (Karnaouri et al. 2014 ;
Cragg et al. 2015). Aspergillus et Trichoderma sont deux genres de champignons qui
sécretent a haute concentration de trés grandes variétés d’hémicellulases qui
agissent en synergie et ainsi dégradent, en mono ou disaccharides, la totalité des

polysaccharides qui les entourent (Shallom et Shoham 2003).

D. Les vers de terre

Les vers de terre sont des organismes qui possédent dans leur génome quelques
séquences codant des enzymes capables de dégrader la biomasse végétale notamment des
cellulases. Toutefois, elles sont peu nombreuses et ne suffisent pas a dégrader la
lignocellulose, c’est pourquoi les vers ont aussi besoin de microorganismes pour dégrader
totalement la biomasse végétale (Fujii, Ikeda, et Yoshida 2012). Le microbiote des vers est
pour 50 % aérobie et 50 % anaérobie et le tube digestif du ver est en grande partie
anaérobie. De plus, il a été montré que certains microorganismes aérobies se multiplient
durant leur passage dans le ver (Krisrtufek, Ravasz, et Pizl 1992 ; Parthasarathi et al. 2007).
Dans I'étude de Fuijii et collaborateurs (Fujii, Ikeda, et Yoshida 2012), deux espéces de vers
ont été placées en milieu stérile pendant cinqg jours. Ensuite, aucun microorganisme n’a pu
étre isolé a partir des vers. Cela prouve que les vers de terre n’ont pas de microbiote propre
et donc que les organismes qui les aident a dégrader la lignocellulose proviennent de leur
alimentation, c’est-a-dire de la terre. Dans cette méme étude, Fujii et collaborateurs ont
prouvé que les vers peuvent digérer la cellulose amorphe par leurs cellulases endogénes et
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gu’ils ont besoin de cellulases exogenes (de microorganismes) pour digérer la cellulose
cristalline (figure 25A). Les produits d’hydrolyse de la biomasse végétale sont ensuite
consommeés par le ver comme source d’énergie et comme substrats fermentescibles par les
microorganismes anaérobies. Pendant le méme temps, les microorganismes cellulolytiques
aérobies sont inactivés (figure 25B). Enfin les microorganismes anaérobies sont digérés par
le ver pendant que les microorganismes cellulolytiques aérobie sont excrétés (figure 25C)

(Fuijii, Ikeda, et Yoshida 2012).
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Figure 25 : Représentation schématique de la dégradation de la biomasse végétale dans le tractus
digestif d’'un ver (hypothése proposée par Fujii, lkeda, et Yoshida 2012). Les hexagones et
pentagones représentent le glucose et le xylose de la biomasse lignocellulosique respectivement, les
triangles représentent des enzymes lignocellulolytiques. Microorganismes cellulolytiques aérobies

(Cel) et microorganismes anaérobies (Anae).
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E. Les termites
Enfin, un autre systeme de dégradation efficace de la biomasse végétale est le termite. Il
existe, en fait, 2 grands types de termites : les termites dits inférieurs et ceux dits supérieurs.
Les termites inférieurs possedent dans leur tube digestif des protistes flagellés
contrairement aux termites supérieurs. Les termites supérieurs possedent, quant a eux, un
tube digestif plus long et trées compartimenté (Y. Abe, Bignell, et Higashi 2014). Les termites
ont été divisés en quatre grands groupes en fonction de leur alimentation (classification de
Donovan) (Donovan, Eggleton, et Bignell 2001):
- Le groupe | ne comprend que les termites inférieurs, ceux-ci se nourrissent
principalement de bois mort et d’herbe.
- Le groupe Il comprend des termites dont I'alimentation est variée (bois mort, lichen,
herbe, feuillage).
- Le groupe lll comprend les termites se nourrissant de matiére organique se situant a
la surface de la litiere.
- Enfin, le groupe IV comprend les termites se nourrissant de la couche inférieure,
minéralisée, de la litiére.
Tous les termites possedent un microbiote composé de bactéries et d’archaea.
Le microbiote des termites inférieurs contient, en plus des bactéries et des archaea, des
flagellés cellulolytiques permettant la dégradation de la cellulose et des xylanes
principalement. L'embranchement bactérien le plus retrouvé dans ce microbiote est celui
des Spirochaetes (Brune 2014). De plus, les termites inférieurs possedent quelques endo-f3-
1,4-glucanases et B-glucosidases endogenes dans leurs glandes salivaires pour commencer la
dégradation de la cellulose amorphe. Le reste de I'activité cellulasique provient des enzymes
du microbiote intestinal et notamment des flagellés (Ohkuma 2003 ; Ni et Tokuda 2013). De
la méme fagon, des hémicellulases endogenes sont retrouvées dans l'intestin des termites
inférieurs mais la grande majorité des hémicellulases sont produites par leur microbiote (Ni
et Tokuda 2013).
Chez les termites supérieurs, les embranchements les plus retrouvés sont les Fibrobacteres,
les Spirochaetes, les Bacteroidetes et les Firmicutes (Hongoh et al. 2005 ; He et al. 2013). Les
termites supérieurs sont divisés en trois groupes en fonction de leur alimentation. Les
termites se nourrissant de bois (retrouvés dans les groupes Il et Ill de la classification de
Donovan), ceux se nourrissant d’humus (retrouvés dans les groupes Il, Il et IV de la
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classification de Donovan) et les termites champignonnistes (retrouvés dans le groupe Il de
la classification de Donovan) (Brune 2014). On compare le systeme digestif de ces termites a
un bioréacteur d’une grande efficacité. Les termites supérieurs ne possedent que des B-
glucosidases endogénes dans leurs glandes salivaires. Les endo-B-1,4-glucanases endogénes
sont sécrétées directement dans la premiére partie du tube digestif et vont permettre,
comme pour les termites inférieurs, une premiere dégradation de la cellulose amorphe. Des
enzymes d’origine bactérienne a activité cellulolytique sont aussi retrouvées dans leur tube
digestif (Ni et Tokuda 2013). Il n’a été rapporté aucune activité hémicellulasique endogéne
chez les termites se nourrissant de bois et d’humus. En revanche les termites
champignonnistes possédent des hémicellulases endogénes et produites par les
champignons. Chez les termites supérieurs, la totalité ou la grande majorité (pour les
termites champignonnistes) des hémicellulases sont bactériennes (Ni et Tokuda 2013).

Chez tous les termites, la lignine n’est pas dégradée mais des changements structuraux et
des dépolymérisations interviennent. La lignine est seulement modifiée chimiquement (avec
par exemple des décarboxylations et des oxydations) au cours de son passage dans le tube
digestif des termites car seules des enzymes modifiant la lignine y sont présentes (Ohkuma

2003 ; Ni et Tokuda 2013).

V. L’exploration de la diversité

Comme mentionné dans la partie précédente, il existe de nombreux réservoirs naturels
d’enzymes présentant une grande diversité d’activités. Dans le cadre de la recherche de
nouveaux biocatalyseurs, notamment dans des organismes connus pour dégrader tres
efficacement la biomasse végétale, plusieurs techniques permettant I'exploration de leur

métagénome peuvent étre mises en place.

A. Lamétagénomique fonctionnelle
Dans I'équipe Catalyse et Ingénierie Moléculaire Enzymatiques (CIMEs) du LISBP, la
métagénomique fonctionnelle est effectuée avec un criblage fonctionnel a haut débit. L'idée
ici, est de prélever ’'ADN total d’un écosysteme dédié a la dégradation de la lignocellulose.

Cet ADN est ensuite purifié puis fragmenté. Les fragments d’ADN sont ensuite purifiés par
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électrophorese en champ pulsé. Apres cette étape, des fragments de grande taille sont
récupérés et sont sous-clonés dans des fosmides. Des bactéries E. coli sont transformées
avec les fosmides ce qui permet la création de banques métagénomiques (figure 26A) (Tasse
et al. 2010 ; Bastien-Uluis 2012 ; Heux et al. 2015).

Une fois créées, les banques sont criblées directement avec des substrats chromogéniques.
Dans I'équipe CIMEs, les substrats utilisés sont des substrats indolylés synthétisés par le Dr.
Régis Fauré ou des AZO- et AZCl-polysaccharides commerciaux. Les substrats indolylés vont
mimer des di ou tri-saccharides et étre internalisés dans les bactéries, si la colonie possede
I'activité pour dégrader le substrat celle-ci va se colorer (figure 26B). Si des colonies ont des
activités pour dégrader les AZO- et AZCl-polysaccharides, il y aura apparition d’un halo coloré
autour des colonies (figure 26C). Les clones positifs sont ensuite séquencés et annotés (Tasse

et al. 2010 ; Bastien-Uluis 2012 ; Heux et al. 2015).

Figure 26 : A. Schéma général des étapes de la métagénomique fonctionnelle. B. Crible fonctionnel
d’'une banque métagénomique par des substrats indolylés: le 5-bromo-3-indolyl [B-D-

xylopyranoside en bleu foncé et le 5-bromo-4-chloro-3-indolyl-a-L-arabinofuranoside en bleu clair.
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C. Crible fonctionnel d’'une banque métagénomique par des AZO- ou AZCl-polysaccharides :

apparition d’un halo bleu autour d’un clone positif (Bastien-Uluis 2012).

Cette méthode permet de cribler rapidement un grand nombre de substrats et a permis de
découvrir des enzymes fonctionnelles sur un ou plusieurs des substrats testés. Dans un
deuxieme temps, l'annotation permet d’identifier un trés grand nombre d’enzymes
putatives qui peuvent étre ensuite étudiées (Li et al. 2011 ; Bastien et al. 2013 ; Heux et al.
2015).

Les inconvénients de cette méthode sont qu’il est possible de négliger certaines activités qui
ne sont pas criblées au départ car « on ne trouve que ce que I'on cherche » (Heux et al.
2015). D’autre part, comme les banques sont créées dans des bactéries, certaines enzymes
eucaryotes peuvent ne pas étre produites ou étre non fonctionnelles du fait de I'absence de
modifications post-traductionnelles, dées lors elles ne seront pas identifiées lors du crible
fonctionnel. Enfin, il est parfois difficile de parvenir a une annotation taxonomique poussée

et donc de déterminer de quels organismes proviennent les enzymes identifiées.

B. La métagénomique
La métagénomique permet I'étude d’un écosysteme entier. Les étapes sont les mémes
qgue pour la métagénomique fonctionnelle sauf la derniére. En effet une fois les banques
créées il n’y a pas d’étape de criblage fonctionnel mais directement un séquencage de celles-
ci. Il peut y avoir alors une annotation fonctionnelle des genes codant des enzymes présents

dans le métagénome et une annotation taxonomique (Thomas, Gilbert, et Meyer 2012).

C. Lamétagénomique 16S

Cette méthode permet I'étude taxonomique d’un écosystéme entier. Il ne s’agit pas de
prélever I’ADN total mais les ARN ribosomaux 16S. Ces ARN possedent des régions variables
entre taxons mais conservées au sein d’un taxon. Ces régions sont encadrées par des régions
flanquantes trés conservées qui ont permis de dessiner des amorces générales pour la PCR
(Claesson et al. 2009). Cette méthode permet de cribler a haut débit I’écosysteme choisi.
L’ADN total est extrait. Des PCR sont réalisées avec les amorces citées ci-dessus afin de
n’amplifier que les ADN codant les ARNr 16S, appelés ADNr. Ces ADNr sont alors purifiés sur

gel et les bandes d’intérét sont excisées pour générer une banque d’amplicon de taille
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voulue. Les ADNr sont quantifiés par qPCR et enfin séquencés par séquencage 454 ou
illumina. Comme les régions choisies pour créer les amorces sont spécifiques d’un taxon il
est donc possible, apres le séquencage, de faire des alignements de la séquence d’intérét
contre celles déposées dans différentes bases de données et a partir des résultats de réaliser
des annotations taxonomiques (figure 27) (Hall et al. 2008; Schloss et al. 2009 ;
Engelbrektson et al. 2010 ; Kozich et al. 2013 ; Razzauti et al. 2015).

Figure 27 : Présentation des différentes étapes de la métagénomique 16S (Razzauti et al. 2015).

La différence majeure par rapport a la métagénomique fonctionnelle est qu’on ne peut pas
réaliser de recherche fonctionnelle.

Par contre, grace a I'annotation taxonomique, il est possible d’identifier les organismes et
donc d‘identifier, par exemple, les bactéries impliquées dans la dégradation de la paroi
végétale. Une fois ces organismes identifiés, il est possible d’aller explorer plus en détail leur
génome.

Un des avantages majeurs de cette technique est qu’elle permet de voir la diversité au sein

de chaque population (Razzauti et al. 2015).

D. Le RNA seq ou « transcriptome sequencing »
Cette méthode permet d’analyser tous les ARNm d’une cellule. Le transcriptome d’une
cellule est dynamique. L’analyse d’un transcriptome refléte donc I'état d’une cellule a un

moment donné. La premiere étape du RNA seq consiste en la sélection d’'un écosystéme a
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étudier. Ensuite, les ARN totaux sont extraits puis rétrotranscrits en ADNc. Ensuite, les ADNc
sont amplifiés par PCR en utilisant des amorces qui se fixent au hasard sur les ADNc. Les
ADNCc sont ensuite séquencés puis les séquences sont nettoyées et assemblées en contigs.
Enfin des alignements de séquences contre des banques de données sont effectués afin de

faire de I'annotation taxonomique (figure 28) (Razzauti et al. 2015).

Figure 28 : Présentation des différentes étapes du RNA seq (Razzauti et al. 2015).

Comme dans le cas de la métagénomique 16S, il n’est pas possible de faire de recherche
fonctionnelle avec cette technique. Par contre, le RNA seq permet d’identifier les genes
effectivement transcrits et par conséquent, les protéines réellement produites dans la
cellule (Razzauti et al. 2015).

Comme la métagénomique 16S, le RNA seq permet de faire des annotations taxonomiques
trés poussées jusqu’a l'espéce, ce qui permet l'identification des bactéries présentes

(Razzauti et al. 2015).

E. Comparaison de ces méthodes
Toutes ces méthodes se font a haut débit, ce qui implique qu’il est possible d’avoir acces
a un tres grand nombre d’informations en peu de temps et, de facon générale, totalement
automatisée.
La métagénomique 16S et le RNA seq apportent en général les mémes informations
taxonomiques. Toutefois avec le RNA seq, il est souvent possible d’aller plus loin dans

I’'annotation taxonomique (Razzauti et al. 2015).
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Le RNA seq présente un biais par son amplification aléatoire qui implique que les génomes
les plus grands seront plus souvent amplifiés (Razzauti et al. 2015).

La métagénomique fonctionnelle, quant a elle, ne permet pas de déterminer avec précision
de quel organisme proviennent les séquences annotées. Par contre c’est la méthode la plus
efficace pour identifier rapidement des activités d’intérét.

La métagénomique permet d’identifier des protéines d’intérét mais sans aucune certitude
de leurs réelles activités car contrairement a la métagénomique fonctionnelle aucun crible
fonctionnel n’est effectué. L’activité supposée des séquences protéiques, uniquement
basées sur I'annotation des génomes et donc sur |'existence de séquences homologues
déposées dans des bases de données, est donc hypothétique alors que par métagénomique
fonctionnelle I'activité du clone qui a permis d’identifier la protéine permet de penser que
celle-ci est active. La métagénomique fonctionnelle permet également d’identifier d’autres
protéines ayant une activité enzymatique différente de I'activité criblée. En effet, de grands
fragments d’ADN sont utilisés pour créer les banques ce qui permet d’obtenir de nombreux
génes flanquant le géne responsable de l'activité criblée certains pouvant se révéler
intéressants par leur originalité ou par leur action synergique avec la protéine d’intérét par

exemple.

VI. Projet de these

Dans le cadre de la recherche de nouveaux biocatalyseurs, I'équipe Catalyse et Ingénierie
Moléculaire Enzymatique et plus particulierement le groupe Lignocellulase s’est intéressé a
deux organismes connus pour dégrader la biomasse végétale : le termite et le ver de terre.
Pour explorer le métagénome de ces organismes, I'équipe a utilisé la technique de
métagénomique fonctionnelle. Trois banques issues des trois espéeces différentes de
termites Pseudacanthotermes militaris, Nasutitermes corniger et Termes hispaniolae et une
banque issue du ver de terre Pontoscolex corethrurus ont été créées
Ma these s’inscrit dans la continuité de ce travail consistant en I’annotation fonctionnelle et
taxonomique de la totalité de la banque métagénomique du termite Termes hispaniolae et

d’'une partie de celle du termite Nasutitermes corniger. Ensuite, j'ai effectué une
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comparaison du potentiel hémicellulolytique de ces deux termites et ce travail fait I'objet du
premier chapitre du présent manuscrit.

D’autre part a l'issue de I'annotation fonctionnelle de la banque métagénomique du ver de
terre Pontoscolex corethrurus, une enzyme a suscité notre intérét, il s’agit de GH* une
enzyme annotée comme étant une glycoside hydrolase putative mais n’appartenant a
aucune famille de glycoside hydrolases connue a ce jour. Une étude fonctionnelle et
structurale a donc été menée afin de valider sa fonction et de la caractériser. L'étude
fonctionnelle de GH* est décrite dans le chapitre Il de mon manuscrit de thése. L'étude
structurale est décrite dans le chapitre Ill.

Cette these a été effectuée en collaboration entre deux laboratoires de Toulouse : le
Laboratoire d’Ingénierie de Systémes Biologiques et des Procédés dans I'équipe Catalyse et
Ingénierie Moléculaire Enzymatique, groupe Lignocellulase, pour la partie « métagénomique
et caractérisation fonctionnelle » et I'Institut de Pharmacologie et de Biologie Structurale
dans I'équipe de Biophysique Structurale pour la partie « caractérisation structurale » de

cette these.
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Matériels et méthodes

I.  Annotation des banques métagénomiques de termites

A. Assemblages puis sélection des contigs

Le but de cette étape est de reconstruire les fragments d’ADN clonés dans E. coli lors de
la préparation de la banque métagénomique. Les séquences obtenues par pyroséquencage
454 (Medini et al. 2008) ont été analysées a I'aide d’une suite automatisée de logiciels
bioinformatiques développée précédemment par Sandrine Laguerre au laboratoire.

Cette suite consiste a reconstruire les séquences (avec les programmes Cap3 et
StatAssemblage), nettoyer la séquence du vecteur (programme CreateContigFileVM_VN),
conduisant a des contigs de longueur comprise entre 1000 et 50000pb et qui serviront a la

détection des cadres ouverts de lecture (ORF).

B. Recherche des cadres ouverts de lecture
Les cadres ouverts de lecture (ORFs) ont été recherchés dans les séquences nucléiques et
protéiques par lI'intermédiaire du programme MetaGene (Noguchi, Park, et Takagi 2006).
Ensuite les contigs et les ORFs obtenus ont été analysés par alignements de séquences

contre les banques nr (non-redundant) et Swissprot (Altschul et al. 1990).

C. Annotation fonctionnelle et taxonomique

L'annotation fonctionnelle des séquences protéiques correspondant aux ORFs identifiées
a été réalisée par B. Henrissat et E. Drula de I'équipe CAZy du laboratoire Architecture et
Fonction des Macromolécules Biologiques (AFMB) CNRS — Université Aix Marseille
UMR7257.
Des BLASTs contre les COGs (Clusters of Orthologous Groups of proteins) ont été effectués
afin d’obtenir des informations quant a la fonction générale des protéines obtenues
(Tatusov, Koonin, et Lipman 1997 ; Meereis et Kaufmann 2008).
L’annotation taxonomique a été faite a I'aide du programme MEGAN (Min support = 1, Min

score = 35,0, Top percent = 10,0 et Min complexity = 0,3) (Mitra, Klar, et Huson 2009).
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II.  Etude structurale et fonctionnelle de GH*

A. Sous clonage
GH* a été identifiée dans une banque métagénomique de ver de terre. Les banques
métagénomiques ont été créées dans des cellules E. coli EPI 100 (tableau 4) et les fragments

d’ADN, du fait de leur grande taille, sont dans des fosmides pCC1FOS.

Tableau 4 : Caractéristiques des vecteurs et souches utilisés au cours de ce travail.

La séquence codant GH* sans le peptide signal a été extraite a partir du fosmide par PCR.
Pour ce faire, les cellules E. coli EPlI 100, contenant le fosmide pCC1FOS sur lequel la
séquence codant GH* est présente, ont été mises en préculture dans du milieu LB
supplémenté en chloramphénicol a 12,5 ug/ml, une nuit a 37 °C sous agitation (160 rpm). Le
fosmide pCC1FOS a ensuite été extrait et purifié en utilisant un kit de midiprep (nucleobond

PC100 de Macherey Nagel).

Préparation des amorces pour amplification par PCR :
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La présence d'un peptide signal a été prédite a l'aide du serveur SignalP 4.1

(http://www.cbs.dtu.dk/services/SignalP/). Les amorces ont été dessinées en insérant les

sites de restriction (soulignés) Ndel et BamH1 sur les amorces sens (Fo) et anti-sens (Re)
respectivement, ainsi qu’une séquence correspondant au vecteur de destination (située en
amont du site de restriction). La séquence codant GH* a ensuite été insérée dans un
plasmide pET28a afin d’obtenir la protéine étiquetée hexahistidines en N-terminal :
GHStar_Ndel-Fo_CGCGCGGCAGCCATATGGCTGAGCCGCCGCTGACG
GHstar_BamHI-Re_GCTCGAATTCGGATCCGTTTGGGCCTGCTGATGACGCTG.

Séqguence nucléique de GH * (sans le peptide signal) :
GCTGAGCCGCCGCTGACGGCTGCCCATTATGCGCAGCAGCTTGGCGTCGGGATGGATGTGGACTGGGCGCGA
ACCGAGCGCGGCATACGCGAATTCGACCCGCTGGTGGTCCGCGATTTTCGTGCAAAAGGCATTACTCACGTGC
GCATCCGCGTGGCCGATGAGCCGACGGAAGCGCGGCTGATTCACCTGCGCAAGCTGGTGGAAGCCTGCGAGC
AGTATGGCGTGATCCCGATAATCGCTTATCAGGCTGATGAATATAAAAACGACCCAAAAGCCGATAACGAAAT
AGAGACGATCAACTGGTGGATTGCCGTTGCGCACTATTTCGGTCAGAGCTACCCGCTGCTGGGTTTTGATCTCA
TTTATGAGCCAGCCGACAAGCTTAACCACAACCTCGCGTCGCTAAACCGCGTGTATGAAAAAACCATTAAAGC
GATCCACGACATGGACCCGCAGCGCATGATCTTTATTGCGCCGCGCCTGCGTGCCGCGCCGGAGGATTTATCC
AGCCTGAAGCTGCCTGCGCACAGCCAGAACTACCTGCTGGCGGAGTGGCATATTTTCCCGTGGGGGCCGCTGA
AAAATAGCGGTAAATACCCGTGGACGTCCGGCACGGCGGCGGAGAAAGCGGCTATCCATAACCGCATCAACG
CCGCGCTGCACTGGCAGCAAAAAACCGGGCACGTTAGCTGGGTCGGGGGCTGGGGCGTGGGAGAATCAAGC
CGCTTTACGCCAACCGCTTCGCAGCTGGCCTTCGCCACCTTTATGGCCTGCGAGCTGCAAAAGGCGAAAATCCC
GTATGCGCTTAACGCGGATTTCCAGTTTTACGACGGAGAAGAGGGCGCCTGGCGGCCAGCGCCAGAGCCGTT
ATTGCAGGCGATGATCGCCCCTGTCTGTGAAAAGCCCGGCGATAAGCCGGGCCATCATGCGGTTAAACCGGCT
GCTCGTGATGCGGGACACGCGACGCCAGCGGCAGCCAGCACAGTAAAATCAGCAGCCCCATCAGCGTCATCA
GCAGGCCCAAACTAG

Les conditions expérimentales de la PCR ayant fait I'objet d’optimisation, elles sont détaillées
dans le chapitre II.

Afin de vérifier si la séquence d’ADN amplifiée est la bonne, le produit PCR a été déposé sur
gel d’agarose a 0,8 %. La migration sur gel a été réalisée pendant 20 min a 200 V. Aprés
révélation au BET, la lecture de I'intensité de fluorescence a 300 nm a été réalisée avec le
lecteur de gel Geldoc (Biorad). La séquence d’ADN migre a la masse attendue de 1 kb.

Le sous-clonage a été réalisé par recombinaison, en utilisant le kit « In-Fusion » de
Clonetech, dans un pET28a possédant une cassette de résistance a la kanamycine (kana) et

une séquence codant une étiquette 6-histidines en N-terminal de la séquence insérée.

61


http://www.cbs.dtu.dk/services/SignalP/

Pour valider le sous-clonage, une digestion par les enzymes de restriction Ndel et BamHI a
été réalisée, et analysée apres migration sur un gel d’agarose 0,8 %. La taille totale, du
vecteur contenant l'insert, attendue est de 6369 pb.

Des cellules DH5a ont été transformées avec le pET28a contenant la séquence codant la
GH*, étalées sur boites LB agar contenant de la kanamycine a 50 pg/ml et ont été mise a
pousser a 37 °C sur la nuit. Deux colonies ont été mises en préculture (LB + kana a 50 pug/ml)
a 37 °C sur la nuit sous agitation (160 rpm) puis des miniprep ont été effectuées pour
extraire et purifier le plasmide. Ce dernier a été séquencé (GATC, Constance, Allemagne)
pour vérifier I'insertion et la séquence.

La masse moléculaire, le coefficient d’extinction molaire et le point isoélectrique de la
protéine ont été estimés a I'aide du serveur

ProtParam (http://web.expasy.org/protparam/). La masse moléculaire (MM) est estimée a

40234,5 g/mol, le point isoélectrique (pl) a 6,88 et le coefficient d’extinction molaire (g) a

73005 I.molt.cm™.

Séquence protéique de GH* (avec I'étiquette hexahistidine His) :

10 20 30 40 50 60
MGSSHHHHHH SSGLVPRGSH MAEPPLTAAH YAQQLGVGMD VDWARTERGI REFDPLVVRD

70 80 90 100 110 120
FRAKGITHVR IRVADEPTEA RLIHLRKLVE ACEQYGVIPT IAYQADEYKN DPKADNEIET

130 140 150 160 170 180
INWWIAVAHY FGQSYPLLGF DLIYEPADKL NHNLASLNRV YEKTIKAIHD MDPQRMIFIA

190 200 210 220 230 240
PRLRAAPEDL SSLKLPAHSQ NYLLAEWHIF PWGPLKNSGK YPWTSGTAAE KAAIHNRINA

250 260 270 280 290 300
ALHWQQKTGH VSWVGGWGVG ESSRFTPTAS QLAFATFMAC ELQKAKIPYA LNADFQFYDG

310 320 330 340 350 360
EEGAWRPAPE PLLQAMIAPV CEKPGDKPGH HAVKPAARDA GHATPAAAST VKSAAPSASS

AGPN*

Préparation d’amorces pour obtenir des mutants de GH* :

Afin de vérifier si les résidus identifiés comme pouvant étre les résidus catalytiques
jouent réellement un role dans I'activité de GH*, des mutants de I'’enzyme ont été réalisés
par mutagenése dirigée en utilisant le kit « QuikChange Il Site-Directed Mutagenesis Kit »
(Agilent technologies) avec les amorces ci-dessous. Le mutant du glutamate 117 de GH* en

alanine a été obtenu avec les amorces GH* E117A-Fo (sens) et GH* E117A-Re (anti-sens), le
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mutant de la tyrosine 116 en alanine a été réalisé en utilisant les amorces GH* Y116A-Fo
(sens) et GH* Y116A-Re (anti-sens) et enfin le mutant glutamate 117 en glutamine a été
obtenu en utilisant les amorces GH* E117Q-Fo (sens) et GH* E117Q-Re (anti-sens). Le codon
correspondant a l'alanine est surligné en jaune pour le mutant E117A et en vert pour le
mutant Y116A et le codon correspondant a la glutamine est surligné en bleu pour le mutant
E117Q.

