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Des milliers de réactions enzymatiques ont lieu au sein des organismes vivants, permettant 

la formation de composés essentiels à leur fonctionnement. Aujourd’hui, les biocatalyseurs 

(enzyme isolée, système multi-enzymatique, voire même microorganisme entier) séduisent 

de plus en plus les chimistes organiciens, car ils sont capables de catalyser un très large 

éventail de réactions avec d’excellentes chimio-, régio- et/ou stéréosélectivités. Ces 

propriétés permettent ainsi de simplifier les procédés de synthèse chimique classique et d’en 

réduire le coût, en évitant des étapes de protection/déprotection et l’obtention de produits 

secondaires non-désirés parfois toxiques. L’utilisation de catalyseurs biologiques en 

synthèse organique permet par ailleurs de répondre aux contraintes environnementales 

actuelles. En effet, ils catalysent des réactions complexes dans des conditions douces : 

milieu aqueux, pH non extrême, pression atmosphérique, ce qui limite l’utilisation de solvants 

organiques toxiques et polluants. Les stratégies de synthèse impliquant des biocatalyseurs 

respectent ainsi les douze principes de la Chimie Verte [1]. 

 

De nombreuses avancées ont été réalisées dans le domaine de la biocatalyse depuis le 

début du XXème siècle, au travers de trois « vagues » successives de recherche et 

d’innovation, décrites par le Pr. U. T. Bornscheuer et al., dans une revue récente, publiée en 

2012 dans le journal Nature [2]. Après la première vague, qui a commencé il y a plus d’un 

siècle, montrant que les enzymes pouvaient être utilisées pour la synthèse de divers 

composés, la deuxième vague (1980-1990), a conduit à l’émergence des technologies 

d’ingénierie des protéines (clonage, surexpression, mutagenèse). Celles-ci ont permis 

d’étendre le spectre de substrats des enzymes et d’élargir ainsi leurs champs d’applications 

à de nouvelles molécules, utilisées notamment en pharmacie et en chimie fine. La troisième 

et actuelle vague a débuté dans les années 1990 avec les travaux des Pr. W. P. C. Stemmer 

[3] et F. Arnold [4], qui ont développé des méthodes efficaces permettant de modifier les 

biocatalyseurs, via une version in vitro de l’Evolution Darwinienne, appelée Evolution in vitro 

ou dirigée. De nombreuses propriétés de diverses enzymes ont ainsi été améliorées ou 

modifées par cette technique, telles que la spécificité de substrat, la stéréosélectivité, 

l’énantiosélectivité, la résistance à haute température, à des pH non physiologiques ou en 

présence de solvants organiques. Les avancées se poursuivent aujourd’hui avec 

l’optimisation des voies métaboliques, mais également le développement de voies de 

synthèse multi-enzymatiques biomimétiques ou non, in vitro ou in vivo (cascades 

enzymatiques). Ces stratégies sont aujourd’hui en plein essor dans les secteurs 

pharmaceutiques, agroalimentaires et cosmétiques mais également dans l’industrie du textile, 

des détergents, des biocarburants, des polymères ou encore du papier [5], [6], [7]. 
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Ces travaux de thèse s’appuient sur ces avancées récentes en biocatalyse et visent à 

développer un procédé enzymatique innovant, appliqué à la synthèse de monosaccharides 

rares hautement valorisables [8]. Les monosaccharides (et analogues) interviennent dans de 

nombreux processus biochimiques : croissance et reconnaissance cellulaire, réponse 

immunitaire, développement de métastases. Ces composés sont retrouvés dans diverses 

familles d’agents thérapeutiques tels que des antiviraux, des antibiotiques/antibactériens, 

des antithrombotiques, des inhibiteurs de glycosidases, des phéromones ou des vitamines. 

Ils sont également employés en tant qu’arômes et édulcorants dans la filière agroalimentaire. 

 

L’emploi de biocatalyseurs est particulièrement adapté à la chimie des glucides car leur 

obtention est un défi de taille pour les chimistes organiciens. Le caractère multifonctionnel 

des sucres requiert en effet l’utilisation de différents groupements protecteurs, afin d’éviter 

les réactions secondaires sur les groupements hydroxyle, carbonyle ou phosphate. De plus, 

la présence de plusieurs centres chiraux au sein de la molécule nécessite un contrôle de leur 

configuration absolue tout au long du procédé de synthèse. Leur obtention par 

fractionnement enzymatique de la biomasse lignocellulosique est une stratégie efficace, 

mais conduit uniquement à l’obtention de monosaccharides abondants dans la nature [9]. 

Une autre stratégie consiste à les obtenir via l’utilisation d’isomérases. Toutefois, les 

substrats de ces enzymes se limitent à des composés dont les structures sont proches des 

substrats physiologiques [8], [10]. D’autres approches offrent une plus grande flexibilité vis-à-

vis de substrats non-naturels et conduisent ainsi à une plus grande variété de 

monosaccharides et analogues. La réaction de carboligation est particulièrement étudiée, 

notamment selon des réactions d’aldolisation. Dans ce domaine, l’organocatalyse permet 

d’accéder à certaines structures mais souvent en présence de co-solvants et nécessite 

l’utilisation de groupements protecteurs [11], [12]. L’utilisation des aldolases, appartenant à 

la classe des lyases, est une alternative efficace très exploitée pour catalyser les réactions 

d’aldolisation, dans le respect des critères de la chimie verte. Cependant, ces réactions sont 

réversibles et ne permettent pas toujours un haut contrôle de la stéréosélectivité [13], [14]. 

 

D’autres enzymes, de la classe des transférases, permettent d’accéder aux 

monosaccharides en une étape, par formation stéréospécifique d’une liaison C-C. L’une de 

ces enzymes, la transcétolase (TK), permet la formation de composés de type cétoses D-

thréo (3S, 4R), via le transfert d’un groupement « cétol » d’un cétose donneur sur un 

aldéhyde accepteur α-hydroxylé de configuration (2R). La formation de la liaison C-C 

s’accompagne de la création d’un nouveau centre asymétrique de configuration (3S) (Figure 

1 a)). 
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Fait rare pour une réaction enzymatique, l’emploi de l’acide hydroxypyruvique ou HPA 

comme substrat donneur de la TK permet de rendre la réaction irréversible, un avantage 

certain par rapport aux réactions catalysées par les aldolases. Par conséquent, le laboratoire, 

ainsi que d’autres groupes, s’intéressent depuis de nombreuses années au potentiel 

synthétique de cette enzyme issue de microorganismes mésophiles, abondamment exploité 

pour la préparation de nombreux composés d’intérêt biologique présentant une grande 

diversité structurale, tels que des sucres phosphorylés ou non, des azasucres et des 

thiosucres ou encore des aminoalcools. 
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Figure 1 : Réactions catalysées par la transcétolase de Geobacillus stearothermophilus (TKgst) 
a) Réaction catalysée par la TKgst sauvage. b)  Réactions envisagées afin d’améliorer son activité vis 

à-vis des aldéhydes α-hydroxylés (2S) et des aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne 
polyhydroxylée (C5-C6). c)  Génération du HPA et des aldéhydes α-hydroxylés (2S) par voie 

enzymatique à partir de précurseurs naturels et peu coûteux 

De nombreux procédés enzymatiques développés aujourd’hui à l’échelle industrielle sont 

catalysés par des enzymes thermostables, très convoitées pour leur stabilité accrue dans le 

temps, leur tolérance particulière en présence de co-solvants organiques et leur efficacité 

catalytique à haute température, permettant d’accroître les cinétiques réactionnelles. Par 

ailleurs, ces enzymes sont capables d’accepter des mutations bénéfiques tout en gardant la 

capacité de se replier dans l’espace dans leur structure d’origine, ce qui en fait d’excellentes 

candidates pour des travaux d’ingénierie, visant à modifier ou améliorer leur activité et/ou 

leur sélectivité. Ainsi, la première TK thermostable, issue de la bactérie thermophile 

Geobacillus stearothermophilus, a été identifiée par notre groupe en 2013, en collaboration 
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avec le Genoscope, CEA à Evry. Cette nouvelle enzyme, la TKgst, est au centre de ces 

travaux, qui visent à optimiser son procédé biocatalytique pour la synthèse efficace à haute 

température de monosaccharides rares d’intérêt biologique. 

 

Ces travaux de thèse s’inscrivent dans un programme franco-allemand financé par l’Agence 

Nationale pour la Recherche (Projet ANR ThermoTK - code : ANR-13-IS07-0003-01) et ont 

été réalisés au sein de l’équipe Biocatalyse et Métabolisme (BioMéta) appartenant à l’Institut 

de Chimie de Clermont-Ferrand (ICCF-UMR 6296 CNRS), en partenariat avec l’équipe du Pr. 

W.-D. Fessner (Université Technique de Darmstadt, Allemagne).  

 

Un des objectifs de ces travaux est d’élargir le champ d’application de la TKgst à de nouveaux 

monosaccharides rares valorisables, en raison de leurs nombreuses propriétés biologiques. 

La TKgst acceptant préférentiellement les aldéhydes α-hydroxylés (2R) à courte chaîne, le 

potentiel synthétique de cette enzyme est en effet limité aux cétoses de configuration D-thréo 

(3S, 4R) à 4, 5 et 6 atomes de carbone. Nous envisageons d’une part, l’amélioration de 

l’activité de cette enzyme vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxlés (2S). L’emploi de ces 

nouveaux substrats conduirait à l’obtention de cétoses de configuration L-érythro (3S, 4S), 

des composés utilisés seuls ou comme précurseurs de molécules à activité thérapeutique ou 

présentant des propriétés édulcorantes, tels que le L-ribulose [15], [16], le D-tagatose [17], 

[18], [19] ou le L-psicose [8], [20]. D’autre part, nous envisageons d’augmenter l’activité de la 

TKgst vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée (C5-C6), 

conduisant à des cétoses de configuration D-thréo (3S, 4R) à 7 à 8 atomes de carbone, des 

monosaccharides rares d’intérêt biologique, comme le D-sédoheptulose [21], [22], [23], [24], 

le D-ido-heptulose [23], [24] ou le D-glycéro-D-ido-octulose [25], [26] (Figure 1 b)). L’équipe 

du Pr. W.-D. Fessner, notre partenaire sur ce projet, s’est orientée vers l’amélioration de 

l’activité de la TKgst vis-à-vis d’aldéhydes aliphatiques et aromatiques et de nouveaux 

substrats donneurs comme l’acide pyruvique, deux projets auxquels j’ai participé dans le 

cadre d’échanges entre les deux laboratoires. 

 

L’autre objectif est de synthétiser à l’échelle préparative les cétoses d’intérêt en présence de 

la TKgst sauvage ou des TKgst les plus performantes à haute température, afin d’augmenter 

l’efficacité de la réaction. Le procédé enzymatique catalysé par la TKgst sera optimisé via le 

développement d’une stratégie multi-enzymatique originale, dans laquelle les substrats 

donneurs et accepteurs de cette enzyme sont générés par voie enzymatique, à partir de 

précurseurs naturels et peu coûteux (Figure 1 c)). La génération in situ du substrat donneur 

de la TKgst, le HPA, sera envisagée par voie enzymatique à partir de la D- ou L-sérine, afin de 

s’affranchir de la synthèse chimique peu efficace de ce substrat, mais également pour limiter 



Introduction Générale 

9 
 

sa dégradation à haute température. Ces travaux ont été menés en collaboration avec le Pr 

T. Gefflaut, (Equipe BioMéta, ICCF), le Dr. V. De Berardinis (Genoscope, CEA, Evry) et le Pr 

L. Pollegioni (Université de l’Insubrie de Lombardie, Italie). De plus, compte tenu du coût 

élevé des aldéhydes α-hydroxylés (2S) à 3 et 4 atomes de carbone, un nouveau procédé 

biocatalytique permettant leur génération à partir d’aldéhydes commerciaux achiraux à très 

courte chaîne carbonée plus accessibles sera exploré, en collaboration avec le Pr. P. Clapés 

(Institut de Chimie Avancée de Catalogne de Barcelone, Espagne). 

 

Dans ce manuscrit, un premier chapitre consacré à l’étude bibliographique décrira tout 

d’abord le transcétolase (TK), ainsi que ses propriétés catalytiques. Puis seront recensées 

les principales stratégies d’ingénierie utilisées pour modifier et/ou améliorer les propriétés de 

cette enzyme. Enfin, les exemples d’utilisation de la TK sauvage ou mutée en biocatalyse, 

employée seule au sein de procédés chimio-enzymatiques ou multi-enzymatiques pour la 

synthèse de composés d’intérêt, seront présentés. A l’issue de cette étude bibliographique, 

nos objectifs et les stratégies envisagées seront exposés. Dans le chapitre suivant, les 

résultats de nos travaux seront décrits et discutés. Ils concerneront tout d’abord la 

caractérisation biochimique de la transcétolase de Geobacillus stearothermophillus (TKgst), 

puis l’élargissement de son spectre biocatalytique par ingénierie et enfin, l’utilisation de la 

TKgst sauvage et des TKgst mutées les plus performantes pour la synthèse à haute 

température des cétoses d’intérêt à l’échelle préparative. Le développement de systèmes bi- 

et multi-enzymatiques, au sein desquels les substrats donneurs et accepteurs de la TKgst 

sont générés in situ ou non par voie enzymatique, sera ensuite exposé. Une conclusion, 

dressant le bilan des résultats ainsi que les perspectives envisagées, termineront ce travail, 

puis une partie expérimentale, en fin de document, détaillera l'ensemble des protocoles mis 

en œuvre.  
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 Les enzymes thiamine diphosphate-dépendantes 1.

La thiamine diphosphate (ThDP) est la forme biologiquement active de la vitamine B1 ou 

thiamine (Figure 2). Les enzymes ThDP-dépendantes sont une large famille d’enzymes 

ubiquitaires, présentes dans de très nombreuses voies métaboliques. Elles utilisent le 

ThDP comme cofacteur essentiel dans le mécanisme catalytique de réactions telles que 

la coupure ou la formation de liaisons carbone-soufre, carbone-oxygène, carbone-azote et 

surtout carbone-carbone. Elles appartiennent aux classes des lyases, des transférases et 

des oxydoréductases [27]. La molécule de ThDP est constituée de trois éléments 

structuraux principaux : le cycle 2’-méthyl-4’-aminopyrimidine (Pyr), lié par un pont 

méthylène au cycle 4-méthyl-thiazolium (MT), lui-même relié à un groupement 

diphosphate (DP) par une fonction hydroxyéthyle (Figure 2) [28]. 
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Figure 2 : Structures développées de la vitamine B1 (ou thiamine) et du ThDP 

Le rôle catalytique du ThDP est décrit dans de nombreuses revues [29], [30]. Toutes les 

réactions catalysées par les enzymes dépendantes du ThDP ont en commun une 

première étape, qui consiste en l’arrachement du proton du carbone 2 du cycle thiazolium, 

pour conduire à la formation d’un carbanion et à la forme « activée » du ThDP (ylure) [31]. 

Lors de ces réactions, un motif comportant un groupement carbonyle est transféré depuis 

un substrat « donneur » vers un substrat « accepteur ». La séquence réactionnelle 

suivante a lieu : 1) attaque nucléophile du carbanion du ThDP « activé » sur le 

groupement carbonyle du substrat donneur, 2) formation d’un intermédiaire réactif, 3) 

transfert vers les différents substrats accepteurs (Figure 3) [32]. 
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Figure 3 : Réactions catalysées par les enzymes ThDP-dépendantes 
Schéma extrait de la littérature [32] 

De part le large éventail de réactions qu’elles catalysent, les enzymes à ThDP présentent 

une grande diversité au niveau de leur séquence et de leur organisation structurale. 

Néanmoins, elles partagent deux domaines protéiques semblables : le domaine de liaison 

au cycle pyrimidine (Pyr) et le domaine de liaison au groupement diphosphate (DP) [33], 

témoignant de l’existence d’un ancêtre commun [34]. Le domaine DP présente une 

séquence commune « GDG-X30-NN », composée d’environ 35 acides aminés, débutant 

par le motif hautement conservé « Gly-Asp-Gly », suivi de 30 résidus plus variables et se 

terminant par deux asparagines, elles aussi particulièrement conservées [35]. Afin 

d’établir une comparaison exhaustive des séquences protéiques et des structures des 

enzymes ThDP-dépendantes, l’équipe du Pr. J. Pleiss (Allemagne) a établi une base de 

donnée : la « Thiamine diphosphate dependent Enzyme Engineering Database » (TEED). 

Ainsi, les enzymes à ThDP ont pu être classées en 8 superfamilles, selon leur 

arrangement structural et leurs domaines [36]. 

 

Parmi les enzymes ThDP-dépendantes, certaines sont employées en biocatalyse dans 

des réactions de carboligation asymétrique, en raison de leur fort potentiel synthétique, de 

leur large gamme de substrats et de leurs différentes stéréospécificités [26], [38]. L’une 

d’entre elles est particulièrement utilisée pour la synthèse de polyols chiraux par formation 

stéréospécifique d’une liaison carbone-carbone (C-C) : la transcétolase. 
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 La transcétolase (TK) 2.

La transcétolase (TK, EC 2.2.1.1) appartient à la classe des transférases et catalyse la 

formation ou la coupure d’une liaison C-C. De nombreuses études ont mis en évidence le 

rôle de cette enzyme in vivo et son implication au sein de différentes voies métaboliques. 

De plus, l’identification, la production, la purification et la cristallisation de nombreuses 

TKs, issues d’organismes variés, ont permis l’analyse de son site actif et de sa structure 

tridimensionnelle (structure 3D) pour proposer un mécanisme catalytique. 

 Rôle de la TK in vivo 2.1.

Le rôle physiologique de la TK consiste en la biosynthèse de monosaccharides 

phosphorylés (C5 à C7) indispensables au métabolisme cellulaire. Elle intervient dans la 

branche non-oxydative de la voie des pentoses phosphate chez les microorganismes et 

les organismes supérieurs. Chez l’Homme, une déficience de l’activité de la TK génère de 

sévères pathologies, telles que des maladies neurologiques, comme le syndrome de 

Wernicke-Korsakoff [39] ou la maladie d’Alzheimer [35], [36], du diabète [42] et certains 

cancers [43]. Cette enzyme est utilisée comme marqueur de certaines de ces maladies et 

a récemment été utilisée comme cible thérapeutique [44]. Chez les végétaux, elle 

intervient dans le cycle de Calvin [45] et le métabolisme du D-glycéro-D-ido-octulose-8-

phosphate ou D-octulose-8-phosphate (D-O8P) [25]. Dans la suite de cette étude 

bibliographique, seules les TKs d’origine microbienne seront présentées, compte-tenu de 

leur utilisation en biocatalyse. 

 

N.B. : Les structures des aldoses et cétoses mentionnés dans ce paragraphe sont 

rappelées en Annexe 1. 

 Réaction catalysée in vivo par la TK 2.1.1.

La TK permet d’accéder à des cétoses phosphorylés de configuration D-thréo (3S, 4R) par 

formation stéréospécifique d’une liaison C-C. Cette enzyme, en présence de ses deux 

cofateurs, le ThDP [46] et un cation métallique divalent comme Ca2+ ou Mg2+ [27], 

catalyse le transfert réversible d’une unité à deux atomes de carbone, appelée 

groupement hydroxyacétyle ou « cétol », d’un cétose phosphate donneur sur un aldose 

phosphate accepteur (Figure 4). 
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Figure 4 : Réaction catalysée par la TK in vivo 

Ce transfert réversible a lieu du D-xylulose-5-phosphate (D-X5P, cétose à 5 atomes de 

carbone) vers le D-érythrose-4-phosphate (D-E4P, aldose à 4 atomes de carbone) pour 

donner le D-fructose-6-phosphate (D-F6P, cétose à 6 atomes de carbone) ou vers le D-

ribose-5-phosphate (D-R5P, aldose à 5 atomes de carbone) pour donner le D-

sédoheptulose-7-phosphate (D-S7P, cétose à 7 atomes de carbone) [47]. Dans les deux 

cas, le D-glycéraldéhyde-3-phosphate (D-G3P) est généré. La réaction est 

stéréospécifique : le carbone asymétrique formé est toujours de configuration (S) [48]. 

 Rôle de la TK dans la voie des pentoses phosphate 2.1.2.

La TK est une enzyme présente chez tous les organismes qui utilisent la voie des 

pentoses phosphate. Elle est impliquée dans le segment non oxydatif de cette voie 

métabolique (Figure 5) [49], [50], [51]. 

 

Figure 5 : Segment non oxydatif de la voie des pentoses phosphate 
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La voie des pentoses phosphate est une voie du métabolisme énergétique et commence 

par une phase oxydative, durant laquelle le D-glucose-6-phosphate (D-G6P), provenant de 

la phosphorylation du D-glucose, est transformé en D-ribulose-5-phosphate (D-Ru5P) [50]. 

Elle est suivie par une phase non-oxydative, débutant par une épimérisation et une 

isomérisation du D-Ru5P. Le segment non-oxydatif se poursuit par une série de trois 

réactions conduisant au D-G3P et au D-F6P. La première et la troisième réaction sont 

catalysées par la TK et la deuxième, par une transaldolase (EC 2.2.1.2). 

 

Les monosaccharides phosphorylés intervenant dans cette voie permettent la synthèse 

de biomolécules essentielles [50] : nucléotides, acides nucléiques, acides aminés 

aromatiques, vitamines, acétyl coenzyme A, etc.). 

 Identification et production des TKs microbiennes 2.2.

 Identification des TKs microbiennes 2.2.1.

Des TKs ont été identifiées dans de très nombreux microorganismes et les gènes 

correspondants ont été séquencés. Les structures primaires des TKs présentent une forte 

homologie, bien que provenant d’organismes variés tels que des levures (Ex. : 

Saccharomyces cerevisiae, Hanseluna polymorpha, etc.) ou des bactéries (Ex. : 

Escherichia coli, Bacillus anthracis, G. stearothermophilus, Mycobacterium tuberculosis, 

Bacillus methanolicus, etc.). En effet, l’alignement de 22 séquences protéiques de TKs 

issues de microorganismes (bactéries, levures) mais aussi de végétaux et de mammifères, 

a permis de mettre en évidence 50 résidus absolument invariants, auxquels s’ajoutent 24 

résidus qui différent seulement entre les mammifères et les autres organismes [52]. 

Certains de ces résidus sont impliqués dans la structure du site actif et dans le 

mécanisme catalytique de l’enzyme et seront décrits par la suite. 

 Production des TKs microbiennes utilisées en biocatalyse 2.2.2.

Historiquement, les premières TKs employées en biocatalyse furent celles issues de 

feuilles d’épinards [53], [66]. Puis dans le but de produire la TK en grande quantité et 

d’améliorer sa stabilité, grâce à l’optimisation des systèmes de surexpression, des 

sources microbiennes ont été envisagées dans les années 1990, telles que S. cerevisiae 

[55] et E. coli [56], [57], [58], [59]. Très récemment, la première transcétolase 
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thermostable, issue de la bactérie thermophile G. stearothermophilus, a été identifiée, 

produite et purifiée par le groupe du Pr. L. Hecquet [60]. 

 TK de S. cerevisiae 2.2.2.1.

Deux gènes tkl1 et tkl2, codant pour deux isoenzymes de la TK, ont été identifiés chez la 

levure S. cerevisiae [61], [62]. Les deux enzymes correspondantes TKL1 et TKL2, 

présentent 71% d’homologie de séquence mais semblent jouer des rôles différents au 

sein de la cellule. En effet, le gène tkl2 est peu exprimé et ne semble pas indispensable 

au métabolisme de S. cerevisiae [62], contrairement à la TK codée par le gène tkl1. Tous 

les travaux décrits dans la littérature concernent la TK codée par le gène tkl1. 

 

La TK de S. cerevisiae est la première à avoir été surexprimée. L’équipe du Pr. G. 

Schneider (Suède) a isolé le plasmide pTKL1, résultant du clonage du gène tkl1 dans le 

vecteur pHR81 [61]. Le vecteur navette pTKL1 a la particularité de se répliquer dans E. 

coli et dans S. cerevisiae. Son utilisation permet l’obtention d’un taux de surexpression de 

la TK qui représente 15% de la quantité totale de protéines cellulaires [63], après 

transformation dans la souche d’expression de S. cerevisiae H402. Une méthode de 

purification de la TK a ensuite été mise au point par le même groupe. Elle fait intervenir 

successivement une précipitation au sulfate d’ammonium, trois chromatographies 

d’exclusion moléculaire et une chromatographie sur résine anionique. Cette méthode 

permet d’obtenir la TK avec un rendement de 32% et une activité spécifique de 37 U.mg-1 

[63]. 

 TK d’E. coli 2.2.2.2.

Deux gènes tktA et tktB, codant pour des enzymes ayant une activité TK, ont été identifiés 

chez la bactérie E. coli. Ces deux protéines TKTA et TKTB possèdent 74% d’acides 

aminés communs dans leur structure primaire. Le gène tktA est le plus exprimé dans E. 

coli. La protéine correspondante TKTA est responsable de 70 à 90% de l’activité 

enzymatique totale en conditions physiologiques, même si les deux gènes sont 

indispensables à la survie cellulaire. Elle est également la plus étudiée dans la littérature 

[64]. 

 

Des systèmes de production de la TK d’E. coli, impliquant différentes souches 

bactériennes hôtes et différents plasmides, ont été développés par plusieurs groupes à 
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petite et moyenne échelle et optimisés pour maximiser le rendement de la culture ainsi 

que l’activité et la stabilité de la TK [56], [57], [58]. Par la suite, le Pr. J. M. Woodley 

(Danemark) et ses collaborateurs ont décrit un protocole pour la production à grande 

échelle de la TK d’E. coli. Le gène tktA a été cloné dans un plasmide à haut nombre de 

copies de type pBGS18. Après transformation dans la souche d’E. coli JM107/pQR700, 

des cultures à grande échelle ont été réalisées en réacteurs de 20 et 1000 litres. La lyse 

des bactéries par un homogénéisateur haute-pression a permis d’obtenir un extrait 

cellulaire clarifié avec une activité de 230 U.mL-1. Dans cet extrait, la TK représente 40% 

de la quantité totale de protéines [59]. 

 

Un protocole de purification, impliquant une précipitation au sulfate d’ammonium et deux 

chromatographies sur résines anioniques, a permis l’obtention de la TK d’E. coli avec un 

rendement de 45% et une activité spécifique de 50,4 U.mg-1 [58]. Ce protocole a par la 

suite été simplifié grâce à l’ajout d’une étiquette six histidines (6-His), placée en position 

C-terminale [65], [66], permettant de purifier la TK par chromatographie d’affinité sur une 

résine Ni-NTA (nickel-acide nitriloacétique) [67]. 

 TK de G. stearothermophilus 2.2.2.3.

Les enzymes thermostables sont présentes dans les organismes thermophiles, c’est-à-

dire capables de se développer à des températures élevées, comprises en 50°C et 70°C. 

Celles-ci présentent une grande capacité d’évolution (concept d’ « evolvability » démontré 

par le Pr. F. Arnold et son équipe [68]). En effet, leur robustesse leur permet d’accepter 

des mutations bénéfiques, tout en conservant leurs propriétés catalytiques. De plus, elles 

présentent un grand nombre d’avantages pour leur utilisation en biocatalyse : leur 

thermostabilité permet de profiter de cinétiques réactionnelles plus rapides à haute 

température, d’augmenter leur stabilité en milieu non-conventionnel et peut faciliter leur 

purification par traitement thermique. Les TKs de S. cerevisiae et d’E. coli, communément 

utilisées en biocatalyse, ne sont pas considérées comme thermostables. 

 

Ainsi, le groupe du Pr. L. Hecquet, en collaboration avec l’équipe du Dr. V. De Berardinis 

(Genoscope, CEA, Evry), a récemment identifié, produit et purifié la première TK 

thermostable microbienne, issue de la bactérie thermophile à Gram positif G. 

stearothermophilus [60] (Annotation A0A0I9QGZ2 - TKT_GEOSE dans la base de 

données UniProtKB). Ce microorganisme est largement répandu dans les sols, les 

sources chaudes et les sédiments océaniques, où la température est comprise entre 30°C 
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et 75°C [69] et est utilisé pour la production d’autres enzymes thermostables [70], [71]. 

Comme dans le cas de la TK de S. cerevisiae ou d’E. coli, la bactérie B. anthracis 

possède deux gènes tkt1 et tkt2, codant pour deux isoenzymes de la TK : TKT1 et TKT2, 

respectivement, récemment cristallisées (3HYL.pdb et 3M49.pdb). Les gènes tktA chez E. 

coli et tkl1 chez S. cerevisiae sont les plus exprimés et les isoenzymes correspondantes 

TKTA et TKL1, les plus actives. Le(s) gène(s) de la TK de G. stearothermophilus n’étant 

pas décrit(s) dans les bases de données publiques, il(s) a(ont) été identifié(s) par 

homologie de séquence, via la recherche, à partir de la séquence de la souche 10 de G. 

stearothermophilus disponible sur le serveur BLAST de l’Université d’Oklaoma, d’un gène 

orthologue au gène tkt1 connu de B. anthracis, un microorganisme de la même famille 

Bacillaceae, comportant des microorganismes thermophiles. L’analyse du génôme de la 

TK de G. stearothermophilus a révélé la présence d’un seul gène tkt, possédant un 

pourcentage d’identité respectif de 55% et 72% avec les gènes tkt1 et tkt2 de B. anthracis, 

de 51% avec le gène tktA d’E. coli et de 48% avec le gène tkl1 de S. cerevisiae [60]. 

 

Le gène codant pour la TK de G. stearothermophilus a ensuite été amplifié par PCR puis 

cloné dans le plasmide pGEN452. Après insertion du plasmide résultant pGEN717 dans 

la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS, une culture a été réalisée, puis la protéine a été 

purifiée par chromatographie d’affinité sur une résine Ni-NTA (grâce à l’ajout d’une 

étiquette 6-His à l’extrémité N-terminale de la protéine) et par choc thermique, avec un 

rendement de 77% et 73%, respectivement. L’activité spécifique de l’enzyme purifiée est 

de 1 U.mg-1 à 20°C, 7,6 U.mg-1 à 50°C et 11 U.mg-1 à 70°C, son activité maximale ayant 

été mesurée à cette dernière température [60]. 

 Etudes cristallographiques des TKs microbiennes 2.3.

 Structures tridimensionnelles 2.3.1.

Des TKs issues de sources microbiennes ont été cristallisées et leur étude par diffraction 

des rayons X a permis de déterminer leur structure 3D. Quarante-sept structures de TKs 

sont, à ce jour, disponibles sur la base de données protéiques « Protein Data Bank » 

(PDB), provenant de dix-sept sources différentes, incluant des TKs issues de végétaux et 

d’organismes supérieurs. Elles sont cristallisées seules ou co-cristallisées en présence 

des cofacteurs uniquement, le ThDP et analogues et le Ca2+ ou Mg2+, mais aussi avec 

différents substrats donneurs ou accepteurs. Malgré la diversité des sources de TKs 

microbiennes dont les structures 3D sont connues, comme S. cerevisiae (1994) [72], [73], 
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E. coli (2007) [65], Thermus thermophilus (2007) (2E6K.pdb), B. anthracis (2009) 

(3HYL.pdb et 3M49.pdb), Francisella tularensis (2009) (3KOM.pdb), Campylobacter jejuni 

(2010) (3L84.pdb), Burkholderia thailandensis et Burkholderia pseudomallei (2011) 

(3UK1.pdb et 3UPT.pdb), M. tuberculosis (2012) [74], Lactobacillus salivarius (2015) [75], 

Pseudomonase aeruginosa (2015) (4XEU.pdb), Pichia stipitis (2017) (5HJE.pdb, 

5HYV.pdb et 5I4I.pdb), Neisseria gonorrhoeae (2017) (5VRB.pdb) ou Chlamydomonas 

reinhardtii (2017) [76], toutes les TKs sont dimériques et constituées de deux sous-unités 

identiques, chacune ayant un poids moléculaire d’environ 74 kDa [77] et possédant un 

site actif situé à l’interface entre les deux sous-unités [95], [96] (Figure 6 a)). 

 

Chaque sous-unité comporte environ 680 acides aminés et est composée de 3 domaines 

distincts [79] (Figure 6 b)) : 

 

-  le domaine N-terminal (domaine diphosphate, DP) 

-  le domaine intermédiaire (domaine pyrimidine, Pyr) 

-  le domaine C-terminal 

 

Figure 6 : Structure de la TK de S. cerevisiae (1TRK.pdb) 
a) Structure de l’homodimère (ThDP représenté en rouge) 

b)    Les trois domaines d’un monomère (ThDP représenté en rouge) 

Le domaine N-terminal et le domaine intermédiaire englobent les deux sites actifs et sont 

impliqués dans la reconnaissance et la liaison aux cofacteurs. En effet, deux sites de 

fixation pour le ThDP et le cation divalent Ca2+ ou Mg2+ sont localisés à proximité des deux 

sites actifs [78]. De plus, les interactions existant entre ces deux domaines favorisent la 

formation et la stabilisation du dimère, grâce notamment au réseau de liaisons 

hydrogènes entre le résidu E162 de la première sous-unité et les acides aminés E418 et 

E167 de la seconde sous-unité, dans la TK de S. cerevisiae [80]. Le domaine C-terminal, 

plus éloigné du site actif, n’intervient pas dans la liaison aux cofacteurs. Seuls quelques 

résidus qui le composent participent aux interactions entre les deux monomères [88], [95]. 
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Sa présence ne semble pas essentielle à l’activité de la TK puisque des études réalisées 

sur la TK d’E. coli ont montré une conservation de son activité après suppression de ce 

domaine [34]. 

 Etude du site actif des TKs 2.3.2.

Depuis la détermination de sa structure cristallographique en 1994, réalisée en présence 

de ses cofacteurs et avec une résolution de 2 Å [72], [77], la TK de S. cerevisiae est la TK 

dont la structure et le mécanisme ont été les plus largement étudiés jusqu’à ce jour, 

notamment par les groupes du Pr. G. Schneider et du Pr. G. A. Kochetov (Russie). Les 

résidus clés du site actif ont été identifiés ainsi que leur rôle dans la catalyse et dans la 

reconnaissance des substrats, via l’analyse des interactions avec les cofacteurs et les 

substrats physiologiques, réalisée par des études cristallographiques couplées à des 

expériences de mutagenèse dirigée. Des études plus récentes de la structure 

cristallographique de la TK d’E. coli [65] ou de la TK humaine [81] montrent une forte 

homologie avec la TK de S. cerevisiae. 

 Interactions des résidus du site actif de la TK de S. cerevisiae avec les 2.3.2.1.
cofacteurs 

Les cofacteurs ThDP et Ca2+ sont liés à l’interface des deux sous-unités de l’enzyme. Le 

ThDP est situé dans une cavité profonde au niveau de cette interface et interagit avec des 

résidus appartenant aux deux monomères via des interactions non covalentes [77] 

(Figure 7).  

 
 

Figure 7 : Interactions entre les résidus du site actif de la TK de S. cerevisiae et les 
cofacteurs. Schéma adapté de la littérature [78]. Les résidus conservés sont soulignés et les 

résidus appartenant au second monomère sont désignés par un astérisque. 
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Son groupement diphosphate est lié au cation Ca2+ et à 3 molécules d’eau. Le cycle 

thiazolium du ThDP forme des liaisons de type Van Der Waals avec certains résidus du 

site actif. Le résidu D382 intervient dans la stabilisation de la charge du cycle thiazolium 

et est indispensable à la liaison du ThDP à l’enzyme. Le cycle pyrimidine, enfin, est 

stabilisé dans une zone hydrophobe par les résidus conservés F442, F445 et Y448 de la 

seconde sous-unité. Il est à noter la liaison hydrogène reliant l’azote N1’ du cycle 

pyrimidine et le résidu invariant E418 protoné, présente chez toutes les enzymes ThDP-

dépendantes [102], [103]. Celle-ci est essentielle à l’activité catalytique de l’enzyme [84] 

et intervient dans le mécanisme réactionnel décrit par la suite. 

 

Les données cristallographiques montrent que le cation Ca2+ est essentiel pour que le 

ThDP se lie à l’apoenzyme. Le résidu D157 est particulièrement conservé puisqu’il 

appartient à la séquence consensus « GDG-X30-NN » (Voir paragraphe 1., page 11 de ce 

manuscrit). 

 

La présence des cofacteurs confère à l’enzyme une meilleure stabilité, grâce aux 

interactions entre le ThDP et le Ca2+ et deux feuillets β (correspondant aux séquences 

187-198 du domaine N-terminal et 383-394 du domaine intermédiaire) de la TK, présents 

respectivement sur chacun des monomères. L’enzyme adopte alors une conformation 

plus compacte [85]. 

 Interactions des résidus du site actif des TKs de S. cerevisiae et d’E. 2.3.2.2.
coli avec les substrats physiologiques 

L’étude du site actif de la TK en présence de ses substrats physiologiques a fait l’objet de 

nombreux travaux. La TK de S. cerevisiae a en effet été co-cristallisée avec l’un de ses 

substrats accepteurs naturels, le D-E4P [86], tandis que la TK d’E. coli a été co-cristallisée 

avec deux de ses substrats donneurs naturels, le D-X5P et le D-F6P [65]. L’étroitesse de 

la cavité du site actif formée par les sous-unités de l’enzyme et le ThDP, implique que les 

deux substrats (donneur et accepteur) ne peuvent pas se fixer simultanément dans le site 

actif mais plutôt l’un après l’autre, en utilisant les mêmes sites de fixation [87].  
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Interactions des résidus du site actif de la TK de S. cerevisiae avec le substrat accepteur : 

le D-E4P 

 

Les études cristallographiques, complétées par des expériences de mutagenèse dirigée, 

ont permis de proposer un modèle des interactions entre les résidus du site actif de la TK 

de S. cerevisiae et le D-E4P [86] (Figure 8). 
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Figure 8 : Rôle et interactions des acides aminés du site actif de la TK de S. cerevisiae en 
présence du substrat accepteur naturel (D-E4P, en vert) 

Quatre acides aminés conservés R528, S386, H469 et R359 prennent en charge le 

groupement phosphate de l’accepteur et permettent de fixer ce dernier dans la cavité 

profonde du site actif de l’enzyme. Si la TK possède la remarquable capacité à accepter 

des aldéhydes de taille variable (de 3 à 7 atomes de carbone), c’est grâce à la flexibilité 

apportée par ces quatre résidus, qui interagissent avec le groupement phosphate des 

substrats par des liaisons de faible énergie (liaisons hydrogènes et une liaison 

électrostatique) [86].  

 

Une fois le substrat accepteur stabilisé dans le site actif, son groupement carbonyle est 

alors pris en charge par les deux histidines H30 et H263 du site actif, avec qui il établit 

des liaisons hydrogènes. Le rôle de l’histidine H263 dans l’activité catalytique de l’enzyme 

est prédominant [88]. 

 

Enfin, la fonction hydroxyle en α du carbonyle de l’accepteur interagit avec le groupement 

carboxylate du résidu D477. Cette interaction joue un rôle crucial dans le contrôle de 
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l’énantiosélectivité de la réaction catalysée par la TK. En effet, l’étude de la spécificité vis-

à-vis du substrat accepteur a montré que la réaction catalysée par la TK est 

énantiosélective vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxylés de configuration (R). L’implication 

de cet acide aminé dans la reconnaissance de la fonction hydroxyle portée par le carbone 

2 de l’accepteur et dans l’énantiosélectivité de la TK a été confirmée par des expériences 

de mutagenèse dirigée et par des études cinétiques [89]. 

Interactions des résidus du site actif de la TK d’E. coli avec les substrats donneurs : le D-

X5P et le D-F6P 

La TK d’E. coli a été co-cristallisée en 2007 en présence de deux cétoses donneurs 

physiologiques : le D-X5P et le D-F6P. Cette étude montre des interactions semblables à 

celles envisagées ou modélisées à partir de la TK de S. cerevisiae [65]. La Figure 9 

indique les interactions avec le D-X5P, lié au ThDP. 
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Figure 9 : Rôle et interactions des acides aminés du site actif de la TK d’E. coli en présence 
du substrat donneur naturel (D-X5P lié au ThDP, en bleu). R représente le groupement 

diphosphate du ThDP relié au cycle thiazolium par une fonction hydroxyéthyle. 

Les groupements hydroxyles des atomes de carbone 1 et 2 interagissent respectivement 

avec les résidus H100 et H473 (H103 et H481 chez la TK de S. cerevisiae) et l’amine du 

cycle pyrimidine du ThDP. La liaison avec l’H100 permet de maintenir le D-X5P et 

l’intermédiaire « DHE-ThDP », décrit par la suite (Voir paragraphe 2.4.), dans une 

orientation optimale au sein du site de l’enzyme, afin de faciliter la réaction catalytique. 

Les résidus H261 et H26 (H263 et H30 chez la TK de S. cerevisiae) interagissent avec la 
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fonction hydroxyle du carbone 3 du substrat. L’acide aminé D469, correspondant au 

résidu D477 chez la TK de S. cerevisiae, est impliqué dans le contrôle de 

l’énantiosélectivité de la TK d’E. coli. Enfin, le groupement phosphate du D-X5P interagit 

avec les résidus H461 et R358 (H469 et R359 chez la TK de S. cerevisiae). La seule 

différence notable avec le mode de fixation du D-F6P, substrat donneur présentant un 

carbone de plus par rapport au D-X5P, est l’interaction de la S385 avec le groupement 

hydroxyle du carbone 5 du D-F6P [65]. 

 Comparaison des résidus clés des sites actifs des TKs de S. cerevisiae 2.3.3.
et d’E. coli 

Les études cristallographiques des TKs de S. cerevisiae et d’E. coli, couplées à des 

expériences de mutagenèse dirigée, ont démontré qu’au sein du site actif de ces deux 

enzymes, les mêmes acides aminés jouent un rôle clé dans la catalyse enzymatique, la 

stabilisation des substrats et le contrôle de l’énantiosélectvité (Tableau 1). 

Rôle du résidu S. cerevisiae E. coli 

 
 H30 H26 

Catalyse 
H263 H261 

H481 H473 

 H103 H100 

Enantiosélectivité D477 D469 

 
 

Stabilisation du 
groupement phosphate 

du substrat 

H469 H461 

R359 R358 

S386 S385 

 R528 R520 

 
Tableau 1 : Résidus clés du site actif de la TK de S. cerevisiae et d’E. coli 

De plus, la superposition des structures cristallines de la TK de S. cerevisiae (1TRK.pdb) 

et d’E. coli (2R8O.pdb) montre que ces deux TKs microbiennes présentent un site actif 

très similaire. Les résidus clés intervenant dans le mécanisme catalytique et la 

reconnaissance des substrats physiologiques sont identiques et leurs positions presque 

superposables (Figure 10).  



Etude Bibliographique 

 

24 
 

 
 
 

Figure 10 : Superposition des sites actifs de la TK de S. cerevisiae (1TRK.pdb, en bleu) et 
d’E. coli (1GQD.pdb, en rose) et en présence des cofacteurs (ThDP et Ca2+). Notation : 
exemples : HIS 263  A : résidu His appartenant à la sous-unité A ; ASP 477 B : résidu Asp 

appartenant à la sous-unité B. 

 Mécanisme de la réaction catalysée par la TK 2.4.

Le mécanisme de la réaction catalysée par la TK en présence du ThDP a tout d’abord été 

élucidé avec la TK de S. cerevisiae [77], [87], [90], puis des études réalisées avec la TK 

d’E. coli [65] ont montré que les mêmes résidus sont impliqués, seule la numérotation des 

positions des acides aminés change. 

 

La réaction catalytique débute par la déprotonation du C2 du cycle thiazolium du ThDP, 

ce qui conduit à la formation d’un carbanion et à la forme « activée » du ThDP (appelée 

aussi forme ylure) [77], [90] (Figure 11). Au sein du site actif de l’enzyme, le ThDP adopte 

une conformation en V, dans laquelle le C2 du cyle thiazolium se situe à 3,1 Å de la 

fonction amine portée par le C4’ du cycle pyrimidine [78]. 
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Figure 11 : Mécanisme d’activation du ThDP. R représente le groupement diphosphate du ThDP 
relié au cycle thiazolium par une fonction hydroxyéthyle. 

Cette étape débute par le transfert d’un proton du résidu E418 vers l’amine N1’ du cycle 

pyrimidine (étape 1) du ThDP a, conduisant à la formation de l’intermédiaire b. La fonction 

amine portée par le C4’ est ensuite convertie en groupement iminium (intermédiaire c) par 

effet mésomère (étape 2). La déprotonation du groupement iminium par le résidu H481 

(étape 3) mène ensuite à la formation de la fonction imine (intermédiaire d). 

L’arrachement intramoléculaire du proton du C2 du cycle thiazolium (étape 4) est réalisé 

par la fonction imine portée par le C4’, conduisant à la formation d’un carbanion 

(intermédiaire e). La forme ylure du ThDP f se forme après déprotonation de la fonction 

amine N1’H par le résidu E418 et en raison de l’effet mésomère (étape 5). Bien que la 

conformation en V du ThDP ne soit pas favorisée thermodynamiquement, elle permet la 

stabilisation du carbanion du C2 du cycle thiazolium par le groupement iminium du cycle 

pyrimidine [91], [92], [93]. 

Le mécanisme d’activation du ThDP, tel qu’il est décrit ci-dessus, est le plus 

communément admis mais il est toutefois controversé [78], [90], [94]. Notamment, le 

groupe du Pr. L. Hecquet a récemment proposé un nouveau mécanisme d’activation du 

ThDP concerté [94]. Cette étude montre que la déprotonation du C2 du cycle thiazolium 

du ThDP n'est pas réalisée par la fonction amine portée par le C4' du ThDP, mais par les 

résidus H481 et H103, impliquant un pont moléculaire avec la molécule d’eau HOH688A. 
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La présence d’une molécule d’eau cristallographique est nécessaire pour effectuer cette 

déprotonation, les résidus H481 et H103 n’étant pas assez proches des cycles thiazolium 

et pyrimidine du ThDP au sein du site actif de l’enzyme [77]. L’activation du ThDP passe 

ainsi par un processus intermoléculaire et non intramoléculaire, tel que décrit dans la 

littérature [94]. La fonction amine portée par le C4' du ThDP est convertie en un 

groupement iminium, assurant la stabilisation du carbanion ou carbène.  

 

La réaction catalytique se poursuit par la fixation des substrats au sein du site actif de 

l’enzyme. Les substrats donneurs et accepteurs se fixent alternativement dans le site actif, 

selon un mécanisme de type « Bi-Bi, ping-pong » [87], [95], [96] (Figure 12). 
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Figure 12 : Mécanisme de la réaction catalysée par la TK 
a) Mécanisme de type « Bi-Bi, ping-pong ». b)   Mécanisme détaillé du transfert du 
groupement « cétol ». R représente le groupement diphosphate du ThDP relié au cycle 

thiazolium par une fonction hydroxyéthyle. 
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L’attaque nucléophile du carbanion de la forme ylure du ThDP (f) sur le groupement 

carbonyle du substrat donneur (Ex. : D-X5P) conduit à la formation de la liaison C2-C2’ 

(étape 6). Le groupement carbonyle du cétose phosphate peut être protoné, soit par le 

groupement iminium chargé positivement du cycle pyrimidine [78], soit par le résidu H481 

[88] (cette dernière hypothèse est retenue dans le mécanisme décrit dans la Figure 12). 

Ensuite, les résidus H103 et H30 maintiennent le substrat donneur dans une conformation 

optimale [88], [97]. Le résidu H263 est alors parfaitement positionné pour arracher le 

proton du groupement hydroxyle du C3’ du substrat donneur lié au ThDP (g) conduisant à 

la rupture de la liaison C2’-C3’ du donneur [88], [98]. Il en résulte la formation du 

complexe α,β-dihydroxyéthyl-ThDP (DHE-ThDP) (h) appelé « donneur cétol activé », dont 

la charge négative est stabilisée par effet mésomère (étape 7). Le D-G3P est alors libéré.  

 

Lorsqu’un substrat accepteur entre dans le site actif (Ex. : le D-R5P), le C2’ du complexe 

DHE-ThDP attaque alors la face ré de la fonction aldéhyde de ce substrat, l’oxygène étant 

protoné par l’H263 (étape 8). Le nouveau carbone asymétrique formé est ainsi de 

configuration (S) (i). La rupture de la liaison C2-C2’, via la déprotonation du groupement 

hydroxyle porté par le C2’ par la fonction amine de l’H481, conduit à la libération du 

produit final (Ex. : D-S7P) de configuration (3S, 4R) et du ThDP (f) (étape 9). Le produit 

final étant un cétose, il peut alors devenir lui-même substrat donneur et rendre la réaction 

réversible (Figure 12). 

 Etude de la spécificité de substrat de la TK 2.5.

 Substrats donneurs 2.5.1.

 Spectre d’activité 2.5.1.1.

La réaction catalysée in vivo par la TK est une réaction réversible. Les cétoses 

phosphorylés : le D-X5P, le D-S7P et le D-F6P, substrats donneurs naturels de 

groupement « cétol » de la TK, sont très coûteux et peuvent être remplacés par des 

cétoses non phosphorylés plus accessibles, tels que la dihydroxyacétone (DHA) (C3), le 

L-érythrulose, le 4-désoxy-D,L-érythrulose et le 4-désoxy-L-érythrulose (C4), ou encore le 

L-sorbose, le D-fructose et le D-altro-heptulose (C6), ce dernier étant noté D-

sédoheptulose dans la suite du manuscrit (C7) (Tableau 2). Toutefois, une stratégie de 

déplacement d’équilibre est requise afin d’utiliser ces substrats donneurs à des fins 

synthétiques.  
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Cétose donneur non phosphorylé Aldéhyde généré 

n Configuration Nom n Configuration Nom 
0 - DHA [47] 0 - Formaldéhyde 

1 (3S) L-érythrulose [99] 0 - Glycolaldéhyde 

1 (3R,S) 4-désoxy-D,L-érythrulose  [99] 0 - Acétaldéhyde 

1 (3S) 4-désoxy-L-érythrulose  [99] 0 - Acétaldéhyde 

3 (3S, 4R, 5S) L-sorbose [100] 2 (2R, 3S) L-thréose 

3 (3S, 4R, 5R) D-fructose [100] 2 (2R, 3R) D-érythrose 

4 (3S, 4R, 5R, 6R) D-sédoheptulose [100] 3 (2R, 3R, 4R) D-ribose 

 
Tableau 2 : Réaction réversible catalysée par la TK en présence de cétoses non 

phosphorylés utilisés comme substrats donneurs 

Les cétoses, phosphorylés ou non, peuvent être remplacés par l’acide hydroxypyruvique 

(HPA), un α-cétoacide donneur de groupement « cétol », dont la décarboxylation au cours 

de la réaction permet de rendre celle-ci irréversible. L’hydroxypyruvate de lithium ou Li-

HPA est très souvent utilisé en remplacement de la forme acide de ce composé, très 

coûteuse. La synthèse communémment utilisée fournit également le HPA sous forme de 

sel de lithium [101], [102]. Cette découverte a permis d’exploiter le potentiel synthétique 

de la TK pour la synthèse de cétoses et analogues [48] (Figure 13). 
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Figure 13 : Réaction irréversible catalysée par la TK en présence du Li-HPA 

Un large éventail d’α-cétoacides, analogues du HPA, a été envisagé comme substrats 

donneurs de la TK de S. cerevisiae, en présence desquels la réaction devient également 

irréversible (Tableau 3).   
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Groupement R α-Cétoacide Ref. Groupement R α-Cétoacide Ref. 