Tous ces mutants ont été obtenus par Franck Moncassin pendant son stage de 2¢™¢ année de

master Biologie Structurale et Fonctionnelle (M2R BSF, Toulouse).

GH* E117A-Fo : GT TTT GAT CTC ATT TAT GCC CCA GCC GAC AAG CTT AACC
GH* E117Q-Re : GTT AAG CTT GTC GGC TGG GGC ATA AAT GAG ATC AAA ACC

GH* Y116A-Fo: GT TTT GAT CTC ATT GCG GAG CCA GCC GAC AAG CTTAACC
GH* Y116A-Re : GTT AAG CTT GTC GGC TGG CTC CGC AAT GAG ATC AAA ACC

GH* E117Q-Fo : CTG GGT TTT GAT CTC ATT TAT CAA CCA GCC GAC AAG CTT AACC
GH* E117Q-Re : GTT AAG CTT GTC GGC TGG TTG ATA AAT GAG ATCAAAACCCAGC

B. Recherche des meilleures conditions pour I’expression de GH*

Afin de trouver les meilleures conditions de surexpression de la protéine, des tests de
production ont été effectués dans différentes souches bactériennes d’E. coli : BL21/DE3,
C41/DE3 et Tuner/DE3 (tableau 4).

Les cultures ont été ensemencées au 1/100%™¢ de préculture et placées a 37 °C jusqu’a
atteindre une densité optique a 600 nm comprise entre 0,4 et 0,6 (début de la phase de
croissance exponentielle), a la suite de quoi diverses conditions ont été testées selon les
souches. Différentes conditions d’induction ont été testées : 4 ha 37 °Cou 16 h a 16 °C avec
ou sans induction a 1, 0,2 ou 0,1 mM IPTG pour BL21/DE3, Tuner/DE3 ou C41/DE3
respectivement.

Finalement, le meilleur taux de production de la protéine recombinante a été obtenu dans
une souche BL21/DE3 avec une préculture de 10 ml a 37 °C sur la nuit sous agitation. 1 | de
culture est ensemencé au 1/100%™e suivi d’une induction a 16 °C sur la nuit avec 1 mM final

d’IPTG. Préculture, culture et induction se font sous agitation (160 rpm), I'antibiotique
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kanamycine est utilisée a 50 pg/ml. La culture est arrétée par centrifugation 20 min a 7700 g
a 4 °C et les culots sont repris dans 20 ml de tampon 20 mM HEPES, 100 mM NaCl, pH 7,0.

Enfin les culots resuspendus dans ce tampon sont placés a -20 °C jusqu’a leur utilisation.

C. Purification
1. Chromatographie d’affinité sur ions métalliques immobilisés
(IMAC)

Un culot bactérien est décongelé a température ambiante. Il est ensuite transféré dans
un bécher en verre et placé dans la glace afin de mieux maitriser la température de
I’échantillon durant la lyse qui est effectuée par sonication. Les cellules sont lysées avec une
amplitude de 25 %, un temps de pulse de 1 s active et 1 s inactive, pendant 2 min.
L'opération est répétée 3 fois avec un temps d’attente d’au moins 2 min entre chaque cycle.
Aprés la lyse, I’échantillon est centrifugé 10 min a 12800 g a 4 °C pour sédimenter les débris
cellulaires et récupérer dans le surnageant le contenu cytoplasmique des bactéries (extrait
cellulaire).

La 1° étape de purification consiste en une chromatographie d’affinité en « batch » a
température ambiante. Les élutions se font par gravité en faisant passer I’échantillon a
travers une résine déposée dans une petite colonne en plastique de 20 ml. Pour cela, 5 ml de
résine cobalt Talon (Clonetech) sont déposés dans une colonne. L'éthanol est retiré par
gravité et ainsi un volume d’environ 2 — 2,5 ml de résine est obtenu. La résine est lavée avec
8 a 10 volumes (20 ml) d’eau ultrapure puis équilibrée par 10 volumes de tampon Tris (20
mM Tris, 300 mM NaCl, pH 8,0). Le surnageant aprés lyse des cellules est chargé sur la résine
et la fraction non retenue est collectée et conservée a 4 °C. La protéine recombinante est
retenue sur la résine par le biais de son étiquette a 6-histidines. La résine est ensuite lavée
avec 20 ml de tampon pour retirer tout ce qui n’est pas fixé sur la résine. La fraction de
lavage est collectée et conservée a 4 °C. Un premier lavage avec 5ml de tampon contenant 5
mM d’imidazole est effectué puis un second lavage avec 5ml de tampon contenant 10 mM
d’imidazole est réalisé deux fois afin d’éliminer tout ce qui s’est fixé de fagon non spécifique
sur la résine. Toutes les fractions de lavage avec de l'imidazole sont collectées puis
conservées a 4 °C. L'élution est réalisée par deux lavages successifs avec 5 ml de tampon
contenant 100 mM d’imidazole. Ces deux fractions sont collectées et placées a 4 °C. Enfin la

derniere étape est un lavage avec du tampon contenant 200 mM d’imidazole. Cette fraction

64



est aussi collectée puis gardée a 4 °C. La résine est lavée avec 20 ml d’eau ultrapure puis
placée dans une solution d’éthanol a 20 % afin d’étre régénérée.

Apreés optimisation la composition du tampon est modifiée pour devenir : 20 mM HEPES, 100
mM NaCl, pH 7,0 et la premiere étape de lavage avec de I'imidazole a 5 mM a été remplacée
par une étape de lavage a 10 mM d’imidazole en conservant les mémes volumes.

En fin de purification 5 puL de chaque fraction sont déposés sur gel de polyacrylamide en
conditions dénaturantes afin de déterminer dans quelles fractions la protéine recombinante
a été éluée et quel est son degré de pureté.

Aprés avoir ajouté 5 pl de tampon de charge 2 X (lithium dodécyl sulfate (LDS) 4 X + DTT +
eau milliQ) aux 5 pl d’échantillons, les échantillons sont mis a chauffer 5 min a 95 °C. Les
échantillons sont ensuite déposés sur gel précoulé «stain free » SDS-PAGE a 12 %
d’acrylamide (Biorad). La migration se fait pendant 25 min a 200 V. Apres migration, le gel
est révélé avec un lecteur Gel doc (Biorad) en mesurant la fluorescence intrinseque des
protéines due a la présence de tryptophanes et de tyrosines dans la séquence protéique et a
des composés trihalogénés présents dans les gels. Les gels sont exposés 5 min aux UV et

I'intensité de fluorescence est ensuite mesurée.

2. Chromatographie d’exclusion-diffusion

Une 2®me étape de purification est nécessaire pour obtenir une protéine pure afin de
mener les essais fonctionnels et de cristallisation. Cette étape est une filtration sur gel sur
colonne S200 préparative (Hiload 16/60 de GE Healthcare) dans un tampon 20 mM citrate
de sodium, 100 mM NacCl, pH 5,0. Les fractions d’'IMAC contenant la protéine recombinante
sont concentrées sur Centricon (Amicon ultra) ayant un seuil de coupure de 10 kDa jusqu’a
obtenir un volume d’environ 2 ml. Ensuite I'échantillon est injecté sur la colonne de
chromatographie d’exclusion/diffusion. L’élution se fait sur systéme FPLC (AKTA) a un débit
de 1 ml/min et les fractions de 1 ml sont automatiquement récupérées dés que la densité
optique a 280 nm est supérieure a 50 mAU.
5 ul des différentes fractions d’élution sont gardés pour étre déposés sur gel dénaturant afin
de déterminer dans quelles fractions la protéine est éluée ainsi que sa pureté.
Apreés avoir ajouté 5ul de tampon de charge 2 X (LDS 4 X + agent réducteur + eau milliQ) a 5
ul d’échantillons, les échantillons subissent une dénaturation thermique a 95 °C pendant 5

min. Les échantillons sont ensuite déposés sur gel de polyacrylamide en conditions
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dénaturantes. La migration se fait pendant 25 min a 200 V. Aprés migration la présence de
protéine est révélée par mesure de la fluorescence intrinseque des tryptophanes et

tyrosines avec un lecteur Gel doc (Biorad).

D. Fluorimétrie différentielle a balayage

Figure 29 : Schéma expliquant les différentes étapes de la fluorimétrie différentielle a balayage
(DSF) (Niesen, Berglund, et Vedadi 2007). Courbe de dénaturation d’une protéine : variation de

fluorescence en fonction de la température.

Cette méthode, permettant de déterminer la température de fusion (Tm) d’une protéine,
repose sur l'utilisation d’'une sonde fluorescente, le Sypro-Orange (Invitrogene), dont la
longueur d'onde d'absorption maximale est a 470 nm et la longueur d'onde d'émission
maximale est a 570 nm. De plus, le Sypro-Orange posséde la particularité d'avoir un
rendement quantique de fluorescence faible en milieu hydrophile et élevé en milieu
hydrophobe.

Au cours de la dénaturation, le coeur hydrophobe des protéines est exposé au solvant
aqueux. Le Sypro-Orange entre alors en contact avec ces régions entrainant une
augmentation de l'intensité de la fluorescence émise par cette sonde jusqu'a atteindre une

intensité maximale ou la protéine est dénaturée. Les zones hydrophobes interagissent alors
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entre elles conduisant a un phénomene d’agrégation qui a pour conséquence de bloquer
I'acces du Sypro-Orange a ces zones. L'intensité de fluorescence va alors décroitre.

Le point d’inflexion de la courbe de fluorescence correspond au T, de la molécule. La
température de fusion (Tm), caractéristique d’une protéine dans un milieu donné est défini
comme étant la température au point d’inflexion de la transition observée sur la courbe de
dénaturation (Figure 29). Cette valeur caractéristique correspond a la température de demi-
dénaturation. En pratique, la valeur du Tm est obtenue en calculant la dérivée de la courbe
de fluorescence -d(RFU)/(dT)=f(T). La valeur de Tm correspond a la température au minimum
de cette fonction dérivée.

Les expériences sont réalisées a I'aide d’un appareil de gPCR CFX96 (Biorad) en utilisant
le mode FRET (longueurs d’ondes d’excitation de 450-490 nm et de détection de 560-580
nm).

Afin de savoir quel tampon est le plus adapté pour mener des essais de cristallisation de
GH*, des expériences de DSF ont été réalisées en microplaques 96 puits. La température est
progressivement augmentée par pas de 0,3 °C entre 25 °C et 100 °C avec une mesure de
fluorescence faite a chaque incrément de température. Une premiére expérience a été
menée pour savoir quelles concentrations de protéine et de Sypro-Orange utiliser. Les
concentrations testées étaient 1, 2 et 5 uM d’enzyme et 2, 5 et 10 X de Sypro-Orange. Le
meilleur signal a été obtenu pour 5 uM de GH* et 5 X Sypro.

A partir de 13, les deux cribles pH/[sel] congus dans I'équipe ont été utilisés. La gamme de pH
va de 4,5 a 9,0 et la concentration en NaCl est de 0, 25, 150 ou 300 mM (tableau 5).

Des essais de DSF ont aussi été menés sur GH* sauvage et les mutants Y116, E117A et E117Q
en présence ou non de Xylohexaose (X6) a 30 mM. L'enzyme est a 5 uM et les tests ont été

effectués en triplicatas.
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Crible 0-25

Sodium Acetate pH 4.5@100mM

Sodium Citrate pH 4.7@100mM

Sodium Acetate pH 5.0@100mM

Potassium Phosphate pH 5.0@100mM

Sodium Phosphate pH 5.5@100mM

Sodium Citrate pH 5.5@100mM

Sodium Acetate pH 4.5@100mM, NaCl 25mM
Sodium Citrate pH 4.7@100mM, NaCl 25mM
Sodium Acetate pH 5.0@100mM, NaCl 25mM
Potassium Phosphate pH 5.0@100mM, NaCl 25mM
Sodium Phosphate pH 5.5@100mM, NaCl 25mM
Sodium Citrate pH 5.5@100mM, NaCl 25mM
MES pH 5.8@100mM

Potassium Phosphate pH 6.0@100mM

MES pH 6.2@100mM

Sodium Phosphate pH 6.5@100mM

PIPES pH 6.5@100mM

MES pH 6.5@100mM

MES pH 5.8@100mM, NaCl 25mM

Potassium Phosphate pH 6.0@100mM, NaCl 25mM
MES pH 6.2@100mM, NaCl 25mM

Sodium Phosphate pH 6.5@100mM, NaCl 25mM
PIPES pH 6.5@100mM, NaCl 25mM

MES pH 6.5@100mM, NaCl 25mM

Potassium Phosphate pH 7.0@100mM

HEPES pH 7.0@100mM

PIPES pH 7.3@100mM

Sodium Phosphate pH 7.5@100mM

Tris pH 7.5@100mM

Imidazole pH 8.0@100mM

Potassium Phosphate pH 7.0@100mM, NaCl 25mM
HEPES pH 7.0@100mM NacCl 25mM

PIPES pH 7.3@100mM, NaCl 25mM

Sodium Phosphate pH 7.5@100mM, NaCl 25mM
Tris pH 7.5@100mM, NaCl 25mM

Imidazole pH 8.0@100mM, NaCl 25mM

HEPES pH 8.0@100mM

Tris-test pH 8.0@100mM

Bicine pH 8.0@100mM

Tris pH 8.5@100mM

Bicine pH 9.0@100mM

CHES pH 9@500mM

HEPES pH 8.0@100mM, NaCl 25mM

Tris-test pH 8.0@100mM, NaCl 25mM

Bicine pH 8.0@100mM, NaCl 25mM

Tris pH 8.5@100mM, NaCl 25mM

Bicine pH 9.0@100mM, NaCl 25mM

CHES pH 9@500mM, NaCl 25mM

Crible 150-300

Sodium Acetate pH 4.5@100mM, NaCl 150mM
Sodium Citrate pH 4.7@100mM, NaCl 150mM
Sodium Acetate pH 5.0@100mM, NaCl 150mM
Potassium Phosphate pH 5.0@100mM, NaCl 150mM
Sodium Phosphate pH 5.5@100mM, NaCl 150mM
Sodium Citrate pH 5.5@100mM, NaCl 150mM
Sodium Acetate pH 4.5@100mM, NaCl 300mM
Sodium Citrate pH 4.7@100mM, NaCl 300mM
Sodium Acetate pH 5.0@100mM, NaCl 300mM
Potassium Phosphate pH 5.0@100mM, NaCl 300mM
Sodium Phosphate pH 5.5@100mM, NaCl 300mM
Sodium Citrate pH 5.5@100mM, NaCl 300mM

MES pH 5.8@100mM, NaCl 150mM

Potassium Phosphate pH 6.0@100mM, NaCl 150mM
MES pH 6.2@100mM, NaCl 150mM

Sodium Phosphate pH 6.5@100mM, NaCl 150mM
PIPES pH 6.5@100mM, NaCl 150mM

MES pH 6.5@100mM, NaCl 150mM

MES pH 5.8@100mM, NaCl 300mM

Potassium Phosphate pH 6.0@100mM, NaCl 300mM
MES pH 6.2@100mM, NaCl 300mM

Sodium Phosphate pH 6.5@100mM, NaCl NaCl 300mM
PIPES pH 6.5@100mM, NaCl NaCl 300mM

MES pH 6.5@100mM, NaCl NaCl 300mM

Potassium Phosphate pH 7.0@100mM, NaCl 150mM
HEPES pH 7.0@100mM, NaCl 150mM

PIPES pH 7.3@100mM, NaCl 150mM

Sodium Phosphate pH 7.5@100mM, NaCl 150mM
Tris pH 7.5@100mM, NaCl 150mM

Imidazole pH 8.0@100mM,NaCl 150mM

Potassium Phosphate pH 7.0@100mM, NaCl 300mM
HEPES pH 7.0@100mM, NaCl 300mM

PIPES pH 7.3@100mM, NaCl 300mM

Sodium Phosphate pH 7.5@100mM, NaCl 300mM
Tris pH 7.5@100mM, NaCl 300mM

Imidazole pH 8.0@100mM, NaCl 300mM

HEPES pH 8.0@100mM, NaCl 150mM

Tris-test pH 8.0@100mM, NaCl 150mM

Bicine pH 8.0@100mM, NaCl 150mM

Tris pH 8.5@100mM, NaCl 150mM

Bicine pH 9.0@100mM, NaCl 150mM

CHES pH 9@500mM, NaCl 150mM

HEPES pH 8.0@100mM, NaCl 300mM

Tris-test pH 8.0@100mM, NaCl 300mM

Bicine pH 8.0@100mM, NaCl 300mM

Tris pH 8.5@100mM, NaCl 300mM

Bicine pH 9.0@100mM, NaCl 300mM

CHES pH 9@500mM, NaCl 300mM

Tableau 5 : compositions des cribles de DSF, I'un étant a 0 ou 25 mM et I’autre a 150 ou 300 mM de

NacCl.
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E. Recherche de ’activitée de GH*

Une large gamme de substrats (oligo- et polysaccharides ainsi que des pNP-substrats) a
été utilisée pour déterminer si GH* avait une activité glycoside hydrolase et sur quel

substrat.

1. Activité sur pNP-substrats

Figure 30 : Principe du dosage de I’activité sur pNP-glycosides. Le groupement paranitrophényl
présent sur le pNP-Glycoside est libéré lors de I’hydrolyse enzymatique libérant du paranitrophénate

ayant une coloration jaune a pH alcalin

Quand les pNP-glycosides sont hydrolysés (clivage de la liaison pseudo-glycosidique), le
groupement paranitrophénate est libéré dans le milieu (figure 30). Ce groupement présente
une coloration jaune en milieu alcalin et I'intensité de cette coloration est dépendante de Ia
guantité de groupement paranitrophénol libéré dans le milieu. 19 pNP-glycosides différents
ont ainsi été criblés dans le but d’identifier une potentielle activité exoglycosidase de GH*.
Les tests d’activité ont été menés a 40 °C en tampon HEPES 200 mM pH 8,0 pour avoir une
détection rapide de I’activité car la coloration jaune du paranitrophénate apparait en milieu
alcalin, en présence de 1 mM de substrat et 5 uM d’enzyme. Les premiers tests sur chaque
substrat ont été faits en point final sur 24 h puis des cinétiques ont été réalisées sur 24 h
avec des prélevements a 0 min, 30 min, 1h, 2 h, 4 h, 8 h et 24 h sur les 6 meilleurs substrats
(pNP-a-L-arabinofuranoside, pNP-a-L-arabinopyranoside, pNP-B-b-galactopyranoside, pNP-j-
D-xylopyranoside, = pNP-B-D-glucopyranoside et  pNP-B-bD-lactopyranoside).  Chaque
prélevement est stocké a 4 °C. Les résultats ont été lus apres le dernier prélévement, en

microplaques, a 401 nm avec le lecteur EON (Biotek). Chaque test a été fait en triplicatas.
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2. Activité de phosphorolyse sur oligosaccharides

Figure 31 : Principe de la phosphorolyse. Le reste de la chaine du substrat est représenté par le R.

11 oligosaccharides (di et tri-saccharides) ont été criblés afin de détecter une activité de
phosphorolyse sur di- et trisaccharides (figure 31). Lors d’'une phosphorolyse du phosphate
inorganique est utilisé pour jouer le role de nucléophile qui est manquant dans la séquence
de I'enzyme. Les tests ont été effectués a 40 °C, en tampon HEPES 200 mM a pH 8,0 en
présence de 4,5 mg/ml de substrats et de 5 uM d’enzyme et en présence ou en absence de
phosphate inorganique a 10 mM final. Des cinétiques ont été réalisées sur 24 h avec des
prélevements apres 0, 1, 2, 4, 8 et 24 h. Chaque prélevement est congelé immédiatement.
Une fois tous les prélevements effectués, les échantillons sont dilués pour étre a une
concentration finale en sucre de 2 mg/ml. L’activité a été détectée par chromatographie sur
couche mince (CCM) en utilisant différents solvants : butanol/ acide acétique/eau (2/1/1)
(pour chitobiose, chitopentaose, lactose, cellobiose, manobiose, xylobiose, galactobiose,
xylosylcellobiose et galactosylmannobiose), propanol/eau (8,2/1,5) (pour arabinobiose et
arabinosylxylobiose) et acétate d’éthyle/acide acétique/eau (2/1/1) (pour acide aldo-
uronique et héparosane). 2 ul a 2 mg/ml de chaque réaction ainsi que les standards sont
déposés sur plaque de silice a 1 cm du bord inférieur de la plaque. Les plaques sont
déposées dans des cuves dont I'atmospheére a été préalablement saturée par le solvant de
migration. Quand le front de migration arrive a environ 1 cm du bord supérieur de la plague,
la migration est arrétée et les plaques sont séchées. Pour révéler les taches, les plaques sont
plongées dans de I'orcinol sulfurique (10 % poids/volume d’orcinol dans une solution d’acide
sulfurique/éthanol/eau dans un rapport 3/72,5/22,5) puis révélées par chauffage (méthode
de Tillmans et Philippi, 1929). L’acide sulfurique provoque la déshydratation des sucres qui
vont donner des dérivés de furfural. Ces dérivés vont se condenser avec l'orcinol pour

donner une tache brune. La comparaison de la migration des taches issues des réactions
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avec celles des standards (calcul du facteur de rétention) permet de savoir si le substrat a

été hydrolysé par I'enzyme.

3. Activité sur polysaccharides

COCH COCH
Sucre OH

oH réducteur
Sucre
O > * oxyds * H20

NOz NO3z NOz~ “NH;

Acide 3,5-dinitrosalicylique Acide 3-amino-5-nitrosalicylique
(jaune) (rouge orange)

Figure 32 : principe du dosage au DNS.

26 polysaccharides ont été criblés afin de détecter une activité endoglycosidique.
L'activité a été mesurée par dosage au DNS. L’acide dinitrosalicilique (DNS) a une coloration
jaune en absence de sucre réducteur et une coloration orange voire rouge brique en
présence de sucres réducteurs (figure 32), il s’agit d’'une réaction de réduction. Plus la
couleur est foncée plus la quantité de sucres réducteurs libérés est grande. Les tests ont été
effectués a 40 °C en tampon citrate a 200 mM a pH 5,0 puis en tampon HEPES a 200 mM a
pH 8,0. Les cinétiques ont été réalisées sur 24 h avec des prélevements a 0 min, 30 min, 1 h,
2 h,4 h, 8 het24 h. Laréaction est arrétée avec le DNS puis les échantillons sont chauffés 5
min a 95 °C. La lecture des résultats se fait en microplaque a 540 nm avec un lecteur TECAN
SUNRISE. La quantité d’extrémités réductrices libérée est quantifiée grace a une gamme
étalon. Celle-ci est faite avec le monosaccharide correspondant a la sous-unité réductrice du
sure libéré lors de la réaction d’hydrolyse du polysaccharide, par exemple du xylose dans le
cas de I'hydrolyse d’un xylane. Les concentrations de la gamme étalon sont comprises entre
0 et 1 mg/ml avec un pas de 0,1 mg/ml. Les tests ont été réalisés en triplicatas. Pour la
caractérisation sur I'arabinoxylane de seigle (RAX), la gamme étalon a été réalisée avec du
xylobiose (X2) car nous avons pu voir que GH* ne libéere pas de xylose et il a été démontré
gu’avec du xylobiose, les concentrations de la gamme étalon correspondent mieux aux
guantités de sucre réducteurs libérés lors de I’hydrolyse du substrat (McCleary et McGeough

2015).
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Des tests en présence de cofacteurs (NADH, calcium ou phosphate inorganique) ont été
effectués dans les mémes conditions que précédemment pour voir un éventuel effet sur

I"activité.

F. Chromatographie échangeuse d’anion a haute performance couplée
a un systeme de détection ampérométrique pulsee (HPAEC-PAD)

Les produits d’hydrolyse des polysaccharides sur lesquels GH* a une activité ont été
analysés par HPAEC-PAD. La séparation des molécules se fait en fonction de leur taille ainsi
qgue de leur charge. Les sucres étudiés sont placés dans de la soude a 150 mM a un pH
supérieur a 13 afin de les charger négativement. En effet a cette valeur de pH les fonctions
alcool des sucres vont étre chargées négativement car leur pKa est d’environ 12. Les sucres,
une fois chargés négativement, vont se fixer sur la résine échangeuse d’anions de la colonne.
L’élution se fait par compétition entre le sel de I’éluant (150 mM NaOH, 500 mM acétate de
sodium) et les sucres fixés sur la colonne. Plus il y a de charge plus le sucre sera difficile a
décrocher, ainsi un monosaccharide (xylose par exemple) sera élué avant un disaccharide de
méme nature (xylobiose par exemple). La séparation d’épimeres est possible car leur pKa est
différent. La détection des sucres se fait grace a la cellule ampérométrique. Les sucres sont
détectés en mesurant le courant électrique généré par leur oxydation sur I'électrode en or.
La colonne utilisée est une PA-100 Dionex ayant un diametre de 4 mm. Cette colonne
permet d’analyser les oligosaccharides et aussi les polysaccharides.

Les standards utilisés sont I'arabinose et des xylooligosaccharides allant de X1 a X6. Pour
déterminer la nature des produits d’hydrolyse, les temps de rétention des pics provenant de
I’"hydrolyse des polysaccharides ont été comparés aux temps de rétention des standards.

La quantification des produits d’hydrolyse a été rendue possible par I'injection de chacun
des standards a différentes concentrations (de 5 a 30 mg/ml avec un pas de 5 mg/ml) et
grace au calcul du facteur de réponse pour chaque standard. Le facteur de réponse est
calculé en divisant I'aire du pic (nC*min) par la concentration molaire (uUM) pour chaque
concentration en standard puis en faisant la moyenne de toutes les valeurs obtenues. L'aire
du pic de chaque produit d’hydrolyse est divisée par le facteur de réponse du standard

correspondant et ainsi la concentration en produit est obtenue.

72



L'activité de GH* a été testée sur des oligosaccharides. Les réactions ont été réalisées a 40
°C, dans 50 mM de tampon phosphate a pH 6,0, en présence de GH* a 5 uM final et de
chaque xylooligosaccharide (de X3 a X6) a 100 uM final. Les réactions ont été suivies sur24 h
avec un préléevement fait a 0 min, 30 min, 1 h, 2 h, 4 h, 8 h et 24 h. Chaque prélévement a
été injecté sur HPAEC-PAD et les produits d’hydrolyse ont pu étre analysés en comparant
leur temps de rétention aux standards (X1 a X6 aux différentes concentrations précisées ci-

dessus).

G. Détermination des parametres optimaux

Les parameétres optimaux (pH optimal et température optimale) ont été déterminés sur
arabinoxylane de seigle (RAX) qui est le meilleur substrat de I’'enzyme identifié a ce jour.
Pour déterminer le pH optimal, une gamme de pH allant de pH 2,6 a 8,0 avec un pas de 0,5
unité de pH a été utilisée. Plusieurs tampons ont été nécessaires: phosphate-citrate
(mélange de Na;HPO4 a 0,2 M avec de I'acide citrique a 0,1 M ajusté au pH-meétre pour
obtenir le pH souhaité) pour les pH 2,6 a 7,0 et phosphate de sodium (mélange de Na;HPO4
a 0,2 M avec du NaH;PO4 a 0,2 M ajusté au pH-métre pour obtenir le pH souhaité) pour les
pH 7,0 et 8,0.
Les réactions ont été effectuées a 40 °C sur 3 h en présence de GH* a 5 uM et de RAX a 2
mg/ml. Les réactions sont arrétées par ajout d’un méme volume de DNS (acide
dinitrosalicilique) que de milieu réactionnel puis chauffées pendant 10 min a 95 °C afin de
dénaturer I'enzyme.
La température optimale a été déterminée a partir d’'une gamme de température allant de
30 °Ca 60 °Cavecun pas de 5 °C. Les réactions ont été faites a pH 5,5 en tampon phosphate-
citrate (43 mM citrate, 114 mM phosphate), en présence de 5 uM de GH* et de 2 mg/ml de
RAX. Les réactions ont aussi été arrétées apres I'ajout d'un méme volume de DNS que de
milieu réactionnel en incubant le mélange réactionnel pendant 10 min a 95 °C.
Toutes les réactions ont été effectuées en triplicatas et les résultats ont été analysés aprés
lecture de I'absorbance a 540 nm de chacun des puits des microplaques en utilisant le

spectrophotometre EON.
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H. Cristallisation
L'obtention d'un cristal de protéine est une des étapes limitantes de la cristallographie. En
effet, de nombreuses conditions doivent étre réunies afin d'obtenir un cristal. Il n'existe pas
a ce jour, de moyen de prédire une condition de cristallisation. Ces conditions sont
déterminées de maniére empirique sur une échelle de temps s'étalant de quelques heures a
guelques mois. Théoriquement, pour cristalliser, les protéines pures doivent se rapprocher
les unes des autres, tout en conservant leur structure tertiaire, afin d'établir un ensemble
d’interactions faibles assurant la cohésion de I'édifice (liaisons hydrogéne, liaisons ioniques,
forces de van der Waals). Ces interactions sont appelées contacts cristallins. La cristallisation
d'une protéine repose sur un processus composé de trois étapes observable sur un
diagramme de phase (Figure 33A) :
- La sursaturation : un état ou la protéine est en concentration supérieure a sa limite
de solubilité. La concentration en protéine est de I'ordre de la dizaine de mg.mL™.
L'état métastable de sursaturation va contraindre le rapprochement des protéines en
solution et évoluer, soit vers la précipitation, soit vers la nucléation des protéines,
- La nucléation : dans certaines conditions, |'état de sursaturation va favoriser
I'apparition de germes cristallins,
- La croissance cristalline : un retour a I'équilibre par l'incorporation des
macromolécules protéiques a I'édifice cristallin. Une fois revenue a la limite de

solubilité de la protéine, la croissance s'arréte.

Le succes de la cristallisation d'une protéine repose sur un ensemble de parameétres physico-
chimiques variés, tels que la nature chimique, la concentration, le pH du tampon utilisé et la
nature de l'agent précipitant (qui permet de réduire la solubilité de la protéine), mais aussi

de la température, la nature et la concentration des sels.

Il existe différentes techniques permettant d'amener les protéines a cristalliser, la plus
utilisée est la technique de diffusion de vapeur. Une goutte contenant la solution de
protéine mélangée a la solution de cristallisation est équilibrée contre un réservoir
contenant la solution de cristallisation. La diffusion de vapeur va se faire de la goutte vers le
réservoir, augmentant la concentration en protéine au sein de la goutte lentement jusqu'a
I'entrée en sursaturation. Il existe deux variantes a cette technique :
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- La diffusion de vapeur en goutte assise (figure 33B) : généralement utilisée lors d'un
criblage robotisé de conditions de cristallisation, minimisant le volume de la goutte
(100 a 200nL) et donc la quantité d'échantillon biologique nécessaire. Ceci
permettant une recherche plus exhaustive de conditions permettant d’obtenir des
objets cristallins,

- La diffusion de vapeur en goutte suspendue (figure 33C) : essentiellement utilisée
pour optimiser manuellement une condition de cristallisation préalablement
identifiée par un criblage robotisé. Dans ce cas, les gouttes sont de l'ordre du pL

décuplant ainsi les quantités de protéine nécessaires.

Figure 33 : A. Diagramme de phase. B. Diffusion de vapeur en goutte assise. C. Diffusion de vapeur

en goutte suspendue.

Plusieurs cribles commerciaux ont été utilisés pour tenter de cristalliser GH*. |l s’agit des
cribles JCSG | a IV, PEG | et Il, pHclear | et Il (Qiagen) ainsi que Morpheus et Nucleix
(Molecular Dimensions). Différentes concentrations en protéine 12, 8, 4 et 3,5 mg/ml ont
aussi été testées en présence ou non de L-arabinose ou de D-galactose a 100 mM. Les tests
ont été effectués en microplaques (MRC 2 Well Crystallization Plate Hampton Research) en
utilisant la méthode de la diffusion de vapeur en goutte assise. Les cribles commerciaux ont

été distribués dans les puits a I'aide d’une pipette multicanaux (Liquidator, Rainin).
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Les gouttes contenant 0,2 ul de solution protéique et 0,2 ul de solution de réservoir ont été
préparées a l'aide d’un robot de cristallisation de type Nanodrop ExtY (Innovadyne
technologies) ou Mosquito (TTPLabtech). Enfin, les plaques sont stockées a 12 °C et
visualisées a intervalle régulier en lumiére visible et en UV a I'aide du robot de visualisation

Rock Imager (Formulatrix).

I.  Congélation des cristaux et collecte de données

Les cristaux ont été récupérés a I'aide de boucles en nylon de taille adaptée puis cryo-
protégés. Les cristaux obtenus en présence de 100 mM de L-arabinose n’ont pas nécessité de
cryoprotection car le L-arabinose, comme beaucoup de monosaccharides a un effet
cryoprotectant. Pour les cristaux obtenus en I'absence de L-arabinose, la cryoprotection a
été effectuée en rajoutant 15 % (v/v) de PEG 400, 100 mM de L-arabinose, 100 mM de b-
galactose ou 100 mM de Dp-glucose en fonction des besoins. Les cristaux sont ensuite
congelés dans un flux d’azote gazeux a 100 K et analysés sur site synchrotron. Plusieurs jeux
de données de diffraction ont pu étre enregistrés sur différents cristaux de GH*. Le meilleur
a été obtenu pour un cristal de cette protéine cocristallisé en présence de 100 mM de L-
arabinose dans les conditions E2 du crible commercial JCSG Il (0,2 M NH4Cl et 20 % (p/v)
PEG3350). Ce cristal a permis d’obtenir des données de diffractions des rayons X a une

résolution maximale de 1,57 A sur la ligne 1D23-2 de I'ESRF (Grenoble, France).

J.  Détermination de la structure de GH*
L'indexation, I'intégration et la mise a I’échelle des réflexions a été faite en utilisant XDS

(http://xds.mpimf-heidelberg.mpg.de/) (Kabsch 1993). Le cristal appartient au groupe

d’espace orthorhombique P2:2:2; avec une seule molécule par unité asymétrique.

La structure de GH* a été résolue par remplacement moléculaire en utilisant I’endo-8-
1,4-glucanase FnCel5A de Fervidobacterium nodosum (code pdb: 3NCO) comme modéle
(Zheng et al. 2012) et a I'aide du logiciel Phaser (McCoy et al. 2007). Le modeéle a été
construit manuellement dans des cartes de densité électronique de type 2mFo-DFc

pondérées par les SigmaA en utilisant WinCOOT (http://www2.mrc-

Imb.cam.ac.uk/personal/pemsley/coot/) (Emsley et Cowtan 2004) et plusieurs cycles

d’affinement ont été effectués avec Refmac5 (suite CCP4)

(http://www.ccp4.ac.uk/html/refmac5.html) (Murshudov et al. 2011). La structure a été
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résolue a 1,6A de résolution et les données statistiques de la résolution de la structure de

GH* sont présentées dans le tableau 15 (cf. chapitre lll, partie IV), section B), p 145).
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Chapitre I : Comparaison du potentiel
hémicellulolytique des microbiotes de
deux termites

I. Introduction

Ces derniéres années, face a la demande grandissante de production d’énergie, au
réchauffement climatique et a la raréfaction des énergies fossiles, trouver de nouvelles
énergies renouvelables et moins polluantes est devenu un enjeu économique et
environnemental majeur. L'utilisation de la biomasse végétale semble étre une bonne
alternative, notamment car il s’agit d’'une source de carbone renouvelable constituée de 65
a 85% de polysaccharides en poids sec (Pettersen 1984) . Toutefois, la valorisation de cette

biomasse nécessite la mise au point de méthodes de bioraffinerie moins polluantes.

Afin de développer des procédés plus propres, les biocatalyseurs jouent un réle essentiel et
notamment les glycosides hydrolases produites par les microorganismes qui suscitent depuis
de nombreuses années un grand intérét (Shallom et Shoham 2003 ; Cherubini 2010). Dans le
but de découvrir de nouvelles enzymes pour hydrolyser plus efficacement la paroi végétale,
les chercheurs se sont récemment intéressés a 'un des organismes les plus efficaces pour
dégrader la biomasse végétale, a savoir le termite (Brune 2014). Les termites sont méme
parfois considérés comme des bioréacteurs d’une grande efficacité. En effet, on retrouve
des termites sur tous les continents excepté I'antarctique (Brune 1998 ; Brune 2014).

Aujourd’hui, on compte prés de 3000 espéces de termites réparties en 2 grands types : les
termites inférieurs et les termites supérieurs (Kambhampati et Eggleton 2000). Les termites
sont aussi répartis en 4 grands groupes en fonction de leur alimentation. Les termites du
premier groupe se nourrissent principalement de bois morts et d’herbes. Ce groupe n’est
constitué que de termites inférieurs. L’alimentation des termites du deuxiéme groupe est la
plus variée (bois morts, lichens, herbes, feuillages). Les termites du troisieme groupe se

nourrissent de la couche supérieure de la litiere composée de matiere organique. Enfin, les
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termites du quatriéme groupe se nourrissent de la couche inférieure de la litiere qui est plus
minéralisée que la couche supérieure. Les termites de ces 3 derniers groupes ne sont que
des termites supérieurs (Donovan, Eggleton, et Bignell 2001). Parmi les termites supérieurs
on retrouve des termites xylophages stricts qui se nourrissent uniquement de bois, des
termites humivores qui se nourrissent de matiére en décomposition (humus), des termites
humivores et xylophages qui se nourrissent d’humus et de bois en partie décomposé et,
enfin, les termites champignonnistes qui se nourrissent de bois et de champignons qu’ils
élevent. D’autre part, il a été démontré que les termites humivores possedent moins
d’activité glycoside hydrolase que les autres termites supérieurs. A l'inverse, les termites
xylophages possédent le plus grand arsenal d’enzymes capables de dégrader les différents
polysaccharides des parois végétales (Donovan, Eggleton, et Bignell 2001 ; Bastien-Uluis
2012 ; Arnal 2014). Tous les termites, inférieurs comme supérieurs, possedent des enzymes
endogenes capables de dégrader principalement la cellulose et un microbiote dans leur
tractus digestif composé de bactéries et d’archaea. Les termites inférieurs possédent en plus
de ces micro-organismes des flagellés cellulolytiques (Ohkuma 2003 ; Ni et Tokuda 2013). Le
microbiote du tractus digestif des termites produit de grandes quantités d’enzymes, ce qui
leur permet de dégrader totalement la biomasse végétale (Brennan et al. 2004). D’autre
part, le microbiote semble spécifique de I'alimentation du termite car il a été montré une
évolution conjointe des microorganismes et de leurs hétes (Hongoh et al. 2005 ; Warnecke

et al. 2007 ; He et al. 2013).

Dans ces travaux de thése, qui font suite a ceux de Gregory Arnal (Arnal 2014), afin de
trouver de nouvelles enzymes impliquées dans la dégradation de la biomasse, nous avons
choisi d’explorer le microbiote intestinal de deux espéces de termites supérieurs
appartenant a deux des différents groupes cités ci-dessus : Nasutitermes corniger, qui est un
termite xylophage strict qui se nourrit de bois sain (sec ou humide) et de bois partiellement
décomposé (He et al. 2013), et Termes hispaniolae, qui est un termite humivore et
xylophage qui se nourrit de litiere et de bois décomposé (Roisin et al. 2006). Comme ces
deux espéces n‘ont pas la méme alimentation, étudier leurs microbiotes et plus
particulierement les enzymes impliquées dans la modification des glucides qu’ils sécrétent

pourrait nous permettre de découvrir de nouvelles enzymes capables de dégrader Ia
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biomasse végétale a différents stades de décomposition et ainsi de pouvoir dégrader plus
efficacement la paroi végétale.

L'exploration du métagénome de ces termites a été réalisée par métagénomique
fonctionnelle au cours des theses de Géraldine Bastien et Gregory Arnal (Bastien-Uluis 2012 ;
Arnal 2014). Les banques métagénomiques obtenues contiennent respectivement 12000 et
48000 clones pour N. corniger et T. hispaniolae. Un criblage fonctionnel, sur substrats
chromogéniques, a haut débit a été effectué sur la plateforme ICEO du laboratoire et a
permis d’isoler 348 clones pour N. corniger et 223 clones T. hispaniolae. Les fosmides des
clones les plus intéressants ont été séquencés et I'annotation réalisée. L'annotation des
CAZymes a été possible grace a la collaboration avec I'équipe de Bernard Henrissat qui gére
la base de données CAZy (Carbohydrate Active enZymes). Les résultats des cribles
fonctionnels ont mis en avant qu’une grande majorité des clones actifs de la banque de N.
corniger (83,3 %) a une activité sur polysaccharides (AZO-cellulose et AZCl-xylane) ce qui
correspond a une activité de type endoglycosidase. En revanche la majorité des clones actifs
de la banque T. hispaniolae (61,9 %) a une activité sur X-substrat (X-xyl et X-ara) ce qui
correspond a une activité de type exoglycosidase (tableau 6 et figure 34). Les résultats du
criblage fonctionnel, semblent donc montrer que le microbiote de N. corniger produit
majoritairement des enzymes a activité endoglycosidase alors que le microbiote de T.
hispaniolae semble produire majoritairement des enzymes a activité exoglycosidase (tableau

6 et figure 34).

N. corniger T. hispaniolae
Taille de la banque (nombre de clones) 12000 48000
Nombre de clones criblés 11520 18432
Nombre de hits positifs 438 (3,8%) 223 (1,2%)

Nombre de clone a activité endoglycosidase

365 (83,3%)

85 (38,1%)

Nombre de clone a activité exoglycosidase

73 (16,7%)

138 (61,9%)

Nombre de clones multiactifs

74 (16,9%)

21 (9,4%)

Tableau 6 : Nombres de clones positifs confirmés pour chacune des banques métagénomiques de
N. corniger et T. hispaniolae. Les chiffres entre parenthéses indiquent le pourcentage de clones
actifs pour chaque type d’activité par rapport au nombre total de clones positifs. Le pourcentage de

hits positifs est calculé par rapport a la totalité des clones criblés.
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Figures 34 : Pourcentage de clones actifs sur les différents substrats testés lors du crible
fonctionnel sur substrat chromogénique de chaque banque. X-arabinofuranoside (X-Ara), X-
xylopyranoside (X-Xyl), X-cellobioside (X-Cel), AZCl-arabinogalactan (AZCl-Ara), AZCL-B-glucane (AZCI-
bGlIn), AZCl-galactomannane (AZCl-Galman), AZCl-xylane (AZCI-Xyl), AZCl-xyloglucane (AZCI-XylGIn) et
AZO-cellulose (AZO-Cel).

D’autre part, les 2 banques contiennent des clones dits multi-actifs (tableau 7), a savoir
gu’un méme clone s’est révélé actif sur plusieurs substrats criblés. Les plus intéressants sont
ceux qui présentent quatre activités car on peut penser qu’ils possédent une grande variété
d’enzymes différentes.

Crible fonctionnel sur substrat chromogénique Activité criblée N. corniger T. hispaniolae

X-Ara/X-Xyl Abf/Xyl 0 1
AZCl-Ara/AZCI-Xyl Abn/XIn 2 0
AZCl-b-GIn/AZCl-xyl b-GIn/XIn 5 0
AZCl-b-GIn/AZCl-Xylgln b-GIn/X-GIn 1 0
AZCl-b-GIn/AZO-Cel b-GIn/Cell 29 2
AZCl-Galman/AzZCI-Xyl Man/XIn 12 0
AZCl-Galman/AZO-Cel Man/Cell 2 0
AZCl-Galman/AZCl-Xylglc Man/X-GlIn 0 1
AZCl-Galman/X-xyl Man/Xyl 0 1
AZCI-Xyl/AZO-Cel XIn/Cell 2 0
AZCI-XylGIn/AZO-Cel X-GIn/Cell 6 6
AZCI-Xyl/X-XyI XIn/Xyl 1 0
Total bi-fonctionnel 60 11
AZCl-Ara/AZCl-Galman/AZCI-Xyl Abn//Man/XIn 4 0
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AZCl-b-GIn/AZCl-Galman/AZCI-XylGIn b-GIn/Man/X-GlIn 0 1
AZCl-b-GIn/AZCl-Galman/AZO-Cel b-GIn/Man/Cell 0 1
AZCl-b-GIn/AZCl-Xyl/AZO-Cel b-GIn/XIn/Cell 5 0
AZCl-b-GIn/AZCI-XylGIn/AZO-Cel b-GIn/X-GIn/Cell 3 5
AZCl-XylGIn/AZO-Cel/X-Cel X-GIn/Cell/Cbh 0 1
Total tri-fonctionnel 12 8
AZCl-b-GIn/AZCl-Galman/AZCI-XylGIn/AZO-Cel  b-GIn/Man/X-GIn/Cell 1 1
AZCl-b-GIn/AZCl-XylGIn/AZO-Cel/X-Ara b-GIn/X-GIn/Cell/Abf 0 1
AZCl-b-GIn/AZCI-XylGIn/AZO-Cel/X-Xyl b-GIn/X-GIn/Cell/Xyl 1 0
Total tétra-fonctionnel 2 2

Tableau 7: Tableau présentant les clones multiactifs pour chacune des 2 banques.
Arabinofuranosidase (Abf), xylosidase (Xyl), arabinanase (Abn), xylanase (XIn), glucanase (b-GlIn),

xyloglucanase (X-gln), cellulase (Cell), mannanase (Man) et cellobiohydrolase (Cbh).

La banque de N. corniger a été, pour la majeure partie, annotée par Gregory Arnal durant sa
these. Mon travail ici a consisté a finir I'lannotation de 24 clones de N. corniger et faire
I'annotation des 66 clones de T. hispaniolae pour ensuite comparer le potentiel
hémicellulolytique des microbiotes des deux espéces de termites et de répondre a la
guestion suivante: est ce que les différences observées au niveau du criblage sont

confirmées par I'annotation ?

II. Résultats de I’annotation fonctionnelle

Les fragments métagénomiques ont été séquencés puis annotés au niveau fonctionnel et
taxonomique. Nous décrirons ici uniquement I'annotation fonctionnelle relative aux
glucides. Pour la partie fonctionnelle, la majorité des modules protéiques trouvés sont des
glycosides hydrolases (GH) dans les 2 espéces de termites (figure 35A et B). Des modules
appartenant a des familles de carbohydrate estérases (CE), de carbohydrate binding
modules (CBM), de polysaccharide lyases (PL) et de glycosyl transférases (GT) ont aussi été
retrouvés dans les 2 banques mais dans différentes proportions. 2 modules appartenant a la
famille 1 des AA ont été identifiés dans la banque de T. hispaniolae. A noter que lorsque
Grégory Arnal a traité les données issues de la banque métagénomique de N. corniger, la
classe des enzymes a activité auxiliaire n’avait pas encore été implémentée dans la base de

données CAZy (Levasseur et al. 2013b). Il est donc possible que I'absence d’AA ne soit due
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gu’au fait que ces enzymes n’étaient pas encore systématiquement recherchées lorsque

I’annotation a été faite, cette annotation devra étre mise a jour.

A | Répartition des familles de CAZymes B | Répartition des familles de CAZymes
chez N. corniger chez T. hispaniolae
H GH
8 4 1 EGH
mCE 1 mCE
3 . mPL . mPL
u CBM
3 m CBM 23
mAA

Figure 35 : CAZymes identifiées dans la banque de N. corniger (A) et dans la banque de T.
hispaniolae (B). Glycoside hydrolase (GH), carbohydrate estérase (CE), glycosyl transférases (GT),
polysaccharide lyase (PL), carbohydrate binding module (CBM) et Auxiliary activity (AA).

[II. Comparaison des familles de GH retrouvées dans les deux
banques

A. Familles retrouvées dans les deux banques
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Figure 36 : Histogramme présentant la répartition en pourcentage des familles de GH dans les 2

banques. Les pourcentages sont calculés en divisant le nombre de modules protéiques trouvés pour
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chaque famille d’enzymes par la totalité des modules protéiques annotés dans chaque banque

métagénomique (tableau 8).

Plusieurs familles de GH sont communes aux 2 banques et 4 d’entre elles font partie des
familles les plus représentées au sein de chaque banque (figure 36 et tableau 8). Il s’agit de 2
familles ayant principalement des activités endoglycosidases, les familles GH5 (endo-B-1,4-
glucanases, endo-B-1,4-mannanases ou xylanases) et GH26 (B-xylanases ou B-mannanases)
et 2 familles présentant majoritairement des activités exoglycosidases, les familles GH43 (a-
L-arabinofuranosidases ou [B-b-xylosidases) et GH51 (a-L-arabinofuranosidases). Ceci n’est
pas surprenant puisque la cellulose est le polysaccharide majeur de la paroi végétale, les
xylanes sont les hémicelluloses les plus représentées chez les céréales et les
galactomannanes sont aussi trés présents dans les parois végétales des bois tendres
(Scheller et Ulvskov 2010 ; Lagaert et al. 2014) et les activités citées ci-dessus font donc
partie des principales activités nécessaires a la dégradation de cette biomasse végétale.

La famille 5 des glycosides hydrolases est la famille la plus représentée dans les deux
banques (figure 36 et tableau 8). Il s’agit principalement d’endo-B-1,4-glucanases mais aussi
d’endo-B-1,4-mannanases ou d’endo-B-1,4-xylanases. Cette famille est une des plus grandes
de la classification CAZy avec plus de 8000 séquences, dont 540 caractérisées, répertoriées a
ce jour. Elle a été divisée en 53 sous-familles en fonction de I'activité et de la séquence
(Aspeborg et al. 2012). La cellulose, qui est un polymére de p-glucopyranose lié en B-1,4 et
étant le polysaccharide principal des parois végétales (Somerville et al. 2004), il n’est pas
surprenant que la famille des GH5 soit trés représentée dans le microbiote des termites. Par
ailleurs pour dégrader totalement la cellulose, d’autres activités sont nécessaires comme des
B-glucosidases (retrouvées notamment dans les familles de GH3, 4, 5, 9, et 30) ou des
cellobiohydrolases (retrouvées notamment dans les familles de GH9 et 74) (Bornscheuer,
Buchholz, et Seibel 2014). Des familles présentant ces activités sont retrouvées dans les deux

banques.

La famille 26 (B-mannanases) est aussi retrouvée dans les deux banques (figure 36 et tableau
8) mais est plus représentée chez T. hispaniolae, ce qui est surprenant au vu des résultats
des cribles fonctionnels car il y a plus d’activités sur AZCl-xylane et AZCl-galactomannane

dans la banque métagénomique de N. corniger que dans celle de T. hispaniolae (figure 34).
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Cependant, on peut noter qu’il y a une bonne corrélation entre les enzymes retrouvées et
les cribles fonctionnels. Ces enzymes vont permettre la dégradation des mannanes en
oligosaccharides qui seront ensuite pris en charge par d’autres enzymes telles que les B-b-
galactosidases (Scheller et Ulvskov 2010 ; Lagaert et al. 2014). Les GH26 sont souvent liées a
un CBM35 dans les 2 banques. Il a été démontré que les CBM35 se lient au xylane et/ou au
mannane et permettent donc une meilleure accessibilité des GH26 a leur substrat

(Montanier et al. 2009).

Les familles 43 (a-L-arabinofuranosidases ou B-xylosidases) et 51 (a-L-arabinofuranosidases)
sont aussi retrouvées dans les 2 banques (figure 36 et tableau 8). La présence de ces 2
familles de GH dans le métagénome des termites est en accord avec la dégradation des
arabinoxylanes puisque les L-arabinofuranoses et les b-xyloses sont les constituants de ce
polysaccharide.

Les GH43 sont parfois liées a des CBM6 dans la banque de N. corniger alors que dans la
banque de T. hispaniolae, les GH43 sont parfois liées a des CBM32. D’apres Mewis et al.
(Mewis et al. 2016) les CBMs de la famille 6 sont les modules les plus souvent retrouvés
associés a des GH43 chez les bactéries et notamment aux sous-familles 15 et 16 avec 100%
et 64% d’occurrence respectivement. Les CBM6 se lient notamment aux xylanes et aux
glucanes, ce qui peut permettre une meilleure accessibilité aux ramifications de ces
polysaccharides pour les GH43. Les CBM32 sont aussi retrouvés associés a des GH43 mais de
facon beaucoup moins fréquente (autour de 15-20% d’occurrence).

Les GH51 ne sont pas retrouvées liées a des CBMs dans les deux banques. Cette famille,
comme celles des GH43, est un peu plus retrouvée dans la banque de T. hispaniolae que
dans l'autre ce qui est en accord avec les résultats des cribles fonctionnels car 16,1 % des
clones actifs de la banque de T. hispaniolae ont été identifiés sur X-arabinofuranoside contre

2,7 % pour la banque de N. corniger.

N. Corniger T. Hispaniolae
GH Nombre % Nombre %
GH1 2 1,5 6 2,5
GH2 2 1,5 2 0,8
GH3 5 3,7 18 7,6
GH4 1 0,7
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GH5 38 27,9 52 21,9
GH8 4 2,9

GH9 17 7,2
GH10 5 3,7

GH11 7 51

GH13 1 0,7 4 1,7
GH18 2 1,5

GH20 1 0,7

GH23 2 0,8
GH26 9 6,6 27 11,4
GH27 1 0,7 19 8,0
GH29 3 1,3
GH30 4 2,9

GH31 3 2,2 8 3,4
GH33 6 2,5
GH35 4 1,7
GH39 2 0,8
GH42 1 0,7

GH43 13 9,6 11 4,6
GH44 3 2,2

GH51 15 11,0 17 7,2
GH53 2 1,5

GH73 4 2,9

GH74 5 3,7

GH88 1 0,7 7 3,0
GH94 3 2,2

GH95 1 0,7

GH97 1 0,4
GH112 2 0,8
GH120 2 1,5 1 0,4
GH123 1 0,4
GH127 1 0,7 10 4,2
GH130 17 7,2
Total 136 237

Tableau 8 : tableau présentant le nombre et le pourcentage de modules retrouvés pour chaque

famille dans les 2 banques.