-CH2Cl Acide chloropyruvique 
[103] 
[104] 
[105] 

-CH3 Acide pyruvique 
[106] 
[103] 
[105] 

-CHCl2 Acide dichloropyruvique [104] -H Acide glyoxylique 
[103] 
[105] 

-CH2Br Acide bromopyruvique [104] -CH2SH Acide mercaptopyruvique [103] 
[105] 

-CHBr2 Acide dibromopyruvique [104] -CH2COOH Acide oxaloacétique [106] 
 

-CH2F Acide fluoropyruvique [104] -CH(S)OH-CH(R)OH-
CH(R)OH-CH2OH Acide 2-cétogluconique [106] 

 

-CHF2 Acide difluoropyruvique [104] - - [107] 

 
Tableau 3 : α-Cétoacides testés comme substrats donneurs potentiels de la TK 

L’acide pyruvique, l’acide chloropyruvique, l’acide mercaptopyruvique et l’acide glyxolique 

ont été testés comme substrats donneurs potentiels par l’équipe du Pr. L. Hecquet. Une 

activité TK a été détectée en présence de l’acide glyoxylique à l’échelle analytique. Ce 

résultat a par la suite été confirmé par l’obtention du D-thréose, du D-altrose et du L-

glucose à l’échelle préparative, obtenus respectivement à partir du D-glycéraldéhyde, du 

D-ribose et du L-arabinose et en présence de l’acide glyoxylique comme substrat donneur 

de groupement « formyle ». Cependant, les cinétiques réactionnelles sont extrêmement 

lentes et les rendements obtenus sont inférieurs à 10% [103], [105]. Toutefois, ce résultat 

est particulièrement intéressant puisqu’il permettrait l’accès à une large variété d’aldoses. 

D’autres études analytiques, réalisées par le groupe du Pr. G. A. Kochetov, ont montré 

que des analogues halogénés de l’acide pyruvique sont des substrats donneurs de la TK 

[104]. Néanmoins, ces composés n’ont pas été utilisés en présence de substrats 

accepteurs à des fins synthétiques pour accéder aux analogues de cétoses 

correspondants. Enfin, le Pr. U. Hanefeld et son équipe (Pays-Bas) ont utilisé d’autres α-

cétoacides comme substrats donneurs potentiels de la TK : l’acide oxaloacétique et 

l’acide 2-cétogluconique. Cependant, aucune activité n’a été détectée à l’échelle 

analytique, en présence du glycolaldéhyde comme substrat accepteur [106].  
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 Paramètres cinétiques 2.5.1.2.

Les paramètres cinétiques (constante de Michaelis-Menten, notée KM et vitesse maximale 

notée Vmax) des principaux substrats donneurs physiologiques ou non de la TK de S. 

cerevisiae et d’E. coli ont été mesurés, en présence de différents aldéhydes accepteurs 

naturels ou non naturels ( Tableau 4). Bien que le HPA ait un KM supérieur à celui des 

substrats physiologiques, c’est le donneur le plus couramment utilisé en synthèse car, 

comme indiqué précédemment, il rend la réaction irréversible. 

 TK S. cerevisiae TK d’E. coli 

 KM Vmax Vmax/KM KM Vmax Vmax/KM 

 [mM] [U.mg-1] [U.mg-1.mM-1] [mM] [U.mg-1] [U.mg-1.mM-1] 

D-X5P 0,21 [108] 20 [99] 95,2 0,16 [58] ≥ 110 [58] ≥ 687 

D-F6P 1,8 [108] - - 1,1 [58] 62 [58] 56 

D-S7P - - - 4 [58] 6 [58] 1,5 

HPA 7 [109] - 33 [110] 9 [37] 1,28-0,27 18 [58] 60 [58] 3,3 

L-érythrulose 4,9 [108] 2,6 [99] 0,5 18 [60] 12 [60] 0,7 

Acide glyoxylique - 0,54-0,65 [103], [105] - - - - 

  
 Tableau 4 : Paramètres cinétiques de la TK de S. cerevisiae et d’E. coli vis-à-vis de 

quelques substrats donneurs physiologiques ou non  

 Substrats accepteurs 2.5.2.

 Spectre d’activité 2.5.2.1.

Les substrats accepteurs non naturels de la TK conduisant aux meilleures activités, 

dérivent des substrats physiologiques, c’est-à-dire les substrats polyhydroxylés et 

phosphorylés. Toutefois, une large variété d’aldéhydes non-phosphorylés a été décrite 

comme substrats accepteurs des TKs de S. cerevisiae, d’E. coli et de feuilles d’épinards 

par différents groupes, en utilisant le HPA comme substrat donneur [37], [105], [111]. Les 

représentants les plus significatifs des différentes familles d’aldéhydes testés sont 

indiqués dans le Tableau 5. Le substrat non phosphorylé en présence duquel la TK est la 

plus active est le glycolaldéhyde [112], [113], [114]. Le Tableau 5 regroupe les vitesses 

relatives (Vrel) de la TK de S. cerevisiae vis-à-vis d’un large panel d’aldéhydes accepteurs 

[109], [112], [114]. Le glycolaldéhyde est utilisé comme substrat de référence pour le 

calcul des Vrel.  
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Substrat accepteur Vitesse relative Vrel 

[%] 

Substrat de référence glycolaldéhyde : CH2OH-CHO 100 

Aldéhydes « naturels » 
non phosphorylés 

D-érythrose 84 

D-ribose 30 

Aldéhydes polyhydroxylés 

D-glycéraldéhyde : CH2OH-CHOH-CHO (R) 78 

L-glycéraldéhyde : CH2OH-CHOH-CHO (S) <1 

D,L-glycéraldéhyde : CH2OH-CHOH-CHO (R,S) 55 

L-thréose 39 

D-glucose 4 

Aldéhydes non 
hydroxylés en α 

CH3-CHOH-CH2-CHO (R, S) 29 

CH2OH-CHOH-CH2-CHO (R, S) 43 

CH2OH-CHOH-CH2-CHO (R) 45 

Aldéhydes hydroxylés en α 
et non hydroxylés en β 

CH3-S-CH2-CHOH-CHO (R, S) 33 

CH3-O-CH2-CHOH-CHO (R, S) 20-27 

D,L-lactaldéhyde : CH3-CHOH-CHO (R, S) 44 

CH2F-CHOH-CHO (R, S) 47 

CH3-CH2-CHOH-CHO (R, S) 33 

CH3-(CH2)2-CHOH-CHO (R, S) 22 

(CH3)3C-CHOH-CHO (R, S) 11 

CH2OH-CH2-CHOH-CHO (R, S) < 10 

Aldéhydes non hydroxylés 
Acétaldéhyde : CH3-CHO 25 

Butanal : CH3-(CH2)2-CHO 11 

Aldéhydes éthyléniques 

(CH3)2-C=CH-CHO 11 

CH2=CH-CHOH-CHO (R, S) 56 

CH2=CH-CH2-CHOH-CHO (R, S) 28 

CH2=CH-(CHOH)2-CHO (2R, 3S) 36 

CH2=CH-(CHOH)2-CHO (2R, 3R) 32 

Aldéhydes aromatiques 

CHO

 
< 10 

CHO
OH

 
28 

Aldéhydes hétérocycliques 

N
CHO

 
13 

S CHO

 
32 

 
Tableau 5 : Vitesses relatives (Vrel) d’un panel de substrats accepteurs de la TK de S. 

cerevisiae 
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En présence d’aldéhydes polyhydroxylés, l’activité de la TK diminue avec l’élongation de 

la chaîne carbonée. L’activité vis-à-vis du D-glucose (C6) est plus faible que celle vis-à-vis 

du D-ribose (C5), elle-même inférieure à celle vis-à-vis du D-érythrose (C4) ou encore à 

celle vis-à-vis du D-glycéraldéhyde (C3).  

 

Les aldéhydes α-hydroxylés de configuration (2R) sont très préférentiellement acceptés 

par la TK par rapport aux aldéhydes α-hydroxylés (2S), conduisant exclusivement à des 

cétoses de configuration D-thréo (3S, 4R). Plusieurs études ont mis en évidence la haute 

énantiosélectivité de la TK de S. cerevisiae et d’E. coli en faveur des aldéhydes α-

hydroxylés (2R) : aucune réaction n’a lieu en présence du L-glycéraldéhyde [109], [115], 

[116], alors que le D-glycéraldéhyde réagit presque aussi bien que le glycolaldéhyde [115]. 

Des résultats similaires ont été obtenus avec la TK de feuilles d’épinards en présence 

d’aldéhydes α-hydroxylés à 5 atomes de carbone : l’utilisation du D-ribose, du L-lyxose, du 

L-arabinose et du D-xylose, de configuration (2R), conduit à l’obtention du D-

sédoheptulose, du L-galacto-heptulose, du L-gluco-heptulose et du D-ido-heptulose, 

respectivement, en présence du HPA comme substrat donneur, tandis que les aldoses 

correspondants de configuration (2S) ne sont pas acceptés [100]. Cette propriété a été 

exploitée pour dédoubler des mélanges racémiques d’aldéhydes α-hydroxylés, afin 

d’obtenir des aldéhydes α-hydroxylés de configuration (2S) [117]. 

 

Si les aldéhydes α-hydroxylés (2S) ne sont pas convertis par la TK, plusieurs études ont 

montré que leurs analogues (2S) phosphorylés étaient de meilleurs substrats. Des 

activités ont en effet été détectées à l’échelle analytique en présence de la TK de S. 

cerevisiae vis-à-vis du L-glycéraldéhyde-3-phosphate (L-G3P) (C3) [108], du D-thréose-4-

phosphate (D-T4P) (C4) [118] et du D-arabinose-5-phosphate (D-A5P) (C5) [108], [118]. 

Cependant, ces activités sont faibles ou très faibles et les résultats n’ont pas été 

confirmés à plus grande échelle, via la caractérisation des cétoses L-érythro (3S, 4S) 

phosphorylés correspondants. Par ailleurs, le D-arabinose-5-phosphate est décrit comme 

substrat inhibiteur de la TK d’E. coli avec un Ki de 6 mM [58]. 

 

L’activité de la TK est également influencée par la configuration du carbone 3 des 

aldéhydes polyhydroxylés. A titre d’exemple, la TK est deux fois plus active vis-à-vis du D-

érythrose (2R, 3R) que vis-à-vis du L-thréose (2R, 3S). La configuration (3R) semble donc 

être privilégiée. Cette tendance a été confirmée par la détermination des KM de la TK de 

feuilles d’épinards vis-à-vis du D-ribose (2R, 3R, 4R) et du L-lyxose (2R, 3R, 4S), 

significativement inférieurs à ceux mesurés vis-à-vis du D-xylose (2R, 3S, 4R) et du L-

arabinose (2R, 3S, 4S), respectivement [100]. 
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Les aldéhydes non-α-hydroxylés sont acceptés par la TK mais avec une moindre activité, 

comparée à celles obtenues avec des aldéhydes α-hydroxylés. Par exemple, l’activité vis-

à-vis de l’acétaldéhyde ne représente que 25% de celle vis-à-vis du glycolaldéhyde. On 

notera que dans le cas de ces aldéhydes non-α-hydroxylés, la configuration du carbone 3 

ne semble plus aussi cruciale. Toutefois, la configuration (3R) apparait légèrement plus 

favorable. Ce résultat a été corroboré par la détermination des paramètres cinétiques de 

la TK de S. cerevisiae vis-à-vis d’un panel d’aldéhydes hydroxylés en position β et non 

hydroxylés en position α [119]. Les aldéhydes α-hydroxylés et non β-hydroxylés 

n’engendrent eux, qu’une faible perte d’activité. Effectivement, des activités similaires 

sont obtenues vis-à-vis du D,L-glycéraldéhyde et du D, L-lactaldéhyde. 

 

La présence d’une double liaison ne semble pas influencer l’activité de la TK, sauf lorsque 

l’insaturation est située en position α-β de la fonction aldéhydique. 

 

Par ailleurs, la TK accepte des aldéhydes aliphatiques, aromatiques et hétéroaromatiques. 

Néanmoins, les activités mesurées sont faibles (10% à 32% de celle vis-à-vis du 

glycolaldéhyde). Pour les aldéhydes aliphatiques, il est à noter une diminution de l’activité 

en fonction de l’allongement de la chaîne carbonée : l’activité vis-à-vis du butanal est par 

exemple deux fois plus faible environ que celle vis-à-vis de l’acétaldéhyde. Un résultat 

semblable a été décrit en présence de la TK d’E. coli, vis-à-vis d’un panel d’aldéhydes 

aliphatiques (C3-C8) [120]. Des aldéhydes aromatiques tels que le benzaldéhyde sont 

également substrats de la TK, dont l’activité est améliorée par la présence d’un 

groupement hydroxyle en position ortho de l’aldéhyde ou d’un hétéroatome au sein du 

cycle. 
 

Enfin, des aldéhydes α-hydroxylés plus exotiques, ne figurant pas dans le Tableau 5 et 

possédant notamment un groupement alcyne, cyano, azoture ou encore 1,3-dithiane, sont 

acceptés par la TK, mais avec de faibles activités [37], [105], [111]. De surcroît, le 

nitrosobenzène, substitué par des groupements NO2, CF3, H, Cl, CH3, C6H5 et OC6H5, a 

été décrit comme substrat accepteur de la TK de S. cerevisiae, permettant l’obtention 

d’analogues de l’acide hydroxamique, en présence du D-X5P comme substrat donneur 

[121]. 

 Paramètres cinétiques 2.5.2.2.

Les paramètres cinétiques KM et Vmax des TKs de S. cerevisiae et d’E. coli, déterminés 

vis-à-vis de quelques substrats accepteurs physiologiques ou non et en présence de 
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substrats donneurs naturels ou non naturels, sont référencés dans la littérature (Tableau 

6). Les rapports Vmax/KM, déterminés en présence des aldéhydes phosphorylés naturels, 

sont largement supérieurs à ceux mesurés en présences des aldéhydes non 

phosphorylés. De plus, les valeurs de KM obtenues vis-à-vis de ces derniers augmentent 

très nettement avec l’allongement de la chaîne carbonée, traduisant une faible affinité de 

l’enzyme pour les aldéhydes non phosphorylés et à longue chaîne polyhydroxylée 

(Tableau 6). 

 TK de S. cerevisiae TK d’E. coli 

 
KM 

[mM] 
KM 

[mM] 
Vmax 

[U.mg-1] 
Vmax/KM 

[U.mg-1.mM-1] 
D-R5P 0,4 [108] 1,4 [58] 50,4 [58] 36 

D-E4P - 0,09 [58] ≥ 110 [58] ≥ 1222 

D,L-G3P - 2,1 [58] 100 [58] 48 

Formaldéhyde 4,9 [58] 3,1 [58] 12,5 [58] 4 

Glycolaldéhyde 21 [122] 14 [58] 60 [58] 4,3 

D-glycéraldéhyde 40 [122] 48  [122] - - 

D,L-glycéraldéhyde 45  [122] 10 [58] 25 [58] 2,5 

D-érythrose 214 [122] 150 [58] 75 [58] 0,5 

D-ribose - 1400 [58] 25 [58] 0,018 

 
Tableau 6 : Paramètres cinétiques de quelques substrats accepteurs des TKs de  

S. cerevisiae et d’E. coli  

 Conclusions 2.5.3.

L’emploi du HPA comme substrat donneur de la TK permet de rendre la réaction 

irréversible, un avantage certain pour l’utilisation de cette enzyme en synthèse organique. 

Si la TK accepte une très large variété d’aldéhydes accepteurs, parfois très éloignés 

structurellement de ses substrats naturels, beaucoup conduisent à de faibles vitesses 

relatives, notamment les aldéhydes polyhydroxylés non phosphorylés à longue chaîne 

(C5-C6), les aldéhydes aliphatiques, aromatiques et hétéreoaromatiques. Afin 

d’augmenter l’activité spécifique de la TK sauvage vis-à-vis de ces aldéhydes, deux 

stratégies peuvent être suivies : soit en recherchant de nouvelles TKs au sein de la 

biodiversité (métagénomique), soit en façonnant artificiellement la TK par ingénierie, en 

faisait appel aux techniques de la Biologie Moléculaire et du Génie Génétique. La 

première approche n’a pas été envisagée avec cette enzyme. Seule la seconde approche 

a fait l’objet de travaux décrits dans la littérature et sera donc développée dans cette 

étude bibliographique.  
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 Modification ou amélioration des propriétés de la TK par 3.
Evolution dirigée 

L’Evolution dirigée est un outil privilégié pour améliorer ou modifier les différentes 

caractéristiques d’une enzyme. Concernant la TK, les travaux décrits dans la littérature 

portent sur la modification et l’amélioration de la spécificité de substrat accepteur, de la 

stéréosélectivité et de la thermostabilité et sont développés par deux groupes 

européens depuis une dizaine d’années : l’équipe des Pr. P. Dalby et H. E. Hailes 

(Royaume-Uni) et l’équipe du Pr. U. Hanefled (Pays-Bas). A la suite d’une brève 

introduction décrivant les principes généraux de cette technologie, un bilan des différentes 

techniques développées et appliquées à la TK sera dressé, c’est-à-dire la construction de 

banques de TKs mutées et la mise au point de tests de sélection et de tests de criblage 

de cette enzyme. Puis les résultats obtenus avec les TKs mutées les plus performantes 

seront présentés et discutés. 

 L’Evolution dirigée  3.1.

Si grâce à l’Evolution, les enzymes sont parfaitement optimisées pour remplir une fonction 

biologique spécifique au sein d’un organisme vivant, elles ne sont pas forcément 

adaptées aux conditions requises pour leur utilisation dans des conditions non-

physiologiques et en présence de substrats non naturels. En effet, les enzymes sont 

souvent spécifiques des substrats proches de leurs substrats naturels, peuvent être 

inhibées par de fortes concentrations en substrat ou en produit et ne sont généralement 

stables qu’en milieu physiologique, sur une courte durée. Ces paramètres peuvent être 

autant de facteurs limitant leur utilisation en biocatalyse.  

 

Il est possible d’optimiser une enzyme pour une propriété recherchée grâce à une 

méthode reproduisant in vitro et de façon accélérée l’évolution et la sélection naturelle : 

l’Evolution dirigée ou in vitro. Un processus d’évolution ciblant une caractéristique précise 

est ainsi amorcé et l’échelle de temps est alors réduite du million d’années à quelques 

mois seulement. Cette technologie, créée au début des années 1990 par le Pr. W. P. C. 

Stemmer (Pays-Bas) [3] et le Pr. F. Arnold (Etats-Unis) [4], s’est révélée être un outil 

puissant pour façonner une enzyme. L'évolution dirigée comporte typiquement trois 

grandes étapes successives : 1) la création d’une diversité génétique, 2) un test de 
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criblage ou de sélection, et 3) l’amplification de la nouvelle propriété par itération des deux 

premières étapes (Figure 14).  

 

 

Figure 14 : Principe de l’Evolution dirigée 

La première étape consiste à créer une diversité génétique à partir d’un gène parental. Il 

existe de nombreuses techniques permettant de créer des banques (ou bibliothèques) de 

gènes mutés, comme par exemple les techniques de mutagenèse ou de recombinaison 

entre gènes d’une même famille. Les enzymes mutées sont ensuite produites dans une 

cellule hôte appropriée à partir des gènes mutés correspondants. La seconde étape 

permet de mettre en évidence les enzymes mutées qui présentent la ou les propriété(s) 

recherchée(s), soit par un test de sélection, soit par un test de criblage. L’ensemble est un 

processus itératif (troisième étape) : les enzymes mutées retenues après sélection ou 

criblage peuvent être à leur tour soumises à de nouveaux cycles, jusqu’à l’obtention d’une 

protéine optimisée pour la ou les propriété(s) recherchée(s). Une caractérisation 

biochimique plus fine de cette dernière est alors effectuée. Elle pourra ensuite être utilisée 

comme biocatalyseur performant en synthèse organique pour accéder à de nouveaux 

produits d’intérêt [123]. 

 

L’évolution dirigée a permis le développement de nombreuses protéines ayant de 

nouvelles propriétés : résistance à haute température, tolérance vis-à-vis de pH non 

physiologiques et de solvants organiques, amélioration et modification de la spécificité de 
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substrat, de la stéréosélectivité ou encore de l’énantiosélectivité [124], [125]. Un bel 

exemple d’application est le travail du Pr. M. T. Reetz (Allemagne) et son équipe, sur la 

modification de l’énantiosélectivité de lipases, basé sur la combinaison de différentes 

techniques de mutagenèse couplées à un test de criblage à haut débit [126]. L’objectif est 

d’augmenter le coefficient d’énantiosélectivité E [127] de la lipase de Pseudomonas 

aeruginosas pour le dédoublement cinétique d’un ester chiral par hydrolyse. La lipase 

sauvage de P. aeruginosa présente un faible E de 1,1 vis-à-vis de l’énantiomère (S). 

L’enchaînement de différentes stratégies de mutagenèse appliquées aux lipases mutées 

présentant les meilleurs E à l’issu de chaque cycle, a permis finalement d’obtenir une 

lipase mutée présentant un E supérieur à 51 [128]. 

 Construction des banques d’enzymes mutées 3.2.

 Création de la diversité au niveau des gènes 3.2.1.

Au cours des trente dernières années, le développement des outils de la Biologie 

Moléculaire et du Génie Génétique a permis l’émergence de nombreuses techniques, 

visant à créer une diversité génétique au niveau du gène codant pour la protéine d’intérêt. 

Pour obtenir un ensemble de gènes modifiés, deux stratégies principales peuvent être 

envisagées : soit par recombinaison aléatoire in vitro des différentes séquences 

nucléotidiques d’un ou plusieurs gène(s) parental(aux), le « DNA shuffling », de l’anglais 

« shuffle » : brasser, une technique décrite pour la première fois par le Pr. W. P. C. 

Stemmer et son équipe en 1994 [3], soit par mutagenèse à partir d’un gène parental 

codant pour l’enzyme d’intérêt. Seule la seconde stratégie sera développée ici. 

 

Afin de créer une diversité génétique à partir d’un gène parental par mutagenèse, une 

première approche dite aléatoire s’est développée dans les années 1990, dans laquelle 

des mutations sont effectuées à des endroits non définis dans la séquence nucléotidique 

du gène d’intérêt. La technique la plus ancienne et la plus communément utilisée est 

appelée « PCR infidèle » ou en anglais « error-prone PCR » [129], [130], reposant sur 

l’utilisation d’une ADN polymérase de Thermus aquaticus, la Taq polymérase (EC 2.7.7.7) 

[131] et générant de très larges banques. Une meilleure connaissance de la structure 3D 

et de la fonction des protéines a conduit au développement de stratégies plus ciblées, 

visant à introduire des mutations sur un acide aminé précis. L’essor de cette approche 

rationnelle a permis de limiter la taille des banques d’enzymes mutées générées. La 

frontière entre ces deux approches tend depuis plusieurs années à s’effacer et des 
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approches semi-rationnelles sont de plus en plus adoptées (Figure 15). Seules les 

approches rationnelles et semi-rationnelles seront présentées par la suite.  

 

Figure 15 : Création d’une diversité génétique par mutagenèse à partir d’un gène parental 
selon une approche aléatoire, rationnelle et semi-rationnelle 

 Approche rationnelle 3.2.1.1.

Cette approche requiert une bonne connaissance de la structure, de la fonction et du 

mécanisme de la protéine. La technique utilisée est la mutagénèse dirigée, qui a pour but 

de substituer un acide aminé par un autre en une position précise dans la séquence 

d’ADN d’intérêt. 

 

La méthode la plus utilisée est la méthode « QuikChange® site-directed mutagenesis » 

brevetée par la firme Stratagene (Brevet : US 5789166 A), car elle est simple et rapide. 

Les mutations sont introduites directement à partir du plasmide contenant le gène d’intérêt 

et de deux amorces nucléotidiques complémentaires contenant la mutation désirée, qui 

peut être soit un échange de bases (substitution), une insertion ou une délétion (Figure 

16). 
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Figure 16 : Principe de la méthode QuikChange® 
Schéma adapté du manuel « QuikChange II Site-Directed Mutagenesis Kit » 

La première étape consiste à concevoir et synthétiser les amorces nucléotidiques. Ces 

petites séquences d’ADN, de 20 à 45 paires de bases, viennent s’hybrider à l’ADN du 

gène d’intérêt à l’endroit où l’on souhaite introduire la mutation, puis chacune est ensuite 

allongée par une ADN polymérase, qui copie le reste du gène durant l’étape de PCR 

(étape d’élongation du gène). Ainsi, le gène copié comporte la mutation. Une étape de 

digestion par l’enzyme Dpn I permet ensuite d’éliminer sélectivement l’ADN parental 

méthylé et hémiméthylé. Le plasmide porteur du gène néosynthétisé est ensuite inséré 

dans une cellule hôte et amplifié.  

 

La technique de mutagenèse dirigée permet donc d’introduire une mutation dans une 

position donnée, mais peut également être utilisée pour l’introduction de mutations sur 

plusieurs positions, sur une courte séquence, voire sur un gène entier [132], [133]. 

 Approche semi-rationnelle 3.2.1.2.

L’approche semi-rationnelle combine les avantages des approches aléatoire et rationnelle 

[134]. Une diversité génétique est apportée sur un acide aminé précis ou sur plusieurs 

acides aminés simultanément, constitutifs d’une séquence plus ou moins grande, voire 

même d’un gène entier. La sélection de ces résidus ou de ces séquences repose sur la 

connaissance de la structure 3D de la protéine. La taille des banques d’enzymes mutées 

est ainsi plus limitée, en comparaison des banques générées selon une approche 

aléatoire.  
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Mutagenèse par saturation de site (« SSM ») 

 

La mutagenèse par saturation de site ou « site-saturation mutagenesis » (« SSM ») 

consiste à remplacer de façon systématique un résidu d’une protéine par les 19 autres 

acides aminés naturels. Ces substitutions sont réalisées à partir de codons dégénérés, 

introduits dans la position désirée lors de la synthèse des oligonucléotides utilisés comme 

amorces. La dégénérescence est introduite grâce aux différentes proportions de chaque 

nucléotide constituant les codons désignés par les lettres NNN, où N est égal à 25 % de 

chaque base A, T, G et C. Un pool d’amorces différentes est ainsi obtenu. Un protocole 

similaire à la mutagénèse dirigée peut être alors suivi (Méthode QuikChange®), à partir 

du plasmide contenant le gène d’intérêt et du mélange d’amorces. 

Par ailleurs, il est possible de réduire les biais dus à la redondance du code génétique 

(voir Annexe 2), c’est-à-dire diminuer le nombre de codons correspondants à un même 

acide aminé, en utilisant des codons de type NNK, où K représente 50 % de G et 50 % de 

T, de type NNB, où B représente 33 % de C, 33 % de G et 33 % de T ou bien de type 

NNS, où S représente 50 % de G et 50% de C [135]. Par exemple, un codon de type NNN 

conduira à 64 codons possibles correspondants aux 20 acides aminés, alors qu’un codon 

de type NNK, quant à lui, conduira à seulement 32 codons, couvrant les 20 acides aminés. 

Ainsi, l’emploi de codons dégénérés NNK, NNB ou NNS permet, tout en conservant la 

qualité des banques d’enzymes mutées générées, d’en réduire la taille [135]. 

 

La mutagenèse par saturation de site a été appliquée avec succès pour l’amélioration ou 

la modification des propriétés des enzymes [136], comme la thermostabilité [137], 

l’efficacité catalytique [138] ou encore la stéréosélectivité [139]. 

Mutagenèse combinatoire par saturation de site (« CAST ») 

La mutagenèse par saturation de site a été étendue à une approche visant à remplacer 

de façon systématique deux ou trois résidus simultanément par les 19 autres acides 

aminés naturels. Il s’agit de la mutagenèse combinatoire par saturation de site ou « 

Combinatorial Active-Site Saturation Test » (« CAST »), développée par le Pr. M. T. Reetz 

[140]. Cette stratégie permet d’obtenir des effets de coopération entre les mutations 

générées du fait de la proximité spatiale des acides aminés sélectionnés [141], [142]. De 

plus, elle permet d’introduire une plus grande diversité par rapport à une démarche de 

saturation de site limitée à une seule position et constitue ainsi un compromis pratique 
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entre la mutagenèse par saturation de site conventionnelle (une position) et la 

mutagenèse aléatoire sur plusieurs sites en utilisant de larges séquences.  

 

A partir de ce concept, le Pr. M. T. Reetz a développé une méthode itérative, la 

mutagenèse par saturation de site itérative ou « Iterative saturation mutagenesis » 

(« ISM ») [143], [144], [145]. Plusieurs régions clé de la protéine sont identifiées grâce à 

sa structure 3D ou à la modélisation moléculaire. Dans chaque région, deux ou trois 

acides aminés sont sélectionnés, sur lesquels est appliquée la méthode « CAST ». A la 

suite du criblage des banques d’enzymes mutées générées, les meilleurs candidats sont 

utilisés comme point de départ pour réaliser un nouveau cycle de mutagenèse « CAST » 

et ce, jusqu’à l’obtention d’une enzyme mutée performante, présentant la ou les 

propriété(s) recherchée(s). Cette stratégie permet l’émergence des enzymes mutées 

d’intérêt de façon plus rapide. De plus, la coopération entre les acides aminés mutés est 

très nettement amplifiée [143]. 

 

Ces méthodes peuvent être optimisées par l’emploi de codons dégénérés NDT, où D 

représente 33% des bases A, G et T, conduisant à seulement 12 codons corrrespondants 

à 12 acides aminés, représentatifs des différents groupes (polaires, apolaires, 

aromatiques et chargés). L’emploi de ce type de codon est particulièrement adapté lors 

de la mutation simultanée de 2 résidus ou plus. L’objectif est de réduire la taille des 

banques d’enzymes mutées générées, tout en augmentant la fréquence des mutations 

bénéfiques [146]. 

 

L’efficacité de la méthode « CAST », seule ou combinée à la méthode « ISM », a été 

largement démontrée par le Pr. M. T. Reetz et son équipe, pour améliorer et modifier les 

propriétés des enzymes, comme la spécificité de substrat [147], l’énantiosélectivité [143], 

ou encore la thermostabilité [148]. 

 Construction des banques de TKs mutées 3.2.2.

Les travaux décrits dans la littérature portent principalement sur l’amélioration ou la 

modification de la spécificité de substrat et de la stéréosélectivité de la TK. De 

nombreuses études ont montré que la modification ou l’amélioration de l’activité 

catalytique, de la spécificité de substrat ou de la sélectivité d’une enzyme, est d’autant 

plus efficace lorsqu’elle résulte de la modification d’acides aminés situés au niveau du site 

actif de l’enzyme et interagissant directement avec le(s) substrat(s) [149]. Cette démarche 
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a été employée par les groupes qui s’intéressent à l’amélioration et à la modification des 

propriétés de la TK. 

 

Une approche semi-rationnelle a été adoptée et la mutagenèse par saturation de site 

(méthode QuikChange®) a tout d’abord été utilisée sur une position pour la création de 

banques de TKs mutées de première génération. Deux ou trois acides aminés, dont les 

mutations avaient été identifiées comme « bénéfiques », ont ensuite été combinés selon 

les stratégies « CAST » [140] et « ISM » [143], afin d’obtenir un effet coopératif, 

conduisant à la construction de banques de TKs mutées de seconde génération.  

 

Le choix des acides aminés à muter est un aspect déterminant dans cette technique. 

Ainsi, l’étude des interactions entre les résidus du site actif de la TK et les substrats et la 

comparaison des séquences protéiques de TKs issues de diverses sources, ont permis à 

l’équipe des Pr. P. Dalby et H. E. Hailes de cibler un ensemble d’acides aminés selon 

deux approches complémentaires [150].  

 

La première approche définit un ensemble de 10 acides aminés retenus pour des raisons 

structurales : ils sont situés à 4 Å ou moins du substrat fixé dans le site actif (le D-E4P 

dans la TK de S. cerevisiae, structure : 1NGS.pdb). Ces positions sont les suivantes : H26, 

H100, I189, H261, G262, R358, S385, H461, D469 et R520. Il est intéressant de noter 

que ces acides aminés sont très conservés et qu’ils jouent, pour la plupart, un rôle crucial 

dans la liaison au substrat et dans le mécanisme catalytique de la TK. 

 

La seconde approche repose sur des considérations structurales mais aussi 

phylogénétiques. Les résidus sont choisis dans un périmètre de 10 Å du ThDP et 

correspondent à des acides aminés n’ayant pas été conservés au cours de l’évolution des 

TKs bactériennes et de levures. Après la comparaison de 52 séquences de TK provenant 

de divers microorganismes et de végétaux, 10 acides aminés ont été sélectionnés : K23, 

A29, N64, M159, S188, D259, A383, P384, V409 et L466 (Figure 17). 



Etude Bibliographique 

 

43 
 

 

Figure 17 : Positions des résidus sélectionnés selon des critères structuraux (vert) et des 
critères phylogénétiques (cyan) dans le site actif de la TK d’E. coli (1QGD.pdb) en présence 

du ThDP. Schéma extrait de la littérature [150]. 

Les activités des TKs mutées ainsi générées ont ensuite été déterminées vis-à-vis d’un 

panel d’aldéhydes accepteurs non-naturels grâce à divers tests, présentés dans le 

paragraphe suivant. 

 Test de sélection et de criblage 3.3.

 Généralités 3.3.1.

Quelle que soit la technique utilisée pour générer des mutations à partir d’un gène 

sauvage, il est nécessaire de disposer d’un test efficace, rapide et spécifique, pour mettre 

en évidence la ou les enzymes(s) mutée(s) présentant la(es) propriété(s) recherchée(s), 

au sein de la banque d’enzymes mutées, qui peut être de plus ou moins grande taille. Au 

cours des vingt dernières années, de nombreux travaux ont conduit au développement de 

tests de plus en plus ingénieux pour mettre en évidence les principales propriétés qu’il est 

souhaitable de modifier ou d’améliorer chez une enzyme : l’activité catalytique, 

l’énantiosélectivité, la stéréosélectivité, la stabilité thermique et la résistance aux solvants 

organiques [151], [152], [153]. Ceux-ci sont regroupés en deux catégories : les tests de 

sélection et les tests de criblage (Figure 18). 
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Figure 18 : Test de sélection et test de criblage 

Un test de sélection est un test in vivo, basé très souvent sur la survie des clones 

comportant l’enzyme ayant les propriétés recherchées, ce qui permet d’éliminer 

rapidement tous ceux qui ne présentent pas les activités enzymatiques ciblées. Ces 

méthodes de sélection sont rapides, efficaces et permettent de cribler rapidement des 

bibliothèques de grande taille (108 à 1010 mutants) [154]. Néanmoins, la mise au point de 

ces tests est délicate puisqu’il faut relier de façon spécifique l’activité enzymatique 

recherchée et la survie de la cellule hôte. De plus, il faut veiller à prendre en compte 

l’existence de voies métaboliques secondaires, qui peuvent conduire à la survie cellulaire 

sans requérir le concours de l’enzyme recherchée [154]. Les méthodes de sélection 

d’enzymes in vivo décrites dans la littérature, reposent essentiellement sur l’utilisation 

d’un élément essentiel ou d’un élément toxique pour la cellule : pour survivre, la cellule 

devra soit être capable de synthétiser cet élément essentiel [155], soit de métaboliser 

l’élément toxique [156], ces deux processus requérant le concours de l’enzyme mutée 

recherchée [154]. 

 

Un test de criblage est un test in vitro, dans lequel chaque enzyme est testée 

individuellement pour une propriété déterminée. Dans cette technique, il est donc 

nécessaire de faire croître les clones individuellement dans des plaques 96-puits (voire 

384-puits), puis d’en extraire les enzymes mutées correspondantes. L’extrait pourra alors 

être purifié ou étudié directement par des méthodes analytiques et, dans certains cas, en 

milieu non conventionnel [157], [158]. Bien que ce travail puisse être assisté par des 

automates, la taille des banques est généralement plus limitée (103 à 105 mutants) [159]. 

Suivant la propriété recherchée, différentes méthodes ont été mises au point. L’activité de 

l’enzyme d’intérêt peut être déterminée en utilisant des dosages spectrophotométriques, 

fluorométriques ou spectrométriques [160], [161], [162]. Certaines stratégies peuvent être 
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développées directement en présence des substrats requis pour la réaction ; d’autres font 

appel à des substrats modifiés [163] ou à des chimiodétecteurs [162], [164]. 

 

Concernant la TK, le groupe du Pr. L. Hecquet a développé ces dernières années des 

stratégies basées sur l’utilisation de substrats donneurs modifiés, soit précurseurs d’un 

acide aminé (la L-méthionine ou la L-leucine), conduisant au seul test de sélection de 

cette enzyme décrit dans la littérature [165], [166], soit précurseurs d’un fluorophore, 

l’umbelliférone [167], [168], [169]. A ce jour, ces tests n’ont pas encore été appliqués à 

l’analyse de banques de TKs mutés. Dans la suite de l’étude bibliographique, seuls les 

tests de criblage développés en présence des substrats d’intérêt utilisés en biocatalyse et 

utilisés pour le criblage de banques de TKs mutées seront présentés. 

 Tests de criblage en présence des substrats d’intérêt 3.3.2.

Ces tests présentent l’avantage d’être réalisés en présence des substrats d’intérêt, qui 

seront par la suite utilisés en biocatalyse, pour la synthèse des cétoses et analogues 

correspondants. Il s’agit du HPA, utilisé comme substrat donneur et d’un panel 

d’aldéhydes accepteurs, aux structures variées. Seuls les tests colorimétriques, 

développés afin de quantifier de façon directe la disparition du substrat ou la formation du 

produit de la réaction, seront décrits ici. 

 

� Test en présence du rouge de tétrazolium 

Un test colorimétrique basé sur l’utilisation d’un sel de tétrazolium, le chlorure de 2,3,5-

triphényltétrazolium (TTC) ou rouge de tétrazolium, a été développé afin de cribler 

rapidement des banques de TKs mutées [170]. Le rouge de tétrazolium est un réactif 

incolore, qui est capable d’oxyder l’α-hydroxycétone formée à la suite de la réaction 

catalysée par la TK entre le Li-HPA et un aldéhyde aliphatique comme substrat accepteur. 

Il est alors lui-même réduit pour conduire à sa forme formazan, un composé présentant 

une intense couleur rouge à λmax ≈ 485 nm (Figure 19). Des excès de rouge de 

tétrazolium et de soude (3M) sont introduits à la fin de la réaction afin d’évaluer la quantité 

de cétose formé par spectrophotométrie. 
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Figure 19 : Test d’activité colorimétrique de la TK basé sur l’utilisation du rouge de 
tétrazolium 

Cette méthode est rapide, peu coûteuse et est réalisée en présence des substrats 

d’intérêt de la TK, vis-à-vis desquels l’activité de cette enzyme doit être améliorée. 

Cependant, ce test est limité à l’utilisation de substrats accepteurs non α-hydroxylés. En 

effet, les substrats α-hydroxylés réagiraient directement avec le rouge de tétrazolium. De 

plus, la forme formazan du rouge de tétrazolium n’est pas soluble dans l’eau. Elle est 

présente sous la forme d’un précipité, qui reste temporairement en suspension dans le 

liqude, limitant sa détection par spectrophotométrie avec une reproductibilité et une 

sensibilité satisfaisante. Enfin, il est impératif d’éliminer le HPA résiduel à la fin de la 

réaction, car le groupement « cétol » de ce composé réagirait, comme le produit de la 

réaction, avec le rouge de tétrazolium. Il s’agit ainsi d’un test indirect, qui nécessite la 

réalisation d’une étape supplémentaire pour le rendre spécifique de la réaction catalysée 

par la TK. 

 

� Test de Seliwanoff 

 

Le groupe du Pr H. E. Hailes a très récemment développé un test de criblage 

colorimétrique haut débit, basé sur le test décrit par le Pr. T. Seliwanoff [171], [172]. Celui-

ci repose sur la différence de vitesse de déshydratation des cétoses et des aldoses. En 

milieu acide (HCl 6M) et à 100°C, le cétose formé (Ex : L-gluco-heptulose) se déshydrate 

rapidement : il est converti en 5-hydroxyméthylfurfural (5-HMF), qui réagit avec la 

résorcine pour former un motif xanthone, présentant une intense couleur rouge. La 

réaction de déshydratation des aldoses est plus lente et conduit à l’apparition d’une 

couleur jaune à verte pâle (Figure 20). 
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Figure 20 : Test d’activité colorimétrique de la TK basé sur le test de Seliwanoff 
(Exemple de l’utilisation du L-arabinose pour la synthèse du L-gluco-heptulose) 

Ce test est rapide, peu coûteux et facile à mettre en œuvre. Cependant, il ne permet 

qu’une détermination qualitative de l’activité de la TK et nécessite d’être complété par une 

technique analytique quantitative. 
 

� Test en présence du rouge de phénol 

 

Un test d’activité pH-métrique, basé sur l’utilisation d’un indicateur coloré, le rouge de 

phénol, a récemment été mis au point par le groupe du Pr. W.-D. Fessner, en 

collaboration avec le Pr. L. Hecquet [122].  
 

Ce test a été développé en présence du Li-HPA comme substrat donneur de la TK, celui-

ci étant utilisé dans les réactions de synthèse car il rend la réaction irréversible. Lors de la 

réaction catalysée par la TK en présence de ce donneur, un proton H+ est consommé à 

chaque cycle, ce qui libère un équivalent d’ions bicarbonates HCO3
-, entraînant 

l’augmentation du pH dans le milieu (Figure 21). 
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Figure 21 : Cycle catalytique de la TK en présence du Li-HPA 
Schéma adapté de la littérature [112]. R’ représente le cycle 2’-méthyl-4’-aminopyrimidine relié par 

un pont méthylène au cycle thiazolium. R’’ représente le groupement diphosphate relié au cycle 
thiazolium par une fonction hydroxyéthyle. 
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En effet, l’ion bicarbonate est la forme dissociée de l’acide carbonique (H2CO3) et est 

impliqué dans un équilibre dynamique de dissociation dans l’eau, qui conduit à une 

basification de la solution, en raison de la formation partielle d’ions hydroxydes (Figure 

22). 

 

Figure 22 : Equilibre de dissociation de l’ion bicarbonate en solution dans l’eau 

Cette variation de pH est suivie par spectrophotométrie, en présence d’un indicateur 

coloré : le rouge de phénol. Celui-ci a été sélectioné pour son pKa : 7,4 [173] et sa zone 

de virage : 6,8<pH<8,2, compatibles avec le pH optimal de la TK, d’environ 7,5 [95] 

(Figure 23 a)). Jaune vif à pH acide, le rouge de phénol vire au rose vif à pH basique 

(Figure 23 b)). Ainsi, il offre un large spectre de couleurs, permettant une visualisation 

aisée de l’avancement de la réaction. Enfin, le rouge de phénol, sous sa forme 

déprotonée, présente un coefficient d’absorption molaire élevé : ε = 56000 M-1.cm-1 à λmax 

= 557 nm, ce qui permet de le détecter par spectrophotométrie avec une haute sensibilité 

[173]. 
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Figure 23 : Test d’activité pH-métrique de la TK basé sur l’utilisation du rouge de phénol 
comme indicateur coloré 

Le test d’activité au rouge de phénol présente de nombreux avantages par rapport aux 

tests décrits précédemment. En effet, il est direct, rapide, quantitatif et convient à tout type 

d’aldéhyde accepteur, hydroxylé ou non. Il est de surcroît facile à mettre en œuvre, 

miniaturisable en microplaques 96-puits et peu coûteux. Ce test bénéficie donc de tous 

les critères requis pour le criblage à haut débit, aussi bien d’un grand nombre de substrats 

vis-à-vis d’une TK donnée (appelé « Fingerprinting » [174]), que d’un grand nombre de 

TKs mutées vis-à-vis d’un substrat donné.  
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Sa fiabilité a été attestée par les valeurs des activités spécifiques et des paramètres 

cinétiques obtenus pour la TK de S. cerevisiae et d’E. coli, similaires à celles indiquées 

dans la littérature [122].  

 Conclusions 3.3.3.

Parmi les tests de criblage colorimétriques décrits, seul le test pH-métrique au rouge de 

phénol est à la fois rapide, facile à mettre en œuvre, peu coûteux, miniaturisable, direct, 

applicable à un très large spectre d’aldéhydes accepteurs (ce qui est important pour tester 

plusieurs substrats potentiels ayant des structures différentes) et permet une 

détermination quantitative de l’activité de la TK et ce avec une bonne sensibilité. Un 

verrou technologique est donc levé car jusqu’alors, il n’existait aucune méthode 

automatisable et générique, permettant de déterminer l’activité de la TK de façon 

quantitative. 

 Amélioration et modification des propriétés des TKs mutées 3.4.

les plus performantes 

Les travaux développés par l’équipe des Pr. P. Dalby et H. E. Hailes et du Pr. U. Hanefeld 

portent essentiellement sur l’amélioration de l’activité de la TK et l’élargissement de son 

spectre de substrats accepteurs vis-à-vis d’aldéhydes aliphatiques [120], [139], [175], 

[176], [177] et aromatiques [141], [142], [178], [179], mais également sur l’amélioration et 

l’inversion de sa stéréosélectivité [139] et l’augmentation de sa thermostabilité [180]. 

Récemment, ces mêmes groupes se sont intéressés à l’amélioration de l’activité de la TK 

vis-à-vis d’aldéhydes à longue chaîne poyhydroxylée (C5-C6) [106], [171]. Dans ces 

études, le Li-HPA est toujours utilisé comme substrat donneur.  

 Amélioration de l’activité de la TK vis-à-vis d’aldéhydes 3.4.1.
aliphatiques linéaires et cycliques 

Les résultats les plus significatifs ont été obtenus en présence de TKs mutées sur la 

position D469. En effet, des gains d’activité d’un facteur 8, 5, 4,4, et 4,3 par rapport à 

l’enzyme sauvage (TK d’E. coli) ont été obtenus avec les mutants D469E, D469T, D469Y 

et D469A, respectivement, vis-à-vis du propanal [139], [176]. En présence d’aldéhydes 

aliphatiques linéaires de 4 à 6 atomes de carbone, une augmentation des rendements de 
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synthèse est observée avec le mutant D469E, par rapport aux résultats obtenus avec la 

TK sauvage. Cependant, au-delà de 6 atomes de carbone, les rendements sont peu 

améliorés et restent faibles. Enfin, ce même mutant D469E conduit à une hausse des 

rendements vis-à-vis d’aldéhydes aliphatiques cycliques, ceux-ci n’étant pas convertis par 

l’enzyme sauvage [120] (Tableau 7).  

 

 

Tableau 7 : Elargissement du spectre de substrats accepteurs de la TK d’E. coli vis-à-vis 
d’un panel d’aldéhydes aliphatiques et cycliques. Tableau extrait de la littérature [120]. 

 

Plus récemment, une seconde génération de double et triple mutants de la TK a été 

construite selon les méthodes « CAST » [140] et « ISM » [143], en combinant les 

positions les plus favorables identifiées lors de la première génération de TKs mutées. 

Ainsi, les doubles mutants D469T/R520Q et D469Y/R520V ont été sélectionnés pour une 

activité relative de 9,6 et 7,7 vis-à-vis du propanal par rapport à la TK sauvage, mettant en 

évidence l’effet de coopération dû à la combinaison de plusieurs mutations [177]. 
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 Amélioration de l’activité de la TK vis-à-vis d’aldéhydes 3.4.2.
aromatiques et hétéroaromatiques 

De faibles rendements sont généralement obtenus en présence d’aldéhydes aromatiques 

et hétéoaromatiques avec les mutants testés. Toutefois, un rendement de 10% est obtenu 

avec le mutant F434A de la TK d’E. coli en présence du benzaldéhyde, cet accepteur 

n’étant pas converti par l’enzyme sauvage. De plus, en présence du phénylacétaldéhyde 

le rendement de 5% obtenu avec la TK sauvage a pu être multiplié par 10 en présence 

des mutants D469E, D469T, D469K et F434A [179] (Tableau 8). 

 

Tableau 8 : Elargissement du spectre de substrats accepteurs de la TK d’E. coli vis-à-vis 
d’un panel d’aldéhydes aromatiques et hétéroatomatiques. Tableau extrait de la littérature 

[179]. 

Par la suite, les activités des TKs mutées de seconde génération ont été mesurées en 

présence du benzaldéhyde et d’analogues du benzaldéhyde, le 3-FBA, le 4-FBA et le 3-

HBA, trois aldéhydes non convertis par la TK sauvage [141], [142], [181] (Figure 24). 
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Figure 24 : Formules développées du benzaldéhyde et d’analogues utilisés comme substrat 
accepteur potentiel des TKs mutées 
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L’effet de coopération entre les mutations est illustré par la comparaison des paramètres 

cinétiques du simple mutant D469T et du double mutant D469T/R520Q, vis-à-vis du 3-

FBA et du 4-FBA : des KM de 56 mM et 251 mM ont été obtenus pour le mutant D469T, 

respectivement, tandis que ces valeurs diminuent d’un facteur 4 au moins pour le double 

mutant D469T/R520Q (13 mM et 25 mM respectivement). Ces résultats mettent en 

évidence une très nette amélioration de l’affinité de ce dernier pour ces aldéhydes 

aromatiques [141]. Plus récemment, un article publié en 2015 a permis de confirmer l’effet 

de synergie entre 3 mutations au sein du site actif de la TK. En effet, l’activité du triple 

mutant S385T/D469T/R520Q a été multipliée par 13 vis-à-vis du 3-HBA par rapport à 

l’activité du mutant simple D469T [142].  

 Modification de la stéréosélectivité de la TK 3.4.3.

Si la stéréosélectivité de la TK sur le carbone 3 du cétose formé est excellente en utilisant 

le glycolaldéhyde comme substrat accepteur (excès énantiomérique ou ee > 95 % en 

faveur du produit de configuration (3S)), elle est beaucoup moins élevée en présence d’un 

aldéhyde non-α-hydroxylé tel que le propanal (ee de 58 % en faveur du produit de 

configuration (3S) [139] (Tableau 7). Les résultats décrits dans les paragraphes 3.4.1. et 

3.4.2. ont montré qu’il était non seulement possible d’améliorer mais aussi d’inverser la 

stéréosélectivité de la TK en présence d’aldéhydes non-α-hydroxylés (Tableau 7 et 

Tableau 8). Le mutant D469E, notamment, présente d’excellents ee en faveur du produit 

(3S), nettement supérieurs à ceux obtenus avec la TK sauvage, en présence d’aldéhydes 

aliphatiques linéaires et cycliques [120], [139] (Tableau 7). Au contraire, le mutant H26Y 

et les mutants D469T, D469K et F434A présentent une stéréosélectivité inversée, 

puisqu’ils conduisent à l’obtention de très bons ee en faveur du produit (3R), en présence 

d’aldéhydes aliphatiques linéaires et cycliques et du benzaldéhyde [120], [139], [179] 

(Tableau 8).  

 Amélioration de l’activité de la TK vis-à-vis d’aldéhydes à longue 3.4.4.
chaîne polyhydroxylée (C5-C6) 

Le groupe du Pr. U. Hanefeld s’est récemment intéressé à l’amélioration de la TK de S. 

cerevisiae par Evolution dirigée (2012) [106]. L’étude a porté sur l’amélioration de son 

activité vis-à-vis d’aldéhydes présentant de longues chaînes polyhydroxylées : le D-ribose 

(C5) et le D-glucose (C6). Cinq banques ont été construites par mutagenèse par 

saturation de site, en ciblant individuellement cinq résidus conservés : H30, H263, D477, 
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H481 et R528 (équivalents aux positions H26, H261, D469, H473 et R520 dans la TK d’E. 

coli). La banque a été criblée en deux étapes à l’aide d’une méthode basée sur l’HPLC, 

puis la GC [182]. 