B. Familles présentes dans une seule banque

1.

xylophage) (tableau 8)

Familles identifiées majoritairement chez N. corniger (termite

Dans la banque de N. corniger on retrouve des GH10 et 11 qui sont quasi exclusivement

des endo-B-1,4-xylanases. Ces résultats vont dans le sens des cribles fonctionnels car de
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nombreux clones ont étés trouvés positifs sur AZCl-xylane. D’autre part, aucune GH10 ou
GH11 n’a été identifiée dans la banque de T. hispaniolae. Ce résultat est trés surprenant car
les xylanes sont les hémicelluloses majoritaires de la paroi végétale de nombreux types de
plantes (Scheller et Ulvskov 2010), donc on pourrait s’attendre a retrouver des xylanases
dans le métagénome d’un termite quelle que soit I'espece.

La famille GH53 qui correspond a des B-galactanases, n’est retrouvée que dans la banque N.
corniger. lLe [-galactane constitue la chalne principale des arabinogalactanes qui
appartiennent a la famille des pectines (Mohnen 2008). Cela impliquerait que ce termite, par
I'intermédiaire de son microbiote, soit capable de dégrader, au moins en partie, les pectines.
La famille des GH27 est également retrouvée. Il s’agit d’a-galactosidases qui peuvent étre
impliquées dans la dégradation des galactomannanes en hydrolysant les ramifications a-
galactoside.

Enfin, plusieurs familles de chitinases ou chitosanases sont retrouvées chez N. corniger (GH8
et 18) ainsi que des N-acétylglucosaminidases (GH18, 20 et 73). La chitine et le chitosan,
retrouvés entre autres dans les lichens et dans les champignons qui poussent généralement
sur les arbres, sont des polysaccharides essentiellement composés de N-acétylglucosamine.
La présence de ces quatre familles d’enzymes semble indiquer une dégradation totale de ces
polysaccharides par le microbiote intestinal du termite. Sachant que N. corniger se nourrit
de tout type de bois qu’il soit sec, humide ou en décomposition, il est possible qu'’il se

nourrisse aussi du lichen poussant sur ces mémes bois.

2. Familles identifiées majoritairement chez T. hispaniolae
(termite humivore et xylophage) (tableau 8)

Les GH9 (endo-glucanases) ne sont retrouvées que chez T. hispaniolae, tout comme les
GH29 (a-L-fucosidases). La famille des GH9 peut étre impliquée dans I'hydrolyse de la
cellulose, du xyloglucane et du B-glucane.

La famille GH29 permet I’hydrolyse d’a-L-fucosides retrouvés sur des glycoprotéines et
certaines ramifications du rhamnogalacturonane et de certains xyloglucanes (Scheller et
Ulvskov 2010 ; Paper et al. 2012). Les bactéries du microbiote se fixent sur les résidus a-L-
fucosides des glycanes présents a la surface des cellules du tractus digestif. Une fois fixées
les bactéries sécretent des fucosidases pour hydrolyser le L-fucose et s’en servir pour leur

métabolisme (Stahl et al. 2011 ; Megson et al. 2015).
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La famille 23 (muramidases) n’est retrouvée que chez T. hispaniolae. L’acide N-
acétylmuramique est I'un des constituants du peptidoglycane de la paroi des bactéries gram
positives. T. hispaniolae est un termite humivore, et compte tenu de la présence des familles
de GH citées ci-dessus, ces résultats suggerent qu’il est possible que ce termite puisse se
nourrir également des bactéries du sol et qu’il utilise des GH23 pour se défendre contre des
pathogénes, comme c’est le cas chez Amitermes wheeleri qui est un termite se nourrissant
d’excréments bovins (He et al. 2013). En effet, les muramidases dégradent le peptidoglycane
de la paroi des bactéries, ce qui les rend moins virulentes et plus sensibles face aux défenses
de I'organisme infecté.

La famille 33 (sialidases) n’est retrouvée que chez T. hispaniolae. L’acide sialique est
retrouvé principalement chez les animaux (glycoprotéines) et dans une moindre mesure
chez les plantes, les champignons ou les bactéries. L’acide sialique est retrouvé a la surface
du tractus digestif de nombreux animaux. Les GH33 peuvent donc avoir le méme réle que les
GH29 en hydrolysant les acides sialiques a la surface des cellules.

Les familles a activité exoglycosidase GH35 (B-galactosidases) et 39 (B-xylosidases) ne sont
retrouvées que chez T. hispaniolae. Ces familles d’enzymes permettent la dégradation totale
des ramifications présentes sur les xyloglucanes. Les xylosidases peuvent aussi hydrolyser
des xylooligosaccharides issus d’une premiére dégradation de xylanes.

La famille 97 (a-glucosidases et a-galactosidases) est, elle aussi, retrouvée uniquement chez
T. hispaniolae. Le galactose lié en a est retrouvé dans les pectines. Une activité a-
galactosidase permet de dégrader des galactooligosaccharides issus de I’hydrolyse d’un
galactane par exemple. Le glucose lié en a est I'unité de base de I'amidon qui est un produit
de réserve notamment retrouvé dans les racines mais aussi les graines. T. hispaniolae est
humivore et donc il semble logique de trouver des produits d’'une premiére hydrolyse ou des
polysaccharides de réserve présents dans les racines ou les graines dans |'alimentation de ce
termite.

La famille GH130 (mannooligosaccharides phosphorylases et P-mannosidases) n’est
retrouvée que chez T. hispaniolae. Cette famille est impliquée dans le métabolisme du N-
glycane notamment chez B. thetaiotaomicron (Ladeveze et al. 2013), espéce présente dans
le microbiote intestinal du termite. D’autre part le B-mannose est retrouvé dans les glycanes
de la paroi secondaire des plantes ce qui impliquerait que les GH130 participent a la

dégradation de la paroi végétale (Cuskin et al. 2015).
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La famille GH127 (B-L-arabinofuranosidase) est présente chez T. hispaniolae, cette famille
contient des B-L-arabinofuranosidases. Les B-L-arabinofuranosides sont souvent rencontrés
dans les glycoprotéines riches en hydroxyprolines qui sont trés présentes dans la paroi
végétale et essentielles a la croissance des racines. Ces hydroxyprolines arabinosylées
joueraient aussi un réle essentiel dans la croissance reproductive et végétative des plantes
(Ito et al. 2014 ; Velasquez et al. 2011). De la méme maniere que dans le cas des GH97,
retrouver des constituants des racines dans I'alimentation du termite (humivore) semble

logique et donc retrouver ce type d’activité semble cohérent.

C. Liens avec le mode de vie des termites
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Figure 37 : Pourcentage de GH a activité endoglycosidase et exoglycosidase pour chaque banque.

Le crible fonctionnel sur substrat chromogénique indique une majorité d’activité
endoglycosidase chez N. corniger (83,3 % contre 16,7 % d’activité exoglycosidase, tableau 6).
D’aprés I'annotation fonctionnelle, on constate que I'écart entre activité exoglycosidase et
endoglycosidase est moins important avec 62 % de familles de GH a activité endoglycosidase
contre 38 % de GH a activité exoglycosidase (figure 37). De plus, les activités
endoglycosidase sont réparties dans 12 familles différentes qui apportent une grande
diversité d’activités correspondant a la diversité de polysaccharides retrouvés dans les
cribles ainsi que dans les parois végétales (notamment dans les hémicelluloses et les
pectines). Les activités exoglycosidase retrouvées sont cohérentes avec les sucres
composants les ramifications des polysaccharides de la paroi végétale. Sachant que N.

corniger est un termite xylophage strict et qu’il y a une diversité des polysaccharides qui est
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fonction du type d’arbre, trouver une grande diversité de GH semble logique car cette
espece de termite se nourrit de tout type de bois.

Le crible fonctionnel sur substrat chromogénique de T. hispaniolae indique une majorité
d’activités exoglycosidase (61,9 % contre 38,1 % d’activité endoglycosidase, tableau 6). Au
niveau de I'annotation fonctionnelle, la tendance est toujours vraie mais tend, la encore, a
s’équilibrer avec 57 % de familles de GH a activité exoglycosidase, contre 43 % d’activité
endoglycosidase (figure 36). Parmi les familles de GH a activité exoglycosidase on trouve une
grande diversité. Les activités identifiées vont dans le sens de I’hydrolyse de substrats
complexes et aussi de I'hydrolyse de substrats déja en partie dégradés (oligosaccharides)
ainsi que des activités spécifiques de résidus osidiques trouvés dans les racines (amidon ou
encore glycoprotéines riches en hydroxyprolines arabinosylées). Ces activités semblent donc
en bonne corrélation avec une alimentation contenant du bois et de la matiere en

décomposition et sont donc en adéquation avec un termite humivore et xylophage.

Les différences des rapports d’activité endo/exoglycosidase observées entre les cribles
fonctionnels sur substrats chromogéniques et les annotations fonctionnelles peuvent
s’expliquer par la stratégie de grands inserts métagénomiques clonés lors de la préparation
des banques métagénomiques. Nous avons donc trouvé, apreés séquencage des clones
sélectionnés pour leur capacité a dégrader certains substrats chromogéniques type AZCL-
xylane, des enzymes possédant les activités correspondant aux substrats utilisés (xylanases
et xylosidases). Toutes les autres enzymes présentes sur les contigs peuvent ou non
contribuer a la dégradation du substrat naturel correspondant, faisant ainsi augmenter ou

diminuer la proportion des activités endoglycosidase ou exoglycosidase découvertes.

D. Comparaison avec d’autres especes

Une étude menée par Warnecke et collaborateurs (Warnecke et al. 2007) présente une
analyse du microbiote de termites supérieurs appartenant au genre Nasutitermes par
métagénomique et une analyse des protéines retrouvées dans l'intestin par spectrométrie
de masse. On retrouve dans ces termites quasiment toutes les familles de GH trouvées chez
N. corniger. Ces termites ayant un microbiote proche (essentiellement composé de bactéries
des genres Treponema et Fibrobacter) et le méme biotope, il était attendu de retrouver les
mémes familles de GH.
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Une autre étude comparative (He et al. 2013), par métagénomique 16S et
métatranscriptomique, chez N. corniger a montré que les GH5 sont aussi les GH les plus
abondantes chez ce termite. Les autres familles les plus retrouvées par He et coll. sont les
GH3, 10, 2, 9, 43, et 42 qui sont toutes retrouvées dans notre étude de N. corniger sauf la
famille 9 qui contient principalement des endo-glucanases (que nous ne retrouvons que chez
T. hispaniolae). Toutefois de nombreuses autres familles d’endoglucanases sont retrouvées
chez N. corniger (GH5, 8, 30, 44), donc le termite semble capable d’hydrolyser assez
largement la cellulose et les glucanes. La différence entre I'étude de He et coll. et celle ayant
I'objet de ces travaux de thése quant aux les enzymes identifiées vient des techniques
utilisées.

L'étude de He et coll. a aussi porté sur d’autres espéces du genre Nasutitermes venant du
Costa Rica et sur A. wheeleri (He et al. 2013). Dans les autres espéces du genre Nasutitermes,
la famille des GH5 est la deuxieme plus représentée derriere les GH3. Toutes les autres
familles les plus retrouvées chez les termites du genre Nasutitermes dans |'étude de He
(2013) sont les mémes que celles trouvées pour N. corniger (citées ci-dessus), par les auteurs
de ce papier, mais dans des proportions différentes. Par exemple, il y a plus de 17% de GH5
chez N. corniger et 14% chez les autres especes du genre Nasutitermes. Pour les GH2 c’est
7% contre 13,6% respectivement. Les espéces appartenant au genre Nasutitermes sont
toutes des xylophages, donc retrouver les mémes familles était attendu. La différence de
proportion peut venir de la technique utilisée pour explorer les génomes ou du type de bois
sur lequel se nourrissent les différentes espéces. En effet dans I’étude de He et coll. (He et al.
2013), I'exploration du métagénome a été faite par métagénomique 16S. La métagénomique
16S permet d’identifier tous les ARNm du métagénome alors qu’avec la technique que nous
avons utilisée, la métagénomique fonctionnelle, nous n’avons séquencé que les clones actifs
sur les substrats testés. Il est donc logique d’identifier plus d’enzymes a partir des données

de métagénomique 16S en se basant sur la similarité de séquence.
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IV. Comparaison des autres enzymes participant a la dégradation des

polysaccharides

A. Les estérases
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Figure 38 : Histogramme de la répartition des estérases dans les deux banques.

Les familles CE1 (acétylxylane estérases, féruloyl estérases), CE2 (acétylxylane estérases)
et CE4 (chitine déacétylases, acétylxylane estérases) sont retrouvées exclusivement chez N.
corniger (figure 38). Les acétylxylane estérases et les féruloyl-estérases participent a la
dégradation des xylanes. En effet, les estérifications des unités osidiques de la chaine
principale ou des ramifications génent I'activité de certaines GH (Wong 2005 ; Chavez, Bull,
et Eyzaguirre 2006) en empéchant I'accés au substrat. La présence de ces estérases est en
accord avec l'idée que le microbiote de N. corniger lui permettrait de dégrader en grande
partie la biomasse végétale.
Chez T. hispaniolae seule la famille des CE3 (acétylxylane estérases) a été identifiée (figure
38). La présence de trés peu de familles d’estérases chez T. hispaniolae et notamment
d’aucune famille de féruloyl estérase semble indiquer que le termite se nourrit de substrats
déja partiellement hydrolysés sur lesquels il n’y aurait que trés peu d’estérifications. Cette
famille n’est pas retrouvée chez N. corniger, toutefois la méme activité est retrouvée dans

les familles de CE1, 2 et 4.
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B. Les polysaccharides lyases
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Figure 39 : Histogramme de la répartition des polysaccharide-lyases dans les deux banques.

Un module de chacune des familles PL1, 10 et 11 a été identifié chez N. corniger (figure
39). Il s’agit de pectate/pectine lyases, de pectate lyases et de rhamnogalacturonnane lyases
respectivement. Ces enzymes interviennent dans la dépolymérisation des pectines. N.
corniger est un termite xylophage qui semble pouvoir dégrader tous les polysaccharides de
la paroi végétale (cellulose, hémicelluloses, pectines).

Chez T. hispaniolae, plusieurs modules appartenant a la famille 12 des polysaccharides lyases
(héparine-sulfate lyases) ont été retrouvés (figure 39). Les héparines sulfates sont des
glycosaminoglycanes retrouvés notamment dans les parois bactériennes, ce qui implique
qgue cette famille d’enzymes est peut-étre impliquée dans la dégradation de la paroi
bactérienne et donc dans les mécanismes de défense du termite contre ces bactéries

comme c’est le cas chez A. wheeleri (He et al. 2013).
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C. Domaines de liaison aux glucides (CBM)
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Figure 40 : Histogramme de la répartition des modules de liaison aux glucides dans les 2 banques.

Différentes familles de CBM ont été observées chez N. corniger et chez T. hispaniolae.
Chez N. corniger, les CBM majoritairement rencontrés sont les CBM4 (liaison au
xylane/glucane/cellulose), les CBM22 (liaison au xylane/glucane) et les CBM35 (liaison au
xylane/mannane/galactane). Les CBM4 (liaison au xylane/glucane/cellulose) sont retrouvés
associés a des GH10 ou des GH11 dans les deux banques, ils permettent donc un ancrage de
I’enzyme a un xylane qui est son substrat, ou bien un ancrage dans I’environnement proche
du substrat de I'enzyme. Les CBM22 (liaison au xylane/glucane) sont liés soit a des GH10,
soit a des GH5. Les CBM35 (liaison au xylane/mannane/galactane) sont tous liés a des GH26.
D’autres familles de CBM sont rencontrées : les CBM6 (liaison au xylane/glucane), les CBM27
(liaison au mannane), les CBM51 (liaison au galactose), puis les CBM48 (liaison au glycogene)
et les CBM50 (liaison au chitine/peptidoglycane). On trouve les CBM6 (liaison au
xylane/glucane) liés a des GH10 ce qui va aussi permettre la liaison de I’enzyme a un xylane.
Les CBM27 (liaison au mannane) retrouvés ne font pas partie d’organisation
multimodulaires, mais on peut noter la présence de GH26 sur le contig. Comme les GH26
sont des mannanases, la présence de CBM27 correle bien I'activité de I'enzyme et celle du
clone puisqu’il a été identifié sur AZCl-galactomannane. Des CBM51 (liaison au galactose)
sont retrouvés. lIs ne sont jamais liés a des GH mais leurs génes sont associés en cluster avec

plusieurs genes codant des GHs. Le seul module appartenant a la famille des CBM48 (liaison
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au glycogéne) n’est pas lié a un autre module protéique. Sur le clone, on trouve une GH44.
Enfin, deux CBMS50 (liaison au chitine/peptidoglycane) sont associés sur la méme séquence
protéique. Sur le contig on trouve une GH5 et une CE4. Toutes ces activités vont dans le sens
d’une hydrolyse de la chitine chez N. corniger, ce qui est en accord avec les activités
trouvées aprés annotation (figure 40, tableau 9 A et B). Tous ces CBM semblent corréler avec
les activités des GHs qui ont été trouvées chez ce termite et tous sont impliqués dans la
liaison aux polysaccharides de la paroi végétale.

Chez T. hispaniolae, les CBM majoritairement rencontrés sont les CBM35 (liaison au
xylane/mannane/galactane). lls sont retrouvés tous associés a des GH26 de la méme facon
que chez N. corniger. Ensuite, la famille CBM32 (liaison au lactose/galactose) est la plus
rencontrée. lls sont toujours associés a des GH43. Certaines fois, il s’agit de protéines
contenant 4 modules (2 GH43 et 2 CBM32) mais pas toujours dans le méme ordre,
association déja rapportée dans la littérature (Mewis et al. 2016). Enfin, les CBM48 (liaison
au glycogeéne) et les CBM16 (liaison au cellulose/glucomannane) sont présents. Un seul
module de la famille des CBM48 (liaison au glycogene) est retrouvé lié a une GH13 qui est
une pullulanase. Le CBM permet donc a la GH de se fixer sur son substrat. Pour finir, un seul
CBM16 (liaison au cellulose/glucomannane) est retrouvé. Il est présent sur une protéine
trimodulaire CE3-GH5-CBM16 (figure 40, tableau 10).

Le CBM16 de cette protéine peut se fixer sur la cellulose ou sur le glucomannane. La partie
GH5 de la protéine peut hydrolyser, notamment, de la cellulose ou du mannane. Il peut donc
y avoir fixation sur le substrat qui sera dégradé par la suite. Dans un contexte d’une paroi
végétale plus ou moins intacte, la protéine peut se fixer sur un polysaccharide et dégrader
les substrats I'entourant. L’activité du module CE3 est connue pour hydrolyser les
groupements acétyles des xylanes. D’autre part, la partie GH5 peut exercer une activité
glucanase ou endo-xylanase. On peut donc imaginer que cette protéine peut se fixer sur la
cellulose, par exemple, par son CBM16 pour ensuite retirer les acétylations présentes sur un
arabinoxylane environnant grace a la CE3 avant d’hydrolyser la chaine principale de ce

dernier avec le module GH5 pour libérer des xylooligosaccharides ramifiés.
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A

clone substrat testé annotation taxonomique annotation CAZy

corl6l AZO-Cel Treponema sp. GH5_4, CBM50-CBM50, CE4
corl87 AZO-Cel Treponema sp. GH5_4

cor27 AZO-Cel Fibrobacter sp. GH11-CBM4, CBM35-GH26
cor63 AZO-Cel/bglc Treponema sp. GH5 4

cor65 AZO-Cel/bglc Treponema sp. GH5 4

cor67 AZO-Cel/bglc Treponema sp. GH5 4

cor70 AZO-Cel/bglc Treponema sp. GH5_4, GH13 31

cor71 AZO-Cel/bglc Fibrobacter sp. GHS8 (x2), GT2-GT2, GT2
cor72 AZO-Cel/bglc Treponema sp. GH5 4

cor74 AZO-Cel/bglc Treponema sp. GH5 4

corl57 AZO-cel/AZCL-Xyloglc Treponema sp. GH5 4

corl73 AZO-cel/AZCL-Xyloglc Treponema sp. GH5 4

corl83 AZO-cel/AZCL-Xyloglc Treponema sp. GH5_10

corl07 AZO-Cel/AZCL-Xylan Treponema sp. GH5 4

cor222 AZO-Cel/AZCL-Xylan Fibrobacter sp. GH5_4, GH11, GT2

cor22 AZCL-gal/AZCL-Xylan Fibrobacter sp. GH10, GH11-CBM4, CBM35-GH26, CE2
cor78 AZCL-bglc/AZCL-Xylan Treponema sp. GH5_4-CBM22, GH73

cor60 AZCL-b-GIn/AZCI-Xyl/AZO-Cell Treponema sp. GH5_4-CBM22, GH73

cor79 AZCL-b-GIn/AZCI-Xyl/AZO-Cell Treponema sp. GH5_4-CBM22, GH73

cor83 AZCL-b-GIn/AZCI-Xyl/AZO-Cell Fibrobacter sp. GH5_4 (x3), GH11, GH74, CBM51, PL10_1
cor93 AZCL-b-GIn/AZCI-XylgIln/AZO-Cell Treponema sp. GH5_4 (x2)

cor95 AZCL-b-GIn/AZCI-Xyl/AZO-Cell Treponema sp. GH5_4-CBM22, GH73

cor98 AZCL-b-GIn/AZCI-XylgIln/AZO-Cell Treponema sp. GH44

cor33 AZCl-b-GIn/AZCl-Galman/AZCl-Xylgln/AZO-cell Pilobacter Propionicus GH5_4
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B

clone substrat testé annotation taxonomique annotation CAZy

cor?2 AZCL-Ara Fibrobacter sp. GH30, GH43, GH5 (x3), CBM51
cor 15 AZCl-Galman/AZCl-Xylan Fibrobacter sp. GH30, GH43, GH5 (x3), CBM51
cor 3 AZCl-Ara/AZCl-Galman/AZCl-Xylan Fibrobacter sp. GH30, GH43, GH5 (x3)

cor4 AZCl-Ara/AZCl-Galman/AZCl-Xylan Fibrobacter sp. GH30, GH43, GH5 (x3), CBM51
cor6 AZCl-Ara/AZCl-Galman/AZCl-Xylan Fibrobacter sp. GH30, GH43, GH5 (x3), CBM51
cor 10 AZCl-Ara/AZCl-Galman/AZCl-Xylan Fibrobacter sp. GH30, GH43, GH5 (x3), CBM51
cor 425 X-Ara Fibrobacter sp. GH30, GH43, GH5 (x3), CBM51
cor5 AZCL-Ara Fibrobacter sp. GH11, GH5 (x3), GH74 (x2), GH43, GH43-CBMS6, PL1
corl AZCl-Galman/AZCl-Xylan Fibrobacter sp. GHS5 (x2), GH30, GH74 (x2), GH43
cor9 AZCL-Ara Fibrobacter sp. GH53, PL11, GT4

cor 369 X-Xyl Treponema sp. GH3

cor 370 X-Xyl Treponema sp. GH3

cor 372 X-Xyl Treponema sp. GH3 (x2)

cor 368 X-Xyl Treponema sp. GH1, GH94

cor 367 X-Xyl Treponema sp. GH43, GH51, GH120, CE1 (x2)
cor 427 X-Ara Treponema sp. GH51

cor43l X-Ara Treponema sp. GH51

cor 432 X-Ara Treponema sp. GH51

cor 433 X-Ara Treponema sp. GH51

cor434 X-Ara Treponema sp. GH51

cor 436 X-Ara Treponema sp. GH2, GH51

cor 430 X-Ara Treponema sp. GH43, GH51

cor 426 X-Ara Treponema sp. GH51, GH127

cor 429 X-Ara Treponema sp. GH4, GH51, GT2

cor 435 X-Ara Treponema sp. GH27, GH31, GH51

cor 428 X-Ara Treponema sp. GH2, GH51, GH53, GH88, GT5
cor 437 X-Cel ND. GH1, GH94
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cor438 X-Cel ND GH1, GH94

cor43 AZCL-b-GIn Fibrobacter sp. GHS8 (x2), GT2, GT4

cor 45 AZCL-b-GIn/AZCl-Xylan/AZO-Cell Treponema sp. GH5

cor 356 AZCl-Xyloglucan/AZO-Cell Treponema sp. GH5

cor 355 AZCl-Xyloglucan/AZO-Cell Treponema sp. GH3, GH5

cor 44 AZCL-b-GIn/AZCl-Xyloglucan Treponema sp. GHS5 (x2), GH43, GT2

cor 69 AZCL-b-GIn/AZCI-Xyloglucan/AZO-Cell/X-Xyl Treponema sp. GH43, GH44, GH51

cor 357 AZCl-Xyloglucan/AZO-Cell Treponema sp. GHS5, GH18 (x2), GH20, GH94

cor 358 AZCL-b-GIn/AZCl-Xyloglucan/AZO-Cel Treponema sp. GH44, CBM48

cor 14 AZCl-Galman Treponema sp. GH26

cor 24 AZCl-Galman Treponema sp. GH26, CBM27

cor 28 AZCl-Galman Treponema sp. GH5, GH26, GH31, GH42, GH74, GH95, CBM27, GH43-CBM®6
cor 249 AZCl-Xylan Fibrobacter sp. GH11-CBM4, CBM35-GH26, GT2 (x2)

cor 247 AZCl-Xylan/X-Xyl Treponema sp. CBM22-GH10, GH30 (x2), GH31, GH43 (x3), GH43-CBM6, GH51 (x2), GH120
cor 29 AZCl-Galman/AZCl-Xylan Fibrobacter sp. GH11, GH26, GT2

cor 13 AZCl-Galman/AZCl-Xylan Fibrobacter sp. GH10-CBM4, CBM35-GH26

cor 38 AZCl-Galman/AZCl-Xylan Fibrobacter sp. GH10, GH10-CBM4, CBM35-GH26

cor 336 AZCl-Galman/AZCl-Xylan Fibrobacter sp. GH10, GH10-CBM4, CBM35-GH26

Tableau 9 A et B : Annotation fonctionnelle et taxonomique de la banque N. corniger. A : Annotation faite par mes soins. B : Annotation faite par Grégory

Arnal durant sa these. Les clones redondants sont indiqués en gris.
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clone substrat testé annotation taxonomique annotation CAZy

his1 AZCL-Galman Firmicutes GH5 (x2)

his2 AZCL-Galman Firmicutes CBM35-GH26

his3 AZCL-Galman Firmicutes GH5_4, CBM35-GH26

his4 AZCL-Galman Proteobacteria GH26

his5 AZCL-Galman Firmicutes CBM35-GH26

his8 AZCL-Galman Firmicutes CBM35-GH26

his9 AZCL-Galman Firmicutes GH26, CBM35-GH26

his10 AZCL-Galman Ascomycetes AA1 (x2)

his12 AZCL-Galman Firmicutes CH5_4, GH130, CBM35-GH26

his14 AZCL-Galman Firmicutes GH13, CBM35-GH26

his17 AZCL-Galman Firmicutes GH5_4, GH130, CBM35-GH26

his19 AZCL-Galman Firmicutes GH26, GH26-CE3, CE3

his20 AZCL-Galman Firmicutes CBM35-GH26

his23 AZCL-Galman Firmicutes CBM35-GH26

his25 AZCL-Galman Firmicutes CE3-GH5-CBM16

his68 AZCL-Xyloglc Firmicutes GH1, GH5_4, GH43-CBM32-GH43-CBM32, GH130
his71 AZCL-Xyloglc Firmicutes GH3, GH5_4, GH29, GH31

his72 AZCL-Xyloglc Firmicutes GH5_4 (x2), GH9, GH27

his74 AZCL-Xyloglc Firmicutes GH3, GH5_4, GH29

his77 AZCL-Xyloglc Bacteroidetes GH3, GH5_4 (x2), GH9, GH26 (x2), GH27, GH130
his83 AZCL-Xyloglc Bacteroidetes GH3, GH5_4 (x2), GH9, GH26 (x2), GH27, GH130
his65 AZCL-Xylan Bacteroidetes GT3-GT35, GT4

his37 AZO-cel Bacteroidetes GH5_4 (x2), GH27

his40 AZO-cel Firmicutes GH9

his43 AZO-cel Bacteroidetes GH5_4 (x2), GH9, GH27

his44 AZO-cel Firmicutes GH5_4 (x2), GH27, GH97

his47 AZO-cel Fibrobacter GH5_2, GH23, GT2

his52 AZO-cel Bacteroidetes GH3, GH5_4 (x2), GH9, GH26 (x2), GH27, GH33 (x2), GH130
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his61 AZO-cel Bacteroidetes GH3, GH5_4 (x2), GH9, GH26 (x2), GH27, GH130

his62 AZO-cel Fibrobacter GH5_2, GT2, GT2-GT2

his63 AZO-cel Bacteroidetes CH5_4, GH27

his184 X-ara Firmicutes GH31, GH43 (x2), GH51, GH88

his186 X-ara Firmicutes GH31, GH35, GH51 (x2), GH88, GH127 (x2), PL12_1

his187 X-ara Spirochaetes GH51

his188 X-ara Firmicutes GH31 (x2), GH43 (x2), GH51, GH88

his189 X-ara Actinobacteria GH39, GH51

his190 X-ara Firmicutes GH31,GH35, GH43-GH43-CBM32-CBM32, GH51 (x2), GH88, GH127 (x2), PL12_1
his191 X-ara Firmicutes GH31,GH35, GH43, GH51 (x2), GH88, GH127 (x2), PL12_1
his192 X-ara Actinobacteria GH39, GH51

his194 X-ara Firmicutes GH31,GH35, GH51 (x2), GH88, GH112, GH127 (x2), PL12_1
his199 X-ara Firmicutes GH51

his101 X-xyl Bacteroidetes GH23, GH123

his109 X-xyl Firmicutes GH3

his117 X-xyl Actinobacteria GH13_18, GH120

his120 X-xyl Sinergistetes GH2, GH3

his121 X-xyl Actinobacteria GH3, GH13 13, CBM48-GH13

his124 X-xyl Firmicutes GH29, GH51, GH112

his138 X-xyl Firmicutes GH3

his220 X-cel Firmicutes GH2, GH3

his221 X-cel Firmicutes GH1

his223 X-cel Firmicutes CBM35-GH26

his32 bGlc/Cel Fibrobacter GH5_4, GT4

his42 XylGlc/Cel Bacteroidetes GH5_4 (x2), GH9, GH27, GH130

his53 XylGlc/Cel Bacteroidetes GH3, GH5_4 (x2), GH9, GH26 (x2), GH27, GH33 (x2), GH130
his56 XylGlc/Cel Fibrobacter GT4

his64 XylGlc/Cel Bacteroidetes GH3, GH5_4 (x2), GH9, GH26 (x2), GH27, GH130
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his171 X-Ara/X-Xyl Actinobacteria GH1 (x2)

his15 bGlc/Gal/Cel Bacteroidetes GH3, GH5_4 (x2), GH9, GH26 (x2), GH27, GH130

his24 bGlc/Gal/Xylglc Bacteroidetes GH5_4, GH27

his26 bGlc/Xylglc/Cel Firmicutes GH1, GH5_4, GH43-CBM32 (x2), GH130

his27 bGlc/Xylglc/Cel Bacteroidetes GH5_4 (x2), GH9, GH27

his30 bGlc/Xylglc/Cel Bacteroidetes GH3, GH5_4 (x2), GH9, GH26 (x2), GH27, GH130

his34 bGlc/Xylglc/Cel Bacteroidetes GH3, GH5_4 (x2), GH9, GH26 (x2), GH27, GH33 (x2), GH130

his49 Xylglc/Cel/X-Cel Bacteroidetes GH3, GH5_4 (x2),GH5_7, GH9, GH26 (x2), GH27, GH130

his21 bGlc/Xylglc/Cel/Gal  Bacteroidetes GH3, GH5_4 (x2),GH5_7, GH9 (x2), GH26 (x2), GH27, GH130

his28 bGlc/Xylglc/Cel/X-Ara Firmicutes GH1,GH5_4, GH43, GH51 (x2), GH88, GH127 (x2), GH130, GH43-CBM32-GH43-CBM32,PL12_1

Tableau 10 : Annotation fonctionnelle et taxonomique de la banque T. hispaniolae.
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V.  Comparaison des microbiotes

Lors de I'annotation fonctionnelle, une annotation taxonomique est réalisée dans le but
d’identifier I'organisme d’origine des génes mis en évidence. Cependant il est rare de
pouvoir pousser I'annotation taxonomique jusqu’a l'identification de I'espeéce, les séquences
étant relativement divergentes de celles présentes dans les bases de données car il existe
encore peu de génomes de référence pour les termites (Huson et al. 2007). Chez N. corniger
on retrouve trés majoritairement deux genres bactériens: Treponema et Fibrobacter
(tableau 9 A et B). Ces genres appartiennent respectivement aux embranchements des
Spirochaetes et des Fibrobacteres. Ces résultats sont en accord avec la publication de He et
coll. (He et al. 2013), dans laquelle les auteurs ont comparé le microbiote des termites N.
corniger et A. weheeleri. lls ont montré que les Spirochaetes et Fibrobacteres, font partie des
embranchements spécifiques des termites supérieurs et qu’ils sont trés majoritaires chez N.
corniger. Les résultats que nous avons obtenus avec une méthode d’analyse différente sont
en accord avec ceux de I'étude de He et collaborateurs. Par contre il est intéressant de
constater que le microbiote de ce termite n’est pas trés diversifié, ce qui peut étre lié au fait
que N. corniger est un termite xylophage strict. La diversité de I'alimentation étant moins
importante, la collection d’enzymes de deux genres bactériens seulement peut étre

suffisante pour digérer ces substrats.

Chez T. hispaniolae les deux embranchements bactériens majoritairement retrouvés sont les
Firmicutes et les Bacteroidetes. Contrairement au microbiote de N. corniger, d’autres
embranchements sont également présents : les Actinobacteria, les Fibrobacteres, les
Proteobacteria, les Ascomycetes, les Spirochaetes et les Synergistetes (tableau 10). Ces deux
embranchements principaux sont retrouvés chez les termites supérieurs et inférieurs ainsi
gue dans le microbiote d’autres animaux (bovins, ovins, humains...) (He et al. 2013 ; Flint et
al. 2008). Les Bacteroidetes sont aussi retrouvés dans le sol. Les Actinobacteria et les
Fibrobacteres étant les embranchements spécifiques des termites supérieurs, il était attendu
de les retrouver (He et al. 2013). Le fait que T. hispaniolae soit un termite humivore et
xylophage explique probablement une plus grande diversité du microbiote liée a la grande

diversité de substrats.
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Dans des études antérieures comme celle sur le microbiote de A. weheeleri (He et al. 2013),
qui est un termite se nourrissant sur des excréments de bovins, on retrouve beaucoup
d’especes différentes appartenant a I'embranchement des Firmicutes. On retrouve
également des Spirochaetes et quelques bactéries appartenant a d’autres embranchements
tels que les Synergistetes et plus rarement les Bacteroidetes. Donc, le microbiote est ici
composé de bactéries appartenant aux embranchements spécifiques des termites
supérieurs ainsi qu’a d’autres embranchements. On peut donc penser que, comme pour T.

hispaniolae, le microbiote est plus diversifié que celui de N. corniger en raison d’une

alimentation plus variée.

Dans une étude récente (Rossmassler et al. 2015), six espéces de termites supérieurs
appartenant a quatre groupes différents ont été étudiées: Nasutitermes corniger et
Microcerotermes parvus qui sont des termites xylophages, Cornitermes sp. se nourrissant de
litiere, Termes hospes et Neocapritermes taracua qui sont humivores, et enfin, Cubitermes
ugandensis qui se nourrit sur le sol. Dans I'un des compartiments du tractus digestif des
termites se nourrissant de bois et de litiere, 'embranchement principalement retrouvé est
celui des Spirochaetes. Cet embranchement est retrouvé en faible proportion chez les
termites se nourrissant d’humus et de sol. Les embranchements TG3 et Fibrobacteres ne
sont retrouvés que chez les termites se nourrissant de bois et de litiere. Dans un autre
compartiment, on trouve trés majoritairement des Firmicutes dans les six especes étudiées.
Dans certaines espéces, on y retrouve aussi des Spirochaetes et des Actinobacteria. Dans un
troisitme compartiment le microbiote est plus diversifié avec cependant une grande
proportion de Bacteroidetes.

Dans notre étude, les embranchements Firmicutes, Actinobacteria et Bacteroidetes ne sont
pas retrouvés chez N. corniger. Nos annotations taxonomiques ont uniqguement été faites a
partir des données de métagénomique fonctionnelle alors que dans I'étude de Rossmassler
les données taxonomiques viennent de métagénomique 16S et de RNAseq, qui est une
méthode plus adaptée a I'identification taxonomique que la métagénomique. Cela explique
pourquoi nous avons trouvé une plus faible diversité dans le microbiote de N. corniger que

dans I’étude de Rossmassler.
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Dans I'étude de Rossmassler, les embranchements trouvés pour des termites humivores

correspondent a ceux que nous avons identifiés pour T. hispaniolae.

Nos résultats, comparés a d’autres études sur des termites supérieurs, vont dans le sens
d’un microbiote totalement adapté a I'alimentation du termite (Rossmassler et al. 2015). Ces
résultats sont en accord avec une étude de Hongoh et collaborateurs (Hongoh et al. 2005)

dans laquelle ils ont montré que le microbiote des termites a co-évolué avec son hoéte.

VI. « Polysaccharide utilization locus » (PUL)

Les PULs sont des regroupements de genes codant des protéines dont les activités
permettent de dégrader totalement et spécifiguement un type de polysaccharide. Le
premier systéme décrit et qui est le plus étudié est le systéme Sus (« Starch utilization
system ») qui permet la reconnaissance, la dégradation et I'internalisation de I'amidon et de
ses produits de dégradation par la bactérie (cf introduction p. 42). Les systémes fonctionnant
sur le méme principe et spécifiques a d’autres polysaccharides sont dits Sus-like. Les
bactéries les plus connues pour posséder des PULs tels que le systeme SUS sont les
Bacteroidetes (Martens et al. 2009 ; Martens et al. 2011 ; Bolam et Koropatkin 2012).

Lors de I'annotation fonctionnelle, des protéines appartenant a des systemes Sus-like
ont été identifiées dans la banque de T. hispaniolae sur une dizaine de clones. Les protéines
similaires a SusD et/ou SusC ont été trouvées. SusD est une protéine ancrée a la membrane
externe des bactéries et responsable de la reconnaissance du polysaccharide. SusC est une
protéine transmembranaire située dans la membrane externe de la bactérie et permet
I'internalisation des produits de premiére hydrolyse du polysaccharide (Martens et al. 2009).
Comme I'embranchement des Bacteroidetes est I'un des plus présents dans le microbiote de
T. hispaniolae, il semble logique de retrouver des protéines appartenant a des systemes Sus.
Par contre, aucune protéine de ce type n’a été identifiée dans le métagénome de M.
corniger, qui est dépourvu de bactéries appartenant a 'embranchement des Bacteroidetes.
L’hypothése est que si de telles séquences existent dans le métagénome de N. corniger, elles
sont peut-étre trop divergentes de celles référencées dans les banques de données et donc

elles n‘ont pas été identifiées. Cependant plusieurs exemples de PUL ont pu étre mis en
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évidence chez d’autres termites comme par exemple le termite champignonniste P. militaris,

donc ce résultat est plutot surprenant (Bastien et al. 2013).

D’autre part, certaines associations de modules ont été observées sur différents clones de T.
hispaniolae sans pour autant présenter des séquences analogues aux protéines Sus (GH3,
GH5_4 (x2), GH9, GH26 (x2), GH27, GH130 ou encore GH31, GH35, GH51 (x2), GH88, GH112,
GH127 (x2), PL12_1) et sont majoritairement en adéquation avec les substrats
chromogéniques sur lesquels les clones ont été identifiés (tableau 10, figure 41). Par contre,
ces  associations ne sont pas référencées  dans la PUL  database

(http://www.cazy.org/PULDB/). Par exemple, dans la PULDB, I’association GH5, GH26, GH27,

GH130 n’a été observée que chez Flavobacterium johnsoniae qui appartient a
I'embranchement des Bacteroidetes. Les Bacteroidetes étant connues pour posséder des

PULs, il est possible que ceux identifiés dans notre étude ne soient pas encore référencés.

Cor60 GH5_4-CBM22 I— GH73

Cor79 GH5_4-CBM22 GH73

100% 99%
Cor95 GH5_4-CBM22 ———| GH73
100% 99%
Cor78 GH73 |—— GH5_4-cBM22
100% 100%

100% 100% 100% 100% 100%
80% 91% 91% 81% 93%
oot (e [
78% 92% 97% 95% 75%
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His15 —-<GH5_4KGH5_4 |—<GH9 |<GH130 RagB/SusD
His21 RagB/SusD GH130 >| GH9>| GHo >_| GH5_4 >| GH5_4 >-

98% 98% 99% 99%  98% 99% 100%  99% 99%
98% 97% 99% 99%  98% 98% 100%  99% 98%
97%  99% 100% 99% 98% 98%  98% 98% 98%
98%  62% 98%  99% 99% 99% 99%  99%
His53 -“—' SusC!RagA} RagBISust GH130>| GH9>{ GH5_4 >‘ GH5_4 >-_
97% 98% 99%  98% 99%  98% 99% 98% 97%
97% 98%  99%  98% 99% 98%  99% 98% 97%

44% 100% 100% 100% 100% 100% 100% 100%

100% 100% 100% 100% 100% 100% 100% 100%

100% 100% 100% 100% 100% 100% 100% 100%

Figure 41 : Représentation schématique de regroupements de génes chez T. hispaniolae (His) et N.
corniger (Cor). Le sens de la fleche indique I'orientation du géne. Les pourcentages indiqués
correspondent au pourcentage d’identité de séquence par rapport au groupe de génes en haut de

chaque encadré noir.
Chez N. corniger, des regroupements de CAZymes ont été observés sur peu de clones

(GH5_4-CBM22, GH73 ou encore GH5, GH30, GH43) (tableau 9 A et B, figure 41). Seule

I'association GH5, GH30, GH43 est retrouvée chez des especes de Bacteroidetes dans la PUL
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database. De la méme maniere que pour T. hispaniolae, il est possible que les associations

observées ici n’aient pas encore été décrites.

VII. Conclusion — Discussion

Dans cette étude, nous avons pu montrer qu’il existe bien une corrélation entre les
activités identifiées et I'alimentation des deux termites étudiés.
En effet N. corniger, qui est un termite xylophage strict, se nourrit exclusivement de bois et
notamment de bois sain dont la paroi végétale est intacte et difficile a dégrader (Somerville
et al. 2004). Le crible fonctionnel primaire sur substrat chromogénique semblait indiquer
une majorité d’enzymes a activité endoglycosidase pour dégrader principalement les
polysaccharides. Le microbiote intestinal de ce termite semble produire un arsenal
d’enzymes capables de dégrader efficacement tous les polysaccharides qui composent la
paroi végétale. Par rapport au crible fonctionnel sur substrat chromogénique, I'annotation
fonctionnelle indique que la différence de proportion d’activités endoglycosidase et
exoglycosidase n’est pas aussi importante, ce qui est logique puisque qu’il faut un mélange
de ces activités pour dégrader totalement les polysaccharides de la paroi végétale. D’autre
part les cribles sont faits avec certains substrats choisis (pour trouver certaines activités en
particulier), qui apportent donc un biais dans les activités identifiées. Ensuite, les fosmides
contiennent des inserts de grande taille (40kb) qui permettent de préserver I'organisation
des métagénomes d’origine. Il est donc logique de trouver beaucoup de GH par I'annotation
fonctionnelle mais par contre sans aucune garantie de leur réelle activité.
Les résultats de I'analyse fonctionnelle et taxonomique correlent avec d’autres études faites

sur la méme espéce de termite et d’autres appartenant au méme genre.

Chez T. hispaniolae, un termite humivore et xylophage, les cribles fonctionnels primaires
laissaient penser que la majorité des enzymes produites par le microbiote intestinal présente
des activités exoglycosidase. Ces résultats allaient dans le sens d’une alimentation de bois en
partie dégradé et de matiere en décomposition. L’annotation fonctionnelle des enzymes
présentes dans le métagénome du termite montre qu’elles sont aussi composées en

majeure partie d’enzymes a activité exoglycosidase mais la tendance tend a s’équilibrer.

108



Pour les mémes raisons que pour la banque métagénomique de N. corniger, il est logique de
trouver beaucoup plus de GH lors de I'annotation fonctionnelle que lors des cribles car tous
les substrats existant dans la nature ne sont pas criblés. Par contre on trouve moins de GH
actives sur les pectines, ce qui pourrait indiquer que les protéines nécessaires sont codées
par d’autres génomes ou dans d’autres zones du génome puisque les activités pectinases
n‘ont pas été recherchées lors des criblages. A I'inverse, un nombre important de modules
actifs contre les polysaccharides de réserve et des protéines glycosylées ont pu étre
identifiées. Ces substrats sont en grande partie retrouvés dans les racines. Tout cela correle
donc bien avec un termite se nourrissant au niveau du sol d’humus et de bois partiellement
décomposé.

L’étude taxonomique a montré que le microbiote semble spécifique du type d’alimentation
du termite ce qui correle avec d’autres études comme celles de Hongoh, de Bastien ou de He

(Hongoh et al. 2005 ; Bastien et al. 2013 ; He et al. 2013).

Les annotations fonctionnelles ont permis d’identifier d’autres catégories d’enzymes telles
gue des estérases, des lyases et des modules de liaison au glucides. Ces différentes protéines
sont essentielles a la dégradation totale ou partielle de substrats complexes comme ceux
retrouvés dans les parois végétales. Ces modules ainsi que des GH sont codés dans des
regroupements de genes, notamment chez T. hispaniolae et sont en accord avec les activités

des clones dans lesquels ils ont été identifiés.

Enfin, on a pu trouver dans ces métagénomes des genes codant des protéines ayant des
organisations multimodulaires originales qui pourraient étre intéressantes a caractériser
d’un point de vue fonctionnel et structural, comme par exemple la protéine contenant les
modules CE3-GH5-CBM16 identifiée dans la banque de T. hispaniolae et qui pourrait étre

active sur substrats complexes.
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Chapitre II : Etude fonctionnelle de GH¥,
une nouvelle enzyme impliquée dans la
dégradation de polysaccharides de la
paroi végetale ?

I. Introduction :

La paroi végétale est une structure complexe composée de polysaccharides (cellulose,
hémicelluloses et pectines), de lignine et de protéines (Somerville et al. 2004 ; Burton,
Gidley, et Fincher 2010; Gorshkova, Kozlova, et Mikshina 2013). Il s’agit de la plus
abondante source de carbone organique renouvelable de la biospheére.

Les polysaccharides de la paroi végétale sont organisés en un maillage dense et rigide. Leur
organisation fait de la paroi végétale une structure difficile a hydrolyser car il faut casser les
liaisons existantes entre les différents polysaccharides pour ensuite les dégrader.

Pour maximiser sa valorisation, il est nécessaire de développer de nouveaux biocatalyseurs
capables de dégrader efficacement la cellulose et les hémicelluloses qu’elle contient. Et les
glycosides hydrolases (GHs) semblent étre des biocatalyseurs de choix pour assurer cette
dégradation.

Pour ce faire, différentes banques métagénomiques ont été créées dont une a partir du ver
de Madagascar Ponthoscolex corethrurus. Ce ver est géophage et vit dans des zones
humides. Il est connu pour tolérer une grande variation de propriétés physicochimiques du
sol et de températures. Il est tres efficace pour assimiler de la matiére organique de faible
qualité et est capable de coloniser des territoires (Lavelle et al. 1987).

Le criblage fonctionnel, sur substrats chromogéniques, de la banque métagénomique de ce
ver a permis d’identifier de nombreux clones actifs sur divers substrats représentatifs de la
biomasse lignocellulosique allant du pNP-arabinose a I’AZCL-cellulose. Un des 7 clones actifs

sur X-cellobioside a particulierement attiré notre attention (figure 42).
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GH4 1 GH* Transp  Transp Transp Transp GH1_5

Séquence Séquence i . Séquence
Séquences codant des transporteurs a
codant une 6- codant une hexose-6-ohosphate hvoothétiques codant une B-
phospho-p- glycoside phosp YP q glucosidase

glucosidase hydrolase hypothétique
hypothétique hypothétique

Figure 42 : Représentation schématique du fragment de génome sur lequel se trouve la séquence

de GH*. Le sens des fleches indique I'orientation du géne.

L’annotation fonctionnelle a révélé 3 GH hypothétiques dont 2 ont pu étre annotées comme
appartenant aux familles GH1 et 4 en se basant sur la classification CAZy

(http://www.cazy.org/) (Lombard et al. 2014). Ces familles présentent majoritairement des

activités B-glucosidases et 6-phospho-B-glucosidases respectivement. De facon intéressante,
la 3°™e GH a été annotée comme étant une GH hypothétique qui n’a pu étre assignée 3
aucune des 135 familles de GH existantes actuellement dans la base de données CAZy. Cette
enzyme notée GH* pourrait étre une protéine appartenant a une nouvelle famille de GH si
son activité glycoside hydrolase peut étre démontrée. En tenant compte de I'activité du
clone sur lequel 'enzyme a été identifiée, nous pouvons penser que GH* pourrait avoir une
activité sur des oligo et/ou des polysaccharides constituant la paroi végétale. Néanmoins,
I'activité cellobiohydrolase détectée lors du criblage fonctionnel peut étre conférée par une
autre GH du fosmide. Il est donc nécessaire de finement caractériser cette enzyme.

En réalisant un alignement de séquences, les meilleurs scores d’alignement, pour des
enzymes caractérisées ou annotées, ont été obtenus avec des GH5 mais ayant une identité

de séquence avec GH* assez faible (Tableau 11).
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Protéine Organisme Score Pourcentage E-value | Identité
de couverture

Protéine hypothétique Enterobacter absuriae 742 100% 0,0 99%
Protéine périplasmique Enterobacter cloacae 741 100% 0,0 99%
Protéine périplasmique Enterobacter 739 100% 0,0 99%
Protéine hypothétique Enterobacter absuriae 734 100% 0,0 98%
Protéine périplasmique Enterobacter absuriae 722 100% 0,0 96%
Protéine périplasmique Enterobacter sp. 722 100% 0,0 96%
Protéine hypothétique Enterobacter cloacae 721 100% 0,0 96%
Protéine périplasmique Enterobacteriaceae 721 100% 0,0 96%
Protéine hypothétique Enterobacter absuriae 720 100% 0,0 96%
Protéine hypothétique Enterobacter cloacae 720 100% 0,0 96%
Protéine hypothétique Enterobacter absuriae 719 100% 0,0 96%
GH5 Zymoseptoria tritici 40 51% 4,2 23%

Protéine hypothétique Dactylellina haptotyla 40 48% 4,2 22%
Protéine hypothétique Arthrobotrys oligospora 39,7 54% 5,8 17%
GH Sistotremastrum suecicum 39,7 49% 6,6 20%

Protéine hypothétique Acromobacter xylosoxidans | 36,2 12% 6,7 37%
GH5 Bipolaris victoriae 39,3 38% 7,6 23%
Régulateur de transcription LuxR Mycobacterium sp. 39,7 46% 7.8 25%
Protéine hypothétique Dactylellina haptotyla 39,3 54% 8,8 23%
Régulateur de transcription LuxR Mycobacterium sp. 39,3 46% 9,2 25%

Tableau 11: Résultats du BLAST de la séquence protéique de GH* contre la banque nr (non
redundant). Les résultats sont classés de haut en bas en % d’identité décroissant. Les 363 résidus de
GH* (peptide signal inclus) ont été alignés. Le pourcentage de couverture correspond a la taille de la
région alignée par rapport a la taille totale de GH*. Le pourcentage d’identité est calculé sur la région

alignée.

Cependant, d’aprés Bernard Henrissat, responsable de la base de données CAZy, cette
enzyme ne peut pas étre classée dans la famille des GH5 car il lui manque des signatures
caractéristiques de GH5, notamment un des deux acides glutamiques catalytiques (celui qui
joue le role de nucléophile). Sur la figure 43 on peut voir qu’une des signatures de la famille
5 n’est pas conservée chez GH*. En effet, au lieu de retrouver le motif NEP ou NEV, c’est le
motif YEP qui est retrouvé dans la séquence de GH*. L’acide glutamique du motif NEP/V chez

les GH5 est celui jouant le réle du résidu catalytique acide/base, cela laisse penser que
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I'acide glutamique 117 de GH* pourrait jouer un réle identique. D’autre part, on peut voir au
bas de la figure 43 qu’un autre motif conservé, EWG ou EFG n’est pas retrouvé chez GH*. A
la place, on trouve GWG. Or, l'acide glutamique de ce motif est celui jouant le réle de
nucléophile dans les GH5. Cela confirme donc la non-conservation du glutamate jouant le

réle de nucléophile dans la séquence de GH*.

Figure 43 : Parties d’alignement de GH* avec des GH5 caractérisées. Ces parties contiennent les

motifs de résidus conservés autour des résidus catalytiques.

D’autre part, cette enzyme a été annotée par I'équipe CAZy comme appartenant au clan des
GH-A, auquel appartient aussi la famille 5. Toutes les enzymes de ce clan possedent un
mécanisme par rétention de la configuration absolue du carbone anomérique et les deux
résidus catalytiques sont des acides glutamiques (Henrissat et Bairoch 1996), dont un
pourrait étre absent chez GH*. Comme on peut le voir en figure 44, ce résidu est essentiel
car impliqué dans la formation d’un intermédiaire réactionnel glycosyl-enzyme. L’absence de

ce résidu pourrait causer 'inactivité de GH*.
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Figure 44 : Schéma présentant le mécanisme d’hydrolyse par rétention de la configuration absolue

du carbone anomérique. Résidu acide/base : A ; résidu nucléophile : Nuc.

Une étude fonctionnelle a donc été menée afin de déterminer si GH* est active sur des
polysaccharides ou oligosaccharides et si elle peut jouer un réle dans la dégradation de la

biomasse végétale.

II. Détermination des conditions optimales pour I’expression de
GH*
A. Sous-clonage

Le fosmide N°405-E6 de la banque métagénomique contenant le géne d’intérét a été
utilisé pour amplifier la séquence de GH*. La taille attendue du gene est de 1 kb et on peut
voir sur le gel de la figure 45A que la bande la plus intense des pistes 3 et 4 migre a 1 kb. Il
semble donc que la séquence codant GH* ait bien été amplifiée. Le géne a été inséré dans
un plasmide pET28a entre les sites de restrictions Ndel et BamH1. La taille attendue pour le
vecteur avec l'insert est de 6,4 kb. Sur le gel de la figure 45B, on voit que la bande de la piste
3 fait 5,5 kb et celle de la piste 4 fait 6,5 kb. La différence de migration peut s’expliquer par

une différence d’enroulement du plasmide.
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Figure 45: A. Gel d’agarose aprés amplification de la séquence codant GH* par PCR. Piste 1:
marqueur de taille (kb) ; piste 2 : témoin négatif ; piste 3 : GH* (PCR avec 50 ng d’ADN matrice) ; piste
4 : GH* (PCR avec 100 ng d’ADN matrice) ; piste 5 : témoin de dépot (100 ng d’ADN). B. Gel d’agarose
apres extraction et purification du plasmide contenant la séquence de GH*. Piste 2 : marqueur de

taille (kb) ; piste 3 : pET28a-GH* issu du clone 1 (a 90 ng/ul) ; piste 4 : pET28a-GH* issu du clone 1 (a

117 ng/ul).