 

La mutation du résidu R528 a conduit aux meilleurs résultats : l’activité vis-à-vis du D-

ribose a pu être améliorée d’un facteur 1,4, 1,5, 1,6 et 1,7 par rapport à la TK sauvage, 

avec les mutants respectifs R528N, R528Y, R528K et R528Q. De plus, un gain d’activité 

d’un facteur 1,8 et 1,9 par rapport à l’enzyme sauvage vis-à-vis du D-glucose a été 

observé en présence des mutants R528N et R528Q, respectivement. Il est intéressant de 

noter que les résidus asparagine et lysine sont retrouvés dans cette position chez d’autres 

TKs sauvages.  

 

Une seconde génération de doubles mutants a par la suite été construite selon une 

approche itérative [143] : 5 acides aminés voisins du résidu R528 ont été ciblés et mutés 

individuellement avec celui-ci. Il s’agit des acides aminés : I189, R359, H469, S527 et 

Q529. Les meilleurs résultats ont été obtenus avec le double mutant R528Q/S527T, dont 

l’activité relative par rapport à la TK sauvage a été augmentée d’un facteur 2,6 et 2,1 vis-

à-vis du D-ribose et du D-glucose, respectivement. Ces travaux mettent ainsi en évidence 

l’intérêt des stratégies basées sur des mutations multiples grâce à l’effet de coopération 

entre les mutations. 

 

Dans une étude récente de 2016, l’équipe des Pr P. Dalby et H. E. Hailes a également 

envisagé d’améliorer l’activité de la TK vis-à-vis du L-arabinose, un aldéhyde à longue 

chaîne polyhydroxylée [171]. Issu de la biomasse végétale, cet aldéhyde permet la 

synthèse du L-gluco-heptulose, un heptose naturel rare, utilisé pour le traitement du 

cancer et de l’hypoglycémie [183]. Trois banques de 90 clones chacune ont été générées 

par mutagenèse par saturation de site, en ciblant individuellement trois résidus conservés : 

R520, H461 et R358. Celles-ci ont été testées selon un protocole de criblage moyen débit, 

couplant un test colorimétrique haut débit qualitatif, une analyse par HPLC, puis par GC-

MS pour les meilleures TKs mutées. Les deux mutants R520Y et R520P, mis en évidence 

lors de cette étude, sont respectivement 2,1 et 1,5 fois plus actifs que la TK d’E. coli 

sauvage vis-à-vis du L-arabinose. Le mutant R520Y, ainsi que le mutant H461Y, 

sélectionné en raison de sa stabilité et de son taux de conversion élevé du L-arabinose, 

ont ensuite été utilisés en biocatalyse, pour la synthèse à l’échelle préparative du L-gluco-

heptulose, obtenu avec des rendements de 40% et 45%, respectivement. 
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 Amélioration de la thermostabilité de la TK 3.4.5.

Très récemment, l’équipe des Pr P. Dalby et H. E. Hailes ont également amélioré la 

thermostabilité de la TK d’E. coli [180]. Les résidus composant les séquences 187-198 du 

domaine N-terminal (séquence 1) et 382-394 du domaine intermédiaire (séquence 2) de 

la TK, impliqués dans la liaison au ThDP et au Ca2+ [85] (Voir  paragraphe 2.3.2.1., page 

19 de ce manuscrit), ont été ciblés et mutés par leurs équivalents présents chez une TK 

issue de la bactérie thermophile Thermus thermophilus [184]. Tandis que la mutation de 

résidus appartenant à la séquence 2 a un effet délétère sur l’activité de la TK à haute 

température, la mutation de résidus constituant la séquence 1 semble bénéfique. 

L’activité spécifique du mutant H192P, notamment, est 3 fois et 19 fois plus élevée que 

celle de l’enzyme sauvage à respectivement 60°C et 65°C. De plus, celle-ci reste 

inchangée et est même améliorée d’un facteur 2,7 et 4, après une heure d’incubation à 

55°C et 60°C, respectivement. Enfin, l’activité du mutant H192P est maximale à 60°C, au 

lieu de 55°C pour la TK d’E. coli sauvage [180]. Il est à noter que la stabilité du mutant 

H192Y n’a néanmoins pas été examinée sur une durée supérieure à 1 heure.  

 Conclusions 3.4.6.

Ces premiers travaux de modification des propriétés de la TK par Evolution dirigée selon 

une approche semi-rationnelle ont permis d’élargir son spectre de substrats accepteurs et 

d’augmenter son activité vis-à-vis des aldéhydes aliphatiques à courte chaîne et des 

aldéhydes aromatiques, d’améliorer et d’inverser sa stéréosélectivité au niveau du 

carbone 3 du cétose formé, mais également d’améliorer sa thermostabilité. Les résultats 

obtenus confirment qu’une bonne connaissance du site actif de l’enzyme et des acides 

aminés impliqués dans le mécanisme catalytique, permet d’améliorer significativement et 

efficacement l’activité et la sélectivité d’une enzyme, d’autant plus lors de la mutation 

conjointe de plusieurs acides aminés, par effet de synergie.  
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 Stratégies de synthèse impliquant la TK  4.

La TK sauvage, issue de différentes sources (S. cerevisiae, E. coli ou feuilles d’épinards), 

a été abondamment employée en synthèse organique, permettant le développement de 

voies de synthèse de polyols chiraux par formation stéréospécifique d’une liaison C-C. Le 

principal atout de cette enzyme concerne l’utilisation du HPA comme substrat donneur, 

qui permet de rendre la réaction irréversible. La TK présente également une grande 

flexibilité vis-à-vis de substrats accepteurs non naturels, permettant d’accéder à des 

cétoses et analogues d’une grande diversité structurale. Les composés formés, utilisés 

seuls ou comme précurseurs de molécules plus complexes, présentent de très 

nombreuses applications dans les secteurs de la pharmacie, de l’agroalimentaire de la 

cosmétique et de la chimie fine [48]. 

Différentes stratégies ont été développées pour accéder à ces composés. Certaines font 

appel à une seule étape enzymatique catalysée par la TK ; d’autres impliquent des 

enzymes auxilliaires pour générer les substrats et/ou transformer les produits. 

 Synthèse de cétoses en une étape catalysée par la TK 4.1.

Synthèse du D-sédoheptulose et du D-S7P 

Le D-ribose-5-phosphate (D-R5P), l’un des substrats accepteurs naturels de la TK, a été 

utilisé par notre groupe en présence du Li-HPA comme substrat donneur, pour synthétiser 

le D-sédoheptulose-7-phosphate (D-S7P), un sucre phosphorylé requis pour l’étude des 

voies métaboliques et employé comme précurseur d’antibiotiques [23] et de composés 

inhibiteurs d’α-glycosidases [24]. Celui-ci a été obtenu sous forme de sels de barium en 

une étape à l’échelle du gramme avec un rendement de 81%, en présence de la TK de S. 

cerevisiae [185]. Le laboratoire s’est également intéressé à l’obtention de son équivalent 

non phosphorylé, le D-sédoheptulose, employé comme marqueur de diverses pathologies 

[21], [22]. Ce dernier a été synthétisé à partir du D-ribose et en présence de la TK de 

feuilles d’épinards, avec un rendement de 70% [186] (Figure 25). 
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Figure 25 : Synthèses du D-S7P et du D-sédoheptulose catalysées par la TK à partir 
respectivement du D-R5P et du D-ribose 

Synthèses d’azasucres 

 

La D-fagomine, le 1,4-didésoxy-1,4-imino-D-arabinitol et le 2-hydroxyméthyl-pyrrolidine-

1,3-4-triol sont des azasucres utilisés pour leur potentiel en tant qu’inhibiteurs des 

glycosidases [48], [187], [188], [189]. Des précurseurs chiraux de ces trois composés 

peuvent être préparés par voie enzymatique, à partir d’aldéhydes α-hydroxylés achiraux 

(commerciaux ou obtenus par voie chimique), utilisés comme substrats accepteurs de la 

TK et en présence du HPA comme donneur. L’atome d’azote peut être apporté 

directement par l’aldéhyde d ou bien introduit après l’étape enzymatique, par voie 

chimique (a, b, c et e). Les cétoses préparés à partir du (R,S)-3-hydroxy-4-

oxobutyronitrile a, du (R,S)-3-azido-2-hydroxypropanal d et du (R,S)-3-O-

benzylglycéraldéhyde e, sont synthétisés avec des rendements respectifs de 82%, 71% et 

80 % [189], [190], [191]. Des rendements plus modestes sont obtenus dans le cas de la 

synthèse des cétoses correspondants au (R,S)-1,3-dithian-2-yl-hydroxy-propanal b et au 

(R,S)-1,3-dithian-2-yl-hydroxy-acétaldéhyde c, 12% et 10%, respectivement [192] (Figure 

26).  
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Figure 26 : Synthèses chimioenzymatiques de la D-fagomine, du 1,4-didésoxy-1,4-imino-D-
arabinitol et du 2-hydroxyméthyl-pyrrolidine-1,3-4-triol 

Synthèse de la (+)-exo-brévicomine 

Le groupe du Pr. G. Whitesides (Etats-Unis) a développé un procédé original de synthèse 

de la (+)-exo-brévicomine, une des phéromones sécrétées par le scarabée. Ce composé 

est préparé en sept étapes à partir du (R,S)-2-hydroxybutanal, utilisé comme substrat 

accepteur de la TK de S. cerevisiae en présence du HPA. Le cétose obtenu, précurseur 

de la (+)-exo-brévicomine, est synthétisé avec un rendement de 45 % [193] (Figure 27). 
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Figure 27 : Synthèse chimioenzymatique de la (+)-exo-brévicomine 
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 Synthèse multi-enzymatique de cétoses et analogues 4.2.

impliquant la TK 

La TK a été associée à une ou plusieurs autres enzymes, appartenant aux classes des 

oxydo-réductases, des transférases, des hydrolases, des lyases et des isomérases, au 

sein de procédés bi- et multi-enzymatiques originaux, pour transformer le produit obtenu 

avec la TK, ou bien pour générer le substrat donneur ou accepteur de la TK. 

 

Le principe général consiste en des réactions enzymatiques en cascade, dans lesquelles 

le produit d’une des réactions est utilisé comme substrat de la réaction suivante. Ce 

procédé permet d’éviter la purification d’intermédiaires parfois instables et/ou toxiques et 

conduit ainsi à une diminution des déchets et une augmentation du rendement global. Les 

différentes réactions enzymatiques peuvent être réalisées indépendamment ou bien au 

sein d’un même réacteur « one-pot », soit de façon séquentielle (les enzymes sont 

introduites successivement), soit de façon simultanée (les enzymes sont introduites 

conjointement). Enfin, ce type de procédé représente une stratégie efficace pour déplacer 

l’équilibre d’une réaction enzymatique réversible [194], [195]. Dans ce contexte, 

l’irréversibilité de la réaction catalysée par la TK en présence du HPA est un atout majeur, 

qui permet de déplacer les équilibres des réactions enzymatiques avec lesquelles elle est 

couplée.  

 Transformation enzymatique du produit de la réaction catalysée 4.2.1.
par la TK 

Isomérisation du cétose produit par la réaction catalysée par la TK 

 

Le 5-thio-D-xylopyranose est utilisé comme inhibiteur des β-D-xylosidases [196] mais 

également comme synthon pour la préparation de D-xylopyranosides, composés à activité 

antithrombotique [197]. Le groupe du Pr. L. Hecquet a développé un procédé de synthèse 

bi-enzymatique « one-pot » séquentiel de ce composé [197], qui consiste à obtenir tout 

d’abord le 5-thio-D-xylulofuranose (cétose) grâce à la TK, puis à l’isomériser par voie 

enzymatique en aldose. Le (R,S)-3-thioglycéraldéhyde, préparé au préalable par voie 

chimique à partir de l’acroléine diéthylacétal, est utilisé comme substrat accepteur de la 

TK, pour synthétiser le 5-thio-D-xylulofuranose en présence du HPA, avec un rendement 

de 48%. Celui-ci est ensuite isomérisé en 5-thio-D-xylopyranose, via l’utilisation d’une D-

glucose isomérase (GlcI, EC 5.3.1.5) (Figure 28). 
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Figure 28 : Synthèse chimioenzymatique du 5-thio-D-xylopyranose 

Amination du cétose produit par la réaction catalysée par la TK 

 

Le (2S, 3R)-2-amino-1,3,4-butanetriol (ABT) est un aminoalcool utilisé comme précurseur 

de nombreuses molécules à activité thérapeutique comme des statines [198], qui sont des 

inhibiteurs de protéases (comme le Nelfinavir, utilisé dans le traitement du VIH [199]), des 

agents détoxifiants [200], des antibiotiques ou encore des antiviraux [201]. Une stratégie 

de synthèse bi-enzymatique « one-pot » simultanée de ce composé a été proposée par 

plusieurs groupes, dont celui des Pr. P. Dalby et H. E. Hailes. Le L-érythrulose, synthétisé 

avec la TK d’E. coli en présence du glycolaldéhyde et du HPA, est converti en ABT, via 

une réaction de transamination, en présence d’un substrat donneur d’amine, la L-α-

méthylbenzylamine (MBA) ou la L-isopropylamine (IPA) (Tableau 9) [202], [203]. 

 

HO
CO2H

O

R
O

HO (S)

O

R
OH

HO
(S)

NH2

R
OH

CO2

Transaminase

HPA

+

CétoneAmine

R1 R2

NH2

R1 R2

O

TK d' E.coli, 
D469T ou D469E

Aldéhyde Cétose Aminealcool

 
 

Groupement R Aldéhyde Cétose Aminoalcool 

OH Glycolaldéhyde L-érythrulose ABT : (2S, 3R)-2-amino-1,3,4-butanetriol 

CH3 Propanal (3S)-1,3-dihydroxypentan-2-one APD : (2S, 3S)-2-aminopentan-1,3-diol 

Groupements R1 et R2 Amine Cétone 

R1 = Ph - R2 = CH3 MBA : L-α-méthylbenzylamine Acétophénone 

R1 = R2 = CH3 IPA : L-isopropylamine Acétone 

 
Tableau 9 : Synthèse "one-pot" de l’ABT et de l’APD, basée sur l'utilisation simultanée de la 

TK d’E. coli, du mutant D469T ou D469E et d’une transaminase 
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Il est à noter que cet exemple est le seul parmi tous ceux cités qui a été réalisé in cellulo, 

au sein d’une souche unique d’E. coli surexprimant à la fois la TK d’E. coli et l’amine-

alanine pyruvate transaminase de Pseudomonas aeruginosa (amine-A:P-TA, EC 2.6.1.18) 

employée. Cette stratégie a permis l’obtention de l’ABT avec un rendement de 21%, en 

présence du MBA comme donneur d’amine [202]. Le procédé a, par la suite, été amélioré 

avec l’utilisation de l’amine-MBA pyruvate transaminase de Chromobacterium violaceum 

(amine-MBA:P-TA, EC 2.6.1.18) et de l’IPA comme nouveau donneur d’amine ; l’ABT a 

été synthétisé avec un rendement 4 fois plus élevé. Ce second procédé a récemment été 

modélisé et optimisé en milieu microfluidique [204].  

 

Cette même stratégie a été appliquée par l’équipe des Pr. P. Dalby et H. E. Hailes à la 

synthèse du (2S, 3S)-2-aminopentan-1,3-diol (APD) [203], [205]. Ce composé présente 

un motif « 2-amino-1,3-diol », retrouvé dans de nombreux antibiotiques, des inhibiteurs de 

glycosidases et des sphingolipides [205]. Il a été obtenu en présence du propanal, utilisé 

comme aldéhyde accepteur des TKs mutées D469T et D469E, respectivement 5 et 8 fois 

plus actives que la TK d’E. coli vis-à-vis de cet aldéhyde [139], [176]. 

 Génération enzymatique du substrat accepteur de la TK 4.2.2.

Dans de nombreux cas, l’aldéhyde utilisé comme substrat accepteur de la TK doit être 

synthétisé, soit parce qu’il est commercial mais coûteux, soit parce qu’il n’est pas 

disponible. Pour éviter l’utilisation de voies chimiques, quelques approches enzymatiques 

décrites ci-après ont été envisagées, faisant intervenir une époxyde hydrolase ou un 

couple aldolase/isomérase. 

 

Génération d’un aldéhyde β-hydroxylé (3S) catalysée par une époxyde hydrolase 

Cette stratégie, développée par le laboratoire en collaboration avec le Dr. A. Archelas 

(Marseille), a été envisagée pour générer l’aldéhyde c optiquement pur (3S) par 

dédoublement de l’époxyde racémique a grâce à une époxyde hydrolase d’Aspergillus 

niger (EC 3.3.2.9). L’aldéhyde c a été utilisé comme substrat accepteur de la TK en 

présence du L-érythrulose d, pour synthétiser le 4-désoxy-D-fructose-6-phosphate, un 

inhibiteur potentiel des enzymes intervenant dans le métabolisme des monosaccharides 

telle que les aldolases [118], [206]. Afin de déplacer l’équilibre de la réaction, le 

glycolaldéhyde e libéré est réduit par l’alcool déshydrogénase de S. cerevisiae (ADH, EC 
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1.1.1.1) en présence de NADH, H+, régénéré par le système formiate/formiate 

déshydrogénase (FDH, EC 1.2.1.2) de S. cerevisiae (Figure 29). 
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Figure 29 : Synthèse chimioenzymatique du 4-désoxy-D-fructose-6-phosphate via la 
synthèse enzymatique de l’époxyde (S)-b catalysée par une époxyde hydrolase 

Génération in situ du D-G3P catalysée par la D-fructose-1,6-bisphosphate aldolase et la 

triose-phosphate isomérase 

Le Pr. W.-D. Fessner et ses collaborateurs [207] ont développé un procédé « one-pot » 

simultané, dans lequel le D-glycéraldéhyde-3-phosphate (D-G3P) est généré in situ à 

partir du D-fructose-1,6-bisphosphate (D-F-1,6P), via l’utilisation de la D-fructose-1,6-

bisphosphate aldolase (FruA, EC 4.1.2.13) et de la triose-phosphate isomérase (TPI, EC 

5.3.1.1). Cet aldéhyde est ensuite utilisé comme substrat accepteur de la TK d’E. coli, en 

présence du HPA comme substrat donneur, permettant la synthèse du D-xylulose-5-

phosphate (D-X5P) avec un rendement de 82% sur une échelle de l’ordre du gramme. Ce 

pentose phosphorylé est un intermédiaire d’intérêt pour l’étude de maladies métaboliques 

[207], [208] mais également un substrat indispensable pour l’étude de nombreuses 

enzymes (Figure 30). 
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Figure 30 : Synthèse « one-pot » du D-X5P basée sur la génération in situ du D-G3P par voie 
enzymatique 

 Génération enzymatique du substrat donneur de la TK 4.2.3.

L’utilisation du HPA comme substrat donneur de la TK est privilégiée car il permet de 

rendre la réaction irréversible. Cependant, ce composé est commercial mais très onéreux 

et sa synthèse, réalisée par voie chimique, implique l’utilisation de produits toxiques et 

conduit à des rendements modestes [101], [102], [115]. Ainsi, plusieurs groupes ont 

envisagé de générer ce composé in situ par voie enzymatique, en présence d’un 

aldéhyde accepteur de la TK, pour accéder au cétose correspondant. Deux voies sont 

décrites dans la littérature, à partir de la sérine comme précurseur. La première approche 

met en jeu une réaction catalysée par des transaminases, la seconde, par une D-amino 

acide oxydase. 

Génération in situ du HPA par voie enzymatique catalysée par une transaminase (TA) 

 

Des travaux ont été développés par le groupe du Pr. L. Hecquet, en collaboration avec le 

groupe Sanofi [209], pour obtenir le HPA in situ en présence de l’α-sérine glyoxylate 

transaminase de feuilles d’épinards (α-S:G-TA, EC 2.6.1.45), à partir de la L-sérine, 

comme substrat donneur d’amine et de l’acide glyoxylique, comme substrat accepteur. Ce 

procédé a été appliqué à la synthèse du 6-désoxy-L-sorbose, utilisé comme précurseur du 

furanéol, un arôme alimentaire ayant la saveur du caramel [209]. La problématique est ici 

la source de la transaminase, qui est en réalité un extrait brut obtenu à partir de feuilles 

d’épinards, ne permettant pas l’obtention de cette enzyme en grande quantité et avec une 

activité spécifique élevée (Figure 31). 
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Figure 31 : Synthèse du 6-désoxy-L-sorbose via la génération in situ du HPA par voie 
enzymatique à partir de la L-sérine 

Une autre stratégie a récemment été proposée par le groupe des Pr. H. E. Hailes et P. 

Dalby, en présence d’une amine-sérine pyruvate transaminase de Rhodobacter 

sphaeroides (amine-S:P-TA, EC 2.6.1.51), pour la synthèse de l’ABT. Dans ce procédé, le 

HPA est généré à partir de la L-sérine lors de l’étape de transamination du cétose, produit 

de la réaction catalysée par la TK. Ce procédé présente l’avantage de faire intervenir une 

seule transaminase pour la génération du HPA et l’amination du cétose et ne génère donc 

pas de sous-produits. Cependant, l’amine-S:P-TA est peu active vis-à-vis de la L-sérine et 

cette dernière enzyme utilise aussi le glycolaldéhyde, substrat de la TK, pour générer 

l’éthanolamine [210] (Figure 32). 
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Figure 32 : Cascade multi-enzymatique basée sur le couplage de la TK d’E. coli et d’une 
transaminase pour la synthèse de l’ABT. Schéma extrait et traduit de la littérature [210]. 
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Génération in situ du HPA par voie enzymatique catalysée par une D-aminoacide oxydase 

(D-AAO)  

 

Une autre stratégie a également été envisagée par deux groupes pour générer le HPA in 

situ. Celle-ci est basée sur l’oxydation de la fonction amine de la sérine catalysée par la D-

aminoacide oxydase (D-AAO, EC 1.4.3.3) en présence d’O2, régénéré par la catalase (EC 

1.11.1.6). Elle a été appliquée à la synthèse du D-xylulose, utilisé comme précurseur de 

molécules à activité thérapeutique [211], du D-S7P et du D-ido-heptulose-7-phosphate, 

précurseurs d’antibiotiques [23] et de composés inhibiteurs d’α-glycosidases [24]. 

Le groupe du Pr. L. Hecquet a décrit un procédé de synthèse bi-enzymatique « one-pot », 

dans lequel le HPA est généré in situ, via l’oxydation de la fonction amine de la D,L-sérine, 

moins coûteuse que la D-sérine, catalysée par la D-AAO commerciale. Le D-

glycéraldéhyde, utilisé comme substrat accepteur de la TK de feuilles d’épinards, permet 

l’obtention du D-xylulose avec un rendement de 37% [212] (Figure 33 a)). Puis le groupe 

du Pr. H. G. Floss a développé une stratégie multi-enzymatique similaire, mais à partir de 

la L-sérine, qui est convertie en son énantiomère, la D-sérine, en présence d’une alanine 

racémase (EC 5.1.1.1). Cette stratégie permet d’éviter l’accumulation de la L-sérine dans 

le milieu, au contraire du cas précédent, réalisé à partir du mélange racémique. 

L’utilisation du D-R5P et du D-xylose-5-phosphate comme substrats accepteurs de la TK 

conduit respectivement à l’obtention du D-S7P et du D-ido-heptulose-7-phosphate avec 

des rendements de 69 % et 70 % [213] (Figure 33 b)). 
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Figure 33 : Synthèse du D-xylulose, du D-S7P et du D-ido-heptulose-7-phosphate via la 
génération in situ du HPA à partir de la sérine. a) Synthèse du D-xylulose à partir de la D,L-

sérine. b) Synthèse du D-S7P et du D-ido-heptulose-7-phosphate à partir de L-sérine. 



Etude Bibliographique 

 

65 
 

 Immobilisation de la TK et utilisation en milieu non 4.3.

conventionnel  

 Immobilisation de la TK 4.3.1.

Compte-tenu de l’intérêt de la TK en synthèse et de son utilisation potentielle à l’échelle 

industrielle, différents groupes se sont intéressés à son immobilisation, afin d’assurer son 

recyclage et d’augmenter sa stabilité dans le temps. 

 

Différentes méthodes d’immobilisation ont été envisagées, soit par liaison covalente sur 

un support organique de type Sépharose [214], soit par encapsulation sur gel de 

polyacrylamide [215] ou soit par adsorption sur résine Eupergit-C® [216], [217], sur résine 

Amberlite XAD-7 [217] ou encore sur résine Nylon [218]. Un autre procédé consiste à 

immobiliser la TK d’E. coli présentant une étiquette 6-His sur une résine chargée en ions 

Ni2+ chélatés par l’acide nitriloacétique (Ni-NTA), conduisant ainsi à une immobilisation 

réversible [219], [220], [221], [222]. Cette stratégie a été exploitée pour le développement 

de réacteurs microfluidiques dans lesquels la TK d’E. coli, couplée à l’amine-MBA 

pyruvate transaminase de Chromobacterium violaceum, sont immobilisées pour la 

synthèse de l’ABT, réalisée selon le procédé « one-pot » décrit précédemment dans le 

paragraphe 4.2.1. [219], [220], [222]. 

 

Enfin, le groupe de Pr. L. Hecquet, en collaboration avec l’équipe « Hydroxydes Doubles 

Lamellaires » (HDL) de l’ICCF, a développé un procédé non exploité jusqu’alors pour 

cette enzyme, consistant à immobiliser la TK sur un support inorganique de type argile 

(Hydroxydes Doubles Lamellaires, HDL), par adsorption ou co-précipitation. Cette 

approche a été appliquée à la TK de S. cerevisiae [223], la TK d’E. coli [224] et la TK de 

G. stearothermophilus [225], [226]. Peu coûteuse et facile à mettre en œuvre, cette 

méthode d’immobilisation permet de recycler l’enzyme au moins 6 fois pour la TK de S. 

cerevisiae [223], au moins 4 fois pour la TK d’E. coli [224] et au moins 4 fois pour la TK de 

G. stearothermophilus [225] et ceci, sans perte d’activité. De plus, elle assure une 

meilleure stabilité de l’enzyme dans le temps [223]. 
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 Utilisation de la TK en milieu non conventionnel 4.3.2.

La stabilité thermique d’une enzyme allant souvent de pair avec une tolérance aux 

solvants non-conventionnels [227], l’équipe du Pr. L. Hecquet a étudié l’activité et la 

stabilité de la TK de G. stearothermophilus, libre et immobilisée, en présence d’un panel 

de liquides ioniques [225]. Ceux-ci sont constitués d’un cation de type imidazolium et 

ammonium et d’anions tels que [Cl], [CH3CO2], [BF4] ou encore [Br] et ont été 

sélectionnés afin d’obtenir un milieu monophasique. Le chlorure de 1-butyl-3-

méthylimidazolium ou [BMIM][Cl] s’est avéré être le liquide ionique le plus favorable pour 

maintenir l’activité de la TK de G. stearothermophilus : celle-ci conserve en effet plus de 

80% de son activité après 16h d’incubation dans une solution à 50% de ce liquide ionique 

dans l’eau. De surcroît, en présence de 30% de [BMIM][Cl], son activité catalytique est 

significativement supérieure à celle déterminée en l’absence de liquide ionique vis-à-vis 

d’aldéhydes α-hydroxylés à 5 atomes de carbone, dont notamment le D-ribose (vitesse 

maximale apparente améliorée d’un facteur 2). Cette remarquable tolérance de la TK de 

G. stearothermophilus aux fortes concentrations en [BMIM][Cl] permettrait potentiellement 

d’augmenter la solubilité de certains substrats de l’enzyme. 

 

De plus, dans le cadre d’un partenariat entre l’équipe du Pr. L. Hecquet, le groupe HDL de 

l’ICCF, l’Institut des Sciences Moléculaires (ISM) et l’Institut de Chimie de la Matière 

Condensée de Bordeaux (ICMCB) de Bordeaux, il a été montré que des matériaux 

hybrides HDL/TK (de G. stearothermophilus) pouvaient être synthétisés selon un procédé 

« one-pot », en utilisant une approche par coprécipitation en flux hydrothermique continu 

(temps de résidence de 5 secondes, températures comprises entre 175°C et 200°C, 

pression de 20 MPa), illustrant la résistance de cette TK thermostable dans des conditions 

extrêmes [226]. 
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La robustesse des enzymes thermostables en font des biocatalyseurs privilégiés pour des 

applications à l’échelle industrielle mais également d’excellentes candidates pour des 

travaux d’ingénierie. Ainsi, l’utilisation d’une TK thermostable est d’un intérêt majeur. Ces 

travaux de thèse sont centrés sur la TK thermostable issue de la bactérie thermophile G. 

stearothermophilus, la TKgst, récemment identifiée et caractérisée par notre groupe [60]. 

 

Comme nous l’avons vu au cours de l’étude bibliographique, seules les TKs issues de 

microorganismes mésophiles tels que la bactérie E. coli ou la levure S. cerevisiae, ont été 

utilisées en biocatalyse pour la synthèse de composés d’intérêt. De plus, ces TKs ont fait 

l’objet de nombreux travaux de mutagenèse, notamment pour améliorer leurs activités vis-

à-vis d’aldéhydes aliphatiques et aromatiques et pour améliorer et inverser leur 

stéréosélectivité, dans le but d’obtenir des cétoses de configuration (3R). 

 

� Un des objectifs de ces travaux porte sur l’amélioration de l’activité de la TKgst par 

Evolution dirigée vis-à-vis de substrats dont certains n’ont pas été envisagés dans la 

littérature. Un aspect jamais étudié porte sur l’inversion de la configuration du carbone 4 

du cétose formé. Pour cela, la TKgst doit être modifiée pour qu’elle accepte des aldéhydes 

α-hydroxylés de configuration (2S) et ainsi, accéder aux cétoses de configuration L-

érythro (3S, 4S) correspondants. La TKgst de type sauvage conduit en effet 

préférentiellement à des cétoses de configuration D-thréo (3S, 4R), à partir d’aldéhydes α-

hydroxylés de configuration (2R). Un autre défi, encore peu développé avec les TKs d’E. 

coli ou de S. cerevisiae, concerne l’amélioration de l’activité de la TKgst vis-à-vis des 

aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée (C5-C6), pour la synthèse 

de cétoses de configuration D-thréo (3S, 4R) à 7 et 8 atomes de carbone à l’échelle 

préparative. Enfin, l’amélioration de l’activité de la TKgst vis-à-vis d’aldéhydes aliphatiques 

et aromatiques, mais également vis-à-vis de nouveaux substrats donneurs, sera 

envisagée. 

 

Pour atteindre cet objectif, la stratégie que nous avons envisagée consiste à 

« remodeler » l’enzyme par ingénierie selon une approche semi-rationnelle, qui conduira 

à des TKgst mutées adaptées aux propriétés recherchées (Figure 34 a)). Les différentes 

étapes de cette stratégie sont les suivantes : une étape préliminaire consistera tout 

d’abord à explorer le spectre de substrats de la TKgst à l’échelle analytique. L’étape 

suivante reposera sur la modification par Evolution in vitro de la TKgst, afin d’augmenter 

son activité vis-à-vis des substrats identifiés lors de l’étape préliminaire. Pour cela, des 

résidus clés du site actif de l’enzyme seront sélectionnés, grâce à l’étude de sa structure 

3D par modélisation moléculaire. Les banques de TKgst mutées générées par mutagenèse 
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par saturation de site, en utilisant la stratégie « CAST », seront ensuite criblées vis-à-vis 

des substrats d’intérêt. Les TKgst mutées les plus performantes seront enfin purifiées puis 

caractérisées plus finement à l’échelle analytique. 

 

Figure 34 : Stratégies envisagées pour accéder aux cétoses rares d’intérêt biologique 

� L’autre objectif de ces travaux concerne l’optimisation du procédé enzymatique 

catalysé par le TKgst à haute température. Le défi sera d’accéder de façon efficace grâce à 

une température élevée, à des cétoses rares de haute valeur ajoutée, dont l’accès est 

difficile, voire impossible à température ambiante avec cette enzyme. La TKgst sauvage et 

les TKgst mutées les plus performantes seront utilisées pour la synthèse à haute 

température des cétoses correspondants. 

 

Pour améliorer les rendements, tout en privilégiant l’utilisation de substrats naturels et peu 

coûteux, la stratégie envisagée sera de générer par voie enzymatique les substrats 

donneurs et/ou accepteurs de la TKgst. L’enzyme sauvage sera utilisée pour l’optimisation 

des différentes étapes. Le verrou majeur qui devra être levé est l’instabilité du Li-HPA à 

haute température. Celui-ci sera ainsi généré in situ par voie enzymatique, via l’utilisation 

d’une transaminase et d’une D-aminoacide oxydase, à partir respectivement de la L- et D-

sérine, deux composés non toxiques et très peu coûteux. D’autre part, des aldéhydes α-

hydroxylés (2S), particulièrement onéreux, seront générés par voie enzymatique, via 
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l’utilisation d’une aldolase sauvage ou mutée, à partir d’aldéhydes achiraux à très courte 

chaîne carbonée plus accessibles, le glycolaldéhyde et le formaldéhyde. Finalement, la 

génération par voie enzymatique du substrat donneur et du substrat accepteur dans une 

même cascade multi-enzymatique, sera appliquée à la synthèse d’un cétose comme 

« preuve de principe », en présence des trois enzymes nécessaires (Figure 34 b)). 

 



 

70 
 



 

70 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Résultats et Discussions



 

71 
 



Résultats et Discussions 

70 
 

 Production et caractérisation de la TK de Geobacillus 1.
stearothermophilus (TKgst) 

 Introduction 1.1.

Ces travaux de thèse sont centrés sur la TK thermostable de G. stearothermophilus, la TKgst, 

identifiée récemment au laboratoire dans le cadre d’un projet ANR précédent (DeoTK) [60]. 

Cette enzyme n’ayant jamais été identifiée dans ce microorganisme auparavant, sa 

caractérisation a été initiée par le groupe du Pr. L. Hecquet, dans le cadre du projet ANR 

DeoTK [228]. Comme nous l’avons vu au cours de l’étude bibliographique, l’activité optimale 

de la TKgst se situe à 70°C et cette enzyme est 11 fois plus active à cette température qu’à 

20°C [60]. Cette TK étant très robuste, elle est particulièrement adaptée à nos objectifs, qui 

visent d’une part, à réaliser des expériences de mutagenèse pour améliorer et modifier son 

spectre de substrats et d’autre part, à exploiter son potentiel synthétique à haute 

température.  

 

Afin d’atteindre ces objectifs, mes travaux ont consisté à produire la TKgst sauvage, puis, afin 

de mieux caractériser cette enzyme, son spectre de substrat a été étudié et ses paramètres 

cinétiques apparents vis-à-vis de ses cofacteurs et d’un large panel de substrats donneurs et 

accepteurs ont été déterminés.  

 

Pour l’ensemble de cette étude, réalisée à l’échelle analytique, les mesures ont été 

effectuées à 25°C, afin de comparer les résultats avec ceux obtenus dans la littérature. De 

plus, lorsque que de nombreux essais ont été nécessaires (détermination des paramètres 

cinétiques, étude de la spécificité de substrat), les mesures ont été réalisées en 

microplaques 96-puits, via l’utilisation d’un lecteur de plaques (dont il n’est pas possible de 

réguler la température au-delà de 40°C), avec le test d’activité en présence du rouge de 

phénol, utilisé comme indicateur coloré, récemment dévéloppé par l’équipe du Pr. W.-D. 

Fessner, en collaboration avec notre groupe [122]. Ce test, décrit dans le chapitre précédent 

(Voir paragraphe 3.3.2., page 45), est référencé sous le nom « test TKROUGE DE PHENOL » dans 

la suite de ce manuscrit. En revanche, lorsque le nombre d’essai était plus réduit, le « test 

TKROUGE DE PHENOL » ou le « test TKADH », décrit par la suite (Voir paragraphe 1.2.2., page 72) 

ont été utilisés en macrocuve, au moyen d’un spectrophotomètre thermostaté par effet 

Peltier, permettant, dans certains cas, de mettre en évidence l’effet de la température sur 

l’activité de la TKgst. 



Résultats et Discussions 

71 
 

 Production de la TKgst 1.2.

 Expression 1.2.1.

Dans le cadre du projet ANR DeoTK, un gène « synthétique » de la TKgst a été commandé à 

la société Invitrogen, afin de produire cette enzyme. Ce gène synthétique comporte une 

séquence codant pour une étiquette comportant 6 histidines (6-His), positionnée à l’extrémité 

N-terminale de la séquence protéique, afin de faciliter la purification de cette enzyme. Ce 

gène « synthétique » a été utilisé dans le cadre de ces travaux de thèse. 

 

Ce gène a été cloné dans le vecteur d’expression pGEN452 possédant un gène de 

résistance à la kanamycine. Ainsi, l’expression du gène est sous le contrôle du promoteur T7, 

permettant la production de la TKgst en grande quantité. Après transformation de la souche 

d’E. coli BL21(DE3) pLysS par le plasmide résultant pGEN768, les cellules exprimant la TKgst 

sont cultivées dans notre laboratoire dans un milieu approprié en présence de kanamycine 

(Voir Partie Expérimentale) puis recueillies par centrifugation. Les cellules sont ensuite 

lysées par sonication à 4°C en présence de tampon. La suspension résultante est 

centrifugée et le surnageant, correspondant au lysat cellulaire et contenant l’enzyme 

surexprimée, est recueilli pour être purifié. 

 

N.B. : La souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS contient le plasmide pLysS, qui code pour le 

lysozyme du promoteur T7, un inhibiteur naturel de l’ARN polymérase de ce promoteur. La 

présence de cet inhibiteur prévient toute expression basale du gène de la TKgst, en l’absence 

d’induction. Puis l’induction par l’IPTG lève cette inhibition par l’action du promoteur T7. Ce 

plasmide comporte un gène de résistance au chloramphénicol, un antiobiotique toxique 

appartenant à la classe des CMR (Cancérigène, Mutagène, Reprotoxique). Des études 

complémentaires nous ont permis de montrer que 99% des clones se développent en 

présence de chloramphénicol, à la suite de 8 cultures bactériennes successives réalisées en 

l’absence de cet antibiotique ; le plasmide pLysS est donc conservé dans 99% des cas. Ainsi, 

nous avons fait le choix de ne pas introduire cet antibiotique dans les cultures, réalisées en 

présence de kanamycine uniquement. Ce dernier permet de vérifier la présence du vecteur 

d’expression pGEN768, qui contient un gène de résistance à cet antibiotique.  
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 Purification par IMAC 1.2.2.

La purification de la TKgst, exprimée avec une étiquette 6-His en position N-terminale, a été 

réalisée par chromatographie d’affinité en présence de cations métalliques (IMAC), à 

température ambiante (Figure 35 a)). Le lysat cellulaire est déposé sur une colonne 

contenant une résine chargée en ions Ni2+, chélatés par l’acide nitriloacétique (résine Ni-

NTA). La TKgst se fixe alors sur la résine par liaison de coordination entre les 6-His de 

l’étiquette et les cations Ni2+, tandis que les autres protéines ne sont pas retenues (Figure 35 

b)). Enfin, la TKgst est éluée après ajout d’une solution d'imidazole à forte concentration, qui 

permet de déplacer l’équilibre par compétition de ligands. Des études préalables ayant 

montré que les TKs de S. cerevisiae ou TKsce et d’E. coli ou TKeco précipitent en présence 

prolongée d’imidazole, une étape de dialyse est systématiquement réalisée après la 

purification, afin de recueillir la TKgst purifiée sans imidazole.  

 

 

Figure 35 : Purification de la TKgst par IMAC 
a) Principe de la purification par IMAC. b) Interaction entre l’étiquette 6-His et la matrice Ni-NTA. 

Schémas traduits et adaptés des manuels « The QIAexpressionistTM » et « TAGZymeTM Handbook » 
de la société Qiagen. 

La surexpression de la TKgst et la pureté de l’extrait purifié ont été vérifiées par 

électrophorèse en présence de dodécylsulfate de sodium (SDS) sur gel d’acrylamide (15%) 

(SDS-PAGE) [229]. L’électrophorégramme présente une bande unique à environ 74 kDa, 

correspondant au poids moléculaire d’un monomère de la TK. 
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L’activité enzymatique de la TKgst purifiée a été évaluée par un test spectrophotométrique 

direct, communément utilisé et décrit dans la littérature [99], en présence du L-érythrulose 

comme substrat donneur, du D-R5P comme substrat accepteur, d’une enzyme auxiliaire, 

l’alcool déshydrogénase (ADH) et du cofacteur NADH. La consommation du NADH, H+, 

proportionnelle à la quantité de L-érythrulose convertie au cours du temps, est suivie par la 

mesure de son absorbance à 340 nm. Une unité de TKgst (U) correspond à une micromole de 

L-érythrulose ou de D-R5P (ou de glycolaldéhyde) convertie par minute (µmol.min-1). Ce test 

d’activité est réalisé en macrocuve et sera référencé par la suite sous le nom de « test 

TKADH» (Figure 36). 
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Figure 36 : Test d’activité de la TK (« test TKADH») 

L’activité enzymatique de la TKgst a ainsi été mesurée, avant et après purification et le 

rendement de la purification a été calculé pour un litre de culture cellulaire (Tableau 10). Les 

concentrations en protéines (mg.mL-1) ont été déterminées par le test de Bradford [230]. 

Fraction Activité Protéines Activité spécifique Facteur de 
purification Rendement 

 [U] [mg] [U.mg-1]  [%] 
Lysat cellulaire 398 446 0,89 - - 
TKgst purifiée 324 160 2,02 2,29 81,6 

 
Tableau 10 : Activité de la TKgst avant et après purification par IMAC déterminées à l’aide du 

« test TKADH » en présence du L-érythrulose (100 mM) et du D-R5P (8 mM) à 25°C 
Pour 1 L de culture cellulaire (soit 3,73 g. L-1 de cellules humides) 

Cette procédure de purification a permis l’obtention de 160 mg de TKgst purifiée à partir de 1 

L de culture contenant 3,73 g de cellules humides. L’activité spécifique de la TKgst est 

relativement faible car elle a été déterminée à 25°C, température ambiante. Cette enzyme 
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étant issue d’un microorganisme thermophile, son activité augmente avec la température et 

est améliorée d’un facteur 9 à 60°C et d’un facteur 11 à 70°C [60] (Figure 37). 

 

 

Figure 37 : Profil de l’activité de la TKgst en fonction de la température 
Schéma extrait de la littérature [60] 

De plus, l’activité de la TKgst est parfaitement conservée durant au moins 7 jours à 50°C, 

durant 4 jours à 60°C et durant 3 jours à 65°C [60]. Après purification, la TKgst peut être 

lyophilisée et conservée à -18°C sans perte d’activité durant plusieurs mois. 

 

Remarque : L’étude du modèle structural de la TKgst (dont la construction est décrite dans le 

paragraphe 2.2.1. du chapitre suivant) et sa comparaison avec la structure 3D de la TKeco, 

nous ont permis d’identifier 4 interactions électrostatiques entre les deux sous-unités de la 

TKgst, qui n’existent pas chez la TKeco. Ainsi, la présence de ces interactions « monomère-

monomère », plus nombreuses chez la TKgst que chez la TKeco, permettrait d’expliquer en 

partie la grande résistance à haute température de la TKgst en comparaison de la TKeco, issue 

d’un microorganisme mésophile. 

 Etude cinétique de la réaction catalysée par la TKgst 1.3.

Dans cette étude, la TKgst sera caractérisée sur le plan cinétique (activités spécifiques, 

détermination des paramètres cinétiques apparents) vis-à-vis de ses deux cofacteurs, mais 

également vis-à-vis de divers substrats donneurs et accepteurs. Notre objectif est ici de 

préciser son spectre de substrats qui n’était jusqu’alors pas connu, cette enzyme n’ayant 

jamais été décrite dans la littérature. La TKgst faisant intervenir deux substrats, les 

paramètres cinétiques sont déterminés pour un substrat tandis que la concentration du 

second substrat est fixée ; ils seront notés : KM
app (Constante de Michaelis-Menten 

apparente ) et Vmax
app (Vitesse maximale apparente) dans la suite de ce manuscrit. 
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 Détermination des paramètres cinétiques apparents vis-à-vis des 1.3.1.
cofacteurs ThDP et Mg2+ 

Les paramètres cinétiques apparents KM
app et Vmax

app de la TKgst vis-à-vis de ses cofacteurs, 

le ThDP et le Mg2+, ont été déterminés en présence du Li-HPA comme substrat donneur (50 

mM) et du glycolaldéhyde comme substrat accepteur (20 mM). Les valeurs de KM
app 

mesurées ont ensuite été comparées à celles décrites dans la littérature pour la TKsce et la 

TKeco (Tableau 11).  

 TKgst TKsce TKeco 

 KM
app Vmax

app Vmax
app/KM

app KM Vmax 

 [µM] [U.mg-1] [U.mg-1.µM-1] [µM] [µM] 

ThDP 1,8 ± 0,00021 22,7 ± 2,5671 12,6 0,6 ± 0,1 [88] 1,8 [231] 

Mg2+ 1,4 ± 0,0022 25,2 ± 4,6392 18 400 [232] - 
 

Tableau 11 : Paramètres cinétiques apparents de la TKgst vis-à-vis du ThDP et du Mg2+ 
déterminés à l’aide du « test TKROUGE DE PHENOL » en présence du Li-HPA (50 mM) et du 

glycolaldéhyde (20 mM) à 25 °C. 1 [Mg2+] = 1 mM. 2 [ThDP] = 0,1 mM. Les valeurs indiquées en 
présence de la TKeco et de la TKsce sont issues de la littérature. 

La méthode de Hanes-Woolf a permis de déterminer un KM
app de 1,8 ± 0,0002 µM et une 

Vmax
app de 22,7 ± 2,567 U.mg-1 pour le ThDP et un KM

app de 1,4 ± 0,002 µM et une Vmax
app de 

25,2 ± 4,639 U.mg-1 pour le Mg2+. Le KM
app déterminé pour la TKgst vis-à-vis du ThDP est du 

même ordre de grandeur que celui déterminé pour la TKsce et la TKeco. En revanche, le KM
app 

mesuré vis-à-vis du Mg2+ est significativement inférieur à celui mentionné dans la littérature 

pour la TKsce.  

 Etude de la spécificité vis-à-vis des substrats donneurs  1.3.2.

 Activités vis-à-vis d’un panel d’α-cétoacides 1.3.2.1.

Le Li-HPA a tout d’abord été testé comme α-cétoacide donneur (50 mM), puisqu’il permet de 

rendre la réaction irréversible [233]. Puis afin d’étendre le potentiel synthétique de la TKgst, 

un panel d’α-cétoacides, structurellement proches du Li-HPA, ont été envisagés comme 

substrats donneurs potentiels (50 mM), en présence du glycolaldéhyde comme substrat 

accepteur (20 mM) (Figure 38). Tous ces composés sont commerciaux, à l’exception du 3-

hydroxy-2-oxobutanoate de potassium ou HOBA (mélange racémique). Celui-ci a été 

synthétisé via un procédé chimique, basé sur la condensation de Baylis Hillman entre 
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l’acrylate de méthyle et l’acétaldéhyde (Travaux de thèse du Dr. E. Heuson, encadré par le 

Pr. T. Gefflaut, Equipe BioMéta, ICCF).  
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Figure 38 : Panel d’α-cétoacides testés comme substrats donneurs potentiels (50 mM) de la 
TKgst à l’aide du « test TKROUGE DE PHENOL » en présence du glycolaldéhyde comme substrat 

accepteur (50 mM) à 25°C. HOBA = 3-hydroxy-2-oxobutanoate de potassium - P = PO3
2- 

Parmi les différents α-cétoacides testés, la TKgst présente l’activité spécifique la plus élevée 

en présence du Li-HPA (4,18 U.mg-1). Aucune activité, mesurable dans les conditions du test, 

n’a été détectée vis-à-vis des autres α-cétoacides testés, à l’exception de l’acide pyruvique.  

L’utilisation de l’acide pyruvique comme substrat donneur de la TK n’avait jusqu’alors jamais 

été décrite dans la littérature. Son utilisation permettrait l’accès à un large éventail de 

monosaccharides en série 1-désoxy. Ce résultat obtenu à l’échelle analytique a par la suite 

été confirmé à l’échelle préparative. L’acide pyruvique a été utilisé en tant que substrat 

donneur pour synthétiser à plus grande échelle le 1-désoxy-L-érythrulose 12, en présence du 

glycolaldéhyde comme substrat accepteur, à 60°C. 

 

Néanmoins, l’activité de la TKgst vis-à-vis de cet α-cétoacide est très faible (0,02 U.mg-1, soit 

environ 0,5% de l’activité de la TKgst vis-à-vis du Li-HPA) et la synthèse du 1-désoxy-L-

érythrulose 12 est peu efficace, puisqu’un rendement de 20% a été obtenu. Ainsi, l’équipe du 

Pr. W.-D. Fessner, notre partenaire sur ce projet, a envisagé d’améliorer l’affinité de la TKgst 

vis-à-vis de ce nouveau donneur et d’analogues par Evolution dirigée [234]. La description et 

les résultats de cette étude seront décrits dans le paragraphe 2.6. du chapitre suivant. 

 Détermination des paramètres cinétiques apparents vis-à-vis du Li-HPA 1.3.2.2.

Les paramètres cinétiques apparents KM
app et Vmax

app de la TKgst vis-à-vis du Li-HPA ont été 

étudiés en vue de son utilisation en tant que substrat donneur pour la réalisation de 

synthèses enzymatiques catalysées par la TKgst à l’échelle préparative. Différentes 
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concentrations en Li-HPA ont été testées en présence de la TKgst, de ses cofacteurs (ThDP 

et Mg2+) et du glycolaldéhyde (50 mM), utilisé comme substrat accepteur, dans le tampon 

Gly-gly 50 mM, pH 7,5, à 25°C. Des échantillons du milieu réactionnel ont été prélevés au 

cours du temps et la concentration du Li-HPA résiduel a été déterminée par le dosage 

enzymatique en présence de la L-lactate déshydrogénase (L-LDH) et du cofacteur NADH, tel 

que décrit dans le paragraphe 2.2.4.2. de la Partie Expérimentale.  

 

La TKgst présente une cinétique de type Michaelis-Menten vis-à-vis du Li-HPA. La méthode 

de Hanes-Woolf a permis de calculer un KM
app de 2,5 ± 0,2 mM et un Vmax

app de 135 ± 7 U.mg-

1 à 25°C (Tableau 12), des valeurs de KM très proches, i.e 3,8 ± 0,4 mM, 2,92 ± 0,08 mM et 

2,3 ± 0,7 mM ayant été mentionnées dans la littérature [225], [234], [235]. 

 KM
app Vmax

app Vmax
app/KM

app 

 [mM] [U.mg-1] [U.mg-1.mM-1] 
TKgst 2,5±0,2 135±7 54 
TKeco 18 [58] 60 [58] 3 
TKsce 7 [109] - 33 [110] 9 [37] 1,28 - 0,27 
TKspi - 2 [37] - 

 
Tableau 12 : Paramètres cinétiques apparents de la TKgst vis-à-vis du Li-HPA en présence du 

glycolaldéhyde (50 mM), déterminés par le dosage enzymatique du Li-HPA en présence de la L-
LDH et du NADH, à 25°C. Les valeurs indiquées en présence de la TKeco, de la TKsce et de la TKspi 

sont issues de la littérature. 

Le KM
app vis-à-vis du Li-HPA est inférieur à celui de la TKeco et de la TKsce. De plus, la Vmax

app 

atteinte est largement supérieure à celles déterminées pour les autres sources de TKs (TKeco, 

TKsce et TK de feuilles d’épinards ou TKspi). L’efficacité de la réaction en présence de ce 

substrat est donc excellente (rapport Vmax
app/KM

app de 54 U.mg-1.mM-1) ; la Vmax sera ainsi 

facilement atteinte et ceci à de faibles concentrations en Li-HPA. Il est à noter qu’aucune 

inhibition de la TKgst n’a été observée pour des concentrations en Li-HPA allant jusqu’à 70 

mM, un Ki de 42 mM pour la TKeco vis-à-vis de ce substrat donneur ayant été décrit dans la 

littérature [236]. 