Les plasmides purifiés ont été envoyés a séquencer et les résultats ont validé le clonage de

GH*. Une fois la séquence validée, les tests d’expression ont pu étre réalisés.

B. Expression

Afin de trouver les meilleures conditions pour I'expression de GH*, différentes souches
d’E. coli (C41/DE3, Tuner/DE3 ou BL21/DE3) ont été testées. Les cultures ont été réalisées a
37 °C et deux conditions d’induction a I'lPTG ont été testées: 4 ha 37 °Cet 20 h a 16 °C. Les
extraits cellulaires contenant les protéines solubles et les fractions insolubles ont été
analysés par SDS-PAGE (figure 46). Les résultats montrent que 'induction est tres faible dans
les C41/DE3 quelles que soient les conditions d’induction. Dans les 2 autres souches
I'induction a 37°C pendant 4h avec 0,2 ou 1 mM IPTG entraine une importante production
de protéine recombinante dans la fraction insoluble. Les 2 meilleures conditions
d’expression semblent donc étre a 16 °C sur la nuit dans les souches BL21/DE3 et Tuner/DE3

car la majorité de la protéine se trouve dans la fraction soluble.
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Figure 46 : Gels SDS-PAGE présentant les résultats des tests d’induction. Induit a I'lPTG (1), fraction
insoluble (culot, C), fraction soluble (surnageant, S). La fleche montre la migration de GH*. Les

encadrés rouges montrent les plus fortes expressions de GH*.

Pour valider le meilleur protocole d’expression de GH* et sélectionner la meilleure souche,
un litre de culture des deux souches d’E. coli BL21/DE3 et Tuner/DE3 transformées avec le
plasmide pET28-GH* a été réalisé. Les deux cultures ont été induites par I'ajout d’1 mM et
de 0,2 mM d’IPTG respectivement a 16 °C sur la nuit. Les fractions solubles extraites ont été
chargées sur résine de cobalt pour purifier GH* par chromatographie d’affinité. Les fractions
d’élution de la chromatographie d’affinité ont été déposées sur gel SDS-PAGE pour
guantifier la production de GH* et déterminer quelle souche est la meilleure pour
I’expression de GH*. Les résultats des gels sont présentés en figure 47. GH* est éluée dans
les fractions a 100 mM d’imidazole et la protéine migre a la masse attendue. La bande dans
la 1°¢ fraction d’élution a 100 mM d’imidazole est un peu plus intense sur le gel
correspondant a I'expression dans la souche BL21/DE3. L'intensité de la bande de la 2°™me
fraction a 100 mM est équivalente dans les deux gels. Les fractions a 100 mM d’imidazole

rassemblées ont permis d’obtenir 10mg de protéine pour chaque production.
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Figure 47 : Gels SDS-PAGE présentant la purification de GH* aprés expression dans la souche
BL21/DE3 (A) et dans la souche Tuner/DE3 (B). Piste 1 : culot apres sonication ; piste 2 : surnagent
apres sonication ; piste 3 : non retenu sur la colonne ; piste 4 : marqueurs de taille (gel A) et lavage
avec le tampon sans imidazole (gel B); piste 5: lavage avec le tampon sans imidazole (gel A) et
marqueur de taille (gel B) ; piste 6 : lavage a 5 mM imidazole ; piste 7 : lavage a 10 mM imidazole ;
pistes 8 et 9 : élution de GH* a 100 mM imidazole ; piste 10 : lavage a 200 mM imidazole. Les bandes

correspondant a GH* sont entourées en vert.

Les conditions de culture bactérienne permettant de surexprimer la protéine recombinante
GH* ont donc été fixées comme suit : dans la souche d’E. coli BL21/DE3, la culture est dans
un premier temps réalisée a 37 °C jusqu’a ce que la DO a 600 nm atteigne une valeur de 0,6,
la culture est ensuite incubée pendant 20 h a 16 °C en présence de 1 mM d’IPTG pour

induire la production de la protéine.

III. Optimisation des conditions de purification
A. Chromatographie d’affinité sur ions métalliques immobilis€s

La premiere purification par chromatographie d’affinité sur ions métalliques immobilisés
(IMAC) a été réalisée en « batch » (cf matériels et méthodes) avec 2 ml de résine cobalt
(TALON), dans un tampon 20 mM Tris, 300 mM NaCl, pH 8,0. Aprées lyse des cellules, la
fraction soluble est déposée sur la résine. Un lavage avec 20 ml de tampon 20 mM Tris, 300
mM NaCl, pH 8,0 est alors effectué pour retirer tout ce qui ne s’est pas fixé sur la résine.
Initialement, un lavage a 5 mM d’imidazole était effectué mais il a été supprimé car il

n’apportait rien. Une partie des contaminants est éluée lors des deux lavages avec 5 ml de
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tampon 20 mM Tris, 300 mM NaCl, pH 8,0 contenant 10 mM d’imidazole (figure 48, pistes 6
et 7). GH* est ensuite éluée avec deux fois 5 ml de tampon 20 mM Tris, 300 mM NacCl, pH 8,0
contenant 100 mM d’imidazole (figure 48, pistes 8 et 9). Toutefois, des contaminants sont
co-élués avec la protéine d’intérét lors de cette étape (figure 48, pistes 8 et 9). Enfin un
lavage avec 5 ml de tampon 20 mM Tris, 300 mM NaCl, pH 8,0 contenant 200 mM
d’imidazole est effectué afin de retirer tout ce qui est resté fixé sur la résine. Avec ce
protocole de purification il semble qu’un peu de GH* soit éluée lors des différents lavages.
Cela peut étre di a un mauvais repliement de la protéine qui empécherait I'étiquette 6-

histidine de se fixer au cobalt correctement.

Figure 48 : Gel SDS-PAGE présentant la purification de GH* sur IMAC. Piste 1 : marqueurs de taille ;
piste 2 : culot apres sonication ; piste 3 : surnageant aprés sonication ; piste 4 : non retenu sur la
colonne ; piste 5 : lavage avec le tampon sans imidazole ; pistes 6 et 7 : lavage a 10 mM ; pistes 8 et
9 : élution de GH* a 100 mM imidazole ; piste 10 : lavage a 200 mM imidazole. L’élution de GH* est

entourée en vert.

Nous avons remarqué que lors du passage du tampon d’'IMAC a pH 8,0 a celui de
cristallisation a pH 5,0 (plus d’informations dans la partie DSF), des agrégats ou des
précipités se formaient, probablement d{ a I’écart de pH et a un passage trop rapide de l'un
a l'autre. Il a donc été décidé de faire I'étape de purification par affinité dans un tampon a
pH 7,0 afin de diminuer I’écart de pH entre les tampons. Le tampon choisi est 20 mM HEPES,

100 mM NaCl, pH 7,0.
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Une expérience comparative entre les 2 tampons de purification a donc été réalisée et les
résultats sont présentés en figure 49. Deux culots de culture ont été resuspendus, 'un dans
du tampon Tris (20 mM Tris, 300 mM NaCl, pH 8,0), 'autre dans du tampon HEPES (50 mM
HEPES, 100 mM NaCl, pH 7,0). Les mémes volumes de lavage que précédemment ont été
utilisés. Quand on compare les pistes 8 et 9 (figure 49) des 2 gels de la figure 49 a I'aide du
logiciel Image Lab (Biorad), il apparait que les bandes correspondant a GH* ont la méme
intensité. Il semble donc que la méme quantité de protéine soit éluée dans les 2 tampons
(environ 10mg). De plus, il y a moins de contaminants de haut poids moléculaire détectés sur
le gel correspondant a I’élution a pH7,0 (figure 49B). Le changement de tampon semble avoir
un effet positif au regard de la diminution de contaminants co-élués avec GH*. Enfin, la
comparaison des pistes 10 des 2 gels (figure 49) semble indiquer qu’il y a moins de GH*
éluée a 200 mM imidazole. Par conséquent, il semblerait que moins de protéine reste fixée
sur la colonne apreés I'élution a 100 mM.

Le passage de pH 8,0 en tampon Tris (20 mM Tris, 300 mM NacCl, pH 8,0) a un tampon HEPES
(50 mM HEPES, 100 mM NacCl, pH 7,0) permet donc d’avoir une protéine un peu plus pure en
sortie d’'IMAC.

Figure 49 : A. Gel SDS-PAGE présentant les résultats de I'IIMAC en tampon Tris a pH8,0. Piste 1:
culot aprés sonication ; piste 2 : marqueurs de taille ; piste 3 : surnagent apres sonication ; piste 4 :
non retenu sur la colonne ; piste 5 : lavage avec le tampon sans imidazole ; pistes 6 et 7 : lavage avec
10 mM imidazole ; pistes 8 et 9 : élution de GH* avec 100 mM imidazole ; piste 10 : lavage avec 200
mM imidazole. B. Gel SDS-PAGE présentant les résultats de I'lIMAC en tampon HEPES a pH7,0. Piste
1: marqueurs de taille ; piste 2 : culot aprés sonication ; piste 3 : surnagent aprées sonication ; piste
4 : non retenu sur la colonne ; piste 5 : lavage avec le tampon sans imidazole ; pistes 6 et 7 : lavage
avec 10 mM imidazole ; pistes 8 et 9 : élution de GH* avec 100 mM imidazole ; piste 10 : lavage avec

200 mM imidazole. L’élution de GH* est entourée en vert.
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Apres les IMAC a pH 8,0 et 7,0 les fractions contenant la protéine d’intérét sont dialysées
dans un tampon 20 mM citrate de sodium, 100 mM NaCl, pH 5,0. La quantité de protéine
précipitée semble étre beaucoup moins importante dans le boudin de dialyse en passant du
tampon HEPES a pH 7,0 au tampon citrate de sodium a pH 5,0 qu’en passant du tampon Tris
a pH 8,0 au tampon citrate de sodium a pH 5,0. En fin d'IMAC environ 10 mg de GH*
fortement enrichie sont obtenus. Ces résultats confirment l'utilisation du tampon 20 mM

HEPES, 100 mM NaCl, pH 7,0 pour la chromatographie d’affinité.

B. Chromatographie d’exclusion-diffusion

Suite a I'IMAC, les 2 fractions a 100 mM imidazole sont réunies et concentrées jusqu’a un
volume final d’environ 2 ml pour étre injectées sur colonne de filtration sur gel.
La premiere purification par chromatographie d’exclusion-diffusion a été réalisée sur une
colonne Sephadex S75 préparative 16/60 HiLoad (GE Healthcare) car la protéine possede
une masse moléculaire d’environ 40 kDa et que la gamme de séparation de cette colonne va
de 3 a 70 kDa (avec une séparation optimale entre 8 et 50 kDa). Le tampon d’élution est
composé de 50 mM de phosphate de sodium a pH 7,0. Le chromatogramme est présenté en
figure 50A. La protéine éluée avec un volume d’élution de 58 ml correspond a une protéine
d’environ 40 kDa en accord avec la masse moléculaire de GH*. Le gel SDS-PAGE (figure 50B)
ne présente qu’une seule bande pour la piste correspondant au pic 2. Cela indique donc que
la protéine est pure aprés I'étape de filtration sur gel. Toutefois, on peut voir sur le
chromatogramme (figure 50A) qu’une protéine est éluée avec un volume d’élution a la limite
du volume mort qui est de 46,5 ml. Sur gel SDS-PAGE, la fraction correspondant au pic 1 du
chromatogramme présente une seule bande correspondant a une protéine de 40 kDa
environ. Le pic 1 du chromatogramme indique donc probablement la présence de GH* sous
forme oligomérique ou agrégée dans les fractions correspondantes.
Afin de caractériser la protéine éluée avec un volume d’élution de 46,5 ml sur S75, la
filtration sur gel a été faite en sortir d'IMAC sur colonne S200 préparative 16/60 HiLoad (GE
Healthcare) dont la gamme de séparation s’étend de 10 a 600 kDa avec une séparation
optimale de 30 a 250 kDa. Les résultats de cette chromatographie sont présentés figure 50C.
On peut voir qu’une protéine est éluée avec un volume d’élution de 65 ml. Grace a la
calibration de la colonne, nous avons pu estimer qu’il s’agit d’'une protéine ayant une masse
moléculaire d’environ 80 kDa. Le gel SDS-PAGE (figure 50D) montre une seule bande
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correspondant a GH* (40 kDa). On peut donc en conclure que c’est trés probablement un
dimere de GH* qui est élué avec un volume d’élution de 65 ml. La protéine éluée avec un
volume d’élution de 77 ml correspond a une protéine d’environ 40 kDa et donc a GH* sous
forme monomérique.

Afin de confirmer que la protéine éluée avec un volume d’élution de 65 ml est bien un
dimere de GH*, un gel SDS-PAGE en condition réductrice et non réductrice a été réalisé
(figure 50E). En condition réductrice (en présence de B-mercaptoéthanol), une seule bande
correspondant a GH* est présente. En condition non-réductrice (en I'absence de B-
mercaptoéthanol), deux bandes sont présentes, une migre a 80 kDa et l'autre a 40 kDa. Ces
résultats ont permis de mettre en évidence que la bande a 80 kDa correspond bien a un
dimeére de GH*. Il doit donc se former un pont disulfure intermoléculaire pour former le

dimére.
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Figure 50 : Purification de GH* sur colonne de filtration sur gel. Chromatogramme de I’élution de
GH* sur colonne de filtration sur gel HiLoad Superdex S75 16/60 (A) et gel SDS-PAGE pour vérifier la
pureté apres purification sur S75 (B). Les volumes d’élution des pics 1 et 2 sont respectivement de 50
ml et 58 ml. Chromatogramme de I’élution de GH* sur colonne de filtration sur gel HiLoad Superdex
$200 16/60 (C) et gel SDS-PAGE pour vérifier la pureté apres purification sur S200 (D). Les volumes
d’élution des pics 1 et 2 sont respectivement 65 ml et 77 ml. Marqueurs de taille (M). Gel SDS-PAGE

apres S200 des fractions correspondant au pic 1 en présence et en absence de B-mercaptoéthanol

(B-ME) (E).
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Tous ces résultats montrent que GH* est pure, majoritairement sous forme monomérique,
aprés une 2°™m¢ étape de purification. La colonne permettant la meilleure séparation est la
S200 préparative car la gamme de masse de séparation est plus adaptée.

En fin de purification il reste environ 9 mg de protéine soit un rendement de 90 % entre les 2
étapes de purification.

Des expériences de fluorimétrie différentielle a balayage (DSF) (présentées ci-apres) ont
montré que le meilleur tampon pour GH* est un tampon 20 mM citrate de sodium, 100 mM
NaCl, pH 5,0. Pour les purifications sur S200 préparative, nous avons donc choisi d’effectuer

I’élution a 1 ml/min et dans le tampon 20 mM citrate de sodium, 100 mM NaCl, pH 5,0.

IV. Stabilité de GH*

Des expériences de DSF ont été menées afin de déterminer quel tampon est le plus
favorable pour la stabilité de GH* en mesurant sa température de fusion (Tx). Des tests
préliminaires ont permis de déterminer les conditions optimales de concentration en
protéine et en Sypro-Orange pour effectuer ces essais a 5 UM de GH* en présence de Sypro-
Orange a 5 X. Dans ces conditions (5 X Sypro, 5 uM GH*, tampon 50 mM phosphate de
sodium pH 7,0), le T, de la protéine obtenu est de 45,90 °C. A partir de ces données, un
crible développé dans I'équipe a été utilisé (cf Matériels et méthodes p. 84). Il permet de
cribler une large gamme de tampon et de pH (de 4,5 a 9,0) a différentes concentrations en
NaCl. Le crible a révélé que GH* est plus stable a des pH autour de 5,0 et 6,0 (T les plus
hauts) avec un T, autour de 58,5 °C alors que la protéine semble étre déstabilisée dans des

tampons a pH alcalin (T les plus bas autour de 35 °C) (figure 51).
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Figure 51 : Graphique présentant la température de fusion (Tm) de GH* en fonction du tampon
utilisé. Le trait rouge correspond au Tm de GH* obtenu dans le premier test, la zone de plus haut Tm

de I'’enzyme est entourée en vert.

Le tampon choisi pour garder la protéine ainsi que pour lancer les essais de cristallisation est
un tampon 20 mM citrate de sodium, 100 mM NaCl, pH 5,0 car ce tampon est un de ceux
dans lesquels GH* a la meilleure stabilité et car pour la cristallisation nous avons préféré
éviter la présence de phosphate dans le tampon. La salinité a été choisie a 100 mM car il faut
du sel dans le tampon pour I'étape de chromatographie d’exclusion-diffusion et le T, de GH*

est diminué de 1 a 2 °C a des concentrations en sel plus importantes.

V. Détermination de ’activité de GH*

Afin de découvrir 'activité de GH*, I'activité sur X-cellobioside (qui correspond a I'activité

du clone) a d’abord été évaluée mais n’a pas été validée. En conséquence, tous les substrats
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commerciaux entrant dans la composition de la paroi végétale ainsi que tous les
oligosaccharides modeles ont été criblés ainsi que des polysaccharides d’algues marines et

des sucres phosphates.

A. Criblage des pNP-glycosides

Ces substrats imitent des di- ou trisaccharides. Comme le groupement paranitrophénate
libéré par I’hydrolyse du substrat a une coloration jaune en milieu alcalin, les premiers
cribles ont été effectués a 40 °C dans un tampon a 200 mM HEPES a pH 8,0 afin de
rapidement cribler I'activité. Parmi les 19 pNP-glycosides testés, une activité a été détectée
sur 8 d’entre eux: pNP-a-L-arabinofuranoside, pNP-B-D-galactopyranoside, pNP-a-L-
arabinopyranoside, pNP-B-D-glucopyranoside, pNP-B-D-xylopyranoside, pNP-B-D-
lactopyranoside, pNP-acide sialique et pNP-acide glucuronique (tableau 12). Ces activités
témoigneraient d’une activité exoglycosidase de GH*. Il semblerait donc que la protéine
possede une ou plusieurs de ces activités : a-L-arabinofuranosidase, B-pD-galactosidase, a-L-
arabinopyranosidase, B-D-glucosidase, [-D-xylosidase, lactopyranosidase, sialidase ou
glucuronidase. Ces activités sont visibles aprés un temps relativement long (au moins 2 h,
voire plus de 4 h pour certaines) ce qui implique une activité faible et/ou des conditions non

optimales pour I'activité de GH*.
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Tableau 12 : Résultats des cribles sur pNP-glycosides, oligosaccharides et polysaccharides.
Paranitrophényl (pNP), galactose (Gal), arabinose (Ara), glucose (Glu), rhamnose (Rha), xylose (Xyl),
lactose (Lac), fucose (Fuc), mannose (Man), phosphate (P), acide (ac), pyranose (p) et furanose (f).

Les + représentent des activités positives, les +/- une activité faible et les — I'absence d’activité.

Afin de confirmer ces activités, des cinétiques ont été réalisées sur 24 h avec des
prélevements a 0 min, 30 min, 1 h, 2 h, 4 h, 8 h et 24 h, a 40 °C, dans un tampon 20 mM
citrate de sodium, 100 mM NaCl a pH 5,0. La plupart n’ont pas donné de résultats positifs.
Pour quelques substrats, des activités ont pu étre mesurées mais ces dernieres sont tres
faibles. Par exemple, nous avons mesuré une activité en présence de pNP-a-L-
arabinofuranoside d’environ 10% pmol/min/mg. Cette activité est quasi-nulle en
comparaison des arabinofuranosidases de familles classiques comme les GH43 ou 51 dont
les activités spécifiques sont de I'ordre de 10? pmol/min/mg (Paés et al. 2008 ; Lee et Lee

2014).

B. Recherche d’activité de phosphorolyse sur oligosaccharides

Selon I'annotation des experts de CAZy, GH* semble ne posséder que le glutamate
jouant le réle de résidu catalytique acide/base (E117) et une activité de phosphorolyse a
donc été envisagée. En effet les enzymes ayant ce type d’activité ne possedent que
I’acide/base catalytique et utilisent une molécule de phosphate inorganique pour remplacer
le résidu nucléophile catalytique manquant (Cuskin et al. 2015 ; Ladevéze et al. 2013).
Comme les enzymes faisant de la phosphorolyse ont une préférence pour les
oligosaccharides, des tests sur di- et trisaccharides en présence de phosphate inorganique a
10 mM ont été faits sur 24 h et le résultat a été observé sur CCM mais aucune activité de
phosphorolyse n’a été observée (tableau 12). Ces tests d’activités sur oligosaccharides avec

révélation par CCM n’ont pas non plus permis de détecter une hydrolyse.

C. Criblage sur polysaccharides
De la méme maniére que pour les pNP-glycosides, des cribles sur polysaccharides ont été
effectués. L'activité a été mesurée sur 24 h et révélée par dosage a I'acide dinitro-salicylique

(DNS). Les substrats testés sont présentés dans le tableau 12.
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Afin de déterminer sur quel substrat I'enzyme est la plus active, les hydrolyses des substrats
permettant une détection de I'activité ont été comparées sur 23 h en faisant un
prélevement aprés 16 h et un autre apres 23 h (figure 52). On voit sur le diagramme que
I'activité spécifique la plus élevée est mesurée en présence d’arabinoxylane de seigle (RAX,
barres violettes) puis d’arabinoxylane de blé (WAX, barres rouges) et de xylane de hétre

(barres bleues).

Figure 52 : Activité spécifique de GH* en mg/min/mg d’enzyme aprés 16 h et 23 h d’incubation.
Arabinoxylane de blé (WAX), WAX débranché par traitement enzymatique (Enz d WAX) et
arabinoxylane de seigle (RAX). Le xylane est un xylane de hétre. Les expériences ont été faites en

triplicatas (n=3).

Ce résultat permet de penser que GH* a une activité xylanase avec une capacité a
accommoder les substitutions. En effet, les arabinoxylanes de blé et de seigle sont constitués
d’'une chaine principale de D-xyloses liés en f-1,4, ramifiée par des résidus L-
arabinofuranosides liés en a-1,2 ou en a-1,3. La répartition des ramifications n’est pas la
méme entre les deux polysaccharides. Le xylane de hétre posséde lui aussi une chaine
principale de p-xyloses liés en B-1,4, par contre les ramifications sont majoritairement des
résidus d’acide glucuronique liés en a-1,2 et minoritairement des résidus L-

arabinofuranosides liés en a-1,2 ou en a-1,3.
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Les activités sur RAX et WAX semblent plus fortes que celle sur WAX débranché
enzymatiquement, I’hypothése que GH* puisse accommoder les résidus o-L-
arabinofuranoside semble confirmée. En effet le RAX et le WAX possedent 62 % de B-D-
xylose (chaine principale) et 38 % d’a-L-arabinose (ramifications) alors que le WAX
débranché enzymatiquement possede 70 % de B-D-xylose et 30 % d’a-L-arabinose. Ce
substrat a été traité par I'a-L-arabinofuranosidase de Bacteroides ovatus qui hydrolyse
spécifiguement les liaisons a-1,3 sur les xyloses di-substitués. L’activité plus faible obtenue
sur ce substrat améne deux autres hypothéses : la 1% est que la faible activité vient du fait
qu’il y a moins de ramifications et la 2°™¢ serait que GH* a une préférence (non exclusive)
pour les liaisons a-1,3 et donc quand il y a moins de ramifications en a-1,3, I'enzyme est
moins efficace.

Le WAX débranché par traitement acide a été testé. |l ne posséde quant a lui que 22 % d’a-L-
arabinose (contre 78 % de B-D-xylose). Le fait qu’il y ait peu de ramifications doit expliquer
I’absence d’activité de GH* sur ce substrat.

La détection d’une activité sur tous ces substrats va dans le sens d’une activité endo-
xylanase ou éventuellement B-xylosidase. La différence d’activité entre ces substrats peut
s’expliquer par la différence de distribution et du nombre des ramifications tout au long du

polysaccharide.

Une cinétique sur 24 h a été réalisée sur le substrat qui semble étre le meilleur, le RAX, afin
de déterminer I'activité spécifique de GH* (figure 53).

Cette activité est de 0,023 + 0,002 pmol/min/mg. Ce qui est trés faible au regard des
xylanases connues dans la littérature. Par exemple la xylanase (GH11) de T. xylanilyticus a
une activité spécifique de 1750 + 90 U/mg (Paés et al. 2007) ou encore la xylanase Xyn10N18
venant d’'une banque métagénomique de rumen présente une activité spécifique de 822,6

U/mg (Gong et al. 2013).
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Figure 53 : Courbe présentant la quantité de xylobiose (X2) libéré en fonction du temps. L’hydrolyse
du RAX a été faite sur 8 h en présence de GH*. La régression linéaire donne la fonction suivante : y =

0,077x —0,0156 avec un R = 0,9967.

En conséquence, comme l'activité de GH* est tres faible et sachant que certaines GH ont
besoin d’un cofacteur, des tests sur polysaccharides en présence soit de NADH, soit de
calcium, soit de phosphate inorganique ont été effectués. Les activités obtenues sur

polysaccharides restent inchangées en présence ou en absence de ces cofacteurs.

VI. Conditions retenues pour I’étude fonctionnelle de GH*

A. Détermination du pH optimal

Ces mesures ont été effectuées par Franck Moncassin pendant son stage de M2R sur le
meilleur substrat de GH*, le RAX. Les résultats obtenus sont présentés en figure 54. La
gamme de pH va de 2,6 a 8,0 et les mesures ont été réalisées a 40 °C.
On peut voir sur la figure 54 que GH* présente un maximum d’activité a pH 5,5 dans un
tampon citrate-phosphate. D’autre part, nous avons constaté que GH* présente une activité
supérieure a 90 % entre des valeurs de pH allant de 4,5 a 6,0. Or, par DSF nous avons
déterminé que GH* est plus stable a des valeurs de pH situées entre 4,5 et 5,5. Il apparait
donc que I'enzyme présente la meilleure activité quand elle est dans un tampon ou elle est
la plus stable. Sur la figure 54, on voit aussi que I'activité diminue pour des valeurs de pH

supérieures 6,0 ce qui correle aussi avec les résultats de DSF qui avaient mis en avant que
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GH* est moins stable a des pH alcalins (entre pH 8,0 et 9,0). On note aussi que GH* perd

quasiment 100 % de son activité a partir de valeurs de pH inférieures a 4,0.
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Figure 54 : Courbe présentant I'activité spécifique relative de GH* en fonction du pH. La valeur de

pH optimal est entourée en vert.

B. Détermination de la température optimale

Ces tests ont aussi été effectués par Franck Moncassin pendant son stage de M2R sur le
meilleur substrat de GH*, le RAX. Les résultats obtenus sont présentés en figure 55 pour une
gamme de température allant de 30 a 60 °C dans un tampon citrate-phosphate (43 mM
citrate, 114 mM phosphate) a pH 5,5.
Les résultats indiquent que GH* présente un maximum d’activité entre 45 et 50 °C. Pour des
températures inférieures ou égales a 40 °C, 'enzyme perd plus de 60 % de son activité. A 55
°C GH* perd 40 % de son activité et I'activité de 'enzyme est totalement perdue dés 60 °C.
Le T de GH* déterminé par DSF est d’environ 58 °C a pH 5,5, les résultats de thermoactivité
sont donc en adéquation avec les expériences de DSF qui indiquent qu’au-dela de 58 °C, la
protéine est dénaturée a plus de 50 %.
La température optimale choisie pour I'activité de GH* est 45°C pour étre la plus éloignée du

Tm tout en conservant une activité maximale.
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Figure 55 : Courbe présentant I’activité spécifique relative de GH* en fonction de la température.

Les températures, pour lesquelles I'activité de GH* est la plus forte, sont encadrées en vert.

Lors du traitement des données, nous avons pu constater que GH* conserve 98 % de son
activité sur 3 h a 45 °C. Les réactions d’hydrolyse ont donc été réalisées par la suite dans un

tampon phosphate-citrate (43 mM citrate, 114 mM phosphate) a pH 5,5 et a 45 °C.

VII. Analyse des produits d’hydrolyse du xylane de hétre et des
arabinoxylanes de blé¢ (WAX) et de seigle (RAX)

Pour déterminer ce qui est libéré par GH* lors de I’hydrolyse du xylane de hétre, du WAX
et du RAX, des analyses par HPAEC-PAD ont été menées. Les chromatogrammes montrent
gu’il n’y a pas d’a-L-arabinofuranose produit a partir du xylane (figure 56A) et seulement de
tres faibles quantités sont produites par GH* lors de I'hydrolyse du WAX et du RAX (figure
56A, B et C). Ces résultats semblent logiques pour le xylane car celui-ci ne contient
guasiment pas d’a-L-arabinofuranose. Par contre, les résultats sur les arabinoxylanes
indiquent que GH* posséderait une activité a-L-arabinofuranosidase négligeable étant
donné leurs fortes proportions en résidus a-L-arabinofuranoside.

De plus, il est intéressant de voir que des xylooligosaccharides allant du xylobiose (X2) au
xylohexaose (X6) sont plus largement libérés par GH* pour chacun des polysaccharides. Le

xylotriose (X3) est I'oligosaccharide produit majoritairement par GH* devant le xylotétraose
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(X4) et le xylopentaose (X5). Les quantités de X6 libérées sont un peu plus faibles que celles
de X5. Le X2 est I'oligosaccharide le moins produit par GH* lors de I’hydrolyse du xylane, du
WAX et du RAX (figure 56B et C). Ces résultats nous permettent de confirmer que GH*
possede une activité endo-xylanase. Il semblerait que GH* ne libére pas de xylose (X1) ce qui
indique que GH* n’aurait pas d’activité B-xylosidase. De plus on peut voir que pour le RAX et
le WAX, 2 produits d’hydrolyse supplémentaires sont libérés et sortent avec des temps de
rétention de 11,9 et 13,2 min (pics Unk 1 et 2 respectivement). Ces produits n’ont pas pu
étre caractérisés car ils ne correspondent a aucun des témoins injectés. Etant donné les
temps de rétention de ces 2 composés et la nature des polysaccharides de départ,
I'hypothése la plus vraisemblable est que ces 2 produits correspondent a des
xylooligosaccharides de plus haut degré de polymérisation (DP) ou a des

xylooligosaccharides de DP 5 ou 6 ramifiés.
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D

Oligosaccharides libérés

Xylobiose (X2)
Xylotriose (X3)
Xylotétraose (X4)

WAX
0,33 0,02 (uM)
1,74+ 0,07 (uM
0,79 0,07 (uM

RAX
0,36 + 0,05 (uM)
1,86 + 0,18 (UM
0,86+ 0,11 (uM

Xylane
0,67 £ 0,40 (pM)
3,49+ 2,36 (UM
1,83+ 1,36 (UM

Xylopentaose (X5) 0,38 £ 0,03 (UM 0,49 £ 0,06 (UM 1,28+ 1,00 (LM

) )
) )
) )
Xylohexaose (X6) ) )

0,19+ 0,02 (UM

)
)
)
0,29 + 0,05 (UM )

0,92 + 0,73 (UM

Figure 56 : Résultats de 'analyse des produits d’hydrolyse par HPAEC-PAD. Chromatogrammes de
I’hydrolyse du xylane de hétre (A), du WAX (B) et du RAX (C). La courbe bleue correspond a la
réaction d’hydrolyse du substrat par GH* et la courbe verte correspond au témoin négatif

(polysaccharide sans enzyme). Xylobiose (X2), xylotriose (X3), xylotétraose (X4), xylopentaose (X5),
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xylohexaose (X6), arabinose (Ara), pic non attribué (Unk). D. Tableau présentant les quantités de

xylooligosaccharides libérés lors de I’hydrolyse du RAX et du WAX par GH*.

Finalement I'analyse des produits d’hydrolyse du xylane de hétre, du RAX et du WAX par
HPAEC-PAD a permis d’affirmer que des activités exoglycosidases telles que a-L-
arabinofuranosidase ou B-xylosidase sont négligeables pour GH*. Ces résultats nous ont

permis de confirmer que GH* posséde une activité endo-B-1,4-xylanase.

VIIIL. Analyse des produits d’hydrolyse de xylooligosaccharides par
GH*

Afin de confirmer I'activité xylanase de GH*, des réactions d’hydrolyse par GH* de
xylooligosaccharides allant de X3 a X6 ont été réalisées. Les produits d’hydrolyse ont ensuite
été analysés par HPAEC-PAD.

Alors qu’aucune hydrolyse n’a pu étre détectée a partir de X3, le X4 est hydrolysé par GH*
mais la réaction est lente. En effet, seulement 1/3 du X4 est hydrolysé en 24 h. Par contre il
est intéressant de noter qu’une molécule de X4 donne trés majoritairement du X2 et
guasiment pas de X1 + X3 (figure 57A).

En revanche, la totalité du X5 est hydrolysé par GH* en 8 h et donne du X3 + X2 comme
produits majoritaires et pas d’apparition de X4 ou de X1 (figure 57B).

La réaction la plus rapide est celle sur X6 puisque la totalité du substrat est hydrolysée en 2
h, générant majoritairement 2 molécules de X3. La libération de X4 et de X2 est observée de
fagon trés minoritaire et il n’y a pas de libération de X5 + X1. De plus, il est intéressant de
voir que la courbe du X2 continue d’augmenter alors que celle correspondant au X4 diminue
aprés 8 h d’hydrolyse. Il semblerait donc que lorsqu’il n’y a plus de X6 dans le milieu, GH*

hydrolyse le X4 formé en X2 (figure 57C).
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AS (umol/min/mg)

X3 0,00+ 0,00
X4 0,15+0,01
X5 2,30%0,20
X6 11,28+ 0,29

Figure 57 : Chromatogrammes présentant I’hydrolyse du X4 (A), du X5 (B) et du X6 (C) par GH* et
tableau présentant I’activité spécifique de 'enzyme sur X3, X4, X5 et X6 (D). Les activités ont été
déterminées a partir des pentes des courbes d’hydrolyse (avant d’avoir atteint un plateau) de X6, X5,

X4 et X3, obtenues en HPAEC-PAD.

L'activité endo-B-1,4-xylanase de GH* a été confirmée par les expériences d’"HPAEC-PAD sur
xylooligosaccharides. De plus, il semble que [I'enzyme soit plus active sur
xylooligosaccharides que sur RAX (0,023 + 0,002 pmol/min/mg) et que celle-ci préféere
accommoder des xylooligosaccharides de DP supérieur a 4 car son activité spécifique
augmente avec la taille des oligosaccharides (figure 57D). Des xylanases de la famille GH10
actives sur polysaccharide et sur oligosaccharide ont déja été caractérisées mais la plupart
de ces enzymes, contrairement a GH*, sont capables d’hydrolyser des xylooligosaccharides
de petite taille tels que le X3 et libérent des X1 et X2 (Alvarez, Goldbeck, dos Santos, et al.
2013 ; Gong et al. 2013 ; Ko et al. 2016).

IX. Conclusion

Grace a l'optimisation de I'expression de GH*, des quantités suffisantes d’enzymes ont
pu étre produites pour permettre la caractérisation fonctionnelle et structurale de I'’enzyme.
L'optimisation des étapes de purification a permis d’obtenir une enzyme pure.

La recherche d’activité de I'enzyme a permis d’identifier le RAX comme étant le meilleur
substrat (parmi ceux testés) pour la caractérisation de I'enzyme. Avec ce substrat les
parameétres optimaux de I'enzyme ont été déterminés. Le pH optimal de fonctionnement de
GH* est de 5,5 et la température optimale est de 45 a 50 °C. Les conditions d’utilisation de
I'enzyme ont donc été fixées en tampon phosphate-citrate (43 mM citrate, 114 mM

phosphate) a pH 5,5 a 45 °C.

138



L’analyse des produits d’hydrolyse du RAX par GH* nous a permis d’identifier I'activité de
GH*. Il s’agit d’'une endo-B-1,4-xylanase. Et I'analyse de I’hydrolyse de xylooligosaccharides
par GH* nous a permis d’émettre I'hypothése que GH* aurait une préférence pour les
xylooligosaccharides de DP supérieurs a 4.

Cependant l'activité de GH* reste 10 a 2000 fois plus faible que I’activité de nombreuses
xylanase déja caractérisées (Paés et al. 2007 ; Paés, Berrin, et Beaugrand 2012 ; Gong et al.
2013 ; Alvarez, Goldbeck, dos Santos, et al. 2013 ; Song et al. 2014 ; Ko et al. 2016).

L'analyse des produits d’hydrolyse des xylooligosaccharides permet de faire une hypothese
guant a 'organisation du site catalytique de I'enzyme et la nécessité d’avoir certains sous-
sites occupés pour I'activité de GH* (figure 58).

En effet, I'enzyme produit majoritairement 2 molécules de X3 a partir d’'une molécule de X6
et peu de X4 + X2. D’autre part, il y a exclusivement du X3 + X2 produit a partir de X5. Enfin a
partir du X4, on obtient majoritairement du X2. Le X3 quant a lui n’est pas hydrolysé par
GH*. Tout cela impliqgue que les sous-sites -2 et +2 doivent étre occupés car il n’y pas de
libération de X1 quel que soit le substrat hydrolysé.

L'occupation du site -3 et du site +3 doit aussi jouer un réle important car on voit que le X4
n’est pas le substrat préférentiel puisqu’apres 24 h d’hydrolyse seulement le tiers du X4 de

départ a été hydrolysé.
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Figure 58 : Schéma des sous-sites de fixation des ligands hypothétiques de GH*. Positions
favorisées (A), positions possibles (B) et positions défavorables (C) des xylooligosaccharides dans le
site de fixation de GH*. Les sous-sites sont représentés en bleu, les xyloses en vert et le site ol se
fait I'hydrolyse est pointé par la fleche jaune. L’extrémité réductrice des oligosaccharides se situe du

coté des sous-sites positifs et I'extrémité non-réductrice du c6té des sous-sites négatifs.

Analyser les 2 pics non attribués (Unk 1 et 2) issus de I’hydrolyse du RAX par GH* afin de les
identifier pourrait nous permettre d’avoir plus d’informations sur le site catalytique de
I'enzyme. En effet, si ces produits sont linéaires, cela peut impliquer la présence d’autres
sous-sites dans la continuité de ceux déja identifiés. Si ces produits sont ramifiés, cela va
impliquer la présence de sous-sites différents. La nature et la localisation des ramifications
peut avoir un effet sur I'activité de GH*.

Tester des xylooligosaccharides plus longs tels que les X7 et X8 et des xylooligosaccharides
longs et ramifiés pourrait permettre de confirmer ces hypothéses et aussi de mieux
comprendre le mécanisme de I'enzyme.

Enfin obtenir la structure cristallographique d’'un mutant inactif de GH* en présence d’un
substrat tel que le X6 ou le X5 nous permettrait aussi de mieux comprendre le mode d’action

de I'enzyme.
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Finalement, quand on revient au fosmide sur lequel GH* a été identifiée, on constate que les
autres GH présentes pourraient participer a la dégradation de substrats avec GH*. En effet,
les autres protéines sont une GH1 (B-glucosidases majoritairement) et une GH4 (6-phospho-
B-glucosidases majoritairement). Ces familles d’enzymes regroupent d’autres activités
enzymatiques telles que B-xylosidase pour la famille 1 et a-glucuronidase pour la famille 4.
Une B-xylosidase pourrait prendre en charge les X2 et X3 produits par GH* pour finir leur
dégradation. Une a-glucuronidase pourrait hydrolyser les ramifications constituées d’acide
glucuronique présentes sur les xylanes et ainsi permettre a GH* d’hydrolyser la chaine
principale de ces polysaccharides.

Toutefois, le fosmide a été identifié par sa capacité a hydrolyser le X-cellobioside, cette
activité d’hydrolyse ne provenant pas de GH*, elle pourrait provenir de la GH1 (-
glucosidase). De nombreux transporteurs a hexoses-phosphate ont également été annotés
et peuvent étre mis en relation avec l'activité 6-phospho-B-glucosidase de la GH4. Ces
différentes activités sont difficiles a mettre en relation avec celle de GH* a moins que la GH1
ne possede une double activité B-glucosidase et B-xylosidase, ce qui a déja été observé et
qui est rendu possible par la proximité structurale qui existe entre les xylooligosaccharides et

les glucooligosaccharides (Mattéotti et al. 2011).
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Chapitre III : Etude structurale de GH*

I. Introduction

La cristallographie est, depuis de nombreuses années, une des techniques les plus
précises pour résoudre la structure tridimensionnelle de protéines. De nombreuses études
structure-fonction ont permis de comprendre comment |'organisation tridimensionnelle
d’une protéine peut étre impliquée dans I'activité de celle-ci. Les études structurales de
protéines ont notamment permis d’identifier les acides aminés impliqués dans la
reconnaissance et/ou le maintien du substrat ainsi que ceux responsables de I'activité de la
protéine (Cartmell et al. 2011b ; Zheng et al. 2012). Des études structurales ont aussi permis
d’identifier les différentes étapes de mécanismes réactionnels (Mark et al. 2001 ; Amaya et
al. 2004).

La connaissance de la structure tridimensionnelle d’'une protéine pour laquelle on n’a que
tres peu d’informations peut permettre d’émettre un certain nombre d’hypothéses. Si la
protéine a un repliement classique de familles d’enzymes, cela peut permettre d’identifier
les résidus catalytiques hypothétiques ou encore orienter vers un type de substrat. Ces
hypothéses peuvent étre énoncées aprées analyse comparative entre la protéine d’intérét et
des protéines présentant une certaine homologie structurale ou en analysant la protéine
elle-méme (répartition des charges, présence de sillons ou de cavités, localisation de boucles

potentiellement flexibles...).

II. Rappels sur GH*

A. Connaissances générales
Aprés annotation fonctionnelle par CAZy et selon Bernard Henrissat, GH* est une
glycoside hydrolase appartenant au clan GH-A mais a aucune des 135 familles présentes a ce
jour dans la classification CAZy. Toutes les enzymes du clan GH-A partagent le méme

repliement en tonneau (B/a)s et ont pour résidus catalytiques deux acides glutamiques, 'un
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jouant le réle d’acide/base et I'autre de nucléophile. Toutes ces enzymes possédent aussi un
mécanisme d’action par rétention de la configuration absolue du carbone anomérique (cf.
introduction bibliographique) (Vuong et Wilson 2010 ; Dilokpimol et al. 2011b).

La famille d’enzymes dont GH* est la plus proche est celle des GH5 (appartenant elle aussi
au clan des GH-A) mais GH* ne peut pas étre assignée a cette famille car il lui manque des
signatures caractéristiques de cette famille, et notamment celle contenant le résidu
catalytique jouant le réle de nucléophile. Par contre I'acide glutamique jouant le role

d’acide/base semble étre présent dans la séquence (cf chapitre Il).

B. Activité

Nous avons pu voir dans le chapitre Il que GH* est une xylanase active sur arabinoxylane.
En effet GH* libére des xylooligosaccharides allant du xylobiose au xylohexaose avec
majoritairement du xylotriose a partir d’arabinoxylane de blé et de seigle. Il a aussi été
démontré que I'enzyme est capable d’accommoder et d’hydrolyser des xylooligosaccharides
avec une préférence pour les oligosaccharides de DP supérieur a 4 puisque I'activité est plus
forte sur xylohexaose que sur xylopentaose et que sur xylohexaose. L’activité la plus élevée
déterminée a ce jour est donc sur xylohexaose mais reste faible par rapport a des xylanases
classiques des familles GH10 ou 11. Comme [lactivité est meilleure sur des
xylooligosaccharides de DP supérieur a 4 et que celle-ci augmente avec la longueur de la
chaine, il est possible que l'activitt de GH* soit encore plus grande sur des
xylooligosaccharides plus long tels que des X7, X8, voire plus longs encore. L'activité n’a pas
pu étre testée sur des xylooligosaccharides linéaires de DP supérieur a 6, ni sur des
xylooligosaccharides ayant un DP de 5 minimum et ramifiés car nous n’avions pas acces a de

tels substrats non commerciaux.

III. Conditions de cristallisation

Une fois produite et purifiée en deux étapes de chromatographie successives (affinité et
filtration sur gel) (cf. chapitre 1), GH* est concentrée par centrifugation sur concentrateur
ayant un seuil de coupure de 10 kDa. La protéine est conditionnée dans un tampon 20 mM

citrate de sodium, 100 mM NaCl, pH 5,0. Ce tampon a été identifié par DSF comme étant le
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tampon dans lequel la protéine a le T, le plus élevé (58,5 °C). Or, plus le T, est élevé et plus
la probabilité d’obtenir des cristaux de protéine est élevée (Ericsson et al. 2006 ; Reinhard et
al. 2013). Pour les premiers essais de cristallisation, GH* a été concentrée a 12,5 mg/ml afin
de pouvoir mener suffisamment d’essais de cristallisation. Ainsi 4 cribles commerciaux (JCSG
I a IV, Qiagen) ont été utilisés pour cribler une large gamme de conditions. Les premiers
essais ont donné des petits cristaux dans plusieurs conditions. Les plus intéressants ont
poussé dans la condition contenant une solution de cristallisation 0,2 M d’acétate de calcium
et 20 % p/v de PEG 3350 (figure 59A) (tableau 13).

Comme de nombreuses gouttes contenaient des précipités, ce qui peut indiquer une trop
grande concentration en protéine, de nouveaux essais donc ont été menés en diminuant la
concentration en protéine de 12,5 a 8 mg/ml, en utilisant les mémes cribles commerciaux.
De nouvelles conditions de cristallisation notamment avec 0,2M d’acétate de magnésium, 20
% p/v PEG 3350, sont apparues (figure 59C) (tableau 13) et des cristaux moins nombreux
mais plus gros ont été obtenus dans les conditions déja identifiées lors des premiers essais
(0,2 M acétate de calcium, 20 % p/v PEG 3350) (figure 59B) (tableau 13). Diminuer la
concentration en protéine a donc permis d’obtenir des cristaux de méme forme mais dont
les dimensions sont plus grandes.

Par la suite, de nombreux essais manuels ont été menés, en faisant varier la concentration
en sel et en PEG 3350 (tableau 14), afin d’optimiser les conditions de cristallisation mais

n’ont pas permis d’accroitre la taille des cristaux.
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Figure 59 : Microphotographie des gouttes de cristallisation observées en lumiére visible (image de
gauche) et en UV (image de droite) pour différentes conditions. A. Cristaux de GH* obtenus a 12,5
mg/ml en présence de tampon 0,2 M acétate de calcium, 20% p/v PEG 3350. B. Cristaux de GH*
obtenus a 8 mg/ml en 0,2 M acétate de calcium, 20 % p/v PEG 3350. C. Cristaux de GH* obtenus a

8mg/ml en 0,2 M acétate de magnésium, 20 % p/v PEG 3350.

Tableau 13 : Conditions de cristallisation des cribles commerciaux ayant permis I'obtention des

premiers cristaux.
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Boite n°® Conditions en Conditions en Concentration
Sel PEG GH*

1 Acétate de calciuma PEG 3350a GH* a
0,10; 0,15; 0,20; 0,25; 0,30 et 0,35M 15, 20, 25 et 30% 15 et 7,5mg/ml

2 Acétate de magnésium a PEG 33504 GH* a
0,10;0,15;0,20;0,25; 0,30 et 0,35M 15, 20, 25 et 30% 15et 7,5mg/ml

3 Acétate de calcium a PEG 33503 GH* 3
0,10;0,15;0,20;0,25; 0,30 et 0,35M 15, 20, 25 et 30% 8, 4 et 2mg/ml

4 Acétate de magnésium a PEG 3350a GH* a
0,10; 0,15;0,20; 0,25; 0,30 et 0,35M 15, 20, 25 et 30% 8, 4et 2mg/ml

5 Acétate de calciuma PEG 3350a GH* a

0,10; 0,15 et 0,20M 25% 4,6mg/ml

Tableau 14 : Conditions de cristallisation optimisés manuellement en boites 24 puits.

Différents cristaux obtenus avec les cribles commerciaux présentés en figure 59 ont donc été
prélevés et congelés en utilisant la solution de réservoir supplémentée en PEG 400 a une
concentration finale de 15 % (v/v) afin de les cryoprotéger. Les cristaux ont été testés sur le
site synchrotron de I'ESRF (Grenoble, France). Ces cristaux présentaient un pouvoir
diffractant faible compris entre 5 et 3,5 A.

De nouveaux essais ont donc été menés en diminuant encore la concentration en protéine a
3,4 mg/ml. De plus, comme entre-temps, des activités faibles avaient été identifiées pour
GH*, les essais ont été réalisés en présence de L-arabinose ou de D-galactose, pour lesquels
une faible activité sur pNP-monosaccharide avait été observée. De nombreux cribles (JCSG |
alV, PEG l et ll, pHclear | et Il, Morpheus et Nucleix) ont été utilisés par Claire Raingeval, lors
de son stage de M1, et ont permis d’obtenir des cristaux. En présence de D-galactose, les
cristaux ont la méme forme que précédemment mais sont plus grands (figures 60A) (tableau
13) et n‘ont pas été obtenus dans les mémes conditions : 0,2 M chlorure de magnésium, 0,1
M Tris pH 8,5, 30 % p/v PEG 4000. En présence de L-arabinose et a plus faible concentration
en protéine, des cristaux ont poussé dans une nouvelle condition (0,2 M chlorure
d’ammonium, 20 % p/v PEG 3350). Ces cristaux n’ont pas la méme forme que ceux obtenus

jusqu’alors (figure 60B) (tableau 13).
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Figure 60: A. Cristaux obtenus avec GH* a 3,4 mg/ml en présence de 0,2 M chlorure de
magnésium, 0,1 M Tris pH 8,5 et 30 % p/v PEG 4000. B. Cristaux obtenus avec GH* a 3,4 mg/ml en
présence de 0,2 M chlorure d’ammonium, 20 % p/v PEG 3350. A gauche la goutte visualisée en

lumiére visible et a droite en UV.

Ces nouveaux cristaux ont été prélevés et congelés en utilisant la solution de cristallisation
contenant 100 mM de L-arabinose ou de b-galactose permettant d’assurer leur
cryoprotection. lls ont été testés sur site synchrotron (ESRF, Grenoble, France) et un cristal a
permis d’obtenir un jeu de données ayant une résolution maximale de 1,55 A. Ce cristal est
un fragment de la baguette présentée sur la figure 60B.

Ces données semblent indiquer que le L-arabinose joue un réle dans la cristallisation. Deux
autres éléments qui semblent essentiels a la cristallisation sont la présence de PEG (3350 ou
4000) a 20% p/v (voire 30% p/v) et la présence de sel a 0,2M car toutes les conditions dans

lesquelles les meilleurs cristaux ont été obtenus comportent du PEG et du sel.

IV. Résolution de la structure

A. Données de diffraction
Les données de diffraction ont été collectées sur la ligne de lumiére ID23-eh2 de I'ESRF
(Grenoble, France) et indexées, intégrées et mises a I’échelle a I'aide du logiciel XDS (Kabsch

1993). Les statistiques du traitement des données sont présentées dans le tableau 15.
GH* cristallise dans un groupe d’espace orthorhombique P212:12; et présente une seule

molécule dans l'unité asymétrique avec un pourcentage de solvant de 35 %. Le cristal

diffracte a une résolution maximale de 1,55 A (tableau 15).
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Les cristaux diffractant a haute résolution et en I'absence de protéine de structure connue
suffisamment homologue, nous avons donc envisagé I'utilisation du signal anomal du soufre
dans des expériences de phasage S-SAD. En effet, dans la séquence de GH* on compte trois
cystéines et sept méthionines dont deux sur la séquence de I'étiquette a 6 histidines qui a
été conservée pour la cristallisation. Plusieurs jeux de données ont ainsi été collectés sur la
ligne de lumiére ID30A de I'ESRF (Grenoble, France) mais le signal anomal du soufre s’est

avéré insuffisant pour permettre la détermination de la structure par cette méthode.

B. Obtention de la structure

Tableau 15 : Présentation des statistiques de la résolution de la structure de GH*.

La structure cristallographique de GH* a pu étre obtenue par remplacement moléculaire en

utilisant comme modeéle I'endo-B-1,4-glucanase de Fervidobacterium nodosum FnCel5A
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(code PDB: 3NCO) appartenant a la famille GH5 (Zheng et al. 2012). Une solution de
remplacement moléculaire correcte a pu étre obtenu a I'aide du logiciel Phaser (McCoy et al.
2007) malgré la trés faible identité de séquence (14 %) avec GH*. Le modéle a été construit
manuellement dans les cartes de densité électroniques 2mFo-DFc pondérées par les SigmaA
en utilisant WinCoot (Emsley et Cowtan 2004) et plusieurs cycles d’affinement ont été
effectués avec Refmac5 (Murshudov et al. 2011). Comme le montre I'alignement de
séquences (figure 60) entre GH* et FnCel5A, la conservation des éléments de structure
secondaires des deux protéines a certainement aidé lors du remplacement moléculaire
malgré la faible identité de séquence. Le Rfacteur et le Rlibre sont respectivement de 0,165
et 0,200 en fin d’affinement. Le modele final posséde 97% des résidus dans les régions les
plus favorables du diagramme de Ramachandran et les 3% restant se situent dans des

régions autorisées.
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Figure 61 : Alignement de séquence entre GH* et FnCel5A (3NCO). Les acides aminés conservés sont
écrits en blanc sur fond rouge et les acides aminés ayant des propriétés physiques proches sont écrits
en rouge sur fond blanc. Les éléments de structure secondaire sont représentés au-dessus des
séquences. Les hélices a sont représentées par des ressorts et les brins B sont représentés par des

fleches. La zone encadrée en bleu représente la boucle de FnCel5A présente a la surface du site actif.
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GH* adopte un repliement de type tonneau (B/a)s constitué d’un tonneau de brins B
central entouré par des hélices a. L’analyse par PISA (Krissinel et Henrick 2007) indique que
la protéine est monomérique dans le cristal. Ce résultat est en accord avec ce qui a été
observé par chromatographie d’exclusion-diffusion puisque le pic majoritaire du
chromatogramme présente un volume d’élution compatible avec une protéine de 40 kDa
(Ve = 77 ml, figure 50C). Seules les fractions correspondant a ce pic d’élution ont été

regroupées et utilisées pour la cristallisation.