 Etude de la spécificité vis-à-vis des substrats accepteurs  1.3.3.

La spécificité des TKsce et TKeco vis-à-vis de différents aldéhydes accepteurs a largement été 

décrite dans la littérature et les vitesses relatives comme les paramètres cinétiques, 

déterminés pour des substrats physiologiques ou non, montrent un comportement semblable 

de ces deux enzymes [37], [58], [99], [122]. 
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L’étude du spectre de substrat de la TKgst a été initiée dans le cadre du projet ANR DeoTK 

avec quelques aldéhydes accepteurs [60]. A la suite de ces premiers résultats, nous avons 

envisagé une étude plus complète de la spécificité de la TKgst vis-à-vis d’un large panel 

d’aldéhydes. Pour cela, nous avons tout d’abord déterminé les activités spécifiques de la 

TKgst vis-à-vis d’un ensemble de substrats accepteurs non-naturels, testés pour la plupart 

avec les TKsce et TKeco [37], [105], [111]. Puis l’influence de la température sur l’activité de la 

TKgst vis-à-vis de certains de ces aldéhydes a été étudiée. Enfin, les paramètres cinétiques 

apparents de cette enzyme vis-à-vis de quelques-uns de ces substrats accepteurs ont été 

déterminés. Dans ce cadre, le substrat donneur utilisé est toujours le Li-HPA car il rend la 

réaction irréversible. Ces travaux ont fait l’objet de deux articles dont je suis co-auteur, 

publiés dans les journaux Advanced Synthesis and Catalysis en 2015 [237] et Green 

chemistry en 2017 [238]. Ces publications sont fournies en annexe de ce manuscrit. 

 Activité vis-à-vis d’un panel d’aldéhydes 1.3.3.1.

Analyses des résultats obtenus à 25°C en présence d’un panel d’aldéhydes 

 

L’activité spécifique de la TKgst a été déterminée vis-à-vis d’un large éventail d’aldéhydes 

accepteurs polyhydroxylés (C2 à C6) énantiomériquement purs et vis-à-vis de quelques 

aldéhydes aliphatiques et aromatiques, sélectionnés d’une part, pour leur diversité 

structurale et d’autre part, car ils ont déjà, pour une grande majorité, été testés avec la TKsce 

et la TKeco [37], [105], [111] (Tableau 13). 
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 Aldéhydes polyhydroxylés 
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Tableau 13 : Panel d’aldéhydes polyhydroxylés et d’aldéhydes aliphatiques et aromatiques 

testés comme substrats accepteurs de la TKgst 

La détermination des activités spécifiques de la TKgst vis-à-vis des différents aldéhydes 

testés a été réalisée à 25°C, en présence de 50 mM de Li-HPA, concentration vingt fois 

supérieure au KM
app de 2,5 mM, déterminé précédemment. Dans le cas des aldéhydes en 

présence desquels la TKgst est peu active, il a été nécessaire d’augmenter leur concentration, 

afin de pouvoir détecter une activité, mesurable dans les conditions du test. Enfin, il est à 

noter que le propanal, le butanal et le benzaldéhyde sont solubles en milieu aqueux aux 

concentrations envisagées, alors que la dissolution du cyclohexanal a nécessité l’ajout de 20% 

v/v de DMSO au milieu réactionnel (teneur compatible avec l’activité de la TKgst sur la durée 

de la mesure [228]) (Figure 39). 
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Figure 39 : Activités spécifiques de la TKgst vis-à-vis d’un panel d’aldéhydes accepteurs (20-200 
mM) déterminées à l’aide du « test TKROUGE DE PHENOL » en présence de 50 mM de Li-HPA à 25°C 

De même que pour la TKsce [114] et la TKeco [115], le glycolaldéhyde (20 mM) est l’aldéhyde 

α-hydroxylé non phosphorylé en présence duquel la TKgst est la plus active. 

 

De plus, les activités mesurées en présence des aldéhydes α-hydroxylés (2R) , le D-

glycéraldéhyde, le D-lactaldéhyde, le D-érythrose ou encore le L-thréose, sont proches de 

celles obtenues avec les autres sources de TK décrites dans la littérature. Les résultats 

montrent que l’allongement de la chaîne carbonée des aldéhydes polyhydroxylés (2R) 

entraîne une chute significative des activités de la TKgst. Il est surprenant de constater que 

les analogues (2S) à 3 et 4 atomes de carbone tels que le L-glycéraldéhyde, le L-

lactaldéhyde, le L-érythrose et le D-thréose, sont également acceptés par l’enzyme. 

Néanmoins, les valeurs mesurées sont beaucoup plus faibles qu’en présence des analogues 

(2R) (20 et 30 fois plus faibles environ dans le cas du lactaldéhyde et du glycéraldéhyde, 

respectivement, par exemple). Ce résultat est inédit car les aldéhydes α-hydroxylés (2S), 

notamment le L-glycéraldéhyde, n’ont jamais été décrits dans la littérature comme étant des 

substrats de la TKsce [109], [116] et de la TKeco [115]. Toutefois, les résultats montrent que 

lorsque que le nombre d’atomes de carbone des aldéhydes α-hydroxylés (2S) atteint cinq (D-

arabinose, D-lyxose) ou six (D-mannose), aucune activité n’est détectée.  

 

Par ailleurs, la configuration (R) du carbone 3 des aldéhydes polyhydroxylés influence 

positivement  l’activité de la TKgst. Effectivement, celle-ci est deux fois plus active vis-à-vis du 

D-érythrose (50 mM) de configuration (3R) que vis-à-vis du L-thréose (50 mM), de 
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configuration (3S). De plus, une augmentation de l’activité d’un facteur 3 est observée entre 

le D-ribose (200 mM) de configuration (3R) et le D-xylose (200 mM), de configuration (3S). 

Enfin, le D-glucose (200 mM), de configuration (3S), n’est pas accepté par la TKgst
, alors 

qu’une activité est détectée en présence du D-allose (200 mM), de configuration (3R). Cette 

tendance a déjà été observée dans le cas de la TKsce [114] et de la TKspi [100]. 

 

L’absence d’une fonction hydroxyle en position β de la fonction aldéhydique entraîne une 

baisse de l’activité de la TKgst d’un facteur 2 environ, entre le D-glycéraldéhyde et le D-

lactaldéhyde. 

 

Enfin, de faibles activités ont été mesurées en présence d’aldéhydes aliphatiques linéaires et 

cycliques (50 mM) (propanal, butanal, cyclohexanal) et aromatiques (benzaldéhyde) (50 mM). 

Comme dans le cas des aldéhydes polyhydroxylés, l’allongement de la chaîne carbonée 

conduit à une diminution de l’activité de la TKgst (activité plus élevée vis-à-vis du propanal par 

rapport au butanal). Par conséquent, l’amélioration de l’activité de la TKgst vis-à-vis des 

aldéhydes hydrophobes par Evolution dirigée est un des objectifs de notre projet ANR 

ThermoTK. Ces travaux, auxquels j’ai participé, ont été développés par le groupe du Pr. W.-

D. Fessner, notre partenaire [175], [238], [239]. La description et les résultats de ces études 

seront décrits dans le paragraphe 2.5. du chapitre suivant. 

 

En conclusion, la spécificité de substrat accepteur de la TKgst est très similaire à celle des 

TKsce et TKeco. La TKgst est très active vis-à-vis d’aldéhydes α-hydroxylés (2R) à courte chaîne. 

L’allongement de la chaîne carbonée des aldéhydes polyhydroxylés, l’absence d’une 

fonction hydroxyle en position α ou β de l’aldéhyde, la présence d’une chaîne non hydroxylée 

ou la présence d’un cycle aromatique, entraîne une chute significative de son activité. En 

revanche, la TKgst se distingue des autres TKs microbiennes décrites par son activité vis-à-

vis des aldéhydes α-hydroxylés (2S) à 3 et 4 atomes de carbone, jusqu’alors jamais décrite 

pour une TK. Ces aldéhydes sont particulièrement intéressants car ils pourraient conduire à 

l’obtention de cétoses rares à haute valeur ajoutée. 

 

Analyse des résultats obtenus à 60°C en présence d’aldéhydes α-hydroxylés (2S) 

 

Compte-tenu de l’activité plus élevée de la TKgst à haute température [60], nous avons 

envisagé de déterminer son activité spécifique à 60°C, une température très proche de sa 

température optimale (70°C), vis-à-vis des quatre aldéhydes α-hydroxylés (2S) à 3 et 4 

atomes de carbone, identifiés précédemment comme substrats accepteurs, mais conduisant 

à de très faibles activités à 25°C. Afin de contrôler précisément ce paramètre, les 
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expériences ont été réalisées en macrocuve, dont la température est contrôlée par un 

thermostat à effet Peltier. La TKgst a été incubée en présence de tous les composants du test 

excepté le Li-HPA à 60°C jusqu’à ce que cette température soit atteinte, puis le Li-HPA a été 

ajouté pour initier la réaction. L’absorbance du milieu a été mesurée à 560 nm durant 30 

minutes. Ce test n’ayant jusqu’alors jamais été utilisé à haute température, la stabilité du Li-

HPA et du rouge de phénol à 60°C ont été vérifiées individuellement sur la durée des 

mesures et les contrôles négatifs (i.e. sans aldéhyde accepteur, sans Li-HPA et sans TKgst) 

ont été effectués. Dans ce cas, la concentration de tous les aldéhydes a été fixée à 100 mM 

et le Li-HPA a été utilisé à une concentration finale de 50 mM. Enfin, les mesures ont 

également été réalisées à 25°C, à titre de comparaison (Figure 40). 

 

Figure 40 : Activités spécifiques de la TKgst vis-à-vis d’un panel d’aldéhydes α-hydroxylés (2S) 
(100 mM) déterminées à l’aide du « test TKROUGE DE PHENOL » en présence de 50 mM de Li-HPA à 

25°C et 60°C 
 

L’activité spécifique de la TKgst est très nettement améliorée d’un facteur 4 à 5 environ à 

60°C, en comparaison des résultats obtenus à 25°C. Ces résultats analytiques sont très 

encourageants puisque les activités mesurées à haute température sont comparables à 

celles obtenues en présence de leurs analogues (2R) à 25°C.  

 Déterminations des paramètres cinétiques apparents 1.3.3.2.

Les paramètres cinétiques apparents de la TKgst ont été déterminés en présence de 50 mM 

de Li-HPA, à 25°C, vis-à-vis d’un panel d’aldéhydes α-hydroxylés sélectionnés 

précédemment. Les paramètres cinétiques apparents de la TKgst ont été déterminés vis-à-vis 

du glycolaldéhyde et d’aldéhydes α-hydroxylés (2R) : le D-glycéraldéhyde, le D-lactaldéhyde 
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et le D-ribose et comparés aux valeurs obtenues avec les TKsce et TKeco décrites dans la 

littérature. La mesure des KM
app et Vmax

app de la TKgst vis-à-vis des quatre aldéhydes α-

hydroxylés (2S) identifiés précédemment comme substrats accepteurs, le L-glycéraldéhyde, 

le L-lactaldéhyde, le D-thréose et le L-érythrose, a également été envisagée. Néanmoins, 

compte-tenu de l’activité très faible de la TKgst vis-à-vis du D-thréose et du L-érythrose à 

température ambiante, les paramètres cinétiques apparents de l’enzyme vis-à-vis de ces 

deux aldéhydes n’ont pas pu être déterminés (Tableau 14). 

 TKgst TKsce TKeco 

 KM
app Vmax

app Vmax
app/KM

app KM KM 

 [mM] [U.mg-1] [U.mg-1.mM-1] [mM] [mM] 

Glycolaldéhyde 8±0,5 15,1±0,2 1,9 21 [122] 13 [122] 

D-glycéraldéhyde (2R) 6±2 16±1 2,7 40 [122] 48 [122] 

L-glycéraldéhyde (2S) > 300 2,3±0,6 < 0,008 - - 

D-lactaldéhyde (2R) 8,4±0,7 11,4±0,5 1,4 - - 

L-lactaldéhyde (2S) > 400 1,4±0,4 < 0,004 - - 

D-thréose (2S) nd nd nd - - 

L-érythrose (2S) nd nd nd - - 

D-ribose (2R) 302,7±41,1 1,1±0,1 0,0036 - 1400 [58] 

 
Tableau 14 : Paramètres cinétiques apparents de la TKgst vis-à-vis d’aldéhydes α-hydroxylés 
déterminés à l’aide du « test TKROUGE DE PHENOL » en présence du Li-HPA (50 mM) à 25 °C. Les 

valeurs de KM indiquées en présence de la TKsce et de la TKeco sont issues de la littérature. nd = non 
détecté. 

Les valeurs des KM
app de la TKgst vis-à-vis du glycolaldéhyde et du D-glycéraldéhyde sont 

inférieures à celles indiquées dans la littérature pour les TKeco et TKsce [122] et illustrent une 

meilleure affinité de la TKgst pour le D-glycéraldéhyde, contrairement aux TKeco et TKsce, qui 

acceptent préférentiellement le glycolaldéhyde. En revanche, les valeurs de Vmax
app obtenues 

pour ces deux aldéhydes sont très proches.  

 

Les valeurs des KM
app et Vmax

app, déterminées vis-à-vis du D-lactaldéhyde, montrent que 

l’absence d’un groupement hydroxyle en position β de la fonction aldéhydique conduit à une 

légère diminution de l’efficacité de la réaction catalysée par la TKgst, un résultat en accord 

avec les résultats obtenus précédemment (Voir paragraphe 1.3.3.1., page 78). Cependant, 

aucune comparaison n’est possible avec les paramètres cinétiques des autres TKs 

microbiennes vis-à-vis de cet aldéhyde, ceux-ci n’ayant pas été décrits dans la littérature. 

Enfin, un KM
app de 302,7 ± 41,1 mM et une Vmax

app de 1,1 ± 0,1 U.mg-1 ont été mesurés en 

présence du D-ribose. La valeur du KM
app est relativement élevée, traduisant une faible 
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affinité de la TKgst pour cet aldéhyde à plus longue chaîne carbonée (5 atomes de carbone), 

ce qui est cohérent avec les activités spécifiques obtenues précédemment. Néanmoins, 

cette valeur est inférieure à celle déterminée pour la TKeco, montrant une meilleure affinité de 

la TKgst pour ce substrat [58]. 

 

Pour les aldéhydes α-hydroxylés (2S), les paramètres cinétiques apparents de la TKgst ont pu 

être déterminés  en présence du L-glycéraldéhyde et du L-lactaldéhyde : pour le L-

glycéraldéhyde, le KM
app

 est supérieur à 300 mM et la Vmax
app est de 2,3 ± 0,6 U.mg-1 ; pour le 

L-lactaldéhyde, le KM
app

 est supérieur à 400 mM et la Vmax
app est de 1,4 ± 0,4 U.mg-1. Les 

valeurs des KM
app sont très élevées, illustrant une très faible affinité de la TKgst pour ces deux 

substrats. Les valeurs des Vmax
app

 sont similaires pour les deux aldéhydes et très basses par 

rapport aux valeurs obtenues avec les analogues (2R) testés. Il est à noter que ces valeurs 

ont été déterminées à 25°C et pourraient être améliorées à une température supéreure, 

notamment à 60°C. Ainsi, l’utilisation de ces aldéhydes α-hydroxylés (2S) en tant 

qu’accepteurs de la TKgst est donc envisageable pour accéder à haute température, aux 

cétoses L-érythro (3S, 4S) correspondants, en présence du Li-HPA comme substrat donneur. 

De plus, l’augmentation de l’activité de la TKgst par Evolution dirigée vis-à-vis de ces 

aldéhydes fait partie des objectifs de ces travaux de thèse. 

 Conclusions 1.4.

L’objectif, qui était de produire et d’étudier la spécificité de substrat de la TKgst à l’échelle 

analytique pour d’une part, modifier la TKgst par mutagenèse afin d’augmenter son activité 

vis-à-vis de certains substrats et d’autre part, optimiser le procédé enzymatique catalysé par 

cette enzyme, a été atteint.  

 

La TKgst a été produite puis purifiée avec un rendement de 82%, conduisant à l’obtention de 

160 mg d’enzyme purifiée lyophilisée, à partir d’1 L de culture contenant 3,73 g de cellules 

(poids humide).  

 

Les études cinétiques réalisées en présence de divers substrats donneurs potentiels 

montrent que la TKgst est très spécifique du Li-HPA, en présence duquel l’efficacité de la 

réaction est bien meilleure qu’avec la TKsce et la TKeco (rapport KM
app/Vmax

app environ 20 et 200 

fois supérieur, respectivement). Parmi tous les analogues du Li-HPA testés, seul l’acide 

pyruvique est accepté par la TKgst, avec néanmoins une activité moindre par rapport au Li-

HPA. Celui-ci permettrait l’accès à un panel de cétoses en série 1-désoxy, en présence de 
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divers aldéhydes accepteurs. Par ailleurs, l’étude de la spécificité vis-à-vis de divers 

substrats accepteurs met en évidence que les activités de la TKgst sont très proches de 

celles obtenues avec les TKsce et TKeco, avec une forte affinité pour les aldéhydes 

polyhydroxylés de configuration (2R) à courte chaîne. Les aldéhydes polyhydroxylés à 

longue chaîne ou hydrophobes sont quant à eux acceptés, mais avec des activités beaucoup 

plus faibles. Le fait marquant concerne les activités détectées à 25°C et augmentées d’un 

facteur 4 à 5 à 60°C en présence des aldéhydes α-hydroxylés (2S) à 3 et 4 atomes de 

carbone, i.e le L-glycéraldéhyde, le L-lactaldéhyde, le D-thréose et le L-érythrose. Ce résultat 

n’a jamais été publié pour d’autres sources de TKs. 

 

Les résultats de cette étude nous ont permis de mettre en valeur les caractéristiques 

prometteuses de cette enzyme thermostable pour son utilisation en biocatalyse. L’objectif est 

maintenant d’utiliser l’Evolution dirigée pour augmenter l’activité de la TKgst vis-à-vis de 

certains substrats accepteurs tels que les aldéhydes α-hydroxylés (2S) mais également les 

aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée (C5-C6), composés 

susceptibles de conduire à des cétoses rares et hautement valorisables. J’ai également 

participé aux travaux visant à améliorer l’activité de cette enzyme vis-à-vis des aldéhydes 

aliphatiques et hydrophobes mais aussi vis-à-vis de l’acide pyruvique et d’analogues comme 

nouveaux substrats donneurs, aspects développés à l’Université Technique de Darmstadt 

par le Pr. W.-D. Fessner, notre partenaire dans ce projet.  
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 Modification de la spécificité de substrat de la TKgst par 2.
Evolution dirigée 

 Objectifs 2.1.

L’étude de la spécificité de substrat de la TKgst sauvage nous a montré précédemment que 

les aldéhydes α-hydroxylés (2S) et les aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne 

polyhydroxylée (C5-C6) sont convertis par la TKgst, mais conduisent à de très faibles activités 

à 25°C. Or, les cétoses accessibles à partir de ces aldéhydes en présence du Li-HPA font 

partie des sucres rares, des produits à très haute valeur ajoutée, qui présentent de 

nombreuses applications, notamment dans les domaines pharmaceutique et agroalimentaire.  

 

Parmi les aldéhydes α-hydroxylés (2S) identifiés précédemment, le L-glycéraldéhyde, le D-

thréose et le L-érythrose peuvent conduire aux cétoses L-érythro (3S, 4S) correspondants, le 

L-ribulose, le D-tagatose et le L-psicose. Le L-ribulose, commercial mais coûteux 

(160€/50mg), est un pentose utilisé comme précurseur de molécules à activité thérapeutique, 

tels que des L-nucléosides modifiés, utilisés comme médicaments antiviraux et antitumoraux 

potentiels [15], [16]. Le D-tagatose, composé commercial mais également onéreux (235€/1g), 

est un hexose utilisé comme édulcorant hypocalorique (TAGATESSE®) [19]. Il a également 

montré des propriétés contre le diabète de type II [17], [18]. Enfin, le L-psicose, 

commercialisé par la société CarboSynth (250€/50mg), est un hexose présentant une 

activité antivirale [240] et est utilisé comme précurseur du L-fructose, un inhibiteur potentiel 

des glucosidases [8], [20]. 

 

De plus, parmi les aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée (C5-C6) 

testés précédemmment, le D-ribose (C5), le D-xylose (C5) et le D-glucose (C6) pourraient 

permettre l’obtention de cétoses rares de configuration D-thréo (3S, 4R) à 7 et 8 atomes de 

carbone correspondants : le D-sédoheptulose (C7), le D-ido-heptulose (C7) et le D-glycéro-D-

ido-octulose (C8). Le D-sédoheptulose, un composé commercial mais extrêmement coûteux 

(952€/50mg), peut être utilisé comme marqueur de diverses pathologies liées au 

métabolisme des sucres chez l’Homme [21], [22]. De plus, son équivalent phosphorylé au 

niveau du carbone 7, le D-S7P, peut être employé comme précurseur d’antibiotiques [23] et 

de composés inhibiteurs d’α-glycosidases [24], de même que le D-ido-heptulose-7-

phosphate, l’analogue phosphorylé en C7 du D-ido-heptulose, non commercial. Enfin, le D-

glycéro-D-ido-octulose (C8), non disponible sur le marché, est un antioxydant, qui permet 
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d’augmenter la résistance des plantes à la chaleur et fait actuellement l’objet de nombreuses 

recherches [25], [26].  

 

L’augmentation des performances de la TKgst vis-à-vis de ces six aldéhydes α-hydroxylés, i.e. 

le L-glycéraldéhyde, le D-thréose, le L-érythrose, le D-ribose, le D-xylose et le D-glucose, 

permettrait d’accéder plus efficacement aux cétoses rares correspondants en une étape par 

la formation stéréosélective d’une liaison C-C. Ce procédé enzymatique pourrait ainsi 

concurrençer les voies d’accès existantes à ce type de composés, notamment par voie 

chimique, nécessitant de nombreuses étapes et l’emploi de solvants organiques toxiques ou 

par voie microbiologique, conduisant à l’obtention de ces cétoses avec des rendements 

modérés [8], [13].  

 

De plus, j’ai également participé aux travaux visant à améliorer l’activité de la TKgst vis-à-vis 

des aldéhydes aliphatiques et aromatiques mais également vis-à-vis de l’acide pyruvique et 

d’analogues utilisés comme substrats donneurs, aspects développés à l’Université 

Technique de Darmstadt par le groupe du Pr. W.-D. Fessner. Ces résultats seront résumés à 

la fin de ce chapitre. 

 

Pour relever ces défis, le site actif de la TKgst a été modifié par ingénierie enzymatique, la 

robustesse de cette enzyme en faisant une excellente candidate pour développer ce type 

d’approche. Il est important de rappeler que l’amélioration de l’activité de la TK vis-à-vis des 

aldéhydes α-hydroxylés (2S) n’a jusqu’à présent jamais été envisagée par d’autres groupes. 

De plus, l’augmentation de son activité vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue 

chaîne polyhydroxylée (C5-C6), a été mentionnée dans la littérature. Des TKs mutées 

présentant une activité environ deux fois supérieure à l’enzyme sauvage vis-à-vis du D-

ribose (C5), du L-arabinose (C6) et du D-glucose (C6) ont été décrites. Néanmoins, leur 

utilisation en biocatalyse, pour la synthèse efficace des produits correspondants avec 

l’obtention de meilleurs rendements que ceux déterminés en présence de l’enzyme sauvage, 

n’a pas été démontrée [106], [171] (Figure 41).  
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Figure 41 : Amélioration de l’activité de la TKgst vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxylés (2S) et 
des aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée (C5-C6). a) Réactions 

catalysées par la TKgst vis-à-vis du Li-HPA et des aldéhydes α-hydroxylés (2R) à courte chaîne.  
b) Réactions catalysées par les TKgst mutées vis-à-vis du Li-HPA et des aldéhydes α-hydroxylés (2S) 

ou des aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée (C5-C6). 

 Méthodologie 2.2.

Pour atteindre nos objectifs, le concept d’Evolution dirigée sera utilisé (Figure 42). Les 

mutations seront créées selon une approche semi-rationnelle, à partir du gène codant pour 

la TKgst sauvage. Le choix des positions qui seront mutées sera guidé par l’analyse du site 

actif de l’enzyme. Puis des cycles itératifs seront réalisés. Un premier cycle permettra de 

générer des banques de TKgst mutées sur une seule position en utilisation la mutagenèse par 

saturation de site (« SSM »), dont le principe est rappelé dans le paragraphe 3.2.1.2. de 

l’Etude Bibliographique. Les TKgst mutées les plus performantes seront séquencées et les 

positions les plus bénéfiques seront combinées lors du cycle suivant. Deux, voire trois 

positions seront mutées simultanément par la technique « SSM ». Un nombre supérieur de 

position conduirait à l’obtention de banques de trop grande taille, que nous ne pourrions 

analyser, compte-tenu du test de criblage envisagé et de l’appareillage dont nous disposons 

au laboratoire.  
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Figure 42 : Modification de la TKgst par Evolution dirigée 
Schéma adapté de la littérature [241] 

 

Pour que cette approche réponde aux objectifs fixés en terme d’amélioration de l’activité de 

la TKgst vis-à-vis des substrats envisagés, plusieurs étapes sont nécessaires : 1) la 

construction in silico d’un modèle structural du site actif de la TKgst, 2) la conception et 

l’obtention de banques de TKgst mutées, suivies de la lyse des cellules, 3) le criblage des 

banques de TKgst mutées (lysats cellulaires) en présence des substrats d’intérêt et 4) la 

purification et la caractérisation des TKgst mutées les plus performantes ou « hits » (Figure 

43). 

 

Figure 43 : Méthodologie générale pour l’identification de TKgst mutées performantes ou 
« hits » 

 Construction d’un modèle structural de la TKgst par homologie 2.2.1.

Sans un modèle du site actif de la TKgst, aucune approche rationnelle pour la conception des 

banques de TKgst mutées ne peut être développée. La structure cristallographique de la TKgst 
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n’étant pas connue, la construction d’un modèle structural de la TKgst est cruciale. Ce verrou 

a été levé en amont, dans le cadre du projet ANR DeoTK, qui a donné lieu à la thèse du Dr. 

J. Abdoul-Zabar (2011-2013). La genèse est rappelée ci-dessous. 

 

Un modèle structural de cette enzyme  a été construit par homologie de séquence avec la TK 

de B. anthracis ou TKban. En effet, le gène tkt2 codant pour l’isoenzyme TKT2 de B. anthracis 

présente une identité de séquence nucléotidique de 72 % avec la TKgst. La structure 

cristallographique de la TKban (3M49.pdb) correspondante a donc été utilisée comme modèle 

de départ. Ces travaux ont été développés au moyen des logiciels Modeller 9V11 et Chimera 

1.7 et ont été menés en collaboration avec L. Nauton et le Dr V. Théry, responsables de la 

plateforme modélisation moléculaire de notre institut [228], [237]. 

 

Le modèle du site actif de la TKgst a été comparé aux sites actifs des TKeco et TKsce 

cristallisées. La Figure 44 montre que les résidus clés de ces trois TKs intervenant dans le 

mécanisme catalytique et la reconnaissance des substrats physiologiques sont identiques et 

leurs positions presque superposables. Cette observation confirme la forte homologie de 

structure au sein de la famille des TKs, déjà décrite dans la littérature (Figure 44). 

 
 

Figure 44 : Superposition des sites actifs de la TKsce (1GQD.pdb, bleu), de la TKeco (1TRK.pdb, 
rose) et de la TKgst (vert). Notation : exemples : HIS 263  A : résidu His appartenant à la sous-unité 

A ; ASP 477 B : résidu Asp appartenant à la sous-unité B. 

Pour la suite de l’étude, seuls les résidus les plus proches du substrat accepteur seront 

considérés. Les positions qui seront mutées seront choisies en fonction du type de substrat 
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pour lequel une amélioration de l’activité de la TKgst est souhaitée. Ces choix seront discutés 

dans la suite du manuscrit. 

 Obtention des banques de TKgst mutées 2.2.2.

Cette étape a été développée par le Dr. R. Dumoulin, dans le cadre de son stage post-

doctoral financé par le projet ANR ThermoTK, dans lequel ces travaux de thèse s’intègrent. 

Celle-ci est détaillée dans la Partie Expérimentale de ce manuscrit. 

 

La méthode « QuikChange® » a été utilisée pour la construction de toutes les banques de 

TKgst mutées présentées et son principe est décrit dans le paragraphe 3.2.1.1. de l’Etude 

Bibliographique. Deux protocoles ont été appliqués en fonction du nombre de positions à 

muter. Dans le cas où une seule position est ciblée, des codons dégénérés NNS sont utilisés, 

où N est égal à 25 % de chaque base A, T, G et C, équivalent à des codons dégénérés NNK, 

en terme de nombre de codons générés et d’acides aminés représentés. En revanche, des 

codons dégénérés NDT nous ont semblé plus appropriés quand deux, voire trois positions 

sont envisagées simultanément. D représente 33% des bases A, G et T. L’emploi de ce type 

de codon conduit ainsi à seulement 12 codons corrrespondants à 12 acides aminés, 

représentatifs des différents groupes (polaires, apolaires, aromatiques et chargés). Cette 

technique ne permet pas de couvrir toutes les mutations sur chaque position, mais permet 

d’obtenir une représentation de chaque famille d’acides aminés, conduisant à des banques 

de plus petite taille, réduisant ainsi le nombre d’enzymes mutées à cribler (Tableau 15). 

 Codon de type NNK Codon de type NDT 

Nombre d’aa mutés Codons Enzymes mutées Codons Enzymes mutées 

1 32 94 12 34 

2 1028 3 066 144 430 

3 32 768 98 163 1 728 5 175 

4 1 048 576 3 141 251 20 726 62 118 

5 33 555 432 100 520 093 248 832 745 433 

6 > 1,0 x 109 > 3,2 x 109 > 2,9 x 106 > 8,9 x 106 

 
Tableau 15 : Taille des banques d’enzymes mutées générées selon le type de codons 

dégénérés employé pour obtenir un taux de représentation des mutations possibles ≥ 95 %. 
Tableau traduit et adapté de la littérature [146]. 
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 Criblage des banques de TKgst mutées 2.2.3.

J’ai réalisé l’ensemble des étapes du criblage des banques de TKgst mutées présentées dans 

ce manuscrit. 

 Obtention des lysats cellulaires 2.2.3.1.

A la suite de la culture des souches exprimant chaque TKgst mutée, réalisée en microplaques 

96-puits, les cellules sont lysées, suite à l’introduction, dans chaque puits, d’une solution de 

BugBuster®, à laquelle du lysozyme et de l’endonucléase benzonase sont ajoutés [242]. 

Cette solution permet de s’affranchir de l’utilisation des ultrasons pour la lyse des cellules, 

étape matériellement limitante pour un grand nombre de clones à lyser. De plus, ce 

protocole permet d’obtenir les extraits enzymatiques dans du tampon TEA 2 mM, pH 7,15 

(tampon dans lequel l’étape de criblage est réalisée), tout en évitant la dénaturation des 

protéines pendant toute la durée du criblage (Figure 45) 

 

 

Figure 45 : Protocole de préculture, de culture et de lyse des clones exprimant les TKgst mutées 

La concentration moyenne en protéines des lysats cellulaires contenant la TKgst sauvage est 

de 0,6 ± 0,02 mg.mL-1, concentration plus élevée par rapport à celle des lysats cellulaires 

contenant les TKgst mutées, qui est de 0,4 ± 0,08 mg.mL-1. Les cellules hôtes utilisées sont 

pourtant les mêmes dans les deux cas. Nous n’avons pas identifié la cause de cette 

différence de croissance. De plus, les valeurs moyennes et les écarts types indiqués 

montrent la variabilité de la teneur en protéines, due à une croissance bactérienne qui n’est 

pas homogène d’un puit à l’autre. Ces variations vont influencer les absorbances mesurées, 

qui pourront être plus ou moins élevées pour un même substrat et une même enzyme, 

conduisant par conséquent à des écart-types plus ou moins importants. 
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 Principe du test de criblage 2.2.3.2.

Le test de criblage est crucial dans une approche semi-rationnelle. Il doit être spécifique, 

automatisable, facile à mettre en œuvre et quantitatif. Dans notre cas, ce test doit être 

applicable à tout type d’aldéhydes hydroxylés ou non. Ce verrou a été levé en amont dans le 

cadre du projet ANR DeoTK, qui a donné lieu à la thèse du Dr. J. Abdoul-Zabar (2011-2013). 

Le principe du « test TKROUGE DE PHENOL », qui a été développé en collaboration avec l’équipe 

du Pr. W.-D. Fessner, est détaillé le paragraphe 3.3.2. de l’Etude Bibliographique (Figure 46). 

 
 

Figure 46 : Principe du test d’activité pH-métrique de la TK : le « test TKROUGE DE PHENOL » 

Au cours de la réaction, la décarboxylation du Li-HPA catalysée par la TK conduit à une 

augmentation du pH du milieu. Cette variation de pH est suivie par spectrophotométrie en 

présence d’un indicateur coloré, le rouge de phénol, en milieu faiblement tamponné [122]. 

Ce test est actuellement le seul qui permette le criblage de banques de TKs mutées en 

présence des substrats d’intérêt (utilisés par la suite en biocatalayse) et de façon directe 

(sans traitement préalable du milieu réactionnel). Il présente l’avantage de ne dépendre que 

du substrat donneur (divers donneurs susceptibles d’être décarboxylés par la TK peuvent 
être utilisés) et d’être indépendant de la structure de l’aldéhyde.  

 Conditions utilisées pour le criblage des banques de TKgst mutées 2.2.3.3.

Le criblage des banques de TKgst mutées a été réalisé en microplaques 96-puits, sur une 

plateforme robotisée, grâce à un automate de pipetage (TECAN®), à partir des lysats 

cellulaires et des solutions mères contenant les réactifs du test, fraîchement préparés le jour 

du criblage (Figure 47). 
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Figure 47 : Protocole de criblage des banques de TKgst mutées sur la plateforme robotisée 
TECAN® 

Les conditions utilisées pour le criblage de toutes les banques de TKgst mutées présentées 

dans ce manuscrit sont décrites ci-dessous (Tableau 16). Ces conditions résultent d’études 

d’optimisation du test réalisées antérieurement à ces travaux, en présence de lysats 

cellulaires contenant des TKgst mutées, obtenues suivant un protocole identique à celui 

présenté ici [175], [237].  

 

TKgst sauvage ou mutée 40 µL (lysat cellulaire) 
ThDP 0,1 mM 

MgCl2 1 mM 
Aldéhydes 20-200 mM 

Li-HPA 10 mM 
Rouge de phénol 84 µM 

Tampon TEA 2 mM 
pH initial 7,15* 

Volume final dand le puit 200 µL 
 

Tableau 16 : Conditions du « test TKROUGE DE PHENOL » utilisé comme test de criblage haut-débit 
des banques de TKgst mutée (lysat cellulaire). * pH situé au début de la zone de virage du rouge de 

phénol et permettant une visualisation aisée des TKgst mutées performantes ou « hits » 
 
Des valeurs d’absorbances sont relevées à 560 nm à la suite de l’initiation de la réaction par 

l’ajout du Li-HPA (absorbance initiale, Ai) puis après 30 minutes d’incubation à 25°C 

(absorbance finale, Af). Les différences d’absorbances résultantes, notée ΔA560, ont été 

calculées à l’aide de l’équation suivante : 

∆���� � �� � �	          (1)  
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Références et contrôles utilisés dans chaque microplaque 96-puits 

� Afin de comparer les variations d’absorbances de chaque TKgst mutée à celles de la 

TKgst sauvage, chaque microplaque comporte un puits de référence, qui contient le lysat issu 

de cellules exprimant la TKgst sauvage, l’aldéhyde d’intérêt et le Li-HPA. Cette référence est 

utilisée pour le calcul des absorbances relatives Arel de chaque TKgst mutée. 

� Pour s’assurer que les variations d’absorbances observées sont bien spécifiques de 

la réaction catalysée par la TK, un deuxième puits contient le lysat de la souche d’E. coli 

BL21(DE3) pLysS transformée par le plasmide pGEN452 vide, l’aldéhyde d’intérêt et le Li-

HPA. Ce témoin constitue ainsi un premier « contrôle négatif ». 

� Un troisième puits de la plaque n’est pas inoculé et contient ainsi uniquement du 

milieu LB-kanamycine. L’objectif est de s’assurer qu’aucune contamination bactérienne n’a 

lieu durant les étapes de pré-culture et de culture des clones, même en la présence d’un 

antibiotique. Ce témoin représente un second « contrôle négatif ». 

� Par ailleurs, un substrat accepteur en présence duquel la TKgst est très active, le 

glycolaldéhyde ou le D-glycéraldéhyde, a été inclu dans le panel des aldéhydes testés, dans 

le but de s’assurer que la surexpression des enzymes, la lyse des cellules et la réalisation du 

« test TKROUGE DE PHENOL » sont satisfaisantes. 

� Enfin, un autre témoin contenant tous les réactifs du test sauf le substrat accepteur, 

permet de s’assurer qu’aucune variation de pH non spécifique de la réaction catalysée par 

l’enzyme n’ait lieu, due à une réaction parasite entre la TKgst mutée et le Li-HPA. 

 

Pour l'ensemble des banques de TKgst mutées décrites dans ce manuscrit, aucun 

changement de couleur de l’indicateur coloré n'a eu lieu en l'absence d'aldéhyde accepteur 

ou en présence du plasmide pGEN452 vide. Toutefois, une croissance bactérienne a parfois 

été observée dans le puits non inoculé. Dans ces quelques cas, une nouvelle culture a 

systématiquement été réalisée. 

 

Normalisation des résultats à l’issue du criblage 

 

Afin de tenir compte des variations d’absorbances d’un puits à l’autre, induites par les 

différentes étapes du protocole (pré-culture, culture, lyse et test de criblage), les 

absorbances relatives Arel ont été calculées en utilisant la formule suivante :  

 

�
�� �  
����� (����� ���é�)

����� ����  � (����� !"�#"$�)
            (2) 
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Pour chaque puits contenant une TKgst mutée et un substrat accepteur donné, les différences 

d’absorbances ΔA560 ont été normalisées par rapport à la moyenne des ΔA560 obtenues dans 

les lysats contenant la TKgst sauvage de chaque plaque. L’Arel vaut donc 1 pour l’enzyme 

sauvage. 
 

Sélection, séquençage et caractérisation des hits 
 

A l’issue du criblage de chaque banque de TKgst mutées, les données sont analysées. Les 

lysats cellulaires contenant les TKgst mutées pour lesquelles les Arel mesurées en utilisant le 

« test TKROUGE DE PHENOL » sont supérieures à la moyenne des lysats contenant la TKgst 

sauvage sont sélectionnés. Des seuils de sélection variables sont fixés selon les banques et 

les aldéhydes accepteurs employés. Les séquences de ces « hits » sont ensuite examinées. 

Par la suite, les meilleures candidates sont produites en plus grande quantité, afin de pouvoir 

les purifier par chromatographie IMAC. Les activités spécifiques des enzymes mutées 

purifiées ainsi que leurs paramètres cinétiques apparents sont alors déterminés en présence 

des substrats d’intérêt. 
 

Dans les parties suivantes, la construction des banques de TKgst mutées puis l’identification 

de « hits » correspondant aux différents objectifs fixés (amélioration de l’activité de la TKgst 

vis-à-vis d’aldéhydes α-hydroxylés (2S), d’aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne 

polyhydroxylée (C5-C6), d’aldéhydes hydrophobes ou encore vis-à-vis de l’acide pyruvique 

et d’analogues utilisés comme substrats donneurs) vont être présentées et les résultats 

discutés.  

 Augmentation de l’activité de la TKgst vis-à-vis des aldéhydes α-2.3.

hydroxylés (2S) 

Comme nous l’avons vu précédemment, la TKgst présente une énantiopréférence très nette 

vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxylés (2R), une propriété commune aux autres TKs 

microbiennes décrites dans la littérature [37], [105], [111]. Néanmoins, au contraire des 

autres TKs microbiennes connues, cette enzyme est également capable de convertir les 

aldéhydes α-hydroxylés (2S) à 3 et 4 atomes de carbone, avec toutefois une faible activité 

spécifique à 25°C. Cette activité est améliorée d’un facteur 4 à 5 environ à 60°C (comme 

indiqué précédemment dans le paragraphe 1.3.3.1., page 78), mais elle reste tout de même 

peu élevée, notamment vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxylés (2S) à 4 atomes de carbone. 

Ainsi, dans l’optique de synthétiser efficacement des cétoses L-érythro (3S, 4S) d’intérêt 

biologique, notre objectif est d’améliorer l’activité de la TKgst vis-à-vis des aldéhydes α-
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hydroxylés (2S) par Evolution dirigée, en utilisant la mutagenèse par saturation de site. Cet 

aspect a été initié en présence du L-glycéraldéhyde (C3), utilisé comme substrat (2S) 

« modèle » (Paragraphe 2.3.1.) [228]. Puis notre objectif a été d’améliorer ces premiers 

résultats obtenus avec le L-glycéraldéhyde et d’élargir le spectre d’activité de la TKgst à deux 

autres aldéhydes α-hydroxylés (2S) à 4 atomes de carbone : le D-thréose et le L-érythrose 

(Paragraphe 2.3.2.). 

 Première approche  2.3.1.

Lors d’un premier cycle de mutagenèse, deux résidus clés du site actif de la TKgst ont tout 

d’abord été ciblés et deux banques de TKgst mutées individuellement sur chaque position ont 

été générées et criblées vis-à-vis du L-glycéraldéhyde, utilisé comme substrat (2S) 

« modèle ». Un second cycle de mutagenèse a été réalisé afin de muter simultanément les 

deux positions précédentes. La banque obtenue a été criblée vis-à-vis de ce même aldéhyde 

(2S). Les TKgst mutées les plus actives vis-à-vis du L-glycéraldéhyde issues de cette banque 

ont été produites à plus grande échelle, purifiées et caractérisées. Ces travaux ont fait l’objet 

d’une publication dans le journal Advanced Synthesis and Catalysis en 2015, donnée en 

annexe de ce manuscrit [237]. 

 Choix des positions clés au niveau du site actif par modélisation 2.3.1.1.
moléculaire 

L’étude in silico du modèle du site actif de la TKgst en présence du D-E4P (aldéhyde 

accepteur naturel), du D-glycéraldéhyde et du L-glycéraldéhyde comme substrats accepteurs 

et l’analyse des résultats décrits dans la littérature, concernant l’étude du site actif des TKsce 

et TKeco et leur modification par ingénierie, ont permis de cibler deux acides aminés clés, qui 

pourraient conduire, une fois mutés, à l’amélioration de l’activité de la TKgst vis-à-vis des 

aldéhydes α-hydroxylés (2S) (Figure 48). 

 
 

Figure 48 : Modèle du site actif de la TKgst en présence du D-E4P 
Notation : exemples : HIS 263  A : résidu His appartenant à la sous-unité A ; ASP 470 B : résidu Asp 

appartenant à la sous-unité B. 
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D’après les résultats décrits dans la littérature et l’analyse des sites actifs des TKeco et TKsce, 

le résidu Asp en position 469 chez la TKeco et 477 chez la TKsce joue un rôle crucial pour la 

reconnaissance du substrat accepteur. En effet, il a été montré par le Pr. G. Schneider en 

collaboration avec le Pr. L. Hecquet, que l’interaction par liaison hydrogène entre le résidu 

Asp en position 477 chez la TKsce et le groupement hydroxyle en position α de l’aldéhyde, 

était responsable de l’énantiosélectivité de la TK vis-à-vis des aldéhydes accepteurs de 

configuration (2R) (Figure 48) [89]. 
 

La TKgst présente un résidu équivalent en position 470. Ce résidu jouant un rôle stratégique 

dans le contrôle de l’énantiosélectivité pour la TKsce mais également dans la reconnaissance 

de substrats accepteurs non α-hydroxylés pour la TKeco, comme indiqué dans l’Etude 

Bibliographique, il a été ciblé en vue de sa modification. 
 

D’autre part, l’analyse in silico du modèle du site actif de la TKgst montre qu’un résidu Leu en 

position 382 est situé exactement à l’opposé de ce résidu D470 par rapport au C2 du 

substrat aldéhydique (Figure 48 avec le D-E4P, Figure 49 a) avec le D-glycéraldéhyde). Bien 

que cet acide aminé ne paraisse pas avoir de rôle dans la reconaissance de l’aldéhyde α-

hydroxylé (2R), sa modification pourrait avoir un effet complémentaire à celle du résidu D470 

pour l’amélioration de l’activité de l’enzyme vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxylés (2S). La 

proximité du groupement hydroxyle du C2 de configuration (S) du L-glycéraldéhyde (Figure 

49 b)) et du résidu L382 laisse envisager une interaction avec un résidu chargé ou polaire à 

la place de la leucine.  

 

 

Figure 49 : Modèle du site actif de la TKgst en présence du glycéraldéhyde comme substrat 
accepteur. a) le D-glycéraldéhyde. b) le L-glycéraldéhyde. Notation : exemples : HIS 263  A : résidu 

His appartenant à la sous-unité A ; ASP 470 B : résidu Asp appartenant à la sous-unité B. 
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D’après ces considérations, basées sur l’observation de la structure du modèle du site actif 

de la TKgst, les résidus D470 et L382 ont été mutés. 

 Obtention et criblage des banques L382X, D470X et L382X/D470X 2.3.1.2.

Lors d’un premier cycle de mutagenèse, des banques de TKgst mutées sur chacune de ces 

deux positions individuellement ont été conçues à partir du gène codant pour la TKgst 

sauvage, chaque banque étant composée de 192 clones, soit 2 microplaques 96-puits 

(utilisation de codons dégénérés NNS), c’est-à-dire environ deux fois plus que la valeur 

théorique de 94 clones nécessaires pour la représentation d’au moins 95 % des mutations 

possibles [146] (Tableau 17). 

Dénomination 
de la banque Type de codon dégénéré Position(s) mutée(s) Nombre de clones 

L382X NNS L382 192 
(2 plaques 96-puits) 

D470X NNS D470 
192 

(2 plaques 96-puits) 

L382X/D470X NNS L382/D470 
3456 

(36 plaques 96-puits) 
 

Tableau 17 : Caractéristiques des banques de TKgst mutées L382X, D470X et L382X/D470X 

Les lysats cellulaires ont ensuite été criblés vis-à-vis du L-glycéraldéhyde. Ces deux banques 

seront notées respectivement L382X et D470X dans la suite du manuscrit. Une analyse 

globale indique que 32% et 12% des TKgst mutées issues respectivement des banques 

L382X et D470X ont une Arel supérieure ou égale à la TKgst sauvage.  

 

Dans l’optique d’obtenir un effet de coopération, ces deux positions ont ensuite été mutées 

simultanément lors d’un second cycle de mutagenèse. Une nouvelle banque de TKgst mutées 

a été conçue et construite. 3456 clones, soit 36 microplaques 96-puits (utilisation de codons 

dégénérés NNS) ont été sélectionnés, au lieu des 3066 préconisés [146]. Cette banque sera 

référencée sous le nom L382X/D470X par la suite (Tableau 17).  

 

Remarque : La qualité des banques L382X, D470X et L382X/D470X a été évaluée 

antérieurement à ces travaux de thèse [228], [237].  

 

La banque L382X/D470X a ensuite été criblée vis-à-vis du L-glycéraldéhyde. Les résultats 

sont indiqués dans la Figure 50. 
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Figure 50 : Absorbances relatives Arel des TKgst mutées issues de la banque L382X/D470X vis-à-
vis du L-glycéraldéhyde à 25°C. Dans l’encadré rouge : lysats présentant une Arel supérieure à 2. 

Pour la TKgst sauvage, l’Arel vaut 1. 

Environ 80% des TKgst mutées ont subi une perte d’activité notable par rapport à la TKgst 

sauvage. Un profil similaire sera observé pour toutes les banques générées dans le cadre de 

ces travaux. En effet, les études décrites dans la littérature montrent que les banques 

obtenues selon des approches rationnelles conduisent à un faible pourcentage d’enzymes 

mutées plus actives que l’enzyme sauvage [243]. 

 

Les TKgst mutées au moins deux fois plus actives (Arel > 2) que la TKgst sauvage ont été 

sélectionnées (80 mutants), puis de nouveau cultivées et criblées vis-à-vis du L-

glycéraldéhyde. Parmi elles, quatre mutants ont été sélectionnés et séquençés pour leurs 

activités plus élevées vis-à-vis du L-glycéraldéhyde par rapport à la TKgst sauvage (résultats 

estimés à partir des lysats cellulaires). Il s’agit des mutants L382D/D470S, L382D/D470T, 

L382G/D470S et L382N/D470S. Pour ces quatres mutants séléctionnés, un résidu polaire 

Ser ou Thr remplace l’Asp en position 470. De plus, sur trois d’entre eux, le résidu 

hydrophobe Leu est remplacé par un résidu polaire ou chargé (Asn ou Asp). Nos hypothèses 

de départ semblent vérifiées dans le sens ou un résidu chargé ou polaire à la place de la 

leucine en position 382 permettrait d’interagir avec le groupement hydroxyle du C2 de 

configuration (S) de l’aldéhyde. Ces interprétations seront étudiées par modélisation 

moléculaire à la fin de ce paragraphe. 

 

Les clones correspondants ont été cultivés à plus grande échelle, de manière à purifier ces 

quatre TKgst mutées. Leurs activités spécifiques ont ensuite été déterminées vis-à-vis du L-

glycéraldéhyde, mais également vis-à-vis de son analogue non hydroxylé en position 3, le L-
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lactaldéhyde. Enfin, les énantiomères D correspondants, le D-glycéraldéhyde et le D-

lactaldéhyde ont également été testés, en vue d’étudier l’énantiopréférence des TKgst 

mutées. Le D- et le L-lactaldéhyde ont été synthétisés par voie chimique en une étape, selon 

un protocole décrit dans la littérature [244] et décrit dans la Partie Expérimentale. 

 Etude des TKgst mutées purifiées les plus performantes : L382D/D470S, 2.3.1.3.
L382D/D470T, L382G/D470S et L382N/D470S  

Les travaux présentés dans ce paragraphe ont fait partie du stage de Master 1 de J. Ariztia 

que j’ai encadré. Durant ce stage, il a participé à l’étude et à la caractérisation de ces TKgst 

mutées. Le Dr. S. Thangavelu, ancien post-doctorant dans l’équipe du Pr. W.-D. Fessner, a 

également participé à cette étude, durant une mission scientifique réalisée au sein de 

l’Equipe BioMéta de l’ICCF, dans le cadre d’échanges entre les deux laboratoires 

partenaires. 

 

Purification par IMAC 

Après culture des souches d’E. coli BL21(DE3) pLysS exprimant les TKgst mutées 

L382D/D470S, L382D/D470T, L382G/D470S et L382N/D470S puis lyse des cellules, leur 

purification a été réalisée par chromatographie d’affinité en présence de cations métalliques 

(IMAC), selon le même principe que pour la purification de la TKgst, présenté dans le 

paragraphe 1.2.2., page 72 de ce manuscrit, à température ambiante. Les masses de TKgst 

mutées lyophilisées, obtenues à partir de 600 mL de culture contenant 2 g de cellules 

humides en moyenne, sont récapituées ci-dessous (Tableau 18). Les concentrations en 

protéines (mg.mL-1) ont été déterminées par le test de Bradford [230]. 

TK Volume  
de culture 

Masse  
de cellules 

Protéines 
purifiées 

 
[mL] [g] [mg] 

TKgst sauvage 1000 3,73 160 
L382D/D470S 600 1,99 132 
L382D/D470T 600 2,35 116 
L382G/D470S 600 1,96 115 
L382N/D470S 600 1,86 133 

 
Tableau 18 : Bilan de la purification par IMAC des TKgst mutées L382D/D470S, L382D/D470T, 

L382G/D470S et L382N/D470S  
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Cette étape de purification a permis l’obtention d’environ 120 mg de chaque TKgst mutée 

purifiée à partir de 600 mL de culture. De même que dans le cas de la TKgst sauvage, ces 

mutants peuvent être lyophilisés et conservés à -18°C sans perte d’activité durant plusieurs 

mois. 

 

La surexpression des TKgst mutées et la pureté des extraits purifiés ont été vérifiées par 

électrophorèse « SDS-PAGE » en présence de 15% d’acrylamide [229]. Pour chaque TKgst 

mutée, l’électrophorégramme présente une bande unique à environ 74 kDa, correspondant 

au poids moléculaire d’un monomère de la TK. La TKgst sauvage a également été ajoutée, à 

titre de comparaison (Figure 51). 

 

Figure 51 : Electrophorèse en conditions dénaturantes (SDS-PAGE - Acrylamide : 15%) de la 
TKgst et des TKgst mutées L382D/D470S, L382D/D470T, L382G/D470S et L382N/D470S. 1 : All Blue 
Prestained Protein Standards, Bio-Rad ; 2 : TKgst sauvage (lysat cellulaire, 40 µg) ; 3 : TKgst sauvage 

(enzyme purifiée, 5 µg) ; 4 : L382G/D470S (enzyme purifiée, 5 µg) ; 5 : L382D/D470S (enzyme 
purifiée, 5 µg) ; 6 : L382N/D470S (enzyme purifiée, 5 µg) ; 7 : L382D/D470T (enzyme purifiée, 5 µg). 

Activités spécifiques vis-à-vis du L-glycéraldéhyde et du L-lactaldéhyde 

 

Les activités spécifiques des TKgst mutées L382D/D470S, L382D/D470T, L382G/D470S et 

L382N/D470S ont été déterminées à l’aide du « test TKROUGE DE PHENOL », vis-à-vis de 

l’aldéhyde α-hydroxylé (2S) « modèle », le L-glycéraldéhyde mais également vis-à-vis du L-

lactaldéhyde. Les énantiomères D correspondants, le D-glycéraldéhyde et le D-lactaldéhyde, 

ont également été testés comme substrats accepteurs, afin d’examiner l’énantiopréférence 

de ces mutants (Figure 52). 



Résultats et Discussions 

103 
 

 

Figure 52 : Activités spécifiques de la TKgst sauvage et des TKgst mutées L382D/D470S, 
L382D/D470T, L382G/D470S et L382N/D470S déterminées à l’aide du « test TKROUGE DE PHENOL » 
vis-à-vis du Li-HPA (50 mM), du D- et L-glycéraldéhyde (20 mM) et du D- et L-lactaldéhyde (20 
mM) à 25°C. La figure encadrée est un agrandissement des activités obtenues en présence du L-

glycéraldéhyde et du L-lactaldéhyde. 

Un gain d’activité par rapport à l’enzyme sauvage est observé pour chacun des mutants vis-

à-vis des deux aldéhydes α-hydroxylés (2S) testés. En effet, l’activité des TKgst mutées 

L382D/D470S, L382D/D470T, L382G/D470S et L382N/D470S est respectivement, 5 fois, 4,6 

fois, 2,5 fois et 2,2 fois plus élevée vis-à-vis du L-glycéraldéhyde et respectivement, 4 fois, 

3,4 fois, 2 fois et 1,7 fois supérieure, vis-à-vis du L-lactaldéhyde. Par ailleurs, ces mutants 

présentent une activité significativement inférieure à celle de la TKgst sauvage vis-à-vis des 

deux aldéhydes α-hydroxylés (2R) testés. Leur activité est en effet 5 à 10 fois plus faible vis-

à-vis du D-glycéraldéhyde et 4 à 9 fois plus faible vis-à-vis du D-lactaldéhyde. En 

conséquence, ces quatre mutants présentent une activité similaire vis-à-vis des deux 

énantiomères du glycéraldéhyde et du lactaldéhyde. Ils ont donc perdu leur 

énantiopréférence vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxylés (2R).  
 

De plus, en présence de la TKgst sauvage ou des quatre TKgst mutées, le D- et le L-

lactaldéhyde conduisent à des activités globalement plus faibles par rapport à celles 

obtenues avec leurs analogues hydroxylés en position 3. Ces résultats corroborent ceux de 

la littérature, montrant que des substrats polyhydroxylés conduisent toujours à des activités 

plus élevée de la TK. 

 

Il apparaît que la TKgst mutée L382D/D470S présente l’activité la plus élevée vis-à-vis du L-
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U.mg-1 et 0,36 U.mg-1. Il semble donc qu’un résidu Asp à la place de la leucine en position 

382 vienne renforcer l’effet bénéfique d’un résidu polaire Ser ou Thr (résidu polaire présent 

chez les quatre mutants) en position 470.  
 

Interprétation des résultats obtenus par analyse du modèle du site actif de la TKgst  mutée 

L382D/D470S en présence du L-glycéraldéhyde 
 

Dans le but d’interpréter l’activité accrue du mutant L382D/D470S vis-à-vis du L-

glycéraldéhyde par rapport à la TKgst sauvage, nous nous sommes intéressés aux 

interactions entre ce substrat et les résidus du modèle du site actif de la TKgst mutée. Pour 

cela, un modèle de la TKgst mutée L382D/D470S a été construit à partir du modèle 

précédemment obtenu pour la TKgst sauvage (Voir paragraphe 2.2.1., page 89). Dans ce 

modèle, le cofacteur est représenté sous sa forme DHE-ThDP (dihydroxyéthyle-ThDP), dans 

laquelle le C2 du cycle thiazolium est lié de façon covalente au groupe carbonyle du 

groupement « cétol » du substrat donneur.  
 

Ensuite, le L-glycéraldéhyde a été ajouté à la structure et placé de manière à ce que sa 

position soit favorable à la réaction de transfert du groupement « cétol » sur le carbone 

électrophile de l’aldéhyde (C1) du substrat, c’est-à-dire dans une position telle que l’oxygène 

de la fonction aldéhydique soit stabilisé par les résidus H263 et H28. La nouvelle structure a 

ensuite été traitée à l’aide du logiciel Sybyl 2.1, afin de réaliser une minimisation d’énergie. 

Les résultats montrent que les deux mutations L382D et D470S apportées à la TKgst 

n'entraîneraient pas de modification de la structure tertiaire du site actif (Figure 53). 

 

Figure 53 : Modèle du site actif de la TKgst mutée L382D/D470S en présence du L-
glycéraldéhyde. Notation : exemples : HIS 263  A : résidu His appartenant à la sous-unité A ; ASP 

470 SER B : résidu Asp appartenant à la sous-unité B substitué par un résidu Ser. 
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Dans la structure de la TKgst sauvage, la présence du résidu hydrophobe L382 aurait pour 

rôle de « repousser » les substrats porteurs de fonctions hydroxyles (hydrophiles) vers la 

partie du site actif occupée par le résidu D470. Comme nous l’avons vu précédemment, 

seuls les aldéhydes α-hydroxylés de configuration (2R) peuvent alors établir une interaction 

directe avec cet acide aminé et ainsi être positionnés de façon favorable à la réaction de 

transfert du groupement « cétol » sur la face ré de la fonction aldéhyde. Ceci explique 

l’énantiosélectivité des TKs de type sauvage en faveur des aldéhydes α-hydroxylés de 

configuration de (2R). 

 

Dans le cas de la TKgst mutée L382D/D470S, une interaction directe serait possible entre la 

fonction hydroxyle portée par le C2 de configuration (S) du L-glycéraldéhyde et l’Asp en 

position 382, tout en autorisant une position favorable de cet aldéhyde pour la réaction de 

transfert du « cétol ». De plus, la fonction hydroxyle portée par le C3 du substrat serait 

stabilisée grâce à une interaction possible avec le résidu Ser en position 470 via une 

molécule d’eau cristallographique.  

 

Ainsi, ces considérations permettraient de formuler des hypothèses quant à l’activité plus 

élevée du mutant L382D/D470S vis-à-vis du L-glycéraldéhyde, que celle obtenue avec 

l’enzyme sauvage. 

 

Remarque : des interprétations similaires peuvent être formulées avec un résidu thréonine 

en position 470 à la place de la sérine. En effet, ces deux résidus portent une fonction 

hydroxyle dont la position par rapport au substrat est similaire. Ceci expliquerait que la TKgst 

mutée L382D/D470T présente une activité vis-à-vis du L-glycéraldéhyde comparable à celle 

de la TKgst mutée L382D/D470S. 

 

Etude de la thermostabilité du mutant L382D/D470S 

 

En vue de l’utilisation de la TKgst mutée L382D/D470S en synthèse, pour accéder 

efficacement à haute température à des cétoses L-érythro (3S, 4S) à l’échelle préparative, sa 

stabilité thermique a été examinée. Sa température optimale se situe à 50°C, au lieu de 70°C 

pour la TKgst sauvage. De plus, son activité est maintenue à cette température durant 

seulement 2,5 jours et durant uniquement 7 heures à 60°C. Nous avons ainsi envisagé son 

utilisation en biocatalyse à 50°C, pour la réalisation des synthèses du L-ribulose et du 5-

désoxy-L-ribulose, à partir respectivement du L-glycéraldéhyde et du L-lactaldéhyde, décrites 

dans le chapitre suivant (Voir paragraphe 3.2.3., page 153 de ce manuscrit). 
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 Conclusions 2.3.1.4.

Les résultats obtenus lors du criblage de la banque de TKgst mutées L382X/D470X, ont 

permis d’identifier une TKgst mutée plus performante, qui présente les deux mutations L382D 

et D470S. Son activité est respectivement 5 et 4 fois supérieure à celle de la TKgst sauvage 

vis-à-vis du L-glycéraldéhyde et du L-lactaldéhyde. Cette dernière sera utilisée en biocatalyse, 

pour accéder à des cétoses L-érythro (3S, 4S) à l’échelle préparative en présence 

d’aldéhydes α-hydroxylés (2S), dans le chapitre suivant. 

 Seconde approche  2.3.2.

Suite aux résultats obtenus présentés précédemment, il est à noter que l’activité de la TKgst 

mutée L382D/D470S vis-à-vis du L-glycéraldéhyde est environ 6 fois plus faible par rapport à 

celle de la TKgst sauvage vis-à-vis du D-glycéraldéhyde. Notre objectif est ici d’augmenter 

encore plus significativement l’activité de la TKgst vis-à-vis du L-glycéraldéhyde, afin de se 

rapprocher de l’activité de la TKgst sauvage vis-à-vis du D-glycéraldéhyde. A cet effet, nous 

avons envisagé de concevoir de nouvelles banques de TKgst mutées.  

 Choix des positions clés au niveau du site actif par modélisation 2.3.2.1.
moléculaire 

Le choix des positions qui pourraient permettre d’augmenter plus significativement l’activité 

de la TKgst vis-à-vis du L-glycéraldéhyde est capital. Globalement, 80% des TKgst mutées 

issues de la banque D470X présentent une activité inférieure à celle de la TKgst sauvage, 

d’un facteur 2 ou plus, contre seulement 40%, dans le cas de la banque L382X. De plus, 

l’apport individuel de chaque mutation L382D et D470S en terme de gain d’activité peut être 

analysé en comparant les activités de chaque mutant ponctuel vis-à-vis du L-glycéraldéhyde. 

Il apparait que la TKgst mutée L382D conduit à une activité 3 fois supérieure à celle de la 

TKgst mutée D470S vis-à-vis de cet aldéhyde.  

Dans le but de concevoir une nouvelle banque, susceptible de conduire à des TKgst mutées 

plus performantes vis-à-vis d’aldéhydes α-hydroxylés (2S), nous avons fait le choix de 

conserver le résidu Asp en position 470 présent dans la séquence de la TKgst sauvage et de 

muter le résidu L382.  
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L’étude in silico du modèle du site actif de la TKgst en présence du L-glycéraldéhyde comme 

substrat accepteur nous a permis de cibler deux autres résidus situés à proximité de la 

leucine en position 382, qui pourraient conduire, une fois mutés, à l’amélioration de l’activité 

de la TKgst vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxylés (2S) à 3 et 4 carbones (Figure 54). 

 

 

Figure 54 : Modèle du site actif de la TKgst en présence du L-glycéraldéhyde 
Notation : exemples : HIS 263  A : résidu His appartenant à la sous-unité A ; ASP 470 : 

résidu Asp appartenant à la sous-unité B. 

Deux acides aminés hydrophobes, proches du résidu L382 et situés du côté de la fonction 

hydroxyle du C2 des aldéhydes de configuration (S) que nous souhaitons utiliser comme 

substrats, ont attiré notre attention. Dans le site actif de la TKgst sauvage, ils pourraient avoir 

pour rôle, de même que la leucine en position 382, de « repousser » les fonctions hydroxyles 

des substrats aldéhydiques (2R) vers les résidus du site actif capable d’établir des 

interactions avec eux, notamment le résidu D470, expliquant ainsi l’énantiosélectivité des 

TKgst, TKsce et TKeco, en faveur des aldéhydes α-hydroxylés (2R).   

 

Ces trois résidus apolaires L191, L382 et F435, remplacés par des résidus polaires ou 

chargés, laissent envisager une ou plusieurs interaction(s) avec la fonction hydroxyle portée 

par le C2 des aldéhydes (2S). De surcroît, un réseau de liaisons hydrogènes du côté du 

C2(S) de l’aldéhyde pourrait s’établir, favorisant ainsi la stabilité de ce dernier au sein du site 

actif de l’enzyme durant la réaction catalytique. Ainsi, la modification des résidus L191 et 

F435 pourrait avoir un effet complémentaire à la mutation du résidu L382. D’après ces 

considérations, nous avons choisi de muter les résidus L382, L191 et F435. 
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 Obtention et criblage des banques L191X/F435X, L191X/L382X et 2.3.2.2.
L382X/F435X 

Obtention des banques L191X/F435X, L191X/L382X et L382X/F435X 

 

Trois banques distinctes de TKgst mutées simultanément sur deux de ces trois positions ont 

été conçues à l’aide de codons dégénérés NDT. Notre objectif est de créer des banques de 

petite taille, exigeant un effort de criblage moindre, en comparaison du criblage d’une seule 

banque de TKgst mutées sur les trois positions simultanément, composée d’au moins 5000 

clones. Cette stratégie nous permettra, après analyse des résultats, d’en déduire les 

positions les plus bénéfiques. Ces banques sont composées de 465 clones chacune, soit 5 

microplaques 96-puits et seront référencées sous les noms : L191X/F435X, L191X/L382X et 

L382X/F435X par la suite (Tableau 19). 

Dénomination 
de la banque Type de codon dégénéré Position(s) mutée(s) Nombre de clones 

L191X/F435X NDT L191/F435 465 
(5 plaques 96-puits) 

L191X/L382X NDT L191/L382 
465 

(5 plaques 96-puits) 

L382X/F435X NDT L382/F435 
465  

(5 plaques 96-puits) 
 

Tableau 19 : Caractéristiques des banques de TKgst mutées L191X/F435X, L191X/L382X et 
L382X/F435X 

Selon cette méthode, pour obtenir un taux de représentation d’au moins 95 % des mutations 

possibles, chaque banque devra contenir 430 clones, chaque clone exprimant une TKgst 

mutée [146]. 465 clones ont été sélectionnés pour chaque banque, c’est-à-dire légèrement 

plus que la valeur théorique. 

 

L’analyse des trois banques de plasmides obtenues, correspondant aux trois banques de 

TKgst mutées L191X/F435X, L191X/L382X et L382X/F435X, a montré des résultats très 

satisfaisants : les codons originaux ont été remplacés avec succès par des codons 

dégénérés NDT. En effet, les résultats du séquençage montrent des pics superposés 

correspondants aux bases A/T/G/C à la position N avec des proportions proches de 25% et 

un mélange A/G/T à la position D, dans des proportions proches de 33%. Enfin, une thymine 

est exclusivement présente en position T. Les chromatogrammes obtenus sont présentés en 

Annexe 5. 
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Premier cycle de criblage  

 

Trois aldéhydes α-hydroxylés (2S) ont été initialement envisagés, le L-glycéraldéhyde (C3), 

le D-thréose (C4) et le L-érythrose (C4) (Figure 55). 
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Figure 55 : Structures développées des aldéhydes α-hydroxylés (2S) envisagés comme 
substrats accepteurs pour le criblage des banques L191X/L382X, L191X/F435X et L382X/F435X 

En effet, ce sont les substrats d’intérêt que nous souhaitons utiliser ensuite en biocatalyse, 

pour obtenir les cétoses L-érythro (3S, 4S) correspondants. Cependant, compte-tenu du coût 

élevé du L-érythrose commercial et de la quantité requise de cet aldéhyde pour le criblage 

des banques, seuls le L-glycéraldéhyde (20 mM) et le D-thréose (50 mM) ont été utilisés pour 

cribler les trois banques de TKgst mutées L191X/L382X, L191X/F435X et L382X/F435X. Le 

D-thréose a été synthétisé à l’échelle du gramme avec un rendement de 75%, à partir du 

glycolaldéhyde et en présence du mutant A129G de la D-fructose-6-phosphate aldolase d’E. 

coli ou FSAeco  A129G, dont l’utilisation est décrite dans le chapitre suivant (Voir paragraphe 

3.4.3.2., page 202 du manuscrit). Le L-érythrose est également accessible à partir du 

glycolaldéhyde en présence du mutant A165G/S166P de cette même enzyme. Néanmoins, 

étant donné la cinétique très lente de cette réaction, nous n’avons pas envisagé de 

synthétiser cet aldéhyde à l’échelle du gramme (Voir paragraphe 3.4.3.3., page 204 du 

manuscrit). 

 

Pour chacune des banques L191X/F435X, L191X/L382X et L382X/F435X et pour chaque 

aldéhyde testé, les absorbances relatives Arel ont été déterminées à 25°C, grâce aux 

équations (1) et (2) (Figure 56).  



Résultats et Discussions 

110 
 

 

Figure 56 : Absorbances relatives Arel des TKgst mutées issues des banques L191X/F435X, 
L191X/L382X et L382X/F435X à 25°C. a)  Banque L191X/F435X. b)  Banque L191X/L382X. c)  

Banque L382X/F435X. Seuil de sélection : Arel ≥ 1,5. Pour la TKgst sauvage, l’Arel vaut 1. 

L’analyse des résultats a été effectuée en considérant comme candidates potentielles, les 

TKgst mutées présentes dans les lysats conduisant à une Arel supérieure ou égale à 1,5 (seuil 

de sélection).  

 

Ainsi, en présence du L-glycéraldéhyde, le criblage des banques L191X/F435X, 

L191X/L382X et L382X/F435X conduit respectivement à cinq, deux et trois TKgst mutées 

présentant une Arel supérieure ou égale à 1,5, soit 1 %, 0,4 % et 0,6 % de chaque banque. 

En présence du D-thréose, le criblage des banques L191X/F435X et L382X/F435X nous a 

permis de mettre en évidence respectivement 32 et 2 TKgst mutées présentant une Arel 

supérieure ou égale à 1,5, soit 7 % et 0,4 % de chaque banque. En présence de ce substrat, 

aucun mutant issu de la banque L191X/L382X et répondant à ce critère n’a été identifié. 

D’après ces résultats, les mutations simultanées des résidus L191 et F435, puis L382 et 
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F435, semblent plus bénéfiques pour l’amélioration de l’activité de la TKgst vis-à-vis des 

substrats (2S) testés. 

 

Compte-tenu des résultats du criblage des trois banques en présence du L-glycéraldéyde, 

les 10 TKgst mutées présentant une Arel supérieure ou égale à 1,5, ont été séquençées. Les 

Arel obtenues pour chaque « hit » sont mentionnées dans le Tableau 20. 

Banque de  
TKgst mutées TKgst mutées Séquence 

Arel 
L-glycéraldéhyde 

 Position 191 382 435  
 Plaque - Puits     
 Puits H12 - Témoin*  L L F 1 

 1 - D7 I L F 2 

 5 - D1 I L F 1,7 

L191X/F435X 3 - A11 I L N 1,6 

 3 - H1 Y L N 1,7 

 5 - G1 L L L 1,8 

L191X/L382X 3 - C12 I V F 1,5 

4 - H2 L H F 2 

 2 - F1 L L N 1,5 

L382X/F435X 1 - G1 L C L 1,8 
 3 - H2 L F Y 2 

 
Tableau 20 : Séquences des TKgst mutées les plus actives (Arel ≥ 1,5) des banques 

L191X/F435X, L191X/L382X et L382X/F435X vis-à-vis du L-glycéraldéhyde. Cases colorées en 
vert : TKgst mutées les plus actives. *Puits H12 témoin : lysat correspondant à la TKgst sauvage (Arel = 

1). 

Globalement, les résidus mutés sont substitués majoritairement par des acides aminés 

hydrophobes, par rapport aux acides aminés chargés ou polaires. En revanche, la position 

435 est celle qui comporte le plus d’acides aminés polaires (trois résidus Asn) et un résidu 

Tyr. Parmi les mutants dont les absorbances relatives Arel sont les plus élevées, i.e. 1-D7/5-

D1, 5-G1, 4-H2 et 3-H2, deux, i.e. 4-H2 et 3-H2, présentent un résidu non hydrophobe, 

respectivement une histidine en position 382 (4-H2) et une tyrosine en position 435 (3-H2).  

 

Compte-tenu des résultats du criblage réalisé en présence du D-thréose, 8 TKgst mutées 

présentant une absorbance relative Arel supérieure ou égale à 1,5 ont été séquençées 

(Tableau 21). Il est à noter que dans le cas de la banque L191X/F435X, seules les six 

meilleurs TKgst mutées ont été sélectionnées pour être séquençées, parmi les 32 présentant 

une Arel ≥ 1,5. 
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Banque de 
TKgst mutées TKgst mutées Séquence 

Arel 
D-thréose 

 Position 191 382 435  
 Plaque - Puits     
 Puits H12 - Témoin* L L F 1 
 2 - D1 I L C 1,8 
 3 - D12 L L S 1,9 

L191X/F435X 
3 - E3 G L H 1,7 

3 - H8 L L V 1,6 

 4 - H8 L L C 1,6 
 5 - H8 F L F 1,6 

L382X/F435X 
3 - G1 L D G 1,5 

4 - H1 L F Y 1,9 
 

Tableau 21 : Séquences des TKgst mutées les plus actives (Arel ≥ 1,5) des banques 
L191X/F435X, L191X/L382X et L382X/F435X vis-à-vis du D-thréose. Cases colorées en vert : TKgst 

mutées les plus actives. *Puits H12 témoin : lysat correspondant à la TKgst sauvage (Arel = 1). 

A la différence des résultats précédents obtenus en présence du L-glycéraldéhyde, la 

présence de résidus chargés ou polaires est plus fréquente, notamment sur la position 435, 

une tendance précédemment observée dans cette position. Les deux mutants les plus actifs 

ont pour référence : 3-D12 et 4-H1, présentant chacun un résidu polaire ou chargé en 

position 435, respectivement une sérine et une tyrosine. Il est à noter que ce dernier a 

également conduit à la plus forte Arel en présence du L-glycéraldéhyde. 

 

En conclusion, cinq TKgst mutées présentant les absorbances relatives Arel les plus élevées 

en présence du L-glycéraldéhyde et du D-thréose ont été sélectionnées pour un deuxième 

cycle de criblage. Parmi elles, une seule TKgst mutée comportant les deux mutations 

L382F/F435Y (code 3-H2 avec le L-glycéraldéhyde ; code 4-H1 avec le D-thréose), a conduit 

a une Arel plus élévée en présence du L-glycéraldéhyde et du D-thréose. Les quatre autres 

TKgst mutées sélectionnées comportent une seule mutation. Il s’agit du mutant L191I, 

identifié deux fois en présence du L-glycéraldéhyde (codes 1-D7 et 5-D1), du mutant F435L 

(code 5-G1 avec le L-glycéraldéhyde), du mutant L382H (code 4-H2 avec le L-

glycéraldéhyde) et du mutant F435S (code 3-D12 avec le D-thréose). Ainsi, d’après ces 

résultats, il semble que la présence de résidus polaires ou chargés en position L191, L382 et 

F435 ne soit pas essentielle pour permettre une augmentation de l’activité de la TKgst vis-à-

vis des aldéhydes α-hydroxylés (2S).   
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Second cycle de criblage  

 

Les souches d’E. coli BL21(DE3) pLysS exprimant les cinq TKgst mutées sélectionnées ont 

de nouveau été cultivées et les lysats cellulaires résultants ont été testés en présence du L-

glycéraldéhyde et du D-thréose. Les expériences ont été réalisées en triplicata à 25°C 

(Figure 57). 

  
 

Figure 57 : Absorbances relatives Arel des mutants L191I, L382H, F435S, F435L et L382F/F435Y 
déterminées à l’aide du « test TKROUGE DE PHENOL » en présence du Li-HPA (10 mM), du L-

glycéraldéhyde (20 mM) et du D-thréose (50 mM), à 25°C. a TKgst mutées dont l’activité a été 
déterminée uniquement vis-à-vis du L-glycéraldéhyde. b TKgst mutées dont l’activité a été déterminée 

uniquement vis-à-vis du D-thréose. Pour la TKgst sauvage, l’Arel vaut 1. 

Les résultats présentés dans la Figure 57 permettent de confirmer les résultats obtenus lors 

du premier cycle de criblage. En effet, les mutants L191I, L382H, F435S, F435L et 

L382F/F435Y présentent une absorbance relative Arel supérieure à celle de la TKgst sauvage 

vis-à-vis du L-glycéraldéhyde et/ou du D-thréose, à 25°C. La TKgst mutée L382F/F435Y est la 

seule conduisant à une Arel supérieure à celle de l’enzyme sauvage en présence à la fois du 

L-glycéraldéhyde et du D-thréose, qui est d’environ 2. En présence du L-glycéraldéhyde, la 

TKgst mutée L191I est la plus active (Arel de 3,3) ; vient ensuite le mutant, F435L, dont l’Arel  

est de 1,6. 

 

Ainsi, ces trois TKgst mutées L191I, F435L et L382F/F435Y ont été sélectionnées pour la 

suite de l’étude.  
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 Etude des TKgst mutées purifiées les plus performantes : L191I, F435L et 2.3.2.3.
L382F/F435Y 

Purification par IMAC 

La purification des TKgst mutées L191I, F435L et L382F/F435Y, exprimées avec une 

étiquette 6-His en position N-terminale, a été réalisée par chromatographie d’affinité en 

présence de cations métalliques (IMAC), selon le même principe que pour la purification de 

la TKgst, présenté dans le paragraphe 1.2.2., page 72 de ce manuscrit), à température 

ambiante. Les masses de TKgst mutées lyophilisées, obtenues à partir de 600 mL de culture, 

contenant 1,3 g de cellules humides en moyenne, sont récapitulées ci-dessous (Tableau 22). 

Les concentrations en protéines (mg.mL-1) ont été déterminées par le test de Bradford [230]. 

TK Volume  
de culture 

Masse  
de cellules 

Protéines 
purifiées 

 
[mL] [g] [mg] 

TKgst sauvage 1000 3,73 160 
L191I 600 1,46 97 
F435L 600 1,25 102 

L382F/F435Y 600 1,27 110 
 

Tableau 22 : Bilan de la purification par IMAC des TKgst mutées L191I, F435L et L382F/F435Y  

Cette étape de purification a permis l’obtention d’environ 100 mg de chaque TKgst mutée à 

partir de 600 mL de culture. De même que dans le cas de la TKgst, ces mutants peuvent être 

lyophilisés et conservés à -18°C sans perte d’activité durant plusieurs mois.  

 

Détermination de l’activité spécifique vis-à-vis d’aldéhydes α-hydroxylés (2S) 

 

L’activité spécifique des mutants L191I, F435L et L382F/F435Y purifiés a été déterminée à 

l’aide du « test TKROUGE DE PHENOL » à 25°C, en présence du Li-HPA comme substrat donneur 

et vis-à-vis de trois aldéhydes α-hydroxylés (2S) : les deux substrats testés précédemment, 

le L-glycéraldéhyde et le D-thréose, mais également le L-érythrose, qui n’a pas été utilisé lors 

du criblage des banques (Figure 58).  
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Figure 58 : Activités spécifiques de la TKgst et des mutants L191I, F435L et L382F/F435Y 
déterminées à l’aide du « test TKROUGE DE PHENOL » en présence du Li-HPA (10 mM) et du L-

glycéraldéhyde (20 mM), du D-thréose (50 mM) ou du L-érythrose (50 mM) à 25°C 

Les résultats obtenus précédemment à  partir des lysats cellulaires contenant les 

TKgst mutées L191I, F435L et L382F/F435Y, sont confirmés ici en présence de ces trois 

enzymes purifiées. La TKgst mutée L191I conduit à la meilleure activité en présence du L-

glycéraldehyde (activité améliorée d’un facteur 4 par rapport à la TKgst sauvage). De plus, la 

TKgst mutée L382F/F435Y conduit aux meilleures activités en présence du D-thréose et du L-

érythrose. Ce mutant est en effet 3,6 fois et 3,7 fois plus actif que la TKgst vis-à-vis de ces 

aldéhydes respectifs (Figure 58). Ainsi, les paramètres cinétiques apparents de ces deux 

TKgst mutées présentant les meilleures activités vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxylés (2S) 

ont été déterminés. 

 

Détermination des paramètres cinétiques apparents de la TKgst mutée L191I vis-à-vis du L-

glycéraldéhyde et de la TKgst mutée L382F/F435Y vis-à-vis du D-thréose  

 

Les paramètres cinétiques apparents du mutant L191I vis-à-vis du L-glycéraldéhyde et du 

mutant L382F/F435Y vis-à-vis du D-thréose (le L-érythrose n’a pas été utilisé ici car nous 

n’en avons pas eu une quantité suffisante pour réaliser ces tests) ont été déterminés à 25°C, 

à l’aide du « test TKROUGE DE PHENOL », en présence de 50 mM de Li-HPA. En raison du nombre 

important de réactions enzymatiques, ce test a été effectué en microplaques 96-puits et n’a 

pas pu être réalisé à 60°C, le lecteur de microplaques permettant un contrôle de la 

température jusqu’à 40°C (Tableau 23). 
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Aldéhyde TK KM
app Vmax

app Vmax
app/KM

app 
 

 [mM] [U.mg-1] [U.mg-1.mM-1] 
 

L-glycéraldéhyde 
 

TKgst sauvage > 300 2,3 ± 0,6 < 0,008 

L191I 170,2 ± 30,5 3,3 ± 1,7 0,02 
 

D-thréose 
 

TKgst sauvage nd nd nd 

L382F/F435Y   > 100 0,3 ± 0,1 < 0,004 

 
Tableau 23 : Paramètres cinétiques apparents de la TKgst mutée L191I vis-à-vis du L-

glycéraldéhyde et de la TKgst mutée L382F/F435Y vis-à-vis du D-thréose déterminés à l’aide du 
« test TKROUGE DE PHENOL » en présence du Li-HPA (50 mM) à 25°C. nd = non détecté. 

Un KM
app de 170,2 ± 30,5 mM est obtenu avec le mutant L191I en présence du L-

glycéraldéhyde, une valeur au moins 1,8 fois inférieure à celle de la TKgst, traduisant une 

meilleur affinité de ce mutant pour ce substrat (2S), en comparaison de l’enzyme sauvage. 

La Vmax
app de 3,3 ± 1,7 U.mg-1 est légèrement supérieure à celle obtenue avec la TKgst 

sauvage. Le rapport Vmax
app/KM

app résultant, de 0,02, est au moins trois fois supérieur à celui 

déterminé avec la TKgst. Ce résultat illustre une meilleure efficacité de la réaction catalysée 

par la TKgst mutée L191I en présence du L-glycéraldéhyde, par rapport à celle de la TKgst 

sauvage. 

 

La comparaison des paramètres cinétiques apparents du mutant L382F/F435Y et de la TKgst 

sauvage en présence du D-thréose n’a pas pu être réalisée car les pentes détectées en 

présence de la TKgst sauvage (UA.min-1) sont trop faibles, souvent en dessous de la LOQ du 

« test TKROUGE DE PHENOL ». Les résultats obtenus avec la TKgst L382F/F435Y conduisent à un  

KM
app supérieur à 100 mM et une Vmax

app de 0,3 ± 0,1 U.mg-1. Il ne s’agit ici que d’estimations 

car certaines pentes mesurées se situent en dessous de la LOQ du « test TKROUGE DE PHENOL ». 

Interprétation des résultats obtenus par analyse du modèle du site actif des TKgst  mutées 

L191I et L382F/F435Y 

Dans le but d’interpréter les activités plus élevées des mutants L191I et L382F/F435Y vis-à-

vis respectivement du L-glycéraldehyde et du D-thréose par rapport à la TKgst sauvage, 

observées expérimentalement, nous avons analysé les interactions possibles entre ces 

substrats et les résidus des modèles des sites actifs de ces deux TKgst mutées.  

 

Des modèles du site actif de la TKgst mutée L191I et de la TKgst mutée L382F/F435Y ont été 

construits, en présence, respectivement, du L-glycéraldéhyde et du D-thréose, à partir du 
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modèle précédemment obtenu pour la TKgst sauvage (Voir paragraphe 2.2.1., page 89) et de 

la même manière que pour la construction du modèle de la TKgst mutée L382D/D470S, 

présentée précédemment (Voir paragraphe 2.3.1.3., page 101). Les résultats montrent que 

les mutations L191I et L382F/F435Y apportées à la TKgst, n'entraîneraient pas de 

modification de la structure tertiaire du site actif (Figure 59). 

 

Figure 59 : Modèles des sites actifs des TKgst mutées L191I et L382F/F435Y en présence 
d’aldéhydes α-hydroxylés (2S) accepteurs. a) Modèle du site actif de la TKgst mutée L191I en 

présence du L-glycéraldéhyde. b) Modèle du site actif de la TKgst mutée L382F/F435Y en présence du 
D-thréose. Notation : exemples : HIS 263  A : résidu His appartenant à la sous-unité A ; LEU 191 ILE 

A : résidu Leu appartenant à la sous-unité A substitué par un résidu Ile. 

La présence d’un résidu Ile à la place de la leucine en position 191 pourrait avoir pour rôle 

de « repousser » plus fortement le L-glycéraldéhyde vers la partie opposée du site actif, qui 

elle, est plus hydrophile et notamment vers le résidu D470. Ce substrat serait alors stabilisé 

par ce dernier résidu via une liaison hydrogène avec le groupement hydroxyle du C3 du 

substrat (Figure 59 a)). 

 

Dans le cas de la TKgst mutée L382F/F435Y, une liaison hydrogène pourrait s’établir entre la 

fonction hydroxyle du résidu Tyr en position 435 et le groupement hydroxyle porté par le C2 

du D-thréose de configuration (S). De plus, la Phe substituant la leucine en position 382, 

pourrait contribuer au positionnement adéquat du résidu Y435 via des interactions « π-

stacking » entre les deux résidus aromatiques. Enfin, comme pour le L-glycéraldéhyde, la 

fonction hydroxyle portée par le C3 du D-thréose pourrait être stabilisée par liaison 

hydrogène avec le groupement carboxylate du résidu D470. L’ensemble de ces interactions 

permettrait ainsi de favoriser la stabilisation du D-thréose au sein du site actif de la TKgst 
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mutée L382F/F435Y, conduisant à une augmentation de son activité vis-à-vis de cet 

aldéhyde α-hydroxylé (2S) (Figure 59 b)). 

 

Etude de la thermostabilité des mutants L191I et L382F/F435Y  

En vue de l’utilisation des mutants L191I et L382F/F435Y en biocatalyse, pour la synthèse à 

haute température de cétoses L-érythro (3S, 4S) à l’échelle préparative, leur stabilité à 60°C 

a été examinée sur une durée de six jours. Les activités de ces deux mutants sont 

parfaitement conservées durant quatre jours puis chutent d’un facteur 2 après six jours à 

60°C, un résultat semblable ayant été obtenu en présence de la TKgst sauvage. 

 

Par conséquent, la thermostabilité des mutants L191I et L382F/F435Y durant quatre jours à 

60°C permettra d’envisager leur utilisation en biocatalyse à cette température, en présence 

du L-glycéraldéhyde et du D-thréose, pour la synthèse des cétoses L-érythro (3S, 4S) 

correspondants, le L-ribulose et le D-tagatose (Voir paragraphe 3.2.3. du chapitre suivant). 

 Conclusions 2.3.3.

Les deux approches de mutagenèse semi-rationnelle utilisées, basées sur la mutation 

simultanée de deux résidus identifiés d’après le modèle structural de la TKgst, ont permis 

d’obtenir des banques de TKgst mutées, qui, après criblage, ont conduit à la sélection de trois 

TKgst mutées plus performantes que la TKgst sauvage vis-à-vis d’aldéhydes α-hydroxylés (2S).  

 

La première approche a révélé la TKgst mutée L382D/D470S comme étant, après purification, 

5 fois plus active vis-à-vis du L-glycéraldéhyde, utilisé comme substrat (2S) « modèle » et 4 

fois plus active vis-à-vis du L-lactaldéhyde, par rapport à la TKgst sauvage. La seconde 

approche a permis de sélectionner après purification, deux TKgst mutées : le simple mutant 

L191I, quatre fois plus actif que l’enzyme sauvage vis-à-vis du L-glycéraldéhyde et le double 

mutant L382F/F435Y, dont les activités spécifiques sont respectivement 3,7 fois et 3,6 fois 

plus élévées que celles de l’enzyme sauvage vis-à-vis du D-thréose et du L-érythrose. Les 

synthèses catalysées par ces trois TKgst mutées thermostables seront présentées dans le 

chapitre suivant (Voir paragraphes 3.2.3.). 
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 Augmentation de l’activité de la TKgst vis-à-vis des aldéhydes α-2.4.

hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée (C5-C6) 

 Introduction 2.4.1.

L’étude du spectre de substrats accepteurs de la TKgst, réalisée à l’échelle analytique et 

présentée précédemment dans la paragrape 1.3.3.1., page 78 de ce manucrit, nous a monté 

que les activités de cette enzyme vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne 

polyhydroxylée (C5-C6) étaient très faibles. Par exemple, les activités spécifiques de la TKgst 

vis-à-vis du D-ribose (C5) et du D-xylose (C5) (200 mM) représentent respectivement 7% et 2% 

de celle mesurée en présence du glycolaldéhyde (C2) (20 mM), le substrat accepteur de 

référence. Quant au D-glucose (C6), il n’est pas converti par la TKgst sauvage. Par 

conséquent, notre objectif est d’améliorer l’activité de la TKgst vis-à-vis de ces aldéhydes α-

hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée (C5-C6) par Evolution in vitro, afin 

d’accéder plus efficacement aux cétoses de configuration D-thréo (3S, 4R) correspondants, 

comportant 7 et 8 atomes de carbone : le D-sédoheptulose (C7), le D-ido-heptulose (C7) et le 

D-glycéro-D-ido-octulose (C8). Ces derniers présentent en effet de nombreuses applications, 

notamment dans le domaine pharmaceutique, comme indiqué précédemment (Voir 

paragraphe 2.1., page 86). Cet aspect a été abordé dans la littérature, en présence des 

TKsce et TKeco [106], [171]. Les TKs mutées identifiées comme étant les plus performantes 

présentent une activité environ deux fois supérieure à l’enzyme sauvage vis-à-vis du D-

ribose (C5), du L-arabinose (C5) et du du D-glucose (C6). Néanmoins, leur intérêt en 

biocatalyse, pour la synthèse des produits correspondants avec l’obtention de meilleurs 

rendements que ceux déterminés en présence de l’enzyme sauvage, n’a pas été démontré. 

 

Afin de construire les banques de TKgst mutées, l’étape préliminaire est l’identification des 

résidus clés du site actif de la TKgst à muter par modélisation moléculaire. 

 Choix des positions clés du site actif par modélisation moléculaire 2.4.2.

Grâce à l’étude in silico du modèle du site actif de la TKgst en présence du D-E4P (aldéhyde 

accepteur naturel) et à l’analyse des résultats décrits dans la littérature, portant sur l’étude 

du site actif des TKsce et TKeco et leur modification par ingénierie, plusieurs acides aminés 

clés ont été ciblés, qui pourraient mener, une fois mutés, à une amélioration de l’activité de 
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la TKgst vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée (C5-C6) 

(Figure 60). 

 

 

Figure 60 : Modèle du site actif de la TKgst en présence du D-E4P. Notation : exemples : HIS 
263  A : résidu His appartenant à la sous-unité A ; ASP 470 B : résidu Asp appartenant à la sous-unité 

B. 

Comme nous l’avons vu au cours de l’étude bibliographique, les acides aminés R528, S386, 

H469 et R359 de la TKsce, correspondant respectivement aux résidus R520, S385, H461 et 

R358 de la TKeco, interagissent avec le groupement phosphate des substrats accepteurs 

naturels via des liaisons de faible énergie, apportant une flexibilité au site actif de la TK, en 

fonction de la longueur de la chaîne carbonée. En effet, les aldéhydes phosphorylés naturels 

comportant de 3 à 7 atomes de carbone sont acceptés par la TK [86]. 

 

Ces observations peuvent être combinées aux résultats déjà décrits dans la littérature. Deux 

études récentes menées en présence d’aldéhydes α-hydroxylés (2R) non phosphorylés et à 

longue chaîne polyhydroxylée (C5-C6) [106], [171], ont montré que la mutation du résidu 

R528, conjointement avec la mutation du résidu S527, conduit à des améliorations d’un 

facteur 2,6 à 2,1 vis-à-vis respectivement du D-ribose et du D-glucose, chez la TKsce (mutant 

R528Q/S527T) [106]. La mutation du résidu R520 semble être plus bénéfique car la TKeco 

mutée R520Y est décrite comme étant 2,1 fois plus active que la TKeco sauvage vis-à-vis du 

L-arabinose [171]. 

 

Compte-tenu de ces données, quatre positions clés ont été sélectionnées d’après la 

séquence de la TKgst : R521 (R520 pour la TKeco, R528 pour la TKsce), S385 (S385 pour la 
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TKeco, S386 pour la TKsce), H462 (H461 pour la TKeco, H469 pour la TKsce) et R358 (R358 

pour la TKeco, R359 pour la TKsce). Ces positions seront utilisées afin de construire les 

banques de TKgst mutées. 

 

La stratégie que nous avons envisagée ici est basée sur la méthode « CAST », selon un 

processus itératif. Chaque position sera tout d’abord mutée individuellement puis les TKgst 

mutées les plus actives seront combinées deux à deux, afin de réduire les efforts de criblage. 

Nous avons souhaité expérimenter cette nouvelle approche en espérant obtenir des résultats 

plus rapidement. En effet, dans les cas présentés précédemment, deux positions ont été 

d’emblée soumises simultanément à la mutagenèse par saturation de site, ce qui se traduit 

par un temps important consacré au criblage, compte-tenu de la taille des banques. 

 Obtention et criblage des banques R521X, S385X, H462X et R358X 2.4.3.

 Obtention des banques 2.4.3.1.

Des codons dégénérés NNS ont été utilisés pour la construction des banques de TKgst 

mutées notées : R521X, S385X, H462X et R358X, dans la suite du manuscrit. Après 

séquençage, l’analyse des quatre banques de plasmides obtenues a montré des résultats 

très satisfaisants : les codons originaux ont été remplacés avec succès par des codons 

dégénérés NNS. En effet, les résultats du séquençage montrent des pics superposés 

correspondants aux bases A/T/G/C aux positions N avec des proportions proches de 25% et 

un mélange G/C à la position S, dans des proportions proche de 50% (Voir Annexe 5). 

 

Après transformation de la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS par les mélanges de 

plasmides obtenus, 188 clones (soit 2 microplaques 96-puits) ont été sélectionnés pour 

chaque banque (R521X, S385X, H462X et R358X), c’est-à-dire environ deux fois plus que la 

valeur théorique de 94 clones nécessaires pour la représentation d’au moins 95 % des 

mutations possibles [146] (Tableau 24).  
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Dénomination 
de la banque 

Type de codon 
dégénéré 

Position(s) 
mutée(s) Nombre de clones 

R521X NNS R521 188 
(2 plaques 96-puits) 

S385X NNS S385 188  
(2 plaques 96-puits) 

H462X NNS H462 188  
(2 plaques 96-puits) 

R358X NNS R358 188 
(2 plaques 96-puits) 

 
Tableau 24 : Caractéristiques des banques de TKgst mutées R521X, S385X, H462X et R358X 

 Criblage des banques  2.4.3.2.

Après culture et lyse des cellules, les quatre banques de TKgst mutées R521X, S385X, 

H462X et R358X ont été criblées vis-à-vis de trois aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue 

chaîne polyhydroxylée (C5-C6) : le D-ribose (C5), le D-xylose (C5) et le D-glucose (C6). Ces 

aldéhydes ont été utilisés à une concentration finale de 200 mM (Figure 61). 
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Figure 61 : Structures développées des aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne 
polyhydroxylée (C5-C6) utilisés comme substrats accepteurs pour le criblage des banques 

R521X, S385X, H462X et R358X 

 

Pour chacune des banques R521X, S385X, H462X et R358X et pour chaque aldéhyde testé, 

les absorbances relatives Arel ont été déterminées à 25°C, grâce aux équations (1) et (2) 

(Figure 62). 
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Figure 62 : Absorbances relatives Arel des TKgst mutées issues des banques R521X, S385X, 
H462X et R358X à 25°C. a) Banque R521X. b) Banque S385X. c) Banque H462X. d) Banque R358X. 

Pour la TKgst sauvage, l’Arel vaut 1. 

En présence du D-glucose, les TKgst mutées issues des quatre banques présentent des 

valeurs d’absorbances (UA) très faibles et aucun changement de couleur significatif du 

milieu n’a malheureusement été observé, malgré l’obtention d’Arel supérieures à 1, 

notamment dans le cas des banques R521X et S385X. Pour expliquer ce résultat, il est à 

rappeler le mode de calcul de l’Arel. Cette grandeur est obtenue via la comparaison de la 

différence d’absorbance obtenue pour chaque TKgst mutée (ΔA560 (TKgst mutée)) et la 

moyenne de la différence d’absorbance obtenue pour la TKgst sauvage (ΔA560 moyenne 

(TKgst sauvage)), vis-à-vis d’un substrat donné, selon l’équation (2) suivante : 
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En présence de lysat contenant la TKgst sauvage, une ΔA560 moyenne très faible est obtenue : 

0,021 UA, correspondant à une pente de 0,0007 UA.min-1. Les différences d’absorbances 

ΔA560 obtenues pour les TKgst mutées constituant les banques R521X, S385X, H462X et 

R358X sont elles aussi très faibles. Ainsi, par exemple, dans le cas d’une TKgst mutée ayant 

une Arel de 3, la ΔA560 associée sera de 0,063 UA, correspondant à une pente de 0,0021 

UA.min-1, en dessous de la LOD du « test TKROUGE DE PHENOL ». Ainsi, les données en 

présence de cet aldéhyde n’ont pas été exploitées par la suite. 

En présence du D-ribose et du D-xylose, les Arel
 ont généralement des valeurs proches de 

celles obtenues avec la TKgst sauvage. Aussi, nous avons fixé un seuil de sélection supérieur 

à 1. 

 

Les Arel des TKgst mutées les plus actives (Arel > 1) sont regroupées dans la Figure 63. 

 

 

Figure 63 : Absorbances relatives Arel des TKgst mutées les plus actives (Arel > 1) vis-à-vis du  
D-ribose et du D-xylose issues des banques R521X, S385X et H462X à 25°C.  

a)  D-ribose. b)  D-xylose. Pour la TKgst sauvage, l’Arel vaut 1. 

En présence du D-ribose, les mutations en position 521 semblent être plus influentes que 

celles en position 385 : 4 mutants, soit 2% de la banque R521X, présentent en effet une Arel 

comprise entre 1,1 et 1,9, contre 2 mutants, soit 1% de la banque S385X, présentant une Arel 

comprise entre 1,4 et 1,5. Les deux autres banques H462X et R358X ne présentent aucun 

candidat (Figure 63 a)). 
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En présence du D-xylose, les effets des mutations sur une position particulière sont moins 

marqués. Le criblage des banques S385X et H462X conduit respectivement à l’obtention de 

2 et 3 mutants ayant des Arel comprises entre 1,1 et 1,3, soit 1% de chaque banque (Figure 

63 b)). 

 

Les séquences des onze TKgst mutées les plus actives vis-à-vis du D-ribose et du D-xylose 

issues des banques R521X, S385X et H462X, précédemment identifiées, ont ensuite été 

analysées (Tableau 25). 

Banque de 
TKgst mutées TKgst mutées Séquence 

Arel 
D-ribose 

Arel 
D-xylose 

 Position 521 385 462   
 Plaque - Puits      
 Puits H12 - Témoin* R S H 1 1 

 2 - A1 T S H 1,5 - 

R521X 2 - B2 S S H 1,1 - 

2 - G8 L S H 1,4 - 
 2 - H4 V S H 1,9 - 
 1 - C12 R T H 1,5 - 

S385X 1 - H1 R V H 1,4 - 

1 - A12 R R H - 1,1 
 1 - B6 R D H - 1,1 

 1 - A4 R S H - 1,1 

H462X 1 - B5 R S L - 1,1 

 1 - B6 R S T - 1,3 
 

Tableau 25 : Séquences des TKgst mutées les plus actives (Arel > 1) des banques R521X, S385X 
et H462X vis-à-vis du D-ribose et du D-xylose. Cases colorées en vert : TKgst mutées les plus 

actives. *Puits H12 témoin : lysat correspondant à la TKgst sauvage (Arel = 1). 

Les résidus des positions 521, 385 et 462 de la séquence sauvage sont tous polaires ou 

chargés. Pour les trois positions mutées, les TKgst mutées sélectionnées font apparaître de 

nouveaux résidus. Dans aucune de ces positions, le résidu de la séquence sauvage est 

conservé. Les nouveaux acides aminés sont chargés ou polaires pour la majorité des 

mutants (Thr, Ser, Asp, Arg, His). De plus, pour trois mutants, des résidus hydrophobes sont 

présents (Val, Leu). Les quatre mutants R521T (code : 2-A1), R521V (code : 2-H4), S385T 

(code : 1-C12) et S385V (code : 1-H1) sont les plus actifs par rapport à la TKgst sauvage vis-

à-vis du D-ribose : ils conduisent en effet à des gains d’activité respectifs de 1,5, 1,9, 1,5 et 

1,4. 
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Dans le but de créer un effet de coopération entre ces mutations et ainsi, d’améliorer plus 

significativement l’activité de la TKgst sauvage vis-à-vis du D-ribose, nous avons envisagé de 

combiner deux à deux ces mutations, qui apparaissent comme les plus bénéfiques. Pour 

cela, quatre mutants ponctuels de la TKgst ont été créés : R521V/S385T, R521V/S385V, 

R521T/S385T, R521T/S385V, dont les activités seront de nouveau déterminées vis-à-vis du 

D-ribose (C5) mais également vis-à-vis du D-xylose (C5) et du D-glucose (C6). 

 Obtention et caractérisation des doubles mutants R521V/S385T, 2.4.4.
R521V/S385V, R521T/S385T et R521T/S385V 

Obtention des quatre mutants ponctuels  

 

L’analyse de chaque plasmide obtenu, correspondant aux mutants R521V/S385T, 

R521V/S385V, R521T/S385T, R521T/S385V, a montré des résultats très satisfaisants : les 

codons originaux ont été remplacés avec succès par un codon GTT, codant pour une valine, 

dans le cas du mutant R521V, par un codon ACG, codant pour une thréonine, dans le cas du 

mutant S385T et par un codon GTG, codant pour une valine, dans le cas du mutant S385V 

(Voir Annexe 5). 

 

Remarque : Les mutants R521T/S385T et R521T/S385V ont été conçus à partir du mutant 

R521T, obtenu via la construction de la banque R521X, présentée précédemment. Il n’a 

donc pas été nécessaire d’effectuer la substitution de l’arginine par une thréonine à l’aide 

d’une paire d’amorces nucléotidiques. Ces dernières ne figurent donc pas dans le Tableau 

53 de la Partie Expérimentale et le chromatogramme présentant la substitution de l’arginine 

en thréonine ne figure donc pas en Annexe 5. La présence de cette substitution a été vérifiée 

en amont.  

 

Après culture des clones correspondants aux mutants R521V/S385T, R521V/S385V, 

R521T/S385T, R521T/S385V et lyse des cellules, les lysats cellulaires ont été criblés en 

présence du D-ribose, du D-xylose et du D-glucose, utilisés à une concentration finale de 200 

mM. Les expériences ont été réalisées en triplicata. 

 

Détermination de l’activité des doubles mutants  

 

Le D-glucose a également été testé, afin d’évaluer l’effet de ces mutations sur l’activité de la 

TKgst vis-à-vis d’un aldéhyde α-hydroxylé (2R) à longue chaîne polyhydroxylée à 6 atomes de 

carbone (Figure 64). 
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Figure 64 : Absorbances relatives Arel des TKgst mutées R521V/S385T, R521V/S385V, 
R521T/S385T et R521T/S385V déterminées à l’aide du « test TKROUGE DE PHENOL » vis-à-vis du Li-
HPA (10 mM) et du D-ribose (200 mM), du D-xylose (200 mM) ou du D-glucose (200 mM) à 25°C 

Pour la TKgst sauvage, l’Arel vaut 1. 

La Figure 64 montre que les combinaisons deux à deux des mutations R521V, R521T, 

S385T et S385V, ne conduisent pas à une amélioration de l’activité par rapport à celles 

obtenues avec les mutants simples et semble, de surcroît, délétère pour l’activité de 

l’enzyme. En effet, les mutants R521V/S385T, R521V/S385V, R521T/S385T et 

R521T/S385V présentent une Arel d’environ 0,2 vis-à-vis du D-ribose et du D-xylose. De plus, 

une Arel aux environs de 0,5 est obtenue pour ces derniers vis-à-vis du D-glucose. 

 

En conclusion, à l’issue du criblage des banques de TKgst mutées R521X, S385X, H462X et 

R358X vis-à-vis d’aldéhydes α-hydroxylés (2R) comportant 5 et 6 atomes de carbone, les 

mutations R521V, R521T, S385T, S385V apparaissent comme les plus bénéfiques, même si 

elles conduisent à des améliorations modérées, ces mutants étant en effet de 1,1 à 1,9 fois 

plus actifs que la TKgst sauvage vis-à-vis du D-ribose. Dans le but de créer un effet de 

synergie entre les mutations de ces résidus, la stratégie que nous avons envisagée a été de 

combiner les quatre mutations deux à deux, via la création des quatre mutants 

ponctuels suivants : R521V/S385T, R521V/S385V, R521T/S385Tet R521T/S385V. 

Cependant, les résultats n’ont pas été concluants. 

 

Par conséquent, une seconde stratégie a été adoptée. Celle-ci consiste à muter 

simultanément les résidus R521, S385 et H462, dont la mutation individuelle a conduit à 
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l’obtention des meilleurs résultats, afin d’obtenir, in fine, des gains d’activité plus significatifs 

par rapport à la TKgst sauvage vis-à-vis des aldéhydes ciblés. 

 Obtention et criblage de la banque R521X/S385X/H462X 2.4.5.

 Obtention de la banque 2.4.5.1.

Des codons dégénérés NDT ont été employés, afin de réduire la taille de la banque. 

L’analyse de la banque de plasmides obtenue, correspondant à la banque de TKgst mutées 

notée R521X/S385X/H462X dans ce manuscrit, a montré des résultats très satisfaisants : les 

codons originaux ont été remplacés avec succès par des codons dégénérés NDT. En effet, 

les résultats du séquençage montrent des pics superposés correspondants aux bases 

A/T/G/C à la position N avec des proportions proches de 25% et un mélange A/G/T à la 

position D, dans des proportions proches de 33%. Enfin, une thymine est exclusivement 

présente en position T (Voir Annexe 5). 

 

Après transformation dans la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS par le mélange de 

plasmides obtenus, 5022 clones (soit 54 microplaques 96-puits) ont été sélectionnés, au lieu 

des 5175 préconisés [146]. Néanmoins, compte-tenu du nombre total conséquent d’enzymes 

mutées à tester, nous avons jugé qu’une banque composée d’environ 5000 enzymes mutées 

serait suffisamment représentative des différentes mutations possibles (Tableau 26). 

Dénomination 
de la banque 

Type de codon 
dégénéré 

Position(s) 
mutée(s) Nombre de clones 

R521X/S385X/H462X NDT R521/S385/H462 5022 
(54 plaques 96-puits) 

 
Tableau 26 : Caractéristiques de la banque de TKgst mutées R521X/S385X/H462X 

 Premier cycle de criblage  2.4.5.2.

La banque de TKgst mutées R521X/S385X/H462X est constituée de 5022 clones, répartis sur 

54 microplaques 96-puits. Compte-tenu du nombre important de lysats à tester, deux 

aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée ont été choisis comme 

« modèles » : le D-ribose (C5) et le D-glucose (C6). Les résultats obtenus sont indiqués dans 

la Figure 65.  
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Figure 65 : Absorbances relatives Arel des TKgst mutées issues de la banque 
R521X/S385X/H462X à 25°C. a) D-ribose. b) D-glucose. Dans l’encadré rouge : lysats présentant une 

Arel supérieure au seuil de sélection indiqué. Pour la TKgst sauvage, l’Arel vaut 1. 

Les mutants ont été classés dans différentes catégories en fonction de leurs absorbances 

relatives Arel, pour chaque aldéhyde testé (Tableau 27). 

 

Tableau 27 : Répartition des TKgst mutées issus de la banque R521X/S385X/H462X selon leurs 
absorbances relatives Arel.  a)  D-ribose. b)  D-glucose. Pour la TKgst sauvage, l’Arel vaut 1. 

En présence du D-ribose, une vingtaine de TKgst mutées parmi les 5022 testées (soit 0,5% de 

la banque) indiquent une Arel supérieure à 1.   

 

En présence du D-glucose, environ 500 TKgst mutées présentent des Arel supérieures à 1, soit 

10 % de la totalité de la banque. Ces chiffres sont les plus élevés parmi ceux obtenus pour 

toutes les banques criblées dans le cadre de ces travaux de thèse. Cependant, les Arel 

calculées pour chaque TKgst mutée résultent d’absorbances qui sont majoritairement faibles 

(Voir paragraphe 2.4.3.2., page 122). 
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0,2 - 1 427 8,5 1 - 5 480 9,6

> 1 22 0,5 > 5 19 0,4
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Ainsi, différents seuils de sélection ont été attribués pour chaque aldéhyde testé (Tableau 

28). Pour le D-ribose, les TKgst mutées présentant une Arel supérieure à 1 ont été 

sélectionnées ; pour le D-glucose, les mutants présentant des Arel supérieures à 5 ont été 

choisis. Le nombre de TKgst mutées répondant à ces critères est indiqué dans le Tableau 28. 

Aldéhyde Seuil de sélection Nombre de TKgst 

sélectionnées 
% par rapport à la banque 

R521X/S385X/H462X 
D-ribose Arel > 1 22 0,5 

D-glucose Arel > 5 19 0,4 
 

Tableau 28 : TKgst mutées les plus performantes issues de la banque R521X/S385X/H462X vis-
à-vis du D-ribose et du D-glucose à 25°C. Pour la TKgst sauvage, l’Arel vaut 1. 

Les activités de ces 41 TKgst mutées ont de nouveau été déterminées lors d’un second cycle 

de criblage, afin de confirmer les résultats obtenus lors du premier cycle. 

 Second cycle de criblage  2.4.5.3.

Les souches exprimant les TKgst mutées les plus actives ainsi sélectionnées ont été remises 

en culture sur une même microplaque 96-puits, afin de pouvoir comparer les absorbances 

relatives Arel à partir des lysats cellulaires obtenus dans des conditions strictement identiques 

(Figure 66). 

 

Figure 66 : Absorbances relatives Arel des TKgst mutées les plus performantes issues de la 
banque R521X/S385X/H462X à 25°C. a)  D-ribose. b)  D-glucose. Pour la TKgst sauvage, l’Arel vaut 1. 
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Analyse des résultats à l’issue du second cycle de criblage en présence du D-ribose 

Le second cycle de criblage réalisé en présence du D-ribose confirme que les 22 mutants 

sélectionnés précédemment (à une exception près), ont des activités supérieures ou égales 

à celles de la TKgst sauvage. Parmi celles-ci, les quatre TKgst mutées les plus actives, 

présentant les gains les plus élevés, supérieurs à 2 par rapport au témoin (lysat contenant la 

TKgst sauvage), ont été séquençées (Tableau 29). 

TKgst mutées Séquence 
Arel 

D-ribose 
 

Position 521 385 462  

Plaque - Puits     
Puits H12 - Témoin* R S H 1 

6 - H2 C D G 2,6 

21 - A8 C D S 2,3 

18 - H1 V S G 2,5 

49 - A2 Y S N 2,9 
 

Tableau 29 : Séquences des TKgst mutées les plus actives (Arel > 2) vis-à-vis du D-ribose 
Cases colorées en vert : TKgst mutées les plus actives. *Puits H12 témoin : lysat correspondant à la 

TKgst sauvage (Arel = 1). 

Chaque position mutée comporte majoritairement un acide aminé différent de celui présent 

dans la séquence sauvage, sauf dans deux cas (code 18-H1 : S385S ; code 49-A2 : S385S). 

Les nouveaux acides aminés sont très majoritairement polaires ou chargés (seuls 3 acides 

aminés hydrophobes apparaissent, un résidu Val (code 18-H1) et deux résidus Gly (codes 6-

H2 pour 18-H1). Il est à noter une récurrence de certains résidus dans chaque position : un 

résidu Cys est présent en position 521 dans deux cas ; un résidu Asp est retrouvé en 

position 385 dans deux cas ; un résidu Gly est présent en position 462 dans deux cas. 

Finalement, les TKgst mutées R521YH462N (code 49-A2) et R521C/S385D/H462G (code 6-

H2), présentant les Arel les plus élevées, respectivement 2,9 et 2,6, ont été sélectionnées.  

 

Analyse des résultats à l’issue du second cycle de criblage en présence du D-glucose  

Le second cycle de criblage réalisé en présence du D-glucose a permis de confirmer les 

résultats obtenus lors du premier cycle pour six puits seulement. Ce manque de 

reproductibilité est certainement lié aux très faibles valeurs d’absorbances obtenues en 

présence de ce substrat, comme indiqué précédemment lors du premier criblage, qui conduit 
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à une forte incertitude lors des mesures. Ces six mutants présentent des Arel supérieures à 2 

(Figure 66). Leur séquence a ensuite été analysée et les résultats obtenus sont présentés 

dans le Tableau 30. 

TKgst mutées Séquence 
Arel 

D-glucose 
 

Position 521 385 462  

Plaque - Puits     
Puits H12 - Témoin* R S H 1 

47 - B11 V D S 4,8 

52 - H6 F D C 4,7 

20 - C6 S S N 3,4 

2 - A11 C D G 3 

42 - A7** S - N 2,4 

45 - C12 S D G 3 
 

Tableau 30 : Séquences des TKgst mutées les plus actives (Arel > 2) vis-à-vis du D-glucose 
Cases colorées en vert : TKgst mutées les plus actives. *Puits H12 témoin : lysat correspondant à la 
TKgst sauvage (Arel = 1). **Protéine tronquée : délétion de la séquence d’acides aminés 380 à 388. 

Chaque position mutée comporte majoritairement un acide aminé différent de celui de la 

séquence sauvage sauf dans un cas (code 20-C6 : S385S). Les nouveaux résidus sont très 

majoritairement polaires ou chargés (seuls 4 acides aminés hydrophobes apparaissent : un 

résidu Val (code 47-B11) ; un résidu Phe (code 52-H6) et deux résidus Gly (codes 2-A11 et 

45-C12). De plus, une tendance se dessine, déjà observée lors de l’analyse des séquences 

des TKgst mutées les plus actives vis-à-vis du D-ribose. En effet, un résidu Asp remplace la 

sérine en position 385 dans quatre cas sur six ; des résidus Gly ou Asn remplacent l’histidine 

en position 462, pour quatre mutants, parmi les six (Tableau 30). Il est à souligner un fait 

particulier : le mutant noté R521S/H462N-Δ380-388 (code 42-A7) présente une délétion de 8 

acides aminés consécutifs (de la position 380 à la position 388). Pour la suite de l’étude, la 

TKgst mutée R521V/S385D/H462S (code 47-B11), présentant l’Arel la plus élevée (4,8), a été 

sélectionnée. 

 

Dans le paragraphe suivant, les trois clones surexprimant les trois TKgst mutées suivantes : 

R521Y/H462N et R521C/S385D/H462G, plus actives vis-à-vis du D-ribose  et 

R521V/S385D/H462S, plus active vis-à-vis du D-glucose, ont été cultivés à plus grande 

échelle, afin de purifier les enzymes mutées correspondantes et de les caractériser plus 

finement. 
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 Etude des TKgst mutées purifiées les plus performantes : 2.4.5.4.
R521C/S385D/H462G, R521Y/H462N et R521V/S385D/H462S 

Purification par IMAC 

 

Après culture des souches d’E. coli BL21(DE3) pLysS transformées puis lyse des cellules,  

les TKgst mutées R521C/S385D/H462G, R521Y/H462N et R521V/S385D/H462S, exprimées 

avec une étiquette 6-His en position N-terminale, ont été purifiées par chromatographie 

d’affinité en présence de cations métalliques (IMAC), selon le même principe que pour la 

purification de la TKgst, présenté dans le paragraphe 1.2.2., page 72 de ce manuscrit), à 

température ambiante. Les masses de TKgst mutées lyophilisées, obtenues à partir de 600 

mL de culture, contenant en moyenn 1,4 g de cellules humides, sont récapitulées dans le 

Tableau 31. Les concentrations en protéines (mg.mL-1) ont été déterminées par le test de 

Bradford [230]. 

TK Volume  
de culture 

Masse  
de cellules 

Protéines 
purifiées 

 
[mL] [g] [mg] 

TKgst sauvage 1000 3,73 160 
R521C/S385D/H462G 600 1,23 115 

R521Y/H462N 600 1,58 94 
R521V/S385D/H462S 600 1,32 106 

 
Tableau 31 : Bilan de la purification par IMAC des TKgst mutées R521C/S385D/H462G, 

R521Y/H462N et R521V/S385D/H462S  

Cette étape de purification a permis l’obtention d’environ 105 mg de chaque TKgst mutée 

purifiée à partir de 600 mL de culture. Ces mutants ont été lyophilisés et conservés à -18°C 

sans perte d’activité durant plusieurs mois.  

 

Détermination des activités spécifiques vis-à-vis d’aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue 

chaîne polyhydroxylée (C5-C6) à 25°C 

Les activités spécifiques des mutants R521C/S385D/H462G, R521Y/H462N et 

R521V/S385D/H462S purifiés ont été déterminées vis-à-vis du D-ribose, de configuration (2R, 

3R, 4R), utilisé lors du criblage des lysats, vis-à-vis du D-xylose, qui diffère par la 

configuration du carbone 3 de configuration (S) et vis-à-vis du D-glucose, de configuration 

(2R, 3S, 4R, 5R), également utilisé lors du criblage des lysats (Figure 67). 
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Figure 67 : Activités spécifiques de la TKgst et des mutants R521C/S385D/H462G, R521Y/H462N 
et R521V/S385D/H462S déterminées à l’aide du « test TKROUGE DE PHENOL » vis-à-vis du Li-HPA (10 

mM) et du D-ribose (200 mM), du D-xylose (200 mM) ou du D-glucose (200 mM) à 25°C 
 

En présence du D-ribose, les résultats obtenus précédemment lors du criblage des lysats de 

la banque de TKgst mutées R521X/S385X/H462X sont confirmés : les mutants 

R521C/S385D/H462G et R521Y/H462N sont plus actifs que la TKgst sauvage vis-à-vis de ce 

substrat. Le mutant R521Y/H462N est le plus actif vis-à-vis de cet aldéhyde, avec une 

activité spécifique 3,5 fois supérieure à celle de l’enzyme sauvage. Ce résultat est plus 

satisfaisant que ceux décrits dans la littérature. En effet, jusqu’alors, les gains les plus élevés 

vis-à-vis du D-ribose ont été obtenus en présence de la TKeco mutée R520Y (équivalente à la 

position R521 chez la TKgst) et de la TKsce mutée R528Q/S527T (équivalente à la position 

521 chez la TKgst) : ils sont respectivement de 2,1 et 2,6 par rapport à la TK sauvage. De plus, 

la TKsce mutée R528Y est seulement 1,5 fois plus active que l’enzyme sauvage vis-à-vis de 

ce substrat [106], [171]. Ainsi, la présence d’un résidu Tyr à la place de l’Arg en position 521 

semble influencer positivement l’activité des TKsce et TKeco, vis-à-vis de cet aldéhyde. Dans 

notre cas, le gain de 3,5 obtenu avec le mutant R521Y/H462N proviendrait donc de l’effet 

bénéfique de la mutation R521Y, renforcé par la mutation H462N.  

 

En présence du D-xylose, les mutants R521C/S385D/H462G et R521Y/H462N présentent 

également une activité spécifique supérieure, d’un facteur 3 et 3,3 par rapport à l’enzyme 

sauvage, respectivement. Cependant, les activités sont respectivement 3 à 4 fois plus faibles 

environ qu’en présence du D-ribose. 

 

En présence du D-glucose, la TKgst mutée R521V/S385D/H462S purifiée permet d’obtenir 

une activité, même si celle-ci est très faible (0,15 U.mg-1). Il faut noter qu’aucune activité 
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n’est détectée en présence de l’enzyme sauvage. Ces résultats confirment ceux obtenus lors 

du criblage des lysats de la banque de TKgst mutées R521X/S385X/H462X. 

 

En fonction de ces résultats, les paramètres cinétiques apparents ont été déterminés en 

présence des substrats et des mutants conduisant aux meilleures activités, soit la TKgst 

mutée R521Y/H462N vis-à-vis du D-ribose. Le D-glucose ne sera pas envisagé pour l’étude 

suivante car les valeurs d’activités obtenues sont trop faibles et ne permettraient pas 

d’obtenir des valeurs fiables compte-tenu de la sensibilité du test utilisé. 

 

Détermination des paramètres cinétiques apparents du mutant R521Y/H462N vis-à-vis du D-

ribose  

 

Les paramètres cinétiques apparents KM
app et Vmax

app de mutant R521Y/H462N vis-à-vis du 

D-ribose ont été déterminés et les résultats sont indiqués dans le Tableau 32. 

 

 
Aldéhyde 

 
TK KM

app Vmax
app Vmax

app/KM
app 

 
 [mM] [U.mg-1] [U.mg-1.mM-1] 

 
D-ribose 

 

TKgst 302,7±41,1 1,1±0,1 0,0036 

R521Y/H462N 113,3±31,6 0,7±0,2 0,0062 

 
Tableau 32 : Paramètres cinétiques apparents du mutant R521Y/H462N vis-à-vis du D-ribose 

déterminés à l’aide du « test TKROUGE DE PHENOL » en présence du Li-HPA (50 mM) à 25°C 

La méthode de Hanes-Woolf a permis de déterminer un KM
app de 113,3 ± 31,6 mM et une 

Vmax
app de 0,7 ± 0,2 U.mg-1. Le KM

app du mutant R521Y/H462N est nettement inférieur à celui 

de la TKgst sauvage vis-à-vis du D-ribose, d’un facteur 3 environ, traduisant une meilleure 

affinité de ce mutant pour cet aldéhyde par rapport à l’enzyme sauvage. En revanche, la 

Vmax
app déterminée en présence du mutant R521Y/H462N est du même ordre de grandeur 

que celle mesurée dans le cas de la TKgst sauvage. Il en résulte un rapport Vmax
app/KM

app
 

environ deux fois supérieur pour le mutant R521Y/H462N par rapport à l’enzyme sauvage. 
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Interprétation des résultats obtenus par analyse du modèle du site actif des TKgst mutées 

R521Y/H462N et R521V/S385D/H462S  

Dans le but de formuler des hypothèses quant aux activités plus élevées des mutants 

R521Y/H462N et R521V/S385D/H462S vis-à-vis respectivement du D-ribose et du D-glucose 

par rapport à la TKgst sauvage, nous avons analysé les interactions possibles entre ces 

substrats et les résidus des modèles des sites actifs de ces deux TKgst mutées.  

 

Pour cela, des modèles du site actif de la TKgst mutée R521Y/H462N et de la TKgst mutée 

R521V/S385D/H462S ont été construits en présence, respectivement, du D-ribose et du D-

glucose, à partir du modèle précédemment obtenu pour la TKgst sauvage (Voir paragraphe 

2.2.1., page 89) et de la même manière que pour la construction du modèle de la TKgst 

mutée L382D/D470S, présentée précédemment (Voir paragraphe 2.3.1.3., page 101). Les 

résultats montrent que les mutations R521Y/H462N et R521V/S385D/H462S apportées à la 

TKgst, n'entraîneraient pas de modification de la structure tertiaire du site actif (Figure 68). 

 

 

Figure 68 : Modèles des sites actifs des TKgst mutées R521Y/H462N et R521V/S385D/H462S en 
présence d’aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée (C5-C6). a) Modèle du 
site actif de la TKgst mutée R521Y/H462N en présence du D-ribose. b) Modèle du site actif de la TKgst 
mutée R521V/S385D/H462S en présence du D-glucose. Notation : exemples : ARG 521 VAL : résidu 

Arg remplacé par un résidu Val en position 521 

Dans le cas de la TKgst mutée R521Y/H462N, la fonction hydroxyle portée par le C5 du D-

ribose pourrait interagir par liaison hydrogène via une molécule d’eau cristallographique, 

avec d’une part le groupement hydroxyle de la tyrosine en position 521 et d’autre part, 

l’oxygène du résidu Asn situé en position 462. Une troisième liaison hydrogène directe est 

envisageable entre la sérine en position 385 et la fonction hydroxyle du C4 du D-ribose. Ce 

réseau de liaisons hydrogènes serait plus favorable à la stabilisation de ce substrat par 
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rapport aux interactions présentes dans le site actif de la TKgst sauvage, conduisant à une 

augmentation de l’activité observée expérimentalement (Figure 68 a)). 

 

Dans le cas du triple mutant R521V/S385D/H462S, la présence d’une valine en position 521 

à la place d’un résidu Arg permettrait d’agrandir notablement la poche du site actif, facilitant 

l’entrée d’un aldéhyde à 6 atomes de carbone. Le groupement hydroxyle porté par le C6 du 

D-glucose serait alors stabilisé par liaison hydrogène avec le résidu E469, lui-même stabilisé 

par la sérine en position 26. De plus, une liaison hydrogène directe est également 

envisageable entre la fonction hydroxyle portée par le C5 du D-glucose et le résidu Asp, 

substituant la sérine en position 385. Enfin, la sérine en position 462 est trop éloignée du 

substrat pour établir une interaction avec celui-ci. Ce résidu est stabilisé par la thréonine en 

position 461 et l’arginine en position 358. En conclusion, ces nouvelles interactions 

pourraient stabiliser le D-glucose au sein du site actif de cette TKgst mutée et par conséquent, 

expliquer sa capacité à accepter cet aldéhyde à longue chaîne alors qu’il n’est pas substrat 

de la TKgst sauvage (Figure 68 b)). 

 

Etude de la thermostabilité des mutants R521Y/H462N et R521V/S385D/H462S 

En vue de l’utilisation des mutants R521Y/H462N et R521V/S385D/H462S en synthèse, pour 

l’obtention à haute température de cétoses D-thréo (3S, 4R) à 7 et 8 atomes de carbone à 

l’échelle préparative, leur stabilité à 60°C a été examinée sur une durée de six jours. Les 

activités de ces deux mutants sont parfaitement conservées durant quatre jours à 60°C, un 

résultat similaire ayant été obtenu en présence de la TKgst sauvage. 

 

Par conséquent, la thermostabilité des mutants R521Y/H462N et R521V/S385D/H462S 

durant quatre jours à 60°C, nous a permis d’envisager leur utilisation en biocatalyse à cette 

température, en présence respectivement du D-ribose et du D-glucose, pour la synthèse des 

cétoses D-thréo (3S, 4R) correspondants à 7 et 8 atomes de carbone, le D-sédoheptulose et 

le D-glycéro-D-ido-octulose, décrite dans le chapitre suivant (Voir paragraphe 3.2.3.). 
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 Conclusions 2.4.6.

La stratégie basée sur la mutation simultanée des trois résidus clés identifiés par 

modélisation moléculaire a été plus bénéfique que la stratégie consistant à muter deux à 

deux les résidus, pour la recherche de TKgst mutées plus actives que la TKgst sauvage vis-à-

vis des aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée (C5-C6). 

Le criblage de la banque R521X/S385X/H462X a permis de mettre en évidence le mutant 

R521Y/H462N, 3,5 fois et 3,3 fois plus actif que l’enzyme sauvage vis-à-vis respectivement 

du D-ribose et du D-xylose. Il est à noter qu’un tel gain d’activité n’a jusqu’alors pas été 

mentionné dans la littérature vis-à-vis du D-ribose [106], [171]. De plus, ce mutant présente 

un KM de 113,3 ± 31,6 mM vis-à-vis du D-ribose, trois fois inférieur environ à celui de la TKgst 

sauvage. Ce résultat confirme la meilleur affinité de ce double mutant pour cet aldéhyde, en 

comparaison de la TKgst sauvage. Par ailleurs, le mutant R521V/S385D/H462S permet 

d’obtenir une activité vis-à-vis du D-glucose, tandis qu’aucune activité n’est détectée en 

présence de l’enzyme sauvage. Finalement, les mutants R521Y/H462N et 

R521V/S385D/H462S étant thermostables, ils seront utilisés pour la synthèse des cétoses 

de configuration D-thréo (3S, 4R) correspondants à 7 et 8 atomes de carbone. Les synthèses 

de ces composés seront présentées dans la suite du manuscrit (Voir paragraphe 3.2.2. du 

chapitre suivant). 

 Augmentation de l’activité de la TKgst vis-à-vis des aldéhydes 2.5.

aliphatiques linéaires et aromatiques 

Ce projet, réalisé en partenariat avec le Pr. W.-D. Fessner et son équipe, a fait l’objet de 

deux publications en 2017 dans les journaux ChemBioChem et Green Chemistry et dans 

lesquelles je suis co-auteur [238], [239]. Ces articles sont donnés en annexes de ce 

manuscrit. 

 Augmentation de l’activité de la TKgst vis-à-vis des aldéhydes 2.5.1.
aliphatiques linéaires 

Dans le cadre de cette étude, deux nouvelles banques de TKgst mutées ont été créées :  

L191X/D470X et F435X/D470X. Le résultat le plus marquant de cette étude est obtenu avec 

le mutant L191V/D470I, qui se distingue de par son activité environ 6 fois supérieure à celle 



Résultats et Discussions 

139 
 

de la TKgst vis-à-vis du propanal, mais surtout par une stéréosélectivité inversée par rapport 

à l’enzyme sauvage. Celui-ci permet en effet d’accéder à la 1,3-dihydroxypentan-2-one avec 

un rendement de 58% et un ee de 74% en faveur du produit (3R), une configuration 

inaccessible avec la TKgst sauvage [239].   

 Augmentation de l’activité de la TKgst vis-à-vis des aldéhydes 2.5.2.
aromatiques 

La banque de TKgst mutées L382X/D470X, construite et criblée précédemment vis-à-vis du L-

glycéraldéhyde, a également été exploitée dans l’optique d’améliorer l’activité de la TKgst vis-

à-vis des aldéhydes aliphatiques linéaires [175] et aromatiques [238]. Ma contribution dans 

ces travaux a porté sur le criblage de cette banque de TKgst mutées vis-à-vis d’un panel 

d’aldéhydes aromatiques, lors d’une mission que j’ai eu l’opportunité de réaliser dans 

l’équipe du  Pr. W.-D. Fessner (Université Technique de Darmstadt) en Allemagne. 

 

Les doubles mutants L382N/D470S et L382F/D470S présentent des activités spécifiques 

significativement plus élevées que celles de la TKgst sauvage vis-à-vis du panel d’aldéhydes 

aromatiques testés, incluant le benzaldéhyde et des analogues du benzaldéhyde (gains 

d’activité compris entre 4,5 et 19). Ceux-ci ont par la suite été utilisés en biocatalyse, pour la 

synthèse efficace à haute température des produits correspondants. Ces derniers ont été 

obtenus avec des rendements compris entre 50% et 73% et des ee supérieurs à 98% [238]. 

 Augmentation de l’activité de la TKgst vis-à-vis d’un substrat 2.6.

donneur « modèle » : l’acide pyruvique  

Comme nous l’avons vu précédemment, la TKgst est capable d’utiliser l’acide pyruvique 

comme substrat donneur, au contraire des autres TKs microbiennes décrites dans la 

littérature. Néanmoins, l’activité de la TKgst vis-à-vis de cet α-cétoacide est très faible, i.e. 

0,02 U.mg-1). De plus, le 1-désoxy-L-érythrulose 12 est obtenu avec un rendement de 20% 

seulement à l’échelle préparative, à partir de l’acide pyruvique et du glycolaldéhyde, utilisé 

comme substrat accepteur. Ainsi, dans le cadre du projet ANR ThermoTK, il a été envisagé 

d’améliorer l’affinité de cette enzyme vis-à-vis de ce nouveau donneur et d’analogues par 

Evolution dirigée. Le groupe du Pr. W.-D. Fessner a pris en charge cet aspect, qui a donné 

lieu à une publication en 2017 dans le journal Angewandte Chemie à laquelle je suis 

associée et qui est donnée en annexe de ce manuscrit [234]. J’ai participé au criblage des 
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banques de TKgst mutées construites à cet effet, durant la visite de M.-L. Reif, doctorante 

dans le groupe du Pr. W.-D. Fessner, au sein du groupe du Pr. L. Hecquet. 

 

Quatre résidus du site actif de la TKgst, interagissant avec le groupement CH2OH du Li-HPA, 

ont été ciblés à cet effet : les acides aminés H68, H102, H474 et G116. Il est important de 

rappeler que, comme nous l’avons vu précédemment, les résidus correspondants H69, H103, 

H481 et G116 chez la TKsce, sont impliqués dans la liaison aux cofacteurs, le ThDP et le 

Mg2+ [245]. De plus, les résidus H103 et H481 jouent également un rôle clé dans le 

mécanisme catalytique de la TKsce [77], [97], [94]. 

 

Les deux mutants H102L/H474S et H102T sont les plus actifs vis-à-vis de l’acide pyruvique 

et de deux de ses analogues, l’acide 2-oxo-butanoïque et l’acide 3-méthyl-2-oxobutanoïque 

(gains d’activité compris entre 10 et 35). Ils ont ensuite été employés en biocatalyse, pour la 

synthèse des produits correspondants à l’échelle préparative et à haute température, en 

présence du glycolaldéhyde comme substrat accepteur. De très bons rendements, compris 

entre 69% et 88% et d’excellents ee en faveur de la formation du produit (3S) ont été 

obtenus. 

 

L’élargissement du spectre de substrats donneurs de la TK par Evolution dirigée n’avait 

jusqu’alors jamais été décrit dans la littérature. Cette étude a conduit à une amélioration 

significative de l’activité de la TKgst vis-à-vis de l’acide pyruvique, non converti par les autres 

TKs microbiennes utilisées en biocatalyse. De surcroît, ces travaux ont permis d’étendre le 

spectre de substrats donneurs de la TKgst sauvage à l’acide 2-oxo-butanoïque et à l’acide 3-

méthyl-2-oxobutanoïque. Les cétoses correspondants, innacessibles avec l’enzyme sauvage, 

ont été synthétisés à l’échelle préparative avec de très bons rendements et d’excellents ee 

en faveur du produit (3S). 

 Conclusions 2.7.

Les stratégies que nous avons développées ont permis de mettre en évidence de nouvelles 

TKgst mutées performantes vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxylés (2S) et des aldéhydes α-

hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée (C5-C6). Celles-ci ont été produites, 

purifiées puis caractérisées à l’échelle analytique (Tableau 33).  
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Aldéhydes  

 
Cétoses 

Banque de  
TKgst mutées TKgst mutées Gain d’activité* 

 

O

(S)

OH

L-lactaldéhyde 

 

5-désoxy-L-ribulose 4

HO (S)
O

(S)

OH

OH

 
 

L382X/D470X L382D/D470S 4 

 

O

(S)

OH
OH

L-glycéraldéhyde 

 

L-ribulose 3

HO (S)
O

(S)

OH

OH
OH

 
 

L382X/D470X L382D/D470S 5 

L191X/F435X L191I 4 
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OH
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OH

OH

 

 

D-tagatose 5

HO (S)
O

(S)

OH

(R)

OH

OH
OH

 
 

L382X/F435X L382F/F435Y 3,6 

 

O

(S)
(S)

OH

L-érythrose
OH

OH

 
 

 

L-psicose 6

HO (S)
O

(S)

OH

(S)

OH

OH
OH

 
 

L382X/F435X L382F/F435Y 3,7 

 

(R)

O

OH
(R)

(R)

OH

OH
OH

D-ribose  
 

 

D-sédoheptulose 9

HO (S)
O

(R)

OH

(R)

OH

(R)

OH

OH
OH

 

R521X/S385X/H462X 

R521Y/H462N 3,5 

 

(R)

O

OH
(S)

(R)

OH

OH
OH

D-xylose  
 

 

D-ido-heptulose 10

HO (S)
O

(R)

OH

(S)

OH

(R)

OH

OH
OH

 
R521Y/H462N 3,3 

 

(R)

O

OH
(S)

(R)

OH

(R)
OH

D-glucose

OH
OH

 

 

D-glycéro-D-ido-octulose 11

HO (S)
O

(R)

OH

(S)
OH

(R)

OH

(R)

OH

OH
OH

 
 

R521V/S385D/H462S 

Act. spé.: 
 0,15 U.mg-1 

 
Non converti par la  

TKgst sauvage 
 

Tableau 33 : Gains d’activité obtenus avec les TKgst mutées les plus performantes vis-à-vis 
d’aldéhydes α-hydroxylés (2S) et d’aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne 

polyhydroxylée (C5-C6). *Gain par rapport à la TKgst sauvage. 

Les TKgst mutées indiquées dans le Tableau 33 seront utilisées en présence des substrats 

appropriés pour synthétiser à haute température les cétoses L-érythro (3S, 4S) et les cétoses 

de configuration D-thréo (3S, 4R) à 7 et 8 carbones correspondants. Le mutant L382F/F435Y 

sera employé pour la synthèse du D-tagatose uniquement. En effet, son activité vis-à-vis du 

L-érythrose est plus faible que celle déterminée vis-à-vis du D-thréose. De même, le mutant 

R521Y/H462N sera utilisé pour la synthèse du D-sédoheptulose seulement, une activité 

moindre ayant été mesurée en présence du D-xylose, par rapport au D-ribose. Ces travaux 

font l’objet du chapitre suivant. 
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L’ensemble des résultats présentés dans le chapitre intitulé « Modification de la spécificité de 

substrats de la TKgst par Evolution dirigée » et développés dans les paragraphes 2.3. et 2.4, 

feront l’objet d’une publication, actuellement en cours de rédaction, incluant l’utilisation des 

TKgst mutées les plus performantes en biocatalyse, décrite par la suite. 

 

Les synthèses en présence des TKgst mutées les plus actives vis-à-vis des aldéhydes 

aliphatiques et aromatiques mais également vis-à-vis du nouveau substrat donneur, l’acide 

pyruvique et d’analogues, ne seront pas décrites ni commentées dans ce manuscrit car je 

n’ai pas participé à leur réalisation. Ces synthèses sont décrites dans les publications 

correspondantes données en annexe.  



Résultats et Discussions 

143 
 

 Applications de la TKgst sauvage et des TKgst mutées à la 3.
synthèse de cétoses rares d’intérêt biologique 

L’objectif est ici d’utiliser la TKgst sauvage et les TKgst mutées les plus performantes 

identifiées précédemment, en présence des aldéhydes accepteurs appropriés et du Li-HPA 

comme substrat donneur, pour obtenir les cétoses correspondants à l’échelle préparative (de 

l’ordre de la centaine de mg). L’intérêt d’utiliser la TKgst, dont la température optimale se situe 

aux alentours de 70°C [60], est de pouvoir réaliser les synthèses à haute température, 

permettant d’augmenter l’activité de cette enzyme vis-à-vis de substrats peu convertis à 

température ambiante, tout en diminuant les temps réactionnels. 

 

Afin d’optimiser les réactions catalysées par la TKgst à haute température, plusieurs aspects 

ont été envisagés dans cette partie. L’influence des conditions réactionnelles sur la stabilité 

des substrats et plus particulièrement celle du substrat donneur, le Li-HPA, a tout d’abord été 

étudiée, pour ensuite réaliser les synthèses en présence de la TKgst sauvage et des TKgst 

mutées les plus performantes dans les meilleures conditions.  

 

Puis dans le but d’améliorer les rendements, tout en privilégiant l’utilisation de composés peu 

coûteux et naturels, des réactions en cascade ont été développées. Les enzymes auxiliaires 

utilisées ont en effet permis de générer certains substrats. Le HPA a été obtenu à partir de la 

sérine, dans le but de s’affranchir de sa synthèse chimique toxique et peu efficace, mais 

également pour limiter son temps de résidence dans le milieu à haute température. De plus, 

les aldéhydes α-hydroxylés (2S) à 3 et 4 atomes de carbone, des composés commerciaux 

très coûteux, ont été produits à partir de précurseurs achiraux plus abordables. 

 Influence des conditions réactionnelles sur la stabilité des 3.1.

substrats à haute température 

 Stabilité du Li-HPA 3.1.1.

Le Li-HPA est le substrat donneur clé, car il rend la réaction catalysée par la TKgst 

irréversible. Ainsi, son utilisation est d’un intérêt majeur pour des applications en synthèse. 

Cependant, le verrou à lever pour que les synthèses à température élevée en présence de 

ce substrat soient efficaces et transposables à plus grande échelle, concerne sa stabilité. 

Plusieurs paramètres influençant la stabilité de ce composé à haute température ont été 
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étudiés : le tampon, le pH, la température et la concentration en cofacteurs, le ThDP et le 

Mg2+. 

 Etudes antérieures 3.1.1.1.

Depuis les premières applications de la TK en biocatalyse, le HPA, sous forme de sel de 

lithium, est très majoritairement utilisé par tous les groupes s’intéressant à cette enzyme. En 

effet, le Li-HPA est commercialisé à moindre coût, en comparaison de la forme acide de ce 

composé ou des sels de sodium ou de potassium. De plus, il est aisément obtenu par voie 

chimique à partir de l’acide bromopyruvique, qui est hydrolysé en présence d’hydroxyde de 

lithium [101]. La quantification du Li-HPA est réalisée à partir de prélèvements du milieu 

d’incubation effectués au cours du temps. La concentration de ce composé est déterminée 

via le dosage enzymatique en présence de la L-lactate déshydrogénase (L-LDH) et du 

cofacteur NADH, tel que décrit dans le paragraphe 2.2.4.2. de la Partie Expérimentale. 

 

L’instabilité du Li-HPA en milieu tamponné a tout d’abord été décrite à 25°C [112], [113], puis 

à des températures plus élevées, travaux menés par notre groupe [60] (Figure 69). 

 

 

Figure 69 : Etude de la stabilité du Li-HPA dans l’eau et en présence de différents tampons à 
50°C et 70°C. ♦ Eau pure ▲Tamon Gly-gly ■ Tampon TEA x Tampon KH2PO4 ●Tampon HEPES 

Figures extraites de la littérature [60]. 

Parmi les tampons testés, le tampon Gly-gly conduit à la plus faible dégradation du Li-HPA. 

Cependant, après seulement une heure à 50°C et 70°C, 20% et 40% de la quantité initiale 

de ce composé est dégradée, respectivement. 

 

Compte-tenu de ces résultats, l’utilisation d’un tampon à haute température pour maintenir le 

pH constant au cours du temps a donc été écartée. Les études de stabilité réalisées dans 

l’eau pure montrent en revanche une parfaite stabilité du Li-HPA à 50°C et 70°C durant une 
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heure [60]. Ainsi, les premières synthèses réalisées au laboratoire en présence de la TKgst, 

du Li-HPA et des aldéhydes accepteurs, ont été réalisées à 50°C, en milieu aqueux non 

tamponné, le pH étant ajusté en continu à 7,5 grâce à l’utilisation d’un pH-stat. A 50°C, 

l’activité de la TKgst correspond à 69% de l’activité maximale mesurée à 70°C. De plus, à pH 

7,5, l’activité de la TKgst représente 97% de son activité à pH 7, son pH optimal. Enfin, des 

concentrations respectives en ThDP et Mg2+ de 2,4 mM et 9 mM ont été utilisées. Ces 

concentrations sont en effet les plus souvent employées dans la littérature, pour des 

applications de la TK en synthèse [139]. 
 

Il nous a semblé important d’approfondir ces premières études de stabilité du Li-HPA dans 

l’eau pure à haute température sur des durées plus longues, en déterminant l’influence de 

différents paramètres.  

 

 Etude de la stabilité du Li-HPA dans l’eau pure 3.1.1.2.

Les études réalisées en présence du Li-HPA, de 2,4 mM de ThDP et de 9 mM de Mg2+, en 

l’absence d’aldéhyde et de la TKgst et à pH 7,5, montrent une forte décomposition à 50°C : 30% 

et 50% environ de la quantité initiale de ce composé sont dégradés après respectivement 4 

heures et 8 heures d’incubation (Figure 70). De plus, après 24 heures, le Li-HPA est dégradé 

en totalité. Il est à noter qu’en présence de la TKgst, un profil similaire est observé. Il s’agirait 

donc d’une dégradation chimique du Li-HPA, indépendante de la présence de l’enzyme. 

D’autres contre-ions (sodium et potassium) en remplacement du lithium ont été testés, 

conduisant à des résultats similaires. 

 
 

Figure 70 : Stabilité du Li-HPA dans l’eau pure à 50°C ou 60°C, à pH 7 ou 7,5, en présence de 
0,1 ou 2,4 mM de ThDP et 1 ou 9 mM de Mg2+. 100% du Li-HPA correspond à une concentration 

initiale de 50 mM. 
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Afin de minimiser la dégradation du Li-HPA à haute température dans l’eau pure, l’influence 

de différents paramètres sur la stabilité de cet α-cétoacide ont été étudiés indépendamment : 

la température, le pH et les concentrations des cofacteurs de la TKgst.  

 

Influence de la température. Pour cette étude, la température a été fixée à 60°C. A cette 

température, la dégradation du Li-HPA n’est pas significativement plus importante qu’à 50°C. 

De plus, l’activité de la TKgst à 60°C est supérieure à celle mesurée à 50°C (83% de son 

activité maximale contre 69 % à 50°C, par rapport à celle mesurée à 70°C) et est 

parfaitement conservée durant quatre jours. Enfin, une température de 60°C permet de 

s’affranchir de la chute drastique de l’activité de l’enzyme au-delà de 70°C.  

 

Influence du pH. Une dégradation marquée du Li-HPA à pH basique à haute température a 

été observée, un résultat similaire ayant été décrit dans la littérature [246], [247]. Ainsi, un 

pH de 7 a été sélectionné, le pH optimal de la TKgst.  

 

Influence des cofacteurs. Enfin, il apparaît que les cofacteurs ThDP et Mg2+ ont une 

influence négative sur la stabilité du Li-HPA à haute température. Ainsi, leurs concentrations 

respectives ont été diminuées, tout en s’assurant que l’activité de la TKgst ne soit pas 

affectée. Une concentration en ThDP de 0,1 mM et une concentration en Mg2+ de 1 mM ont 

été retenues. Dans ces conditions, l’activité de la TKgst est conservée et est même de 

surcroît légèrement supérieure. 

 

Dans ces nouvelles conditions optimisées, c’est-à-dire à 60°C, à pH 7 et en présence de 0,1 

mM de ThDP et 1 mM de Mg2+, une amélioration significative de la stabilité du Li-HPA est 

constatée (Figure 70). Après 8 heures, 81% de la quantité initiale du Li-HPA est présente 

dans le milieu, contre 49% dans les conditions initiales, soit une dégradation de 2,6%/heure 

par rapport à 6,2 %/heure avant optimisation. De plus, dans les conditions optimisées, 47% 

et 24% de la quantité de Li-HPA initialement introduite sont encore en solution après 24 

heures et 48 heures, respectivement. Dans ces conditions, l’activité de la TKgst est stable sur 

une durée de 4 jours et représente 83% de l’activité maximale mesurée à 70°C. Ces 

conditions expérimentales optimisées ont été employées pour la majorité des synthèses 

enzymatiques catalysées par la TKgst sauvage et les TKgst mutées, décrites dans la suite de 

ce manuscrit. 

 

En s’appuyant sur les résultats décrits dans la littérature, plusieurs hypothèses peuvent être 

formulées pour expliquer cette dégradation. L’équipe des Pr. D. B. Sprinson et E. Chargaff 

(Etats-Unis) a observé qu’en milieu basique, l’abstraction du proton acide en position α de la 
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fonction cétone du Li-HPA conduit à la formation du motif cis-ènediolate [248]. D’autres 

travaux, conduits par le groupe des Pr. F. Dickens et D. H. Williamson (Royaume-Uni), ont 

montré une décarboxylation du Li-HPA à haute température et en milieu basique, menant à 

la libération d’ions HCO3
- et à la formation de glycolaldéhyde, qui se condenserait sur lui-

même selon une réaction d’aldolisation, pour conduire au D,L-érythrulose comme produit de 

dégradation majoritaire [247].  

 

Pour notre part, les milieux d’incubation du Li-HPA dans l’eau pure ont été analysés par 

RMN 1H dans les conditions optimisées et non optimisées. Dans les deux cas, l’acide 

glycolique a été identifié comme produit de dégradation majoritaire, sa concentration étant 

significativement inférieure dans les conditions réactionnelles optimisées. De plus, du D,L-

érythrulose a également été détecté mais à l’état de traces. Nous avons émis une hypothèse 

quant à la formation de l’acide glycolique, à pH 7,5, en présence des cofacteurs de la TKgst, 

le ThDP et le Mg2+ et à haute température (Figure 71). 
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Figure 71 : Proposition d’un mécanisme de formation de l’acide glycolique comme produit de 
dégradation du Li-HPA dans l’eau pure à pH 7,5 en présence du ThDP et du Mg2+ et à haute 

température 

A pH 7,5, le proton acide en α de la fonction carbonyle du Li-HPA pourrait être arraché, pour 

conduire au motif cis-ènediolate, une réaction décrite par l’équipe des Pr. D. B. Sprinson et E. 

Chargaff [248], potentiellement stabilisé par la présence des ions Mg2+. Le composé 

intermédiaire a, en équilibre avec la forme cis-ènediolate, pourrait ensuite subir une coupure 

oxydante puis une réaction de décarboxylation à haute température, aboutissant à la 

formation de l’acide glycolique et des ions HCO3
-, la formation de ces ions ayant été 

observée par le groupe des Pr. F. Dickens et D. H. Williamson [247]. 
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 Stabilité des aldéhydes accepteurs 3.1.2.

La stabilité des aldéhydes à courte chaîne (C2-C3) a été éxaminée par RMN 1H dans les 

conditions expérimentales optimisées et une dégradation inférieure à 10% a été déterminée 

en 24 heures. De plus, la stabilité des aldoses à 4, 5 et 6 atomes de carbone à haute 

température a largement été montrée dans le cadre de réactions d’isomérisation 

enzymatique ou chimique, en présence de bases ou d’acides de Lewis [249], [250], [251]. 

 Synthèse de cétoses rares catalysée par la TKgst sauvage et les 3.2.

TKgst mutées  

 Introduction 3.2.1.

Les conditions réactionnelles optimales pour la réalisation des synthèses à 60°C ayant été 

déterminées, l’objectif est ici de synthétiser à l’échelle préparative des cétoses d’intérêt 

biologique, incluant des cétoses rares (Tableau 34 et Tableau 35), à partir des aldéhydes 

appropriés comme substrats accepteurs et du Li-HPA comme substrat donneur, en présence 

de la TKgst sauvage et des TKgst mutées les plus performantes, identifiées précédemment. 

Glycolaldéhyde  - 
Aldéhydes α-

hydroxylés (2R) 
Cétoses (3S) et  
D-thréo (3S, 4R) TK Applications Ref. 

Glycolaldéhyde L-érythrulose 1 TKgst sauvage Agent  
autobronzant 

 
Brevet* 

 

D-glycéraldéhyde D-xylulose 2 TKgst sauvage Activités  
thérapeutiques 

 
[211] 

 

D-érythrose D-fructose 7 TKgst sauvage Edulcorant 
 

[252], [253] 
 

L-thréose L-sorbose 8 TKgst sauvage Précurseur de 
la vitamine C 

 
[8] 
 

D-ribose D-sédoheptulose 9 TKgst sauvage 
R521Y/H462N 

Marqueur de pathologies 
liées aux sucres 

 
[21], [22] 

 

D-xylose D-ido-heptulose 10 TKgst sauvage Précurseur du 
 D-ido-heptulose-7-P 

 
[23], [24] 

 

D-glucose D-glycéro-D-ido-heptulose 11 R521V/S385D/H462S Propriétés  
antioxydantes 

 
[25] [26] 

 
 

Tableau 34 : Applications des cétoses (3S) et D-thréo (3S, 4R) synthétisés avec la TKgst sauvage 
et/ou les TKgst mutées les plus performantes. * Brevet : US 6451293 
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Aldéhydes α-
hydroxylés (2S) 

Cétoses  
L-érythro (3S, 4S) TK Applications Ref. 

L-glycéraldéyhde L-ribulose 3 
TKgst sauvage 
L382D/D470S 

L191 

Propriétes antivirales  
et antitumorales 

 
[15], [16] 

 

L-lactaldéhyde 5-désoxy-L-ribulose 4 TKgst sauvage 
L382D/D470S 

Précurseur de 
monosaccharides rares 

 
[11] 

 

D-thréose D-tagatose 5 TKgst sauvage 
L382F/F435Y 

Edulcorant,  
antidiabétique 

 
[254] 

 

L-érythrose L-psicose 6 TKgst sauvage Propriété antivirale 
Précurseur du L-fructose 

 
[8], [240] 

 
 

Tableau 35 : Applications des cétoses L-érythro (3S, 4S) synthétisés avec la TKgst sauvage 
et/ou les TKgst mutées les plus performantes 

Dans ce paragraphe, les taux de conversion et les rendements obtenus avec la TKgst 

sauvage et les TKgst mutées les plus performantes seront comparés. Les conditions 

réactionnelles, la détermination des taux de conversion des substrats, la purification des 

produits et la détermination des rendements et enfin, l’étude de la stéréochimie des produits, 

sont similaires pour toutes les synthèses décrites (Voir Partie Expérimentale). 

 Synthèse de cétoses (3S) et D-thréo (3S, 4R) catalysée par la TKgst 3.2.2.
sauvage et les TKgst mutées  

Les cétoses de configuration (3S) et de configuration D-thréo (3S, 4R), comportant de 4 à 7 

atomes de carbone, peuvent être obtenus à partir du glycolaldéhyde et d’aldéhydes α-

hydroxylés (2R) polyhydroxylés (C3-C5), identifiés comme substrats accepteurs de la TKgst 

sauvage à l’échelle analytique. Certains d’entre eux ont déjà été synthétisés avec d’autres 

sources de TKs. Toutefois, l’intérêt ici est de diminuer les temps réactionnels en travaillant à 

haute température et d’augmenter les rendements finaux, grâce à l’utilisation de TKgst 

mutées performantes.  

 

Les résultats obtenus avec la TKgst sauvage et les TKgst mutées en présence du 

glycolaldéhyde et de six aldéhydes α-hydroxylés (2R) polyhydroxylés (C3-C6) sont indiqués 

dans le Tableau 36.  
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HO
CO2Li

O
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LiHCO3
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OH
HO (S)
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R

n = 1 - R = H : Glycolaldéhyde
n = 1 - 4 - C2(R) : Aldéhydes α-hydroxylés (2R)

TKgst
++

ThDP, MgCl2
n n

n = 1 - R = H : L-érythrulose
n = 1 - 4 - C4(R) : Cétoses D-thréo (3S, 4R)  

 
Glycolaldéhyde 

- Aldéhydes 
α-hydroxylés 

(2R) 

Cétoses (3S) et  
D-thréo (3S, 4R) 

Taux de 
conversion des 

aldéhydes 
 [%]1 

Temps 
réactionnel  

[h] 

Rendement 
[%] 

ed2 
[%] 

  TKgst  

sauvage 
TKgst  

mutée 
TKgst  

sauvage 
TKgst  

mutée 
TKgst  

sauvage 
TKgst  

mutée 
TKgst  

sauvage 
TKgst  

mutée 
 

 

OH
O

Glycolaldéhyde 

 

HO (S)
O

OH
OH

L-érythrulose 1  

 

 
 
 

> 99 

 
 
 
- 

 
 
 

0,3 

 
 
 
- 

 
 
 

44 

 
 
 
- 

 
 
 

> 95 

 
 
 
- 

 

(R)

O

OH

D-glycéraldéhyde

OH

 
 

 

HO (S)
O

OH

(R)

OH

D-xylulose 2

OH

 

 
 

      > 99 

 
 
- 

 
 

0,5 

 
 
- 

 
 

87 

 
 
- 
 

 

 
 

> 95 

 
 
- 

 

(R)
(R)

O

OH

D-érythrose
OH

OH

 

 

HO (S)
O

OH

(R)

OH
(R)

D-fructose 7
OH

OH

 
 

 
 

> 99 

 
 

- 

 
 

1 

 
 

- 

 
 

77 

 
 

- 
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(R)
(S)

O

OH
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OH

OH

 

 

 

HO (S)
O

OH

(R)

OH
(S)

L-sorbose 8
OH

OH
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- 

 
 

5 

 
 
- 

 
 

57 

 
 
- 
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- 

 

(R)
(R)

O

OH

D-ribose

(R)

OH

OH
OH

 
 

 

HO (S)
O

OH

(R)

OH
(R)

D-sédoheptulose 9

(R)

OH

OH
OH

 
 

 
 

66 

 
 

> 993 

 
 

24 

 
 

243 

 
 

44 

 
 

673 

 
 

> 95 

 
 

> 953 
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- 

 

(R)
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O
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OH
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O
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OH

(R)
OH

OH
OH

 

 

 
 

- 

 
 

> 904 

 
 
- 

 
 

1684 

 
 
- 

 
 

nd 

 
 
- 

 
 

> 954 

 
Tableau 36 : Synthèses de cétoses (3S) et D-thréo (3S, 4R) catalysées par la TKgst sauvage et 
les TKgst mutées les plus performantes à 60°C. 1 Déterminés par RMN 1H in situ en présence d’un 

étalon interne (TSP-d4). 
2 Déterminés par RMN 13C. 3 Mutant R521Y/H462N. 4 Mutant 

R521V/S385D/H462S. 
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Analyse des résultats obtenus avec la TKgst sauvage 

 

� Taux de conversion et rendements  

 

Tous les produits attendus ont été obtenus avec des taux de conversion des aldéhydes 

allant de 52% à 99%. Les aldéhydes à courte chaîne (C2-C4), tels que le glycolaldéhyde, le 

D-glycéraldéhyde, le L-thréose et le D-érythrose, conduisent aux meilleurs taux de conversion, 

un résultat en accord avec les études réalisées à l’échelle analytique. Ces aldéhydes sont 

totalement convertis avec des temps réactionnels compris entre 20 minutes et 5 heures, qui 

augmentent avec l’allongement de la chaîne carbonée des substrats. Les aldéhydes 

comportant 5 atomes de carbone, le D-ribose et le D-xylose, ne sont pas totalement convertis 

après respectivement 24h et 35h de réaction. Ces résultats corroborent ceux obtenus à 

l’échelle analytique et mettent en relief le rôle non négligeable de la configuration (R) du C3 

du D-ribose, plus favorable que la configuration (S) du C3 du D-xylose. Il est à signaler que 

les aldéhydes comportant 6 atomes de carbone ayant montré de très faibles, voire aucune 

activité à l’échelle analytique à 25°C, n’ont conduit effectivement à la formation d’aucun 

produit correspondant (cas du D-glucose) ou bien à l’état de traces (cas du D-allose), dans 

les conditions de synthèse utilisées ici, c’est-à-dire à 60°C.  

 

Globalement, les rendements obtenus après purification (de 21% à 87%) suivent l’ordre 

donné par les taux de conversion. Cependant, un rendement bien supérieur à 44% était 

attendu pour le L-érythrulose 1. Ce résultat peut être expliqué par la difficulté à purifier ce 

produit par chromatographie sur colonne de gel de silice, comparativement aux autres 

composés. Malgré l’utilisation d’un éluant polaire, il est difficile d’éluer la totalité du composé 

déposé sur la colonne. 

 

Les six cétoses obtenus sont des composés déjà décrits et synthétisés via l’utilisation 

d’autres sources de TK, mais également selon d’autres voies enzymatiques ou chimiques. 

La thermostabilité de la TKgst permet ici de conduire à des synthèses plus efficaces compte-

tenu de la température élevée. De plus, la quantité d’enzyme utilisée est ici nettement plus 

faible (6 mg) qu’en présence des autres sources de TK et pour l’obtention des mêmes 

produits [109], [255]. 

 

� Stéréosélectivité  

 

Pour toutes les synthèses réalisées, un seul diastéréoisomère a été identifié par RMN 13C 

(excès diastéréoisomériques ou ed supérieurs à 95%) et la mesure des pouvoirs rotatoires 
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des produits purifiés a permis de confirmer la pureté optique des composés par comparaison 

avec les valeurs données dans la littérature. La stéréosélectivité conduisant à une 

configuration (3S) du cétose, déjà démontrée par notre groupe [60], est confirmée ici dans 

tous les cas. 

 

Analyse des résultats obtenus avec les TKgst mutées  

 

� Taux de conversion et rendements  

En présence du D-ribose, le mutant R521Y/H462N, présentant une activité spécifique 3,5 fois 

supérieure à celle de l’enzyme sauvage, a été utilisé pour synthétiser le D-sédoheptulose 9 à 

l’échelle préparative à 60°C. Une conversion complète du D-ribose et du Li-HPA a été 

observée en 24 heures, seulement 66% du D-ribose étant converti sur une même durée avec 

la TKgst sauvage. Le D-sédoheptulose 9 a été obtenu avec un rendement de 67%, 1,5 fois 

supérieur à celui déterminé en présence de l’enzyme sauvage.  

Le D-glucose a été employé comme substrat accepteur de la TKgst et du mutant 

R521V/S385D/H462S, pour synthétiser le produit correspondant, le D-glycéro-D-ido-octulose 

11, à l’échelle préparative. A l’échelle analytique, aucune activité n’a été détectée en 

présence de la TKgst sauvage vis-à-vis de cet aldéhyde, alors qu’une  activité de 0,15  U.mg-1 

a été mesurée en présence du triple mutant. Malgré l’utilisation de quatre équivalents de Li-

HPA, aucun nouveau produit n’a été détecté dans le cas de l’utilisation de la TKgst sauvage. 

En revanche, en présence du mutant R521V/S385D/H462S, l’analyse des spectres de RMN 
1H réalisés au cours du temps a révélé la formation d’un nouveau produit. Une durée de sept 

jours et l’ajout de quatre équivalents de Li-HPA ont été nécessaires pour convertir en quasi-

totalité (>90%) le D-glucose. L’étape de purification ne nous a malheureusement pas permis 

de séparer le D-glucose non converti du D-glycéro-D-ido-octulose 11 formé et donc de 

calculer un rendement. Néanmoins, les signaux caractéristiques de cet octulose ont été 

identifiés par RMN 13C et notamment le déplacement chimique du carbone anomérique d’une 

des formes cycliques de ce monosaccharide, aux alentours de 100 ppm (Voir Partie 

Expérimentale). La synthèse et la purification de cet octulose restent toutefois à optimiser.  

 

� Stéréosélectivité  

L’obtention d’un ed supérieur à 95% et la comparaison des pouvoirs rotatoires 

expérimentaux et théoriques, ont confirmé une stéréosélectivité du mutant R521Y/H462N 
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identique à celle de la TKgst sauvage, menant à une configuration (3S) du cétose formé. De 

plus, l’analyse du spectre de RMN 13C du mélange {D-glucose/D-glycéro-D-ido-octulose} a 

permis de déterminer un ed supérieur à 95%. 

 

Par conséquent, les résultats obtenus à l’échelle analytique avec les mutants R521Y/H462N 

et R521V/S385D/H462S sont confirmés ici à l’échelle préparative. Le mutant R521Y/H462N 

a permis la synthèse efficace du D-sédoheptulose 9 à l’échelle préparative, via la conversion 

rapide du D-ribose et l’obtention d’un meilleur rendement que celui déterminé en présence de 

la TKgst sauvage. De plus, le mutant R521V/S385D/H462S permet, au contraire de la TKgst 

sauvage, de convertir le D-glucose, pour obtenir à l’échelle préparative le produit 

correspondant, le D-glycéro-D-ido-octulose 11. Toutefois, l’affinité de ce mutant vis-à-vis du 

D-glucose reste très faible, conduisant à une cinétique de conversion de cet aldéhyde très 

lente et la nécessité d’ajouter plusieurs équivalents de Li-HPA pour le convertir en quasi-

totalité. 

 Synthèse de cétoses L-érythro (3S, 4S) catalysée par la TKgst sauvage et 3.2.3.
les TKgst mutées  

Les cétoses L-érythro (3S, 4S) décrits ici n’ont jamais été obtenus avec les TKs 

communément utilisée en biocatalyse, que ce soit la TKeco ou la TKsce. Celles-ci acceptent en 

effet exclusivement les aldéhydes α-hydroxylés de configuration (2R). En revanche, nous 

avons montré précédemment à l’échelle analytique, que les aldéhydes α-hydroxylés (2S) à 3 

et 4 atomes de carbone, i.e le L-glycéraldéhyde, le L-lactaldéhyde, le D-thréose et le L-

érythrose, conduisent à des activités de la TKgst, augmentées d’un facteur 4 à 5 à 60°C par 

rapport à celles obtenues à 25°C. Toutefois, les activités mesurées restent faibles et de 

nouvelles TKgst mutées ont été identifiées à l’échelle analytique, présentant des gains 

d’activité significatifs par rapport à la TKgst sauvage vis-à-vis de ces aldéhydes. 

 

L’objectif est ici d’obtenir à 60°C les produits correspondants à l’échelle préparative, soit le L-

ribulose 3, le 5-désoxy-L-ribulose 4, le D-tagatose 5 et le L-psicose 6, via l’utilisation de la 

TKgst sauvage et de comparer les résultats à ceux obtenus avec les trois TKgst mutées les 

plus performantes, identifiées dans le chapitre précédent.  

 

Les résultats obtenus en présence de la TKgst sauvage et des TKgst mutées sont présentés 

dans le Tableau 37.  
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Tableau 37 : Synthèses de cétoses L-érythro (3S, 4S) catalysées par la TKgst sauvage et les 
TKgst mutées les plus performantes à 60°C. 1 Déterminés par RMN 1H in situ en présence d’un 

étalon interne (TSP-d4). 
2 Déterminés par RMN 13C. 3 Mutant L382D/D470S. 4 Mutant L191I. 5 Mutant 

L382F/F435Y 

Analyse des résultats obtenus avec la TKgst sauvage 

 

� Taux de conversion et rendements  

 

Après environ 24 heures de réaction, les quatre composés attendus ont été obtenus. Une 

conversion totale du L-glycéraldéhyde et du L-lactaldéhyde (C3) est observée alors qu’en 

présence du D-thréose et du L-érythrose (C4), de plus faibles taux de conversion, 

respectivement 24 % et 20 %, ont été déterminés. L’observation faîte précédemment avec 

les aldéhydes α-hydroxylés (2R) en présence desquels les taux de conversion chutent avec 

l’allongement de la chaîne carbonée, est également valable pour les analogues (2S). Les 
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cétoses à 5 atomes de carbone, le L-ribulose 3 et le 5-désoxy-L-ribulose 4, sont obtenus 

avec des rendements respectifs de 56% et 98%. Il est à mentionner que l’obtention du 5-

désoxy-L-ribulose 4 avec un rendement quasi quantitatif provient du fait que ce composé, 

moins polaire que le L-ribulose 3, est efficacement entraîné par la phase mobile durant la 

purification sur colonne de gel de silice, au contraire du L-ribulose 3. 

 

Les cétoses à 6 atomes de carbone, le D-tagatose 5 et le L-psicose 6, sont synthétisés avec 

des rendements plus modestes, de l’ordre de 13% et 10%, respectivement, ce qui est en 

accord avec les taux de conversion des aldéhydes mesurés. 

 

Il est à noter que les aldéhydes α-hydroxylés de configuration (2S) comportant 5 (le D-

arabinose et le D-lyxose) et 6 atomes de carbone (le D-mannose), en présence desquels 

aucune activité n’a été détectée à l’échelle analytique à 25°C, n’ont conduit effectivement à 

la formation d’aucun produit correspondant, à 60°C.  

 

� Stéréosélectivité  

 

Pour toutes les synthèses réalisées, un seul diastéréoisomère a été identifié par RMN 13C 

(ed supérieurs à 95%). De plus, la mesure du pouvoir rotatoire des produits purifiés a permis 

de confirmer la pureté optique des composés, par comparaison avec les valeurs données 

dans la littérature. La stéréosélectivité de la TKgst conduisant à une configuration (3S) du 

cétose est à nouveau démontrée. 

 

Analyse des résultats obtenus avec les TKgst mutées  

 

� Taux de conversion et rendements  

Le double mutant L382D/D470S présente une activité 4 et 5 fois plus élevée que la TKgst 

sauvage vis-à-vis respectivement du L-lactaldéhyde et du L-glycéraldéhyde. Celui-ci a été 

employé pour synthétiser à l’échelle préparative les deux cétoses L-érythro (3S, 4S) 

correspondants, le 5-désoxy-L-ribulose 4 et le L-ribulose 3. Comme nous l’avons vu 

précédemment, ce mutant n’est stable que durant 7 heures à 60°C. Néanmoins, à 50°C, son 

activité est parfaitement conservée durant 2,5 jours. Ainsi, les synthèses de ces composés 

ont été réalisées à cette température. De plus, celles-ci ayant été réalisées au début de ces 

travaux de thèse, les conditions non-optimisées ont été utilisées, c’est-à-dire : pH 7,5, 

[ThDP] = 2,4 mM, [Mg2+] = 9 mM. Dans ces conditions, le L-ribulose 3 et le 5-désoxy-L-
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ribulose 4 ont été obtenus en présence de la TKgst sauvage avec des rendements respectifs 

de 11% et 33%, après la conversion totale des substrats en 24 heures. En présence du 

mutant L382D/D470S, les substrats sont convertis en seulement 7 heures et 17 heures, en 

présence, respectivement, du L-glycéraldéhyde et du L-lactaldéhyde. Les produits 

correspondants ont été obtenus avec des rendements de 55% et 63%, 5 fois et 4 fois 

supérieurs respectivement, à ceux déterminés en présence de l’enzyme sauvage.  

Le L-ribulose 3 a également été synthétisé en présence du mutant L191I, sélectionné à 

l’échelle analytique pour son activité 4 fois supérieure à celle de l’enzyme sauvage vis-à-vis 

du L-glycéraldéhyde. Ce dernier a permis une conversion complète des substrats en 

seulement 12 heures, soit deux fois plus rapidement qu’avec l’enzyme sauvage. Le ribulose 

3 a été obtenu avec un rendement de 68%, légèrement supérieur à celui déterminé avec la 

TKgst sauvage (obtenu dans les condition optimisées, soit 56%) et le mutant L382D/D470S 

(55%). Il est à noter qu’en présence de la TKgst sauvage, le L-ribulose 3 est obtenu avec un 

rendement 5 fois plus élevé dans les conditions optimisées, en comparaison du rendement 

déterminé dans les conditions réactionnelles initiales. Ce résultat met en relief l’importance 

de limiter la dégradation du Li-HPA à haute température, afin d’augmenter les rendements 

finaux. 

 

Enfin, le D-tagatose 5 a été synthétisé en présence du mutant L382F/F435Y, sélectionné à 

l’échelle analytique pour son activité 3,6 fois supérieure à celle de l’enzyme sauvage vis-à-

vis du D-thréose. Deux équivalents de Li-HPA ont été employés, afin de convertir en totalité  

le D-thréose en seulement 48 heures. Le D-tagatose 5 a été obtenu avec un rendement de 

62%, environ 5 fois supérieur à celui déterminé avec la TKgst.  

 

� Stéréosélectivité  

 

De même que précédemment, des ed supérieurs à 95% ont été obtenus et la mesure du 

pouvoir rotatoire des produits purifiés a permis de confirmer leur pureté optique par 

comparaison avec les valeurs mentionnées dans la littérature. La stéréosélectivité des 

mutants L382D/D470S, L191I et L382F/F435Y est donc similaire à celle de la TKgst sauvage, 

en faveur de la formation d’une configuration (S) du C3 du cétose formé. 

 

Par conséquent, tous les résultats obtenus à l’échelle analytique avec les mutants 

L382D/D470S, L191I, L382F/F435Y sont confirmés ici à l’échelle préparative. Ceux-ci ont 

permis la synthèse de trois cétoses L-érythro (3S, 4S), le L-ribulose 3, le 5-désoxy-L-ribulose 
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4 et le D-tagatose 5 à l’échelle préparative, avec des cinétiques réactionnelles plus rapides 

qu’en présence de la TKgst sauvage et des rendements finaux améliorés. 

 

Il est à noter que l’obtention des cétoses L-érythro (3S, 4S) et notamment celle des trois 

composés obtenus est délicate en utilisant d’autres voies de synthèse. Par voie chimique, 

les stratégies développées nécessitent de nombreuses étapes et l’utilisation de groupements 

protecteurs [11]. Par voie enzymatique, la L-arabinose isomérase utilisée pour la préparation 

du D-tagatose ou du L-ribulose à partir respectivement du D-galactose ou du L-arabinose, 

conduit à un équilibre qui n’est pas en faveur des cétoses [256], [257], [258], [259]. Un autre 

exemple est la synthèse du L-ribulose à partir du ribitol [260], qui n’est que partiellement 

oxydé par la souche Gluconobacter oxydans. Les aldolases ont également été utilisées mais 

elles ne sont pas complétement stéréosélectives. Ainsi, par exemple, en présence du L-

glycéraldehyde, la réaction conduit à un mélange de L-piscose et L-sorbose [13]. 

 Conclusions 3.2.4.

Ainsi, la TKgst sauvage a permis l’obtention de dix cétoses, incluant des cétoses rares à 

haute valeur ajoutée, à 60°C, via la formation stéréosélective d’une liaison C-C. Cette 

enzyme conduit à la formation d’un diastéréoisomère unique, alors qu’un mélange de 

plusieurs diastéréoisomères difficilement séparables est souvent obtenu dans le cas de 

l’isomérisation de monosaccharides catalysée par des isomérases [8], [10] ou de l’emploi 

d’aldolases présentant une perte de stéréosélectivité au cours du temps [13]. De plus, 

l’emploi du Li-HPA permet de rendre la réaction irréversible, ce qui n’est pas le cas des 

procédés catalysés par ces deux dernières enzymes [8], [10], [261].  

 

Afin d’augmenter les taux de conversion et les rendements des synthèses en présence des 

aldéhydes α-hydroxylés (2S) et des aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne 

polyhydroxylée (C5-C6), les TKgst mutées les plus performantes, identifiées précédemment, 

ont été utilisées comme biocatalyseurs pour synthétiser les cétoses correspondants à 

l’échelle préparative. Les résultats obtenus à l’échelle analytique ont été confirmés. Celles-ci 

ont en effet permis la synthèse plus efficace par rapport aux résultats obtenus avec la TKgst 

sauvage du L-ribulose 3, du 5-désoxy-L-ribulose 4 et du D-tagatose 5, trois cétoses L-érythro 

(3S, 4S) mais également du D-sédoheptulose 9, un cétose de configuration D-thréo (3S, 4R) 

à 7 atomes de carbones, via des temps réactionnels plus courts et l’obtention de meilleurs 

rendements. Enfin, le D-glucose, qui n’est pas substrat de la TKgst sauvage, a été converti 

par le mutant R521V/S385D/H462S en présence du Li-HPA, pour former le produit 
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correspondant, le D-glycéro-D-ido-octulose 11. Néanmoins, ce produit pur n’a pas pû être 

isolé. 

 

Toutefois, que ce soit en présence de la TKgst sauvage ou des TKgst mutées, malgré 

l’optimisation des conditions réactionnelles, la dégradation du Li-HPA en acide glycolique 

dans ces conditions n’est pas négligeable (2,6%/heure). Elle entraîne en effet une baisse 

des rendements, notamment en présence des aldéhydes α-hydroxylés (2S) et des aldéhydes 

α-hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée (C5-C6), qui nécessitent des temps de 

réaction plus longs. Pour lever ce verrou, nous avons envisagé de générer le HPA in situ par 

voie enzymatique, afin de réduire le temps de résidence de ce substrat dans le milieu 

réactionnel et ainsi, limiter sa dégradation à haute température, tout en évitant la synthèse 

de ce composé par voie chimique. 

 Cascades bi-enzymatiques pour la génération in situ du HPA 3.3.

L’ensemble des résultats présentés dans ce paragraphe a fait l’objet d’une publication dans 

le journal Green Chemistry en 2016, donnée en annexe de ce manuscrit [262]. Ces travaux 

ont été réalisés avec l’aide de M. De Sousa Lopes Moreira, durant son stage de Master 2 et 

du Dr. F. Bruna Gonzàlez, durant son contrat post-doctoral.  

 Stratégies de génération in situ du HPA par voie enzymatique 3.3.1.

Le HPA est commercialisé par la société Sigma-Aldrich mais est très onéreux. Il peut être 

préparé à moindre coût sous forme de sel de lithium, de sodium ou de potassium, par voie 

chimique en une étape, à partir de l’acide bromopyruvique et en présence respectivement de 

LiOH, NaOH ou KOH (M+OH-) [101], [115], [263] (Figure 72). 
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Figure 72 : Synthèse chimique de l’hydroxypyruvate de lithium, de sodium ou de potassium à 
partir de l’acide bromopyruvique 
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Cette voie de synthèse est rapide, facile à mettre en œuvre et aisément réalisable à l’échelle 

du gramme. Cependant, une étape de purification par recristallisation est nécessaire et 

conduit à une perte importante de produit, entrainant l’obtention de faibles rendements, 

compris entre 23% et 51% [101], [102], [115], De plus, l’acide bromopyruvique est un 

composé relativement coûteux, hautement toxique pour le manipulateur et persistant dans 

l’environnement.  

 

Par ailleurs, comme nous l’avons montré dans l’étude précédente, malgré l’optimisation des 

conditions réationnelles, le Li-HPA se dégrade partiellement à haute température. La 

génération in situ de ce composé à 60°C est alors particulièrement appropriée, afin de le 

convertir au fur et à mesure de sa formation et de limiter ainsi ton temps de résidence dans 

le milieu. Des stratégies ont été initiées par l’équipe du Pr. L. Hecquet dans les années 1990 

à partir de la sérine, acide aminé protéinogène naturel non toxique et très peu coûteux, selon 

deux voies, l’une catalysée par une transaminase (TA) [264], l’autre par une D-aminoacide 

oxydase (D-AAO) [265]. Le HPA ainsi généré a été utilisé comme substrat donneur dans des 

réactions catalysées par la TKspi. Puis les groupes des Pr. P. Dalby et H. E. Hailes [266] et 

du Pr. H. G. Floss [267] ont plus récemment décrits des procédés similaires, comme 

présenté plus en détail au cours de l’étude bibliographique.  

 

Nous avons envisagé d’optimiser ces deux procédés avec la TKgst, en présence d’aldéhydes 

accepteurs α-hydroxylés utilisés précédemment, pour la synthèse des cétoses 

correspondants (Figure 73).  
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Figure 73 : Cascades bi-enzymatiques pour la génération in situ du HPA par voie enzymatique 
TA : Transaminase. D-AAO : D-aminoacide oxydase 
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L’objectif est ici de rechercher des TAs et des D-AAOs acceptant la sérine comme substrat et 

si possible thermostables, puis de coupler l’une ou l’autre de ces deux enzymes avec la 

TKgst, afin de comparer l’efficacité des deux stratégies. Chaque couplage TA/TKgst ou D-

AAO/TKgst sera réalisé selon une stratégie « one-pot » et de façon simultanée, pour éviter 

l’accumulation et la dégradation du HPA, qui sera converti de façon concomitante par la 

TKgst. De plus, cette stratégie évite l’étape de purification nécessaire dans le cas de la 

production du HPA par voie chimique. 

 Couplage TAtca/TKgst  3.3.2.

 Recherche d’une transaminase appropriée 3.3.2.1.

Les transaminases (TAs, EC 2.6.1.-), aussi communément appélées aminotransférases, 

appartiennent à la famille des enzymes dépendantes du phosphate de pyridoxal ou PLP, la 

forme biologiquement active de la vitamine B6 (Figure 74) [268], [269]. 
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Figure 74 : Structure développée du phosphate de pyridoxal ou PLP, la forme active de la 
vitamine B6 

Les enzymes PLP-dépendantes constituent une très vaste famille d’enzymes ubiquitaires, 

impliquées dans de nombreuses réactions métaboliques mettant en jeu des amines, via des 

réactions de racémisation, de réduction, d’élimination, de substitution, de décarboxylation, de 

phosphorylation et de transamination [268], [269]. 

 

Les TAs appartiennent à la classe des transférases et catalysent le transfert réversible d’un 

groupement amine d’un substrat donneur d’amine sur le groupement carbonyle d’un substrat 

accepteur (Figure 75) [270]. 
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Figure 75 : Réaction de transamination catalysée par les transaminases ou TAs 
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Les TAs représentent une très large famille d’enzymes, dont les structures et les spécificités 

de substrats sont très variées. A ce jour, plus de 360 000 séquences annotées en tant que 

transaminases sont répertoriées dans la banque de données génomiques UniProtKB et plus 

de 750 structures cristallographiques sont disponibles dans la base de données protéiques, 

la PDB. La grande diversité des TAs a conduit au développement de différents modes de 

classification de ces enzymes, basés, soit sur leur structure 3D [270], [271], soit sur leur 

spécificité de substrat. Seul ce second mode sera développé ici et la nomenclature associée 

sera utilisée dans ce manuscrit. 

 

D’après cette classification, les transaminases sont divisées en deux grands groupes, les α-

TAs et les amine-TAs (Tableau 38).  
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α-TAs  
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Structure générale 

des substrats 
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Acide-L- 

glutamique 

 
D-alanine 

 
D- et L-alanine 

 
Substrat accepteur 

préférentiel 
 

 
Acide α-

cétoglutarique 

 
Acide pyruvique 

 
Acide pyruvique 

 
Tableau 38 : Classification des TAs en fonction de leur spécificité de substrats 

Les α-transaminases ou α-TAs sont les transaminases les plus représentées et sont très 

utilisées en synthèse organique [269]. En effet, elles catalysent le transfert d’un groupement 

amine d’acides α-aminés sur le groupement carbonyle d’α-cétoacides et sont ainsi 

particulièrement intéressantes pour la synthèse d’acides aminés rares ou non naturels 

(Figure 76). 
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Figure 76 : Transfert d’un groupement amine d’un acide α-aminé sur un α-cétoacide catalysé 
par les α-transaminases ou α-TAs  



Résultats et Discussions 

162 
 

L’utilisation d’une α-TA peut donc permettre de catalyser la formation du HPA en une étape, 

à partir de la D- ou L-sérine comme substrat donneur d’amine et d’un substrat accepteur de 

type cétone. Le HPA peut alors être généré in situ et utilisé comme substrat donneur de la 

TKgst pour la synthèse de cétoses en présence d’aldéhydes accepteurs appropriés. La 

réaction catalysée par la TK étant irréversible, l’équilibre de la première réaction catalysée 

par l’α-TAs est alors déplacé vers la synthèse du HPA. Ce couplage, pour être efficace, doit 

être réalisé selon une stratégie « one-pot » et de façon simultanée (Figure 77).  
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Figure 77 : Génération in situ du HPA catalysée par une transaminase à partir  
de la D- ou L-sérine 

Ce procédé a déjà été utilisé à 25°C en présence des TKeco et TKspi. Dans le cadre de ces 

travaux de thèse, l’objectif est d’exploiter la thermostabilité de la TKgst pour notamment 

réaliser les synthèses à 60°C, température qui, comme nous l’avons montré, permet de 

diminuer les temps réactionnels et d’augmenter les activités vis-à-vis de certains substrats. 

Ainsi, l’utilisation d’une α-TA thermostable pour générer le HPA in situ à cette température 

est nécessaire, afin d’éviter son accumulation dans le milieu et donc sa dégradation. 

 

Par conséquent, notre objectif a été de rechercher une α-TA thermostable capable 

d’accepter la D- ou L-sérine, ce type de TA étant incapable de réaliser la transamination du 

produit de la réaction catalysée par la TKgst, à la différence des amines-TAs [205], [210] 

(Tableau 38). 

 Identification d’une α-TA thermostable issue de la biodiversité 3.3.2.2.

Le Genoscope, CEA à Evry dispose d’environ 8000 gènes clonés, codant pour des enzymes 

appartenant aux classes des oxydo-réductases, des transférases, des hydrolases, des 

lyases et des ligases. De larges collections de gènes codant pour des transaminases issues 

de la biodiversité sont également disponibles et ont été criblées au laboratoire par l’équipe 

du Pr. T. Gefflaut (Equipe BioMéta, ICCF), dans le cadre d’un autre projet, visant à identifier 
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de nouvelles transaminases pour la synthèse efficace d’amines chirales. L’une de ces 

banques, notamment, a fait l’objet de nombreuses investigations [272]. 

 

Initialement composée de plusieurs milliers de gènes codant pour des transaminases 

représentant la variété des activités enzymatiques existant au sein des groupes des α-TAs et 

des amines-TAs, la taille de cette banque a été significativement réduite, pour ne conserver 

que les gènes codant pour les transaminases représentatives des deux groupes et 

présentant un faible pourcentage d’homologie. Parmi les 475 gènes ainsi sélectionnés, seuls 

232 ont été correctement clonés dans le plasmide pET22b(+) et insérés dans la souche 

d’E .coli BL21(DE3). Les clones correspondants ont été cultivés en microplaques 96-puits 

puis chaque protéine a été surexprimée via l’addition d’IPTG. Après la lyse des cellules, une 

analyse par électrophorèse en conditions dénaturantes sur gel d’acrylamide (SDS-PAGE) a 

permis de confirmer la surexpression des 232 enzymes, appartenant toutes aux classes des 

D-α-TAs et L-α-TAs. 

 

La banque des 232 D- et L-α-TAs a tout d’abord été criblée vis-à-vis de l’acide cystéine-

sulfinique en série D et L ou D- et L-ACS, un substrat donneur d’amine permettant de rendre 

la réaction de transamination irréversible et d’un panel d’α-cétoacides comme substrat 

accepteur, dont le Li-HPA, à l’aide un test de criblage colorimétrique haut-débit développé au 

laboratoire [272]. Les 18 α-TAs les plus actives vis-à-vis de cet accepteur ont été 

sélectionnées. Issues de microorganismes mésophiles, modérément thermophiles ou 

thermophiles, celles-ci appartiennent toutes à la classe des L-α-TAs et une grande majorité a 

pour substrat donneur naturel la L-sérine et comme substrat accepteur naturel, l’acide 

glyoxylique ou l’acide pyruvique. Ces 18 L-α-TAs ont enfin été criblées dans le sens inverse, 

c’est-à-dire vers la production du HPA, en présence de la L-sérine comme donneur d’amine 

et de différents α-cétoacides comme substrats accepteurs (Figure 78). 

 

 

Figure 78 : Etapes de criblage de la banque composée de 475 TAs représentatives des groupes 
des α-TAs et des amines-TAs 
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Criblage de la banque des 18 L-α-TAs vis-à-vis de la L-sérine et d’un panel d’α-cétoacides 

 

Le criblage de la banque des 18 L-α-TAs a été réalisé à l’aide d’un test colorimétrique, basé 

sur l’utilisation d’un sel de tétrazolium, le 2-(4-iodophényl)-3-(4-nitrophényl)-5-(2,4-

disulfophényl)-tétrazolium ou WST-1, de l’anglais « Water soluble tetrazolium-1 » [273], [274].  

 

Le colorant WST-1 a récemment été utilisé par l’équipe du Pr. J. Littlechild (Royaume-Uni), 

pour la détermination de l’activité d’une sérine : pyruvate transaminase thermostable de 

Sulfolobus solfataricus [160]. Le test décrit repose sur un procédé séquentiel, que nous 

avons reproduit au laboratoire, pour le criblage de la banque des 18 L-α-TA (Voir Partie 

Expérimentale). Le colorant WST-1, initialement incolore, oxyde l’α-hydroxycétone du HPA 

formé au cours de la réaction de transamination. Il est alors lui-même réduit pour conduire à 

sa forme formazan, un composé soluble dans l’eau, présentant une intense couleur bleue à 

λmax ≈ 600 nm. Le mélange résultant est alors chauffé à 60°C durant 10 minutes, afin 

d’accélérer la réaction de réduction. L’absorbance du milieu, mesurée à 600 mn, est alors 

directement proportionnelle à la quantité de HPA présent. Une unité de TA (U) correspond à 

une micromole de L-sérine ou d’α-cétoacide convertie par minute (µmol.min-1). Ce test sera 

référencé sous le nom de « test TAWST-1 » dans la suite du manuscrit (Figure 79). 
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Figure 79 : Test d’activité des TAs (« test TAWST-1 ») 

L’utilisation du WST-1 permet la détermination de l’activité des transaminases avec une 

excellente sensibilité, bien supérieure à celle d’autres analogues comme le chlorure 

d’iodonitrotétrazolium (INT), le violet de tétrazolium (VT) ou le rouge de tétrazolium (chlorure 

de 2,3,5-triphényltétrazolium, TTC), dont la forme réduite n’est pas soluble dans l’eau [274], 

le coefficient d’absorption molaire de la forme formazan du WST-1 étant : ε = 42000 M-1.cm-1 

à λmax = 600 nm (détermination expérimentale). Ce test étant particulièrement sensible, 
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l’apparition d’une coloration non-spécifique de la réaction de transamination en présence de 

chaque composant (substrats, TAs, PLP), testé individuellement, a été évaluée. Une 

coloration significative a été observée en présence de l’acide glyoxylique, à une 

concentration supérieure à 5 mM. Ainsi, cet α-cétoacide a toujours été utilisé à une 

concentration maximale de 5 mM. 

 

L’activité des différentes L-α-TAs a été déterminée à l’aide du « test TAWST-1 », vis-à-vis de la 

L-sérine (5 mM) comme substrat donneur et de trois α-cétoacides comme substrats 

accepteurs (5 mM) : l’acide α-cétoglutarique ou α-KG, l’acide glyoxylique et l’acide pyruvique, 

générant respectivement l’acide L-glutamique, la glycine et la L-alanine (Tableau 39). L’acide 

glyoxylique et l’acide pyruvique ont été sélectionnés puisqu’il s’agit des α-cétoacides 

accepteurs naturels de la plupart des L-α-TAs testées. L’α-KG a été ajouté au panel puisqu’il 

constitue l’ α-cétoacide préférentiellement accepté par les L-α-TAs [275]. 
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Tableau 39 : Trois α-cétoacides : l’α-KG, l’acide glyoxylique et l’acide pyruvique, utilisés 
comme substrat accepteur en présence de la L-sérine, utilisée comme substrat donneur, 

générant respectivement l’acide L-glutamique, la glycine et la L-alanine 
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Les activités des lysats cellulaires correspondants aux 18 L-α-TAs testées sont présentées 

dans la Figure 80 a) ci-dessous. 

 

Figure 80 : Activités des lysats cellulaires des 18 L-α-TAs déterminées à l’aide du « test TAwst-

1 » à 25°C vis-à-vis de la L-sérine (5 mM) et de l’acide glyoxylique (5 mM), de l’α-KG (5 mM) ou 
de l’acide pyruvique (5 mM). a) Activités des 18 L-α-TAs testées. b) Agrandissement des activités de 

la L-α-TAs annotée A1HUC4 

Parmi les 18 L-α-TAs étudiées, trois se distinguent par leurs activités supérieures ou égales 

à 10 mU.mg-1 vis-à-vis des trois α-cétoacides testés : il s’agit des enzymes annotées 

F6B3V8, F6CII1 et A1HUC4 dans la base de données UniProtKB (Figure 80 a)). Tandis que 

les enzymes annotées F6B3V8 et F6CII1 sont issues de microorganismes modérément 

thermophiles du genre Desulfotomaculum [276], [277], l’enzyme annotée A1HUC4 est issue 

de la bactérie thermophile à Gram négatif Thermosinus carboxydivorans Nor1T (DSM 14886), 

très répandue dans les sources chaudes du parc national volcanique du Yellowstone (Etats-

Unis), où la température est comprise entre 40°C et 68°C [278]. Celle-ci a donc été 

sélectionnée pour la suite de l’étude. Son activité est de 19,2 mU.mg-1 vis-à-vis de l’acide 

glyxoylique, de 17,4 mU.mg-1 vis-à-vis de l’α-KG et de 16,9 mU.mg-1 vis-à-vis de l’acide 

pyruvique (Figure 80 b)). Cette enzyme est annotée comme étant une L-sérine : glyoxylate α-

transaminase (EC 2.6.1.45) et sera notée TAtca dans la suite du manuscrit. 
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 Production de la TA de Thermosinus carboxydivorans (TAtca) 3.3.2.3.

Expression et purification par IMAC 

 

Le gène codant pour la TAtca a été amplifié par PCR, cloné dans le vecteur d’expression 

pET22b(+) puis transformé dans la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysE. Après culture et lyse 

des cellules, la purification de la TAtca, exprimée avec une étiquette 6-His en position N-

terminale, a été réalisée par chromatographie d’affinité en présence de cations métalliques 

(IMAC), selon le même principe présenté dans le paragraphe 1.2.2., page 72, à température 

ambiante. Ici, le PLP est ajouté durant l’étape de purification. 

 

N.B. : Pour les mêmes raisons que celles explicitées précemment dans le paragraphe 1.2.1., 

page 71 de ce manuscrit, seule l’ampicilline a été utilisée comme antibiotique pour la 

réalisation des cultures de la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysE, pour la production de la 

TAtca. 

 

La surexpression de la TAtca et la pureté de l’extrait purifié ont été vérifiées par 

électrophorèse « SDS-PAGE » en présence de 15% d’acrylamide [229] (Figure 81). 

L’électrophorégramme présente une bande unique à environ 41 kDa, correspondant au 

poids moléculaire d’une sous-unité de la TAtca (Valeur théorique : 40,991 kDa 

(A1HUC4.UniProt). 

 
 

Figure 81 : Electrophorèse en conditions dénaturantes (SDS-PAGE - Acrylamide : 15%) de la 
TAtca. 1 : All Blue Prestained Protein Standards, Bio-Rad ; 2 : TAtca (lysat cellulaire, 40 µg) ; 3 : TAtca 

(lysat cellulaire, 5 µg) ; 4 : TAtca (enzyme purifiée, 5 µg). 

L’activité de la TAtca a été déterminée en utilisant le « test TAWST-1», avant et après 

purification et le rendement de la purification a été calculé pour un litre de culture cellulaire 

(Tableau 40). Les concentrations en protéines (mg.mL-1) ont été déterminées par le test de 
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Bradford [230]. La L-sérine a été utilisée comme substrat donneur et l’α-KG, comme substrat 

accepteur, puisqu’il s’agit de l’α-cétoacide préférentiellement accepté par les L-α-TAs [279]. 

Fraction Activité Protéines Activité spécifique Facteur de 
purification Rendement 

 [U] [mg] [U.mg-1] - [%] 
Lysat cellulaire 929 572 1,1 - - 
TAtca purifiée 717 203 3,5 3,2 77,2 

 
Tableau 40 : Activité de la TAtca avant et après purification par IMAC déterminée par le « test 

TAWST-1 » en présence de la L-sérine (250 mM) et de l’α-KG (3 mM) à 25°C  
Pour 1 L de culture cellulaire (soit 4,45 g. L-1 de cellules humides) 

Cette méthode de purification a permis l’obtention de 203 mg de TAtca purifiées à partir de 1 

L de culture contenant 4,45 g de cellules humides. L’activité spécifique de la TAtca est 

relativement faible puisqu’elle a été déterminée à 25°C. La suite de l’étude montrera que, 

comme attendu, cette enzyme étant issue d’un microorganisme thermophile, son activité 

augmente avec la température. Après purification, la TAtca peut être à conservée à 4°C en 

suspension dans le sulfate d’ammonium (3 M, pH 8) en présence du PLP, sans perte 

d’activité durant plusieurs mois. 

 Caractérisation de la TAtca 3.3.2.4.

Les propriétés biochimiques de la TAtca purifiée ont été étudiées selon trois directions : 1) sa 

spécificité de substrat, 2) ses conditions réactionnelles optimales (température, pH) et 3) sa 

stabilité à haute température. 

Etude de la spécificité de substrats 

Différentes concentrations en L-sérine ont été testées, comprises entre 5 et 450 mM. 

L’activité de la TAtca augmente pour des concentrations comprises entre 5 mM et 250 mM, 

puis atteint un plateau jusqu’à 450 mM. Ainsi, une concentration en L-sérine de 250 mM a 

été utilisée pour la réalisation de cette expérience, concentration à laquelle l’activité de 

l’enzyme est maximale. Ce même travail a été réalisé avec les trois α-cétoacides testés, l’α-

KG, l’acide glyoxylique et l’acide pyruvique et une inhibition plus ou moins importante de 

l’enzyme a été constatée. La TAtca est en effet fortement inhibée par l’α-KG et par l’acide 

glyoxlique, dès 3 mM et 5 mM, respectivement, tandis qu’elle est inhibée par l’acide 

pyruvique à partir de 50 mM (Tableau 41). 
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Substrat donneur Susbtrat accepteur Inhibition 

L-sérine 
α-KG ≥ 3 mM 

Acide glyoxylique ≥ 5 mM 
Acide pyruvique ≥ 50 mM 

 
Tableau 41 : Inhibition de la TAtca par l’α-KG, l’acide glyoxylique et l’acide pyruvique 

déterminée par le « test TAWST-1 » en présence de la L-sérine (250 mM) à 25°C 

Il est à noter que les mêmes résultats ont également été obtenus en présence d’une 

concentration en L-sérine plus faible, preuve que cette inhibition est due uniquement à la 

présence de ces α-cétoacides. Ce résultat est peu surprenant car de nombreux articles 

relatent l’inhibition de transaminases par leur substrat donneur et/ou leur substrat accepteur 

[280], [281]. 

 

Ainsi, compte-tenu de la forte inhibition de la TAtca par l’α-KG et l’acide glyoxylique, l’acide 

pyruvique a été sélectionné comme substrat accepteur pour la suite de l’étude. L’activité 

spécifique de la TAtca purifiée a été déterminée en présence de 50 mM de cet α-cétoacide et 

de 250 mM de L-sérine dans le tampon HEPES 0,1 M, pH 7,5, à 25°C à l’aide du « test 

TAWST-1 » : elle est de 6,42 ± 0,01 U.mg-1 à 25°C. Les paramètres cinétiques apparents de la 

TAtca vis-à-vis de ce couple de substrats ont ensuite été déterminés. 

 

Détermination des paramètres cinétiques apparents vis-à-vis de la L-sérine et de l’acide 

pyruvique 

 

Les paramètres cinétiques apparents KM
app et Vmax

app de la TAtca vis-à-vis de la L-sérine (en 

présence de l’acide pyruvique comme substrat accepteur) et de l’acide pyruvique (en 

présence de la L-sérine comme substrat donneur) ont été déterminés à 25°C. Les réactions 

enzymatiques ont été réalisées en microplaques 96-puits puis des prélèvements ont été 

effectués au cours du temps et dosés selon le « test TAWST-1 ». En raison de l’inhibition de la 

TAtca par l’acide pyruvique à une concentration de 50 mM ou plus, la détermination du KM
app 

et de la Vmax
app de l’enzyme vis-à-vis de la L-sérine a été réalisée en présence de 50 mM 

d’acide pyruvique. De plus, la détermination des paramètres cinétiques apparents de la TAtca 

vis-à-vis de l’acide pyruvique a été réalisée pour des concentrations comprises entre 0,25 et 

50 mM (Tableau 42).  
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 TAtca 
 KM

app Vmax
app Vmax

app/KM
app 

 [mM] [U.mg-1] [U.mg-1.mM-1] 

L-sérine1 22,4 ± 0,3 3,3 ± 0,1 0,15 
Acide pyruvique2 12,8 ± 0,7 8,1 ± 0,5 0,63 

 
Tableau 42 : Paramètres cinétiques apparents de la TAtca vis-à-vis de la L-sérine et de l’acide 

pyruvique déterminés à l’aide du « test TAWST-1 » à 25°C. 1 Le milieu contient 50 mM d’acide 
pyruvique et 1-250 mM de L-sérine. 2 Le milieu contient 250 mM de L-sérine et 0,25-50 mM d’acide 

pyruvique. 

La méthode de Hanes-Woolf a permis de déterminer un KM
app de 22,4 ± 0,3 mM et une 

Vmax
app de 3,3 ± 0,1 U.mg-1 pour la L-sérine et un KM

app de 12,8 ± 0,7 mM et une Vmax
app de 

8,1 ± 0,5 U.mg-1 pour l’acide pyruvique. Il est à noter que des valeurs de KM inférieures à 

celle déterminée pour la TAtca vis-à-vis de la L-sérine ont été mentionnées dans la littérature 

pour d’autres α-sérine : glyoxylate transaminases, comprises entre 1,4 et 7 mM [209], [282], 

[283]. 

 

Détermination du pH et de la température optimale 

 

L’effet du pH sur l’activité de la TAtca a été examiné pour des pH compris entre 5 et 9,2. Des 

tampons de différents pKa ont été utilisés pour couvrir cette gamme de pH (Figure 82). La 

TAtca est incubée en présence de l’α-KG et du PLP dans le tampon approprié et au pH étudié 

à 25°C durant 20 minutes, puis la réaction est initiée par l’ajout de la L-sérine. Des 

prélèvements sont effectués au cours du temps et dosés selon le « test TAWST-1 ». 

 

Figure 82 : Profil de l’activité de la TAtca en fonction du pH 
♦ Tampon sodium citrate (pKa 4,8) ▲Tampon sodium phosphate (pKa 7,2) ●Tampon sodium 

borate (pKa 9,2). L’activité de la TAtca est déterminée à l’aide du « test TAWST-1 » en présence de 100 
mM de L-sérine et 3 mM d’α-KG, à 25°C. L’activité maximale (100%) obtenue à pH 8,5 correspond à 

une activité spécifique de 2 U.mg-1. A pH 7, l’activité spécifique est de 0,8 U.mg-1. 
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L’enzyme présente un maximum d’activité pour un pH autour de 8,5 ; des valeurs similaires, 

comprises entre pH 8 et 9,2, ayant été déterminées dans la littérature pour d’autres sérine : 

glyoxylate transaminases, d’origine bactérienne et végétale [282], [283], [284]. A pH 7, 

l’activité de la TAtca est de 0,8 U.mg-1, soit 40% de son activité maximale à pH 8,5. 

 

L’influence de la température sur l’activité de la TAtca a été mesurée sur un intervalle de 

températures allant de 20°C à 80°C. Les réactions enzymatiques ont été réalisées en 

macrocuve, dont la température est contrôlée grâce à un thermostat à effet Peltier (Figure 

83). Le HPA est particulièrement instable en milieu tamponné et à haute température [60]. 

Cependant, ici, cette dégradation est négligeable car la concentration du HPA est 

déterminée sur des intervalles de temps très courts (de l’ordre de 10 minutes). 

 

 

Figure 83 : Profil de l’activité de la TAtca en fonction de la température 
L’activité de la TAtca est déterminée à l’aide du « test TAWST-1 » en présence de 100 mM de L-sérine et 
3 mM d’α-KG. L’activité maximale (100%) obtenue à 63°C, correspond à une activité spécifique de 7,8 

U.mg-1. A 20°C, l’activité spécifique est de 1,5 U.mg-1. 

La température optimale de la TAtca se situe à 63°C. Le profil d’activité présente une forte 

augmentation d’un facteur 5 environ entre 20°C (1,5 U.mg-1) et 63°C (7,8 U.mg-1), puis une 

chute brutale de l’activité au-dessus de 70°C. Ce résultat est en accord avec les propriétés 

de la bactérie T. carboxydivorans, vivant dans un environnement où la température est 

comprise entre 40°C et 68°C [278]. 

 

A 60°C, l’activité de la TAtca est pratiquement maximale (97%). De plus, dans le cas où la 

température du milieu serait supérieure de quelques degrés à cette température, son activité 

serait toujours optimale (99% de son activité maximale à 67°C). Ainsi, nous avons étudié 

l’activité de la TAtca à 60°C sur une durée plus longue. 
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Etude de la thermostabilité  

 

La stabilité de la TAtca à 60°C a été examinée sur une durée de 10 jours, à l’aide du « test 

TAWST-1 ». A 60°C, la TAtca conserve 100% de son activité durant 4 jours. Après 10 jours, son 

activité est diminuée de moitié.  

 

Conclusions 

 

Une α-TA jamais décrite dans la littérature et correspondant aux critères initialement fixés a 

donc été identifiée. Il s’agit d’une L-α-TA issue de la bactérie thermophile T. carboxydivorans. 

Les substrats donneurs et accepteurs les plus appropriés sont respectivement la L-sérine et 

l’acide pyruvique, ce dernier conduisant à une inhibition de l’enzyme à partir de 50 mM 

seulement, comparativement aux autres α-cétoacides testés, pour lesquels une inhibition 

apparaît à des concentrations très basses. La température optimale de la TAtca se situe à 

environ 60°C et son activité est 5 fois supérieure à cette température qu’à 20°C. Celle-ci 

présente également une excellente stabilité dans le temps à haute température, puisque son 

activité est parfaitement conservée durant quatre jours à 60°C. Enfin, cette enzyme présente 

un maximum d’activité pour un pH aux alentours de 8,5. 

 Synthèse de cétoses L-érythro (3S, 4S) à 60°C 3.3.2.5.

Compte-tenu des résultats de l’étude des propriétés de la TAtca,  le couplage de la TAtca et de 

la TKgst a été réalisé à 60°C, température à laquelle la TAtca et la TKgst présentent une activité 

quasi-optimale, 97% et 83%, respectivement, température également utilisée pour les 

synthèses de cétoses présentées précédemment, en présence de la TKgst sauvage et des 

TKgst mutées. Le pH optimal de la TAtca se situe à environ 8,5. Or, nous avons vu 

précédemment que le Li-HPA était hautement instable à pH basique et de surcroît à haute 

température. Ainsi, le couplage a été réalisé à pH 7, pH auquel la dégradation du Li-HPA est 

limitée et pour lequel l’activité de la TKgst est maximale. En revanche, à ce pH, la TAtca 

présente seulement 40% de son activité optimale. 

 

La possibilité de réaliser le couplage TAtca/TKgst à haute température nous a permis d’utiliser 

les quatre aldéhydes α-hydroxylés (2S) identifiés précédemment comme substrats 

accepteurs de la TKgst sauvage, le L-glycéraldéhyde, le L-lactaldéhyde, le D-thréose et le L-

érythrose, pour accéder aux cétoses L-érythro (3S, 4S) correspondants, à haute 

température. La réalisation des synthèses à température ambiante avec ce type d’aldéhydes 
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n’est pas envisageable, compte-tenu des cinétiques réactionnelles très lentes. Enfin, la L-

sérine a été utilisée comme substrat donneur d’amine de la TAtca et l’acide pyruvique, 

comme substrat accepteur. 

 

Dans un premier temps, l’utilisation de la TAtca pour générer le HPA in situ à 60°C en 

présence de la TKgst a été réalisée avec le glycolaldéhyde, le meilleur substrat accepteur non 

phosphorylé de la TKgst, comme « preuve de principe » du couplage TAtca/TKgst à haute 

température (Figure 84). 
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Figure 84 : Couplage TAtca/TKgst à 60°C pour la synthèse du L-érythrulose 1 à l’échelle 
préparative à partir du glycolaldéhyde 

Afin de déplacer l’équilibre de la réaction de transamination vers la formation du HPA, un 

excès de L-sérine a été utilisé (1,5 mmol, 75 mM) en comparaison de l’acide pyruvique, ce 

dernier, ainsi que le glycolaldéhyde, ayant été introduits en quantité équimolaire (1 mmol, 50 

mM). Les cofacteurs de la TKgst ont été utilisés aux concentrations fixées à la suite de l’étape 

d’optimisation des conditions réactionnelles pour minimiser la dégradation du Li-HPA, c’est-

à-dire [ThDP] = 0,1 mM et [Mg2+] = 1 mM. 6 mg de TKgst ont été utilisés, la même quantité 

employée pour les synthèses réalisées à partir du Li-HPA synthétique présentées 

précédemment. De plus, une quantité de TAtca de 2,4 mg et une concentration en PLP de 0,2 

mM ont été utilisées. Enfin, le couplage a été réalisé dans l’eau pure à 60°C et à pH 7, ce 

dernier paramètre étant maintenu constant au cours du temps au moyen d’un pH-stat, avec 

une solution d’HCl 0,1 M. Le couplage TAtca/TKgst réalisé dans ces conditions a été suivi par 

RMN 1H in situ en présence du TSP-d4. Après 10 heures de réaction, une conversion 

complète du glycolaldéhyde et de l’acide pyruvique a été observée. Après purification, le L-

érythrulose 1 a été obtenu avec un rendement de 44%, un rendement identique ayant été 

obtenu lors de la synthèse du L-érythrulose 1 réalisée dans les mêmes conditions à partir du 

Li-HPA synthétique. 
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Forts de ce premier résultat, nous avons, dans un second temps, utiliser le L-glycéraldéhyde 

comme substrat accepteur de la TKgst, pour synthétiser le L-ribulose 3 à l’échelle préparative. 

Un premier essai a été réalisé en reproduisant les conditions employées pour la synthèse du 

L-érythrulose 1 et à partir de 50 mM de L-glycéraldéhyde. 75 % de l’acide pyruvique et 61 % 

du L-glycéraldéhyde ont été convertis après 17 heures. Ces pourcentages n’ont pas évolué 

les heures suivantes et la réaction a été stoppée après 24 heures. Après purification, le L-

ribulose 3 a été obtenu avec un rendement de 30%. Au regard de ce résultat, nous avons 

émis l’hypothèse que l’équilibre de la réaction catalysée par la TAtca n’était pas suffisamment 

déplacé vers la formation du HPA, le L-glycéraldéhyde étant converti beaucoup plus 

lentement par la TKgst que le glycolaldéhyde. Par conséquent, un second essai a été réalisé 

en multipliant par deux la concentration en L-sérine (3 mmol, 150 mM) et la masse de TAtca 

(4,8 mg), dans le but de favoriser la réaction de transamination dans le sens de la synthèse 

du HPA. Après 24 heures, une conversion complète de l’acide pyruvique et du L-

glycéraldéhyde a été mesurée et le L-ribulose 3 a été obtenu avec un rendement de 56 % 

après purification, similaire au rendement obtenu lors de la synthèse du L-ribulose 3 réalisée 

dans les mêmes conditions, à partir du Li-HPA synthétique. 

 

Ainsi, ces conditions ont ensuite été appliquées pour la synthèse du 5-désoxy-L-ribulose 4, 

du D-tagatose 5 et du L-psicose  6, à partir, respectivement, du L-lactaldéhyde, du D-thréose 

et du L-érythrose. Dans le cas de l’utilisation du D-thréose et du L-érythrose, une masse de 

10 mg de TKgst et deux équivalents d’acide pyruvique ont été utilisés (Tableau 43). 
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Tableau 43 : Synthèses « one-pot » du L-ribulose 3, du 5-désoxy-L-ribulose 4, du D-tagatose 5 et 

du L-psicose 6 catalysées par la TAtca et la TKgst à 60°C. 1 Déterminés par RMN 1H in situ en 
présence d’un étalon interne (TSP-d4). 

2 Déterminés par RMN 13C. 

Dans ces conditions réactionnelles, d’excellents taux de conversion de l’acide pyruvique et 

des aldéhydes α-hydroxylés (2S) ont été obtenus, supérieurs à 90%. Le L-glycéraldéhyde et 

le L-lactaldéhyde ont été complètement convertis en 24 heures, tandis que la conversion 

quasi-totale du D-thréose et du L-érythrose a été réalisée en respectivement 72 heures et 96 

heures. Ces deux derniers aldéhydes sont en effet de moins bons substrats de la TKgst  par 

rapport au L-glycéraldéhyde et au L-lactaldéhyde, comme montré précédemment lors des 

études cinétiques et des synthèses réalisées en présence de la TKgst seule (Voir 

paragraphes 1.3.3. et 3.2.3. de la Partie Résultats et Discussions). Finalement, les quatre 

cétoses ont été obtenus avec de bons, voire d’excellents rendements, compris entre 51% et 
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98% et avec de très bons excès diastéréoisomériques (ed > 95%). La mesure des pouvoirs 

rotatoires a permis de confirmer la pureté optique des produits obtenus. 

 

Par ailleurs, nous n’avons pas constaté de réactions croisées entre les substrats et les 

produits formés en présence des deux enzymes utilisées. La TAtca appartenant à la classe 

des α-TAs, aucune réaction secondaire catalysée par cette enzyme entre la L-sérine et un 

aldéhyde α-hydroxylé (2S)/le cétose formé n’a été observée. De plus, nous avons vu 

précédemment que la TKgst était capable d’utiliser l’acide pyruvique comme α-cétoacide 

donneur. Or, ici, aucune réaction entre l’acide pyruvique et l’aldéhyde α-hydroxylé (2S) 

catalysée par la TKgst n’a été observée, l’affinité de la TKgst pour le HPA étant nettement 

supérieure à celle pour l’acide pyruvique. Enfin, aucune inhibition de la TAtca par les 

aldéhydes α-hydroxylés (2S) et de la TKgst par les substrats de la TAtca n’a été constaté sur la 

durée des réactions et aux concentrations employées. 

 

Comparaison avec la stratégie impliquant le Li-HPA synthétique 

 

Pour confirmer l’intérêt de cette nouvelle approche, les résultats obtenus en utilisant cette 

stratégie sont à comparer avec celle développée précédemment en présence du Li-HPA 

synthétique, avec les mêmes quantités de TKgst et les mêmes concentrations d’aldéhydes 

(Voir paragraphe 3.2.3., page 153 de ce manuscrit). Le L-glycéraldéhyde et le L-lactaldéhyde, 

les deux meilleurs substrats (2S) parmi les quatre testés, conduisent à une conversion 

quasiment complète en cétoses. Les rendements sont similaires pour les deux stratégies, 

pour une même durée de réaction (56% et 97-98% pour le L-ribulose 3 et le désoxy-L-

ribulose 4, respectivement, pour un temps réactionnel de 24 heures). En revanche, en 

présence des deux aldéhydes moins bien acceptés par la TKgst, le D-thréose et le L-érythrose, 

la stratégie permettant de générer in situ le HPA a permis d’améliorer de façon très 

significative les résultats obtenus en présence du Li-HPA synthétique. En effet, le D-tagatose 

5 et le L-psicose 6 ont été obtenus via la stratégie bi-enzymatique avec des rendements 

respectifs de 52% et 51%, contre 13% et 10% pour la stratégie qui utilise le Li-HPA 

synthétique, soit une amélioration d’un facteur 4 et 5, respectivement. La génération in situ 

du HPA évite son temps de séjour en solution à 60°C et donc sa dégradation, plus 

particulièrement en présence de « mauvais » substrats de la TKgst, qui nécessitent des 

temps réactionnels plus longs.  
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Détermination du facteur E 

 

Cette nouvelle approche est également une alternative « éco-compatible » à la synthèse 

chimique du HPA sous forme de sel de lithium. En effet, l’emploi de la L-sérine, un composé 

naturel et non toxique, permet de s’affranchir de l’utilisation de l’acide bromopyruvique, utilisé 

comme précurseur dans la synthèse chimique. Pour déterminer le gain de cette stratégie bi-

enzymatique sur le plan environnemental, le facteur E, introduit dans les années 1990 par le 

Pr R. Sheldon (Pays-Bas) [285], est un indicateur de plus en plus utilisé, qui tient compte de 

la masse de déchets générés (mdéchets) incluant les catalyseurs chimiques ou biologiques et 

la masse de produit désiré formé (mproduit). Il à noter que le facteur E est un simple indicateur, 

car il ne tient pas compte des étapes de purification des produits ou encore de leur toxicité. Il 

est déterminé selon l’équation suivante :  

 

%&'()*+ , �
 �-é./0��

�123-45�
          (3) 

 

Nous avons appliqué cette équation aux deux approches envisagées. Pour l’approche 

développée à partir du Li-HPA synthétique, nous avons pris en compte la synthèse du Li-

HPA à partir de l’acide bromopyruvique et la réaction catalysée par la TKgst. Pour l’approche 

bi-enzymatique, nous avons également considéré l’étape de formation du HPA à partir de la 

L-sérine couplée à celle catalysée par la TKgst. Dans les deux cas, la masse de déchets a été 

évaluée (réactif(s) ou substrat(s) non converti(s), enzymes, produit(s) secondaire(s) non 

recyclé(s)).  

 

A titre d’exemple, le facteur E a été calculé pour le L-ribulose 3 et le 5-désoxy-L-ribulose 4 

obtenus selon les deux approches. Pour la stratégie bi-enzymatique, les valeurs obtenues 

sont respectivement de 7,04 et de 4,16 ; pour l’approche à partir du Li-HPA synthétique, des 

valeurs respectives de 73,87 et de 53,45 ont été déterminées. Ces résultats illustrent le net 

gain sur le plan environnemental de l’approche bi-enzymatique TAtca/TKgst développée. 

 Conclusions 3.3.3.

Cette approche présente donc de nombreux avantages : la production en grande quantité et 

à moindre coût de la TAtca, la conversion totale des substrats mais également un gain sur le 

plan environnemental. Cependant, l’obtention du HPA est conditionnée par l’utilisation de 

deux substrats, la L-sérine et l’acide pyruvique. La L-sérine doit être utilisée en excès et 

augmente donc la quantité de « déchets ». L’acide pyruvique, quant à lui, ne peut dépasser 
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la concentration de 50 mM en raison de l’inhibition de la TAtca et genère de plus un sous-

produit non recyclé, la L-alanine. Ces paramètres peuvent être autant de facteurs limitant 

l’application de ce procédé à plus grande échelle. Ainsi, nous avons exploré en parallèle de 

cette étude, une autre stratégie pour générer le HPA in situ par voie enzymatique, basée sur 

l’utilisation d’une D-aminoacide oxydase, permettant l’obtention du HPA à partir d’un substrat 

unique : la D-sérine. 

 Couplage D-AAOrgr/TKgst 3.3.4.

L’objectif est ici de générer le HPA in situ à partir de la sérine, en présence d’une aminoacide 

oxydase (AAO, EC 1.4.3.3), qui sera couplée à la TKgst. Il existe deux types d’AAOs, qui se 

distinguent de part leur énantiosélectivité : les D-AAOs et les L-AAOs. Les études de 

spécificité de substrats de ces deux types d’enzymes ont montré que les L-AAOs acceptent  

préférentiellement les acides aminés hydrophobes [286]. Pour cette raison, les D-AAOs, qui 

elles, acceptent la D-sérine, ont donc été retenues pour l’approche envisagée dans ces 

travaux. Il est à noter que la D-sérine est commercialisée au même prix que la L-sérine. De 

plus, l’obtention de la D-sérine est développée à l’échelle industrielle par voie 

microbiologique (Brevet : US 7186532 B2). 

 

Les travaux présentés dans ce paragraphe ont été réalisés en collaboration avec le Pr. L. 

Pollegioni et son équipe (Université de l’Insubrie de Lombardie, Italie). 

 Recherche d’une D-aminoacide oxydase 3.3.4.1.

Les D-aminoacide oxydases (D-AAOs, EC 1.4.3.3) appartiennent à la famille des enzymes 

dépendantes de la flavine adénine dinucléotide ou FAD ((Figure 85 a)), un composé dérivé 

de la riboflavine ou vitamine B2 ((Figure 85 b)). Ces enzymes sont communément appelées 

« flavoenzymes » [287]. 
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Figure 85 : Structures dévelopées du FAD et de la riboflavine ou vitamine B2 

Les D-AAOs sont exprimées chez les organismes procaryotes et eucaryotes, dans le 

peroxysome des cellules [288]. Toutefois, elles semblent être très peu présentes chez les 

végétaux, seule une D-AAO issue de l’algue Chlorella vulgaris ayant été décrite dans la 

littérature [288]. De plus, il est à noter que la majorité des D-AAOs décrites sont issues 

d’organismes eucaryotes [288] et c’est très récemment que des D-AAOs issues de bactéries 

ont été identifiées puis caractérisées [289]. 

 

Les D-AAOs appartiennent à la classe des oxydo-réductases et catalysent l’oxydation de la 

fonction amine d’un acide α-aminé de série D exclusivement, pour former l’imine 

correspondante, via la réduction concomitante du FAD. Ce composé est ensuite ré-oxydé en 

présence d’O2, conduisant à la formation de peroxyde d’hydrogène (H2O2) et l’hydrolyse 

spontanée de la fonction imine conduit à la formation irréversible de l’α-cétoacide 

correspondant, accompagnée de la libération d’ions ammoniac NH3 dans le milieu (Figure 86) 

[290]. 
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Figure 86 : Réaction catalysée par les D-AAOs 
Les D-AAOs catalysent l’oxydation de la fonction amine d’acides α-aminés de série D pour fomer les α-

cétoacides correspondants. Cette réaction est accompagnée de la libération d’ions NH4
+ et d’H2O2 

dans le milieu. R1 = Unité sucre (D-ribose) reliée à l’adénoside par un groupement diphosphate. 

Le peroxyde d’hydrogène généré lors de la réaction catalysée par les D-AAOs est un 

puissant inhibiteur de ces enzymes [291], [292]. L’ajout de catalase (EC 1.11.1.6) (Figure 87 

a)), une oxydo-réductase, permet  de dismuter le peroxyde d’hydrogène, conduisant à la 

régénération partielle du dioxygène  (50%) (Figure 87 b)). 
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Figure 87 : Dismutation de l’H2O2 par la catalase 

La D-AAO issue du rein de porc a été la première D-AAO identifiée par l’équipe du Pr. H. A. 

Krebs en 1935 [293]. Depuis, de nombreuses D-AAOs issues principalement d’organismes 

eucaryotes (levures, champignons, animaux) ont été identifiées, produites, purifiées puis 

caractérisées [288]. Celles-ci acceptent un large panel d’acides α-aminés de la série D et 
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préférentiellement des acides α-aminés aliphatiques linéaires et cycliques (D-valine, D-

alanine, D-proline), aromatiques (D-phénylalanine, D-tryptophane) et soufrés (D-méthionine, 

D-cystéine) [288], [294], [295]. Les acides α-aminés chargés négativement ne sont pas 

acceptés par les D-AAOs ; le D-aspartate et le D-glutamate sont pris en charge par les D-

aspartate oxydases (D-AspO, EC 1.4.3.1) [295]. 

 

In vitro, les D-AAOs sont employées comme biocatalyseurs pour la synthèse d’α-cétoacides 

à partir d’acides α-aminés de la série D, tels que la D-isoleucine et la D-valine mais 

également pour la préparation d’acides α-aminés de la série L non naturels, via le 

dédoublement de mélanges racémiques d’acides α-aminés [296], [297]. Toutefois, 

l’application prédominante de cette enzyme en biocatalyse concerne la synthèse de l’acide 

7-amino-céphalosporanique ou 7-ACA, utilisé comme précurseur de certains antibiotiques 

[298].  

 

L’utilisation d’une D-AAO peut donc permettre la synthèse du HPA en une étape, à partir de 

la D-sérine, un composé non toxique et peu onéreux et en présence d’O2, via une réaction 

irréversible. Le HPA ainsi synthétisé serait utilisé comme substrat donneur de la TKgst, pour 

accéder, en présence d’un aldéhyde α-hydroxylé accepteur, au cétose (3S) correspondant 

(Figure 88). 
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Figure 88 : Génération in situ du HPA catalysée par une D-AAO à partir de la D-sérine  

L’utilisation d’une D-AAO pour générer le HPA in situ est possible seulement si l’affinité de 

cette enzyme vis-à-vis de la D-sérine est suffisante pour réaliser cette réaction en un temps 

raisonnable, la D-sérine n’étant pas un acide α-aminé préférentiellement accepté par les D-

AAOs. De plus, l’utilisation simultanée de la D-AAO et de la TKgst au sein d’un même réacteur 

(« one-pot ») nécessite que la D-AAO utilisée soit suffisamment robuste pour conserver son 

activité à 60°C durant au moins 24 heures. 
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La D-AAO issue du rein de porc commercialisée par la société Sigma-Aldrich a tout d’abord 

été envisagée pour générer le HPA. Cependant, sa faible activité spécifique vis-à-vis de la D-

sérine n’a pas permis son utilisation pour développer la stratégie envisagée. 

 

Une collaboration a donc été établie avec le Pr. L. Pollegioni et son équipe (Université de 

l’Insubrie de Lombardie, Italie). Ce groupe étudie en effet les D-AAOs depuis de nombreuses 

années [288], [290], [299] et plus particulièrement la D-AAO issue de la levure Rhodotorula 

gracilus [300], notée D-AAOrgr dans la suite de ce manuscrit, dont la production, la 

purification, la caractérisation et l’immobilisation, ont fait l’objet de très nombreuses 

publications et revues [290]. Cette enzyme n’est pas issue d’un organisme thermophile, mais 

des études réalisées par ce même groupe en présence de l’enzyme immobilisée ont montré 

une certaine thermostabilité à température élevée [296]. L’opportunité de pouvoir produire 

une D-AAO au laboratoire en grande quantité et à moindre coût, afin de l’utiliser pour tester 

la faisabilité du couplage D-AAO/TKgst, a donc été envisagée. Le groupe du Pr. L. Pollegioni 

nous a fourni la souche d’expression d’E. coli BL21(DE3) pLysS transformée par le plasmide 

pT7-HisDAAO contenant le gène codant pour la D-AAOrgr, nécessaire à la production de cette 

enzyme. 

 Production de la D-AAO de Rhodotorula gracilis (D-AAOrgr) 3.3.4.2.

Expression et purification par IMAC 

 

Le gène codant pour la D-AAOrgr a été amplifié par PCR, cloné dans le vecteur d’expression 

pT7-HisDAAO, puis celui-ci a été inséré dans la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS. Après 

culture et lyse des cellules, la purification de la D-AAOrgr, exprimée avec une étiquette 6-His 

en position N-terminale, a été réalisée par chromatographie d’affinité en présence de cations 

métalliques (IMAC), selon le principe présenté dans le paragraphe 1.2.2., page 72 de ce 

manuscrit. Toutefois, dans ce cas, cette étape a été réalisée en chambre froide à 4°C, la D-

AAOrgr n’étant pas une enzyme thermostable. Un protocole adapté de celui développé par le 

Pr. L. Pollegioni et son équipe [296] a été réalisé. Plusieurs composés tels que le 2-

mercaptoéthanol (5 mM), le FAD (0,1 mM) et le glycérol (5% v/v) ont été ajoutés dans les 

différents tampons utilisés, afin d’assurer la stabilité de l’enzyme durant tout le protocole de 

purification [296], [301] (Voir Partie Expérimentale). 
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N.B. : Pour les mêmes raisons que celles explicitées précemment dans le paragraphe 1.2.1., 

page 71 de ce manuscrit, seule l’ampicilline a été utilisée comme antibiotique pour la 

réalisation des cultures de la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS, pour la production de la D-

AAOrgr. 

 

La surexpression de la D-AAOrgr et la pureté de l’extrait purifié ont été vérifiées par 

électrophorèse « SDS-PAGE » en présence de 15% d’acrylamide [229] (Figure 89). 

L’électrophorégramme présente une bande unique à environ 40 kDa, correspondant au 

poids moléculaire d’un monomère de la D-AAOrgr (Masse théorique de l’homodimère : 76,8 

±6,4 kDa [296]). 

 
 

Figure 89 : Electrophorèse en conditions dénaturantes (SDS-PAGE - Acrylamide : 15%) de la D-
AAOrgr. 1 : All Blue Prestained Protein Standards, Bio-Rad ; 2 : D-AAOrgr (lysat cellulaire, 40 µg) ; 3 : 

D-AAOrgr (enzyme purifiée, 5 µg) 

L’activité enzymatique de la D-AAOrgr a été évaluée par un test spectrophotométrique direct, 

en présence de la D-sérine, d’O2 et de catalase, dans le tampon Tris 50 mM, pH 7,5, à 25°C, 

décrit dans la littérature [53], [302] (Figure 90). La formation du HPA au cours de la réaction 

conduit à la libération d’H2O2 dans le milieu, qui est converti en O2 par la catalase, afin 

d’éviter une inhibition de la D-AAOrgr [291], [292]. Le HPA formé au cours du temps est réduit 

en présence d’une enzyme auxiliaire, la L-lactate déshydrogénase (L-LDH) et du cofacteur 

NADH. La consommation du NADH, H+ au cours du temps est suivie par la mesure de son 

absorbance à 340 nm. Une unité de D-AAOrgr (U) correspond à une micromole de D-sérine 

(ou de HPA) convertie par minute (µmol.min-1). Ce test d’activité est réalisé à température 

ambiante en macrocuve et sera référencé par la suite sous le nom de « test D-AAOrgr-L-LDH ». 
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Figure 90 : Test d’activité de la D-AAOrgr (« test D-AAOrgr-L-LDH») 

Les conditions de ce test ont été optimisées afin d’obtenir une réponse maximale, tout en 

utilisant une quantité minimale de chaque composant. Le tampon Tris a préalablement été 

saturé en O2 avant chaque utilisation, une activité 1,5 fois moins élevée ayant été mesurée 

sans la réalisation de cette étape. La concentration en D-sérine a été fixée à 50 mM, l’activité 

de la D-AAOrgr n’augmentant plus au-delà de cette valeur. Par ailleurs, l’activité maximale de 

la D-AAOrgr a été mesurée en présence de 7 U de L-LDH. De plus, la catalase ayant une 

activité spécifique très élevée, comprise en 2000 et 5000 U.mg-1, l’utilisation de seulement 

0,3 mg de cette enzyme a permis son ajout en large excès, afin de régénérer efficacement 

l’O2 et ainsi, de ne pas inhiber la D-AAOrgr. Enfin, il est important de mentionner qu’aucun 

ajout supplémentaire de FAD n’a été effectué pour la réalisation de ce test. En effet, 

l’holoenzyme est utilisée ici puisque du FAD a été ajouté au cours de l’étape de purification 

de la D-AAOrgr. De plus, l’ajout exogène de FAD n’a pas conduit à une augmentation de 

l’activité de l’enzyme, un résultat similaire ayant été décrit dans la littérature [296], [301]. 

 

L’activité de la D-AAOrgr a été déterminée en présence de la D-sérine, en utilisant le « test D-

AAOrgr-L-LDH » avant et après purification et le rendement de la purification a été calculé pour 

un litre de culture cellulaire (Tableau 44). Les concentrations en protéines (mg.mL-1) ont été 

déterminées par le test de Bradford [230].  

Fraction Activité Protéines Activité spécifique Facteur de 
purification Rendement 

 [U] [mg] [U.mg-1]  [%] 
Lysat cellulaire 6325 576 11 - - 

D-AAOrgr purifiée 5386 144 37,4 3,4 85,1 
 

Tableau 44 : Activité de la D-AAOrgr avant et après purification par IMAC déterminée à l’aide du 
« test D-AAOrgr-L-LDH » en présence de la D-sérine (50 mM) et d’O2 à 25°C 

Pour 1 L de culture cellulaire (soit 2,45 g. L-1 de cellules humides) 

Cette méthode de purification a permis l’obtention de 144 mg de D-AAOrgr purifiées à partir 

de 1 L de culture contenant 2,45 g de cellules humides. L’activité spécifique de la D-AAOrgr, 
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déterminée à 25°C, est relativement élevée. A cette température, l’activité de l’enzyme 

représente en effet 76 % de son activité maximale à 35°C, comme présenté par la suite. 

Après purification, la D-AAOrgr peut être lyophilisée en présence de FAD et conservée à -

18°C sans perte d’activité durant plusieurs mois. 

 Caractérisation de la D-AAOrgr 3.3.4.3.

La D-AAOrgr a été caractérisée par le Pr. L. Pollegioni et son équipe mais également par 

d’autres groupes. Cette enzyme accepte préférentiellement des acides α-aminés soufrés, 

aromatiques et aliphatiques. L’acide α-aminé en présence duquel son activité est maximale 

est la D-méthionine (Activité relative  = 1). Son activité vis-à-vis de la D-sérine représente 35% 

de son activité vis-à-vis de cet acide α-aminé (Tableau 45) [294]. 
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Activité relative 1 0,86 0,83 
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(R)
HO OH

O
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Activité relative 0,79 0,76 0,35 
 

Tableau 45 : Spectre de substrats de la D-AAOrgr 

Il est à noter que les acides α-aminés chargés sont très peu ou pas acceptés par la D-AAOrgr, 

une tendance observée chez d’autres sources de D-AAOs [295], [303].  

 

D’après la littérature, la température optimale de la D-AAOrgr se situe entre 40°C [304] ou 

50°C [292]. Cependant, cette enzyme conserve 100% de son activité durant 30 minutes à 1 

heure dans une gamme de température comprise entre 20°C et 40°C [292] ou entre 20°C et 

35°C [296]. Dans un troisième article, il est décrit qu’elle perd 12%, 20% et 30% de son 

activité après 30 minutes à 20°C, 25°C et 30°C, respectivement. L’hétérogénéité de ces 

résultats peut provenir de la variation de la température ambiante selon les conditions de 

réalisation des expériences et/ou du taux d’O2 dans le milieu tamponné. De surcroît, selon la 
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température de travail, la dissolution de l’O2 dans l’eau est plus ou moins efficace. Selon ces 

mêmes publications, le pH optimal de la D-AAOrgr est de 8 [292] ou de 8,6 [304]. Cette 

enzyme est stable durant 30 minutes à 1 heure dans une gamme de pH comprise entre 6 et 

10 [292] ou entre 7,3 et 8,2 [304]. 

 

Ainsi, compte-tenu de ces résultats, nous n’avons pas reproduit l’expérience visant à 

déterminer le pH optimal de la D-AAOrgr et avons considéré que celui-ci était situé aux 

environs de 8. De plus, étant donné la disparité des résultats décrits concernant la 

température optimale de la D-AAOrgr et sa résistance à haute température, nous avons à 

nouveau réalisé ces expériences au laboratoire. Enfin, la D-sérine étant le substrat d’intérêt 

de la D-AAOrgr pour accéder au HPA, nous avons déterminé les paramètres cinétiques 

apparents de l’enzyme vis-à-vis de cet acide α-aminé. 

 

Détermination de la température optimale 

 

L’influence de la température sur l’activité et sur la stabilité de la D-AAOrgr a été étudiée sur 

un intervalle de températures allant de 20°C à 50°C. Les réactions enzymatiques ont été 

réalisées à l’aide du « test D-AAOrgr-L-LDH » en macrocuve, dont la température est contrôlée 

grâce à un thermostat à effet Peltier.  

 

Pour déterminer l’influence de la température sur l’activité de la D-AAOrgr, l’enzyme est 

incubée en présence de tous les composants du test dans le tampon Tris 50 mM pH 7,5 

hormis la D-sérine, à la température étudiée. Lorsque celle-ci est atteinte, la réaction est 

initiée par l’ajout de la D-sérine.  

 

Pour déterminer l’influence de la température sur la stabilité de la D-AAOrgr, l’enzyme est 

incubée en présence de tous les composants du test dans le tampon Tris 50 mM pH 7,5 

hormis la D-sérine, à la température étudiée durant 1 heure, puis la D-sérine est ajoutée pour 

initier la réaction (Figure 91).  
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Figure 91 : Profil de l’activité ♦ et de la stabilité après une heure d’incubation▲de la D-AAOrgr 
en fonction de la température. L’activité de la la D-AAOrgr est déterminée à l’aide du « test D-AAOrgr-L-

LDH » en présence de la D-sérine (50 mM) et d’O2. L’activité maximale (100%) obtenue à 35°C 
correspond à une activité spécifique de 49,1 U.mg-1. A 20°C, l’activité spécifique est de 26,1 U.mg-1. 

La température optimale de la D-AAOrgr se situe à 35°C. L’activité de cette enzyme augmente 

d’un facteur 2 environ entre 20°C (26,1 U.mg-1) et 35°C (49,1 U.mg-1), puis diminue 

drastiquement au-dessus de 40°C. En revanche, après 1 heure d’incubation aux différentes 

températures testées, la D-AAOrgr conserve respectivement 100% (37,5 U.mg-1) et 98% (36,6 

U.mg-1) de son activité à 25°C et 30°C, mais seulement 39% (14,6 U.mg-1)  et 27% (10,1 

U.mg-1) à 35°C et 40°C, respectivement. Les résultats obtenus sont proches de ceux décrits 

dans la littérature : l’activité optimale de l’enzyme est proche de 40°C. Néanmoins, l’enzyme 

est peu stable après une heure d’incubation à une température supérieure à 30°C, dans les 

conditions du test. 

 

Nous avons complété ces expériences par l’étude de la stabilité de la D-AAOrgr à 25°C et 

30°C sur une plus longue durée. En effet, la vérification de la stabilité de l’enzyme sur une 

durée d’au moins 24 heures est nécessaire, en amont de son utilisation en synthèse. De 

plus, la D-AAOrgr n’étant pas issue d’un organisme thermophile, la conservation de l’activité 

de cette enzyme à 30°C sur le long terme permettrait la réalisation du couplage D-

AAOrgr/TKgst à cette température, plus proche de la température optimale de la TKgst. Enfin, la 

stabilité de l’enzyme à 40°C et 60°C a également été évaluée sur le long terme, à titre de 

comparaison.  
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Etude de la thermostabilité 

 

La stabilité de la D-AAOrgr a été examinée sur une durée de 24 heures, à 30°C, 40°C et 60°C 

et pendant 72 heures, à 25°C. L’enzyme a été mise en solution dans le tampon Tris 50 mM, 

pH 7,5 dans un microtube d’1,5 mL, placé sur une table d’agitation thermorégulée. Des 

échantillons ont été prélevés au cours du temps et dosés selon le « test D-AAOrgr-L-LDH », à 

25°C (Figure 92). 

  

Figure 92 : Thermostabilité de la D-AAOrgr  
L’activité de la la D-AAOrgr est déterminée à l’aide du « test D-AAOrgr-L-LDH » en présence de la D-sérine 

(50 mM) et d’O2 à 25°C. 100 % représente l’activité initiale de la D-AAOrgr (37,5 U.mg-1 à 25°C). 
Températures d’incubation : ♦ 25°C ▲ 30°C ● 40°C ■ 60°C 

La Figure 92 montre que la D-AAOrgr est parfaitement stable durant 24 heures à 25°C. 

Cependant, à 30°C, 40°C et 60°C, son activité diminue drastiquement en quelques heures. A 

30°C, la D-AAOrgr perd 60% de son activité après 4 heures d’incubation et 80% de son 

activité après 8 heures. Une étude sur une plus longue durée a montré que la D-AAOrgr 

conserve 100 % de son activité durant 72 heures à 25°C. 

 

Activité spécifique et paramètres cinétiques apparents vis-à-vis de la D-sérine 

 

L’activité spécifique de la D-AAOrgr vis-à-vis de la D-sérine (50 mM) est de 37,4 ± 2,06 U.mg-1, 

à 25°C. Les paramètres cinétiques apparents KM
app et Vmax

app de la D-AAOrgr vis-à-vis de ce 

substrat ont été déterminés à cette même température, à laquelle l’activité de la D-AAOrgr 

représente 76 % de son activité à 35°C, en présence d’O2 et de catalase. Les réactions 

enzymatiques ont été réalisées en macrocuve et l’activité enzymatique de la D-AAOrgr a été 

déterminée avec le « test D-AAOrgr-L-LDH », pour chaque concentration en D-sérine testée 

(Tableau 46). 
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 D-AAOrgr 
 KM

app Vmax
app Vmax

app/KM
app 

 [mM] [U.mg-1] [U.mg-1.mM-1] 
D-sérine 14,9±2,4 47,9±5,5 3,2 

 
Tableau 46 : Paramètres cinétiques apparents de la D-AAOrgr déterminés vis-à-vis de la D-sérine 

(2-50 mM) et en présence d’O2 à l’aide du « test D-AAOrgr-L-LDH » à 25°C 

La méthode de Hanes-Woolf a permis de déterminer un KM
app de 14,9 ± 2,4 mM et une 

Vmax
app de 47,9 ± 5,5 U.mg-1, des valeurs similaires ayant été déterminées par le groupe du 

Pr. L. Pollegioni [304]. A titre de comparaison, des rapports Vmax
app/KM

app nettement 

supérieurs ont été déterminés vis-à-vis des acides α-aminés préférentiellement acceptés par 

la D-AAOrgr (D-méthionine, D-tryptophane, D-alanine, D-phénylalanine) [304]. En revanche, 

des rapports Vmax
app/KM

app du même ordre de grandeur que celui déterminé pour la D-sérine 

ont été obtenus vis-à-vis de la D-cystéine et de la D-valine, l’activité de la D-AAOrgr vis-à-vis 

de ces deux substrats représentant respectivement 83% et 68% de son activité maximale, 

déterminée en présence de la D-méthionine [294], [304]. 

 

En conclusion, la D-AAO issue de la levure R. gracilis a été choisie. Celle-ci accepte la D-

sérine comme substrat. Les résultats obtenus à des températures supérieures à 25°C 

montrent une forte diminution de l’activité de l’enzyme en peu de temps, ce qui n’est pas 

compatible avec les durées des synthèses que nous envisageons de réaliser. A 25°C, la D-

AAOrgr conserve 100% de son activité durant 3 jours. A cette température, l’activité de 

l’enzyme représente 76 % de son activité à 35°C. L’utilisation de cette enzyme pour générer 

le HPA in situ à partir de la D-sérine, couplée à la réaction catalysée par la TKgst peut donc 

être envisagée, mais à une température de 25°C. 

 Synthèse de cétoses (3S) et D-thréo (3S, 4R) à 25°C 3.3.4.4.

Le couplage de la D-AAOrgr et de la TKgst n’étant pas possible à des températures 

supérieures à 25°C, l’emploi d’aldéhydes α-hydroxylés (2S) utilisés précédemment avec la 

TAtca n’est donc pas envisageable, compte-tenu de la très faible activité de la TKgst vis-à-vis 

de ceux-ci à température ambiante. Ainsi, nous avons utilisé le glycolaldéhyde et deux  

aldéhydes α-hydroxylés (2R) à 3 et 4 atomes de carbone, le D-glycéraldéhyde (C3) et le L-

thréose (C4), afin d’accéder aux cétoses (3S) et D-thréo (3S, 4R) correspondants. De plus, le 

pH optimal de la D-AAOrgr étant de 8 et celui de la TKgst de 7, les réactions couplées D-

AAOrgr/TKgst ont été réalisées à pH 7,5. A ce pH, l’activité de la D-AAOrgr représente 77 % de 

son activité maximale, mesurée à pH 8 [292] ; l’activité de la TKgst représente 97 % de son 
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activité à pH 7, son pH optimal. Enfin, il est à noter que même à ce pH légèrement basique, 

la dégradation du HPA est négligeable à température ambiante. 

 

Dans un premier temps, l’utilisation de la D-AAOrgr pour générer le HPA in situ à 25°C en 

présence de la TKgst a été réalisée avec le glycolaldéhyde, le meilleur substrat accepteur non 

naturel de la TKgst, comme « preuve de concept » du couplage D-AAOrgr/TKgst à température 

ambiante (Figure 93). 
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Figure 93 : Couplage D-AAOrgr/TKgst pour la synthèse du L-érythrulose 1 à l’échelle préparative 
à partir du glycolaldéhyde à 25°C 

La D-sérine et le glycolaldéhyde ont été introduits en quantité équimolaire (1 mmol, 50 mM). 

Les cofacteurs de la TKgst ont été utilisés aux concentrations fixées à la suite de l’étape 

d’optimisation des conditions réactionnelles pour minimiser la dégradation du Li-HPA, c’est-

à-dire [ThDP] = 0,1 mM et [Mg2+] = 1 mM. 6 mg de TKgst ont été utilisés, la même quantité 

employée pour les synthèses réalisées à partir du Li-HPA synthétique, présentées 

précédemment. 1 mg de D-AAOrgr et 1 mg de catalase ont été employés, correspondant à un 

nombre d’unités respectif de 37,4 U et 3500 U en moyenne, à 25°C. Le couplage a été 

réalisé dans l’eau pure à 25°C et à pH 7,5, le pH étant maintenu constant au cours du temps 

via l’addition d’HCl 0,1 M, réalisée par un pH-stat. Le milieu a préalablement été saturé en O2 

avant l’addition des réactifs et un apport constant en O2 a été effectué durant toute la durée 

de réalisation de l’expérience, grâce à l’utilisation d’un débitmètre pour gaz. L’activité de la D-

AAOrgr étant très sensible à la teneur en O2, le couplage a été réalisé sous un apport d’O2 

constant de 4 mL.min-1, débit minimal autorisé par l’appareillage.  
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Le couplage D-AAOrgr/TKgst réalisé dans ces conditions a été suivi par RMN 1H in situ en 

présence du TSP-d4. Après 24 heures de réaction, la conversion de la D-sérine et du 

glycolaldéhyde est incomplète. De plus, la présence d’acide glycolique a été détectée. Ce 

sous-produit résulte d’une dégradation du HPA (mise en évidence précédemment dans le 

paragraphe 3.1.1.2. de ce chapitre). Cette observation indique qu’une partie du HPA généré 

in situ s’accumule dans le milieu. Compte-tenu de ce premier résultat, nous avons émis 

l’hypothèse que l’activité de la catalase diminuait au cours du temps, conduisant à une 

accumulation d’H2O2 dans le milieu. La présence de cet oxydant entrainerait d’une part, une 

dégradation du HPA en acide glycolique et d’autre part, une partielle inhibition de la D-AAOrgr, 

empêchant une conversion efficace de la D-sérine en HPA et in fine, une conversion efficace 

du glycolaldéhyde pour former le L-érythrulose 1. 

 

Lors d’un second essai, nous avons utilisé la même quantité de catalase mais celle-ci a été 

ajoutée progressivement, au début de la réaction puis après 2 heures et 4 heures, la 

conversion du glycolaldéhyde se produisant durant les premières heures de la réaction. De 

plus, la D-AAOrgr a également été ajoutée graduellement, une instabilité partielle de cette 

enzyme ayant été constatée, même sous un débit d’O2 de 4 mL.min-1. Dans ces nouvelles 

conditions, une conversion complète de la D-sérine et du glycolaldéhyde a été constatée 

après 24 heures (taux de conversion supérieur à 99%) et une quantité négligeable d’acide 

glycolique a été mésurée (3% de la quantité initiale de HPA) (Tableau 47). Après purification, 

le L-érythrulose 1 a été obtenu avec un rendement de 44%, un rendement identique ayant 

été obtenu lors de la synthèse du L-érythrulose 1 réalisée dans les mêmes conditions à partir 

du Li-HPA synthétique. Ainsi, ces conditions ont, dans un second temps, été appliquées pour 

la synthèse du D-xylulose 2 et du L-sorbose 8, à partir respectivement du D-glycéraldéhyde et 

du L-thréose (Tableau 47).  
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Tableau 47 : Synthèses « one-pot » du L-érythrulose 1, du D-xylulose 2 et du L-sorbose 8 

catalysées par la D-AAOrgr et la TKgst à 25°C. 1 Déterminés par RMN 1H in situ en présence d’un 
étalon interne (TSP-d4). 

2 Déterminés par RMN 13C 

Dans ces conditions réactionnelles, d’excellents taux de conversion de la D-sérine, du D-

glycéraldéhyde et du L-thréose ont été obtenus après 24 heures (< 99%). Le D-xylulose 2 a 

été obtenu avec un rendement de 65%, inférieur à celui déterminé dans le cas de la 

synthèse du D-xylulose 2, réalisée à 60°C, à partir du Li-HPA synthétique, i.e. 87%. En 

revanche, le L-sorbose 8 a été synthétisé avec un rendement de 63%, légèrement supérieur 

à celui déterminé dans le cas de la synthèse du L-sorbose 8, réalisée à 60°C, à partir du Li-

HPA synthétique, i.e. 57%. Nous ne sommes pas parvenus à déterminer la(es) cause(s) de 

la diminution du rendement du D-xylulose 2 dans le cas du couplage D-AAOrgr/TKgst. Pour les 

trois synthèses réalisées, un seul diastéréoisomère a été identifié par RMN 13C (ed 

supérieurs à 95%) et la mesure des pouvoirs rotatoires des produits purifiés a permis de 

confirmer la pureté optique des composés par comparaison avec les valeurs données dans 

la littérature.  

 



Résultats et Discussions 

193 
 

Comparaison avec la stratégie impliquant la TAtca 

 

Cette étude a permis de montrer que la D-AAOrgr permet la génération in situ du HPA à 

température ambiante, à partir d’un seul substrat non toxique et très peu coûteux : la D-

sérine. Le couplage des réactions catalysées par la D-AAOrgr et la TKgst, réalisé de façon 

simultanée selon une stratégie « one-pot », a permis de synthétiser le L-érythrulose 1, un 

cétose de configuration (3S) et deux cétoses de configuration D-thréo (3S, 4R), le D-xylulose 

2 et le L-sorbose 8, à partir des aldéhydes α-hydroxylés (2R) correspondants, avec une 

conversion totale des substrats et de bons rendements. Cette seconde stratégie bi-

enzymatique, alternative à celle présentée précédemment, impliquant la TAtca, présente 

l’avantage d’utiliser un seul substrat et de ne pas générer de sous-produits. De plus, la D-

sérine, totalement convertie, est utilisée en quantité équimolaire avec les aldéhydes, eux- 

mêmes complètement convertis. 

 

Détermination du facteur E 

 

A titre d’exemple, le facteur E a été déterminé dans le cas de la synthèse du L-sorbose 8 et 

comparé à celui obtenu dans le cas de la synthèse de ce même composé réalisée à partir du 

Li-HPA synthétique. Une valeur de 10,31 a été obtenue dans ce dernier cas, tandis qu’une 

valeur de 1,62 a été calculée dans le cas du couplage D-AAOrgr/TKgst, illustrant une 

diminution significative de la masse de déchets générés via cette cascade bi-enzymatique. 

 Conclusions 3.3.5.

Cette stratégie présente donc de nombreux avantages : la production en grande quantité et 

à moindre coût de la D-AAOrgr, l’irréversibilité de la réaction et l’absence de sous-produits, 

entrainant une diminution des déchets et donc, un gain sur le plan environnemental. 

Cependant, il est impossible de réaliser le couplage D-AAOrgr/TKgst à des températures 

supérieures à 25°C, la D-AAOrgr n’étant pas stable à de telles température sur le long terme. 

Ceci ne permet donc pas d’utiliser de « mauvais » substrats de la TKgst, dont l’emploi 

nécessite une température de 60°C. Plusieurs options sont envisageables pour améliorer 

cette approche : 1) la génération du HPA par la D-AAOrgr à 25°C peut être réalisée 

indépendemment dans un premier temps puis la TKgst peut être introduite ensuite, le milieu 

pouvant alors être porté à 60°C ; 2) l’immobilisation de la D-AAOrgr pourrait être envisagée 

pour améliorer sa résistance à la température, ceci ayant déjà été envisagé par le groupe du 

Pr. L. Pollegioni [296] ; 3) une D-AAO issue d’un microorganisme thermophile pourrait être 
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recherchée dans la biodiversité. Ces différentes options sont actuellement étudiées dans le 

cadre d’un projet ayant débuté en septembre 2017 pour 2 ans, financé par la région 

Auvergne, en partenariat avec BPI France et soutenu par l’entreprise Greentech. 

 

Le développement des cascades bi-enzymatiques D-AAOrgr/TKgst pour la synthèse de 

cétoses de configuration de configuration (3S) et D-thréo (3S, 4R) fera l’objet d’une 

publication, actuellement en cours de rédaction. 

 Cascades bi-enzymatiques pour la génération des aldéhydes α-3.4.

hydroxylés (2S)  

Comme nous l’avons vu précédemment, la TKgst est capable de convertir les aldéhydes α-

hydroxylés (2S) à 3 et 4 atomes de carbone. De surcroît, nous avons identifié de nouvelles 

TKgst mutées performantes, significativement plus actives que l’enzyme sauvage vis-à-vis du 

L-glycéraldéhyde, du D-thréose et du L-érythrose. L’emploi de ces aldéhydes permet l’accès, 

en présence du Li-HPA comme substrat donneur, à des cétoses L-érythro (3S, 4S), des 

composés à haute valeur ajoutée et présentant de nombreuses applications, notamment 

dans les secteurs pharmaceutique et agroalimentaire (les applications détaillées de ces 

composés sont décrites dans le paragraphe 2.1. de la Partie Résultats et Discussions).  

 

Les aldéhydes α-hydroxylés (2S) à 3 et 4 atomes de carbone sont commercialisés par les 

sociétés Sigma-Aldrich et CarboSynth mais sont très onéreux (L-glycéraldéhyde : 844€/1g ; 

D-thréose : 350€/1g ; L-érythrose : 420€/1g), limitant leur utilisation pour la réalisation de 

synthèses enzymatiques à grande échelle. L’obtention de ces substrats par voie 

enzymatique en une étape a été décrite en 2015 par l’équipe du Pr. P. Clapés (Institut de 

Chimie Avancée de Catalogne, Barcelone, Espagne), via une réaction d’aldolisation, 

catalysée par la D-fructose-6-phosphate aldolase d’E. coli (FSAeco, EC 4.1.2.13) sauvage ou 

mutée, à partir du glycolaldéhyde et/ou du formaldéhyde, deux aldéhydes à très courte 

chaîne carbonée achiraux, moins coûteux [305]. 

 Les aldolases 3.4.1.

La réaction d’aldolisation consiste en une attaque du carbone α (nucléophile) d’un aldéhyde 

ou d’une cétone sur le carbone (électrophile) du groupement carbonyle d’un autre aldéhyde 
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ou cétone, générant ainsi un β-hydroxyaldéhyde ou une β-hydroxycétone, respectivement, 

(Figure 94). 
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Figure 94 : Schéma général de la réaction d’aldolisation 

L’aptitude à former des liaisons C-C et à générer deux nouveaux centres asymétriques fait 

de l’aldolisation une des réactions les plus utilisées en chimie organique pour la synthèse 

d’une grande variété de composés polyhydroxylés complexes énantiomériquement purs 

[306]. La stéréochimie des centres asymétriques formés peut être contrôlée par l’utilisation 

d’acides de Lewis, d’organocatalyseurs ou encore d’auxiliaires chiraux. Toutefois, ces 

stratégies nécessitent l’emploi de solvants organiques polluants et la réalisation d’étapes de 

protection et déprotection [261]. Une alternative efficace consiste à utiliser des catalyseurs 

chiraux biologiques comme les aldolases, permettant la formation stéréosélective d’une 

nouvelle liaison C-C, via un procédé de synthèse non toxique et plus économique [306]. 

 

Les aldolases (EC 4.1.2.-) appartiennent à la classe des lyases et représentent une large 

famille d’enzymes, qui catalysent in vivo une réaction d’addition réversible d’un substrat 

donneur nucléophile (α-hydroxycétones, aldéhydes, acides aminés) sur un aldéhyde 

accepteur électrophile. Elles permettant ainsi d’accéder à des composés polyhydroxylés, des 

acides aminés et des analogues de ces molécules, via la formation hautement 

stéréosélective d’une nouvelle liaison C-C, la stéréochimie des deux centres asymétriques 

formés étant dépendante de la sous-famille à laquelle appartient l’aldolase [306], [307].  

 

Les aldolases sont généralement regroupées selon leur mécanisme catalytique d’activation 

du substrat donneur nucléophile. On distingue ainsi les aldolases de classe I, dont le résidu 

lysine hautement conservé forme une base de Schiff (R1R2C=NR3) avec le substrat donneur, 

générant un intermédiaire de type énamine et les aldolases de classe II, où l’intermédiaire 

généré est un énolate, obtenu via la complexation du substrat donneur (base de Lewis) par 

un cation métallique tels que Zn2+, Co2+, Fe2+ ou Mn2+, relié à des résidu His dans le site actif 

de l’enzyme et jouant le rôle d’acide de Lewis [261], [306]. 

 

Si les aldolases sont très tolérantes vis-à-vis d’une large variété d’aldéhydes accepteurs 

électrophiles non naturels, elles sont au contraire très spécifiques de leur substrat donneur 
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naturel et n’acceptent quasiment pas de variation structurale de ce dernier. Cette spécificité 

a conduit au développement d’une seconde classification de ces enzymes en cinq grandes 

sous-familles d’aldolases, rassemblées en fonction de leur substrat donneur physiologique : 

les pyruvate/oxaloacétate/2-oxobutyrate aldolases, les DHAP aldolases, les DHA aldolases, 

les glycine/alanine aldolases et les acétaldéhyde aldolases [306]. Ainsi, leur diversité ainsi 

que leurs propriétés catalytiques et notamment leurs stéréosélectivités, font des aldolases 

des biocatalyseurs de choix en synthèse organique, pour l’obtention d’une large variété de 

composés polyhydroxylés optiquement purs et d’acides aminés [306]. 

 

Une nouvelle aldolase issue de la bactérie E. coli, notée FSAeco dans la suite de ce  

manuscrit, a été découverte par l’équipe du Pr G. A. Sprenger en 2001 [308]. Cette enzyme 

appartient à la sous-famille des DHA aldolases et catalysent l’addition stéréosélective 

réversible de la dihydroxyacétone ou DHA sur le D-G3P, pour former le D-F6P, d’où son 

appelation : D-fructose-six-phosphate aldolase (FSA). Il est à noter que le rôle physiologique 

de cette enzyme est toujours