Figure 62 : Représentation en cartoon de la structure tridimensionnelle de GH*. Le dégradé de
couleur commence a I'extrémité N-terminale de la protéine avec la couleur bleue et termine a

I’extrémité C-terminale par la couleur rouge.

V. Analyse de la structure de GH*

GH* présente un repliement en tonneau (B/a)s caractéristique des enzymes appartenant
au clan GH-A. Quand on superpose GH* et I'endo-B-1,4-glucanase de Fervidobacterium
nodosum (FnCel5A) on peut voir que les éléments de structure secondaire ne sont pas tout a
fait superposés (figure 63A). En effet, lorsqu’on calcule le RMSD sur les carbones a, on se
rend compte que I'alignement n’est pas trés bon avec une valeur de 2,4 A sur 143 carbones

a alignés. Les brins B sont bien superposés malgré quelques décalages des extrémités C-
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terminales de chaque brin. En effet, le RMSD calculé uniqguement sur I'alignhement des
résidus composant les tonneaux B donne une valeur de 0,6 A sur 40 carbones a alignés. Les
éléments présentant le plus de divergence sont les boucles qui sont de tailles différentes et
donc qui peuvent présenter des différences de flexibilité. Un pont disulfure entre les
cystéines 252 (sur I'hélice a 8) et 293 (sur la boucle aprés I'hélice a 9) participe au
repliement de GH*. Ce pont disulfure n’est pas retrouvé chez FnCel5A.

On voit aussi sur la représentation de profil de la superposition (figure 63B et C) gqu’il y a
une longue boucle chez FnCel5A qui referme le site catalytique en haut et qui n’est pas
retrouvée dans la structure de GH* (figure 61 encadré bleu). Cette boucle participe au
positionnement et au maintien du substrat dans le site catalytique de la GH5, notamment
par l'intermédiaire du tryptophane 240. Cette boucle existe dans d’autres GH5 et présente
aussi un tryptophane capable d’interagir avec le substrat (figure 63D).

La superposition de la structure de GH* avec celle de FnCel5A en complexe avec un substrat
a permis de confirmer la localisation du site catalytique putatif de GH* déterminé par
alignement de séquence et I'identification du résidu jouant le réle d’acide/base chez GH*

(E117).
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Figure 63 : Superposition des structures 3D de GH* et FnCel5A. Vue de face de la superposition (A).
Vue de profil de la superposition en présence d’un substrat (glucose) de I'endo-B-1,4-glucanase de
Fervidobacterium nodosum FnCel5A (code PDB : 3RJY) (B). Zoom sur la boucle supplémentaire de
FnCel5A (C). Superposition de FnCel5A avec une autre GH5 (une endo-B-1,4-glucanase de
Thermotoga maritima) (D). L’interaction entre la boucle et le substrat est entourée en rouge. GH*
est représenté en jaune, FnCel5A en bleu et la GH5 en rose. La représentation en batons vert et

rouge correspond aux 3 D-glucopyranoses.

Quand on compare les représentations de surface électrostatique des deux protéines, on
constate que le site catalytique de FnCel5A est globalement électronégatif (figure 64A), ce
qui est le cas chez les différentes GH de la famille 5 (figure 65), alors que le site catalytique
putatif de GH*, déterminé par la superposition des deux structures, est globalement
électropositif en surface en raison de la présence de sept arginines (R17, R20, R23, R42, R44,
R156 et R209) (figure 64B et C). Cette différence de charges pourrait étre impliquée dans la
sélection, le chargement et I'orientation du substrat, et nous a orienté vers une activité de
GH* sur des oligo- et polysaccharides chargés négativement. Plusieurs substrats
(héparosane, acide aldo-uronique, alginate et carraghénane) ont donc été testés pour
répondre a cette hypotheése, cependant aucune activité n’a pu étre détectée. Il est
intéressant de noter que les enzymes appartenant au clan GH-A possedent aussi un site
catalytique électronégatif (figure 66). GH* serait donc la seule enzyme de ce clan a posséder

un site catalytique présentant une zone trés électropositive en surface.
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Figure 64: Représentation de surface électrostatique de [I’endo-B-1,4-glucanase de
Fervidobacterium nodosum FnCelSA (A) et de GH* (B). Le site catalytique de FnCel5A et le site
catalytique putatif de GH* sont entourés en vert. Les zones chargées négativement sont visualisées
en rouge et celles chargées positivement sont visualisées en bleu. Les zones neutres sont en gris. Les
D-glucopyranoses issus de la structure de FnCel5A sont représentés en batonnets verts (carbones) et

rouges (oxygenes). En (A) la fleche noire pointe sur la boucle de FnCel5A qui ferme le site catalytique
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en haut. (C) Localisation des 7 arginines notées R, responsables de I'électropositivité du site

catalytique hypothétique de GH*.

Figure 65 : Représentation de surface de plusieurs GH5. A: endo-B-1,3-glucanase de Candida
albicans. B: endoglycocéramidase Il de Rhodococcus sp. C: endo-B-1,4-glucanase de
Ruminiclostridium thermocellum. D : B-mannanase de Trichoderma reesei. E : endo-B-1,4-glucanase
de Bacillus agaradhaerens. Les zones chargées négativement sont visualisées en rouge et celles
chargées positivement sont visualisées en bleu. Les zones neutres sont en gris. Les substrats des

enzymes sont représentés en batonnets verts (carbone) et rouges (oxygene).
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Figure 66 : Représentation de surface d’'un membre de chaque famille de GH appartenant au clan
des GH-A. GH1 : B-glucosidase de Paenibacillus polymyxa, GH2 : B-galactosidase de E. coli, GH10 :
endo-B-1,4-xylanase de Bacillus sp., GH17 : B-1,3-glucanosyltransferase de Rhizomucor miehei,
GH26 : B-mannanase de Cellulomonas fimi, GH30 : glucuronoxylanase de Dickeya chrysanthemi,
GH35: [B-1,3-galactosidase de  Streptococcus pneumoniae, GH39: B-xylosidase de
Thermoanaerobacterium saccharolyticum, GH42: pB-1,6/1,3-galactosidase de Bifidobacterium
animalis subsp. GH50 : exo-B-agarase de Saccharophagus degradans, GH51 : a-L-arabinofuranosidase
de Geobacillus stearothermophilus, GH52 : endo-B-1,4-galactanase de Bacillus licheniformis, GH59 :
galactocerebrosidase de Mus musculus, GH72: [B-1,3-glucanosyltransférase de Saccharomyces
cerevisiae, GH79 : B-glucuronidase de Acidobacterium capsulatum, GH86 : B-porphyranase de
Bacteroides plebeius et GH113 : endo-B-1,4-mananase de Alicyclobacillus acidocaldarius. Les zones
chargées négativement sont visualisées en rouge et celles chargées positivement sont visualisées en
bleu. Les zones neutres sont en gris. Les substrats des enzymes sont représentés en batonnets verts

(carbones) et rouges (oxygenes).

Sur la représentation de surface électrostatique, on note aussi que le site catalytique de
FnCel5A présente une poche dans laquelle vient se fixer le substrat. On retrouve aussi la
boucle (indiquée par la fleche noire de la figure 64A) qui vient fermer le haut de cette poche.
Quand on regarde la représentation de surface de GH*, on constate que la poche catalytique
hypothétique de GH* est fermée par les arginines 20 et 156 (figure 64B et C). L’arginine 20 a
deux positions alternatives qui ont été observées. D’autre part, on peut voir sur la figure 64C
qgue l'arginine 156 se situe au méme endroit qu’un des D-glucopyranoses appartenant a la
structure de FnCel5A. Il est donc possible qu’afin d’accommoder le substrat, la chaine
latérale de cette R156 soit aussi capable de pivoter. Ces mouvements pourraient aussi
impliquer un réarrangement d’autres résidus du site catalytique lors de la fixation du

substrat.

Si on regarde un peu plus en détail la superposition des sites catalytiques de I'endo-B-

1,4-glucanase de Fervidobacterium nodosum FnCel5A et GH*, on peut identifier les résidus

qui pourraient étre impliqués dans I'activité de GH* (figure 67).
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Figure 67 : Superposition du site catalytique de FnCel5A et du site catalytique hypothétique de
GH*. FnCel5A est représentée en bleu pale et GH* en jaune clair. Les résidus catalytiques de FnCel5A
sont représentés en bleu et les résidus catalytiques hypothétiques de GH* en jaune. Les D-
glucopyranoses issus de la structure de FnCel5A sont représentés en batonnets verts (carbone) et
rouges (oxygene). Les fleches noires symbolisent les distances entre E167 et E283 ainsi qu’entre E117

etYlle.

Les résidus catalytiques de I'endo-B-1,4-glucanase de Fervidobacterium nodosum FnCel5A
sont deux glutamates. Le glutamate E167 joue le role d’acide/base et le glutamate E283 joue
le réle de nucléophile. Les groupements carboxyles de ces résidus sont espacés de 4,5 A.
Cette distance est significativement plus courte que celle proposée dans un mécanisme de
rétention de configuration (environ 5,5 A) (McCarter et Stephen Withers 1994 ; Davies et
Henrissat 1995).

Dans la structure de GH*, un glutamate est présent en position proche du E167 de FnCel5A.
Il s’agit de E117 et ce résidu pourrait donc étre I'acide/base de GH* qui avait été prédit
comme présent par B. Henrissat et confirmé par I'alignement de séquence entre GH* et des
GH5. E117 se situe sur la boucle présente entre le brin B4 et I'hélice a6. Par contre,
I'observation de la structure de GH* ne permet pas d’identifier de résidu chargé porteur de

groupement carboxylique (glutamate ou aspartate) chez GH* a proximité spatiale de E283
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de I'endo-B-1,4-glucanase de Fervidobacterium nodosum FnCel5A pouvant jouer le role de
nucléophile. Seules deux glycine sont présentes dans cet environnement. En s’éloignant un
peu de cette position en amont et en aval sur la séquence, on se rend compte qu’il n’y a pas
de résidus pouvant jouer le réle de nucléophile. Cette absence de résidu nucléophile chez
GH* avait été prédite sur la base des alignements de séquences. Pour identifier un résidu
capable de jouer le role de nucléophile, I'angle de recherche a été changé, plutot que se
déplacer sur la chaine principale nous avons regardé dans |I'environnement du groupement
fonctionnel donc a I'extrémité de la chaine latérale de E283 de FnCel5A. Dans la structure de
GH*, dans la région correspondant au groupement carboxylique de E283 de FnCel5A, on
constate la présence d’un groupement hydroxyle porté par la chaine latérale de la tyrosine
Y116. La distance entre 'oxygéne du groupement hydroxyle de Y116 et le carboxyle de E117
de GH* est de 5,5 A. Cette distance est compatible avec un mécanisme de rétention de
configuration. Sachant qu’un tel résidu jouant le réle de nucléophile a déja été observé dans
la famille des sialidases GH33 et GH34, nous proposons que cette tyrosine puisse étre le

résidu nucléophile.

D’autre part, quand on regarde le reste du site catalytique putatif de GH*, on constate
que d’autres résidus sont bien conservés et notamment I'histidine 180 de GH* qui se
superpose trés bien avec I'histidine 226 de I'’endo-B-1,4-glucanase de Fervidobacterium
nodosum FnCel5A. Cette histidine est impliquée dans le maintien du substrat dans le site
catalytique selon Zheng et collaborateurs (Zheng et al. 2012). Pour vérifier si I’histidine 180
de GH* joue aussi un réle dans le maintien du substrat, nous avons envisagé de faire le
mutant H180A. La présence du tryptophane 184 de GH* situé en position proche de W240
de FnCel5A a aussi été remarquée. Ce type de résidu pourrait étre impliqué dans le maintien
du substrat dans le site catalytique. Un autre résidu identifié chez FnCel5A comme étant
impliqué dans le maintien du substrat est I'histidine 127. Chez GH* en position proche de
cette histidine se trouve la glutamine 76 qui pourrait aussi étre impliquée dans le maintien

du substrat.

Si ce résidu est essentiel a la catalyse enzymatique alors, la mutation de ce résidu devrait se

traduire par une perte significative d’activité de GH*.
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Différents mutants de GH* ont donc été envisagés pour vérifier I'implication de
différents acides aminés dont le résidu prédit comme étant I'acide/base E117 et le résidu
gue nous supposons étre le nucléophile Y116. Les mutants E117A, E117Q et Y116A ont été
produits et purifiés comme GH* sauvage et ont été testés sur arabinoxylane de seigle. Ces 3
mutants sont inactifs avec une perte de 100% de I'activité pour le mutant Y116A et d’environ
97% de I'activité pour les mutants de E117 (figure 68). Ces résultats prouvent I'implication et
le role essentiel de Y116 et de E117 dans le mécanisme catalytique de GH*. En revanche ces

expériences ne suffisent pas a prouver que Y116 de GH* est bien le résidu nucléophile.

Figure 68 : Graphique présentant I'activité spécifique relative de GH* sauvage et des mutants
Y116A, E117A et E117Q de GH* sur RAX. L'enzyme a été incubée 3 h en présence de 2 mg/ml de RAX
dans un tampon phosphate-citrate (43 mM citrate, 114 mM phosphate) pH 5,5 et a 45 °C. GH*

sauvage (GH* wt).

VI. Meécanisme catalytique

Le fait que la tyrosine 116 de GH* semble étre le résidu nucléophile implique la nécessité
de confirmer le mécanisme d’action par rétention de la configuration caractéristique du clan
GH-A. En effet, méme si la distance entre les groupements portés par Y116 et E117 est la
distance caractéristique d’un mécanisme par rétention de configuration (environ 5,5 A), il
reste a identifier la position du substrat car lorsque nous superposons la structure d’'un

complexe de I'endo-B-1,4-glucanase de Fervidobacterium nodosum FnCel5A sur celle de
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GH*, les 2 résidus catalytiques de cette derniére se trouveraient du méme c6té du substrat.
Dans ce type de mécanisme, ils se situent de part et d’autre du plan de la liaison a hydrolyser
(Mark et al. 2001) (Vuong et Wilson 2010).

Dans la base de données CAZy, il existe un mécanisme catalytique impliquant une
tyrosine (Watson et al. 2003 ; Amaya et al. 2004 ; Watts et al. 2006). La tyrosine joue le role
de nucléophile et est activée par un acide glutamique situé a environ 2,55 A (Amaya et al.
2004 ; Watts et al. 2006). Le résidu acide/base est un acide glutamique ou un acide
aspartique. Ce mécanisme est retrouvé dans les familles de sialidases GH33 et 34 mais ces
enzymes ont un repliement totalement différent puisqu’il s’agit d’'un repliement en hélice a
6 pales (6 fold B-propeller). Chez GH¥*, il n’y a pas de glutamate ou d’aspartate retrouvé en
face de la tyrosine et de 'acide glutamique. Par contre, un aspartate présent un peu plus loin
pourrait jouer ce role d’activateur du nucléophile par I'intermédiaire d’une molécule d’eau, il

s’agit de D12 (figure 69).

Figure 69 : Zoom sur le site catalytique hypothétique de GH*. La molécule d’eau pouvant étre
I'intermédiaire entre D12 et Y116 est entourée en violet. Les D-glucopyranoses issus de la structure

de FnCel5A sont représentés en batonnets verts (carbones) et rouges (oxygenes).
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Afin d’obtenir une structure avec le substrat cocristallisé et pouvoir confirmer les
hypothéses et découvrir d’autres acides aminés importants dans linteraction avec le
substrat, des essais de cristallisation des mutants de GH* Y116A et E117Q en présence de X6
ont été réalisés par Franck Moncassin. Des cristaux ont été obtenus en présence de 0,2 M
chlorure de magnésium, 0,1 M Tris pH 8,5 et 30 % PEG 4000 (figure 70) mais n’ont pas
permis d’obtenir la structure de GH* en complexe avec un substrat car la diffraction
maximale des jeux de données enregistrés sur le site synchrotron de Alba (Barcelone,
Espagne) ne dépasse pas 4 A. Toutefois, a partir de ces conditions, des optimisations

manuelles vont pouvoir étre envisagées.

Figure 70 : Cristaux obtenus avec GH* Y116A a 3,4 mg/ml et X6 a 30 mM en présence de 0,2 M
chlorure de magnésium, 0,1 M Tris pH 8,5 et 30 % PEG 4000. A gauche la goutte visualisée en

lumiére visible et a droite en UV.

VII. Conclusions et perspectives

La structure de GH* a pu étre résolue par remplacement moléculaire avec une GH5,
I’endo-B-1,4-glucanase de Fervidobacterium nodosum FnCel5A, comme modeéle. GH* a un
repliement classique des GH du clan A.

On a pu voir que contrairement aux GH5, GH* a un site catalytique putatif électropositif di a
la présence de nombreuses arginines a sa surface.

Deux résidus ont pu étre identifiés comme étant impliqués dans I'activité catalytique de
GH*. Il s’agit de la tyrosine 116 et du glutamate 117. L’hypothése émise est que le glutamate
jouerait le role de l'acide/base car il est bien conservé par rapport aux GH5, et que la

tyrosine jouerait le réle de nucléophile. La 2°™¢ partie de I'hypothése semble moins
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vraisemblable car les deux résidus catalytiques sont cOte a cOte sur la méme chaine
polypeptidique.

Si ce glutamate et cette tyrosine sont réellement les résidus catalytiques, cela implique un
mécanisme différent de ceux connus a ce jour.

La résolution de la structure des mutants de GH* en complexe avec du X6 pourra nous
donner plus de renseignements quant a I'orientation du substrat dans le site catalytique
ainsi que sur les différents résidus impliqués dans le maintien du substrat et dans

I’hydrolyse.

Afin de confirmer ou d’infirmer le mécanisme de rétention de configuration suspecté
pour GH*, des études par RMN du proton en utilisant un analogue de X5, le pNP-X4,
permettront de déterminer précisément le mécanisme mis en jeu lors de I’hydrolyse d’un
xylooligosaccharide.

De plus, caractériser structuralement et biochimiquement GH* avec d’autres substrats
pourrait permettre d’identifier d’autres résidus impliqués et notamment ceux présents dans

les sous-sites -3 et +3 qui sont essentiels a I'activité de I'’enzyme.
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Conclusions géneérales

Les objectifs de ces travaux de thése se divisaient en 2 grandes parties. La premiére
consistait en la comparaison du potentiel hémicellulolytique de deux especes de termites N.
corniger et T. hispaniolae par I'analyse de leur métagénome. La seconde était de caractériser
du point de vue fonctionnel et structural une nouvelle glycoside hydrolase hypothétique

provenant du métagénome d’un ver de Madagascar.

Dans la premiére partie de cette these, afin de comparer le potentiel hémicellulolytique
des termites N. corniger et T. hispaniolae, il fallait traiter les données de séquencage de
chaque métagénome. La majeure partie de I'annotation fonctionnelle et taxonomique du
métagénome du termite N. corniger a été effectuée par Gregory Arnal pendant ses travaux
de these (Arnal 2014). La totalité de I'annotation fonctionnelle et taxonomique du
métagénome du termite T. hispaniolae a été effectuée dans ces travaux de thése. Toutes ces
annotations ont pu étre effectuées grace au pipeline mis en place dans I'équipe lors des
travaux de thése de Géraldine Bastien avec I'aide de Sandrine Laguerre (Bastien-Uluis 2012).
Ces analyses ont permis de découvrir un grand nombre de nouvelles CAZymes qui sont pour
la plus grande majorité des GH, mais aussi des lyases et des modules de liaison aux glucides.
Dans le métagénome de N. corniger, 27 familles de GH différentes ont pu étre identifiées et
23 dans celui de T. hispaniolae. On a aussi pu voir que les annotations des banques sont en
bonne corrélation avec les annotations faites dans d’autres études (Warnecke et al. 2007 ;
He et al. 2013).

Une fois les annotations faites, tout le travail de comparaison a pu étre effectué. Les 2
termites n‘ont pas la méme alimentation, N. corniger est xylophage strict alors que T.
hispaniolae est humivore et xylophage. Lorsque le crible fonctionnel sur substrat
chromogénique a été réalisé sur chacune des banques métagénomiques, les activités
trouvées dans les deux banques étaient différentes. Une tendance semblait alors se dégager
avec des activités plutot endoglycosidases pour N. corniger alors que pour T. hispaniolae, les

activités étaient plutot exoglycosidases. L'analyse des résultats de I'annotation a permis de
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confirmer cette tendance méme si, finalement, les rapports entre activité endoglycosidase
et activité exoglycosidase tendent a s’équilibrer dans chacune des 2 banques.

D’autre part, I'annotation taxonomique montre une grande différence dans les microbiotes
des 2 especes de termites. Le microbiote intestinal de N. corniger est majoritairement
composé de bactéries appartenant aux embranchements Spirochaetes et Fibrobacteres, avec
essentiellement les genres Treponema et Fibrobacter, respectivement. Ces résultats sont
aussi en accord avec la littérature (Warnecke et al. 2007 ; He et al. 2013).

Le microbiote intestinal de T. hispaniolae est, quant a lui, majoritairement composé de
bactéries appartenant aux embranchements des Firmicutes et des Bacteroidetes.
L'annotation taxonomique n’a pas permis d’aller plus loin que I'embranchement pour ce
termite. Par contre l'annotation taxonomique a montré une plus grande variété
d’embranchements dans le microbiote intestinal de T. hispaniolae que dans celui de N.
corniger. La plus grande variété du microbiote de T. hispaniolae semble en accord avec

I'alimentation plus variée de ce termite.

Pour aller plus loin dans ce travail, la caractérisation biochimique de certaines protéines est
envisageable. Certaines associations bi- ou tri-modulaires, comme par exemple I'association
CE3-GH5-CBM16 identifiée dans la banque métagénomique de T. hispaniolae, seraient
intéressantes a étudier fonctionnellement et structurellement afin de mieux comprendre le
fonctionnement de ces enzymes ainsi que les stratégies mises en place par les termites et
leur microbiote pour dégrader la biomasse végétale. Par exemple, au laboratoire, une
protéine possédant une organisation originale fait I'objet de deux théses. Il s’agit d’une
protéine issue de la banque métagénomique de Pseudacanthotermes militaris. C'est une
GH10 présentant deux CBM4 au milieu de sa séquence catalytique : GH10a-CBM4_1-
CBM4_2-GH10b. Cette protéine est active et les données de modélisation moléculaire
semblent indiquer que les deux parties de la GH10 se rapprochent pour reformer le
repliement classique en tonneau (B/a)s des GH10. Il semblerait aussi que cette enzyme soit
plus active en présence d’autres enzymes (cocktail enzymatique) (résultats des theses en

cours de H. Wu et E. loannou).

La deuxieme grande partie de ces travaux de theése portait sur I'étude structurale et

fonctionnelle d’une enzyme annotée comme étant une glycoside hydrolase n’appartenant a
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aucune famille connue appelée GH*. Cette protéine est issue de la banque métagénomique
du ver de Madagascar P. corethrurus. Comme GH* n’appartient a aucune famille, il n’y avait
aucune piste pour son activité potentielle et il fallait donc prouver que cette enzyme était
réellement active. La totalité des substrats disponibles au laboratoire et/ou commercialisés
ont été criblés et une activité endo-xylanase, bien que faible par rapport a des xylanases de
la famille des GH10 (Alvarez, Goldbeck, dos Santos, et al. 2013 ; Gong et al. 2013 ; Ko et al.
2016), a été obtenue. GH* a donc une activité endo-xylanase avec une préférence pour les
arabinoxylanes et libere des xylooligosaccharides ayant un degré de polymérisation
supérieur ou égal a 2. L'activité de 'enzyme a aussi été testée sur xylooligosaccharides et est
la meilleure observée a ce jour, notamment sur xylooligosaccharides de DP supérieur a 4, en
notant toutefois que des oligosaccharides de DP supérieur a 6 n’ont pas pu étre testés car
non commercialisés. Malgré la faible activité, les parametres optimaux de I'enzyme ont pu
étre établis. L'obtention des activités sur xylooligosaccharides a permis d’établir qu’il faut au
minimum que les sous-sites catalytiques -2 a +2 soient occupés pour que I'enzyme soit active
et que, pour avoir la meilleure activité, il faut que les sous-sites -3 a +3 soient occupés.
D’autre part, des essais de cristallisation de I'enzyme ont été conduits et ont permis
I'obtention de cristaux diffractant a 1,6 A de résolution. A partir de ces cristaux un jeu de
données a pu étre collecté. La structure 3D de GH* a ainsi été résolue par remplacement
moléculaire avec la GH5 FnCel5A comme modele.

L'analyse de la structure a permis d’identifier le site catalytique hypothétique de GH* ainsi
qgue les résidus d’acide aminé potentiellement impliqués dans le maintien et I’hydrolyse du
substrat. Deux résidus ont été identifiés comme pouvant étre les résidus catalytiques :
I'acide glutamique 117 et la tyrosine 116. Les groupements fonctionnels de ces résidus sont
espacés de 5,5 A, ce qui va dans le sens d’un mécanisme avec rétention de la configuration,
et est en accord avec le fait que GH* avait été annotée comme appartenant au clan GH-A.
Des mutants de GH* pour chacun des résidus catalytiques supposés ont été obtenus et
montrent une perte de plus de 97 % de l'activité de I'enzyme. Cela prouve que ces résidus
jouent un rdle crucial dans I'activité de GH* mais pas qu’ils sont, de facon certaine, les acides
aminés catalytiques. Une tyrosine jouant le réle du résidu catalytique nucléophile existe
dans les familles de sialidases GH33 et 34, mais est activée par un acide glutamique
(Newstead et al. 2008 ; Park et al. 2013). Par contre, dans les GH33 et 34 les résidus

catalytiqgues se font face comme dans les mécanismes classiques de rétention de la
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configuration, ce qui n’est pas le cas chez GH*. De plus, les GH33 et 34 ont un repliement en
hélice a 6 pales différent de celui de GH*. Cependant, dans la structure de GH* 'aspartate
12 pourrait jouer ce roéle d‘activateur du résidu nucléophile par l'intermédiaire d’'une
molécule d’eau. Pour vérifier si ce D12 est impliqué dans le mécanisme de GH*, un mutant

D12A peut étre envisagé.

Pour aller plus loin dans ce travail, il est maintenant nécessaire de déterminer les
parametres cinétiques de GH*. Il peut étre intéressant aussi de générer d’autres mutants
pour voir I'implication d’autres acides aminés qui ont été identifiés comme pouvant jouer un
réle dans le mécanisme de GH*.

D’autre part, des cristaux des mutants de GH* en complexe avec un xylohexaose ont été
obtenus mais n’ont pas suffisamment diffracté pour résoudre la structure du complexe. Il
reste donc a résoudre la structure de complexes entre la protéine sauvage ou des mutants
inactifs et différents ligands xylooligosaccharidiques afin de vérifier 'emplacement du site
catalytique et si les hypothéses formulées par rapport aux résidus impliqués se vérifient.
Enfin, il faudrait prouver que le mécanisme de GH* est bien un mécanisme avec rétention de
la configuration (Wilson et al. 2014). Pour cela, des expériences de RMN vont étre menées
rapidement.

Enfin, on sait qu’il existe d’autres GH notées étoile (n’appartenant a aucunes familles de GH
connues) dans la base de données CAZy. Une collaboration avec I'équipe de Bernard
Henrissat peut étre envisagée afin de chercher si d’autres GH ont une activité et un

mécanisme similaires a ceux de GH* et donc si une nouvelle famille de GH peut étre créée.
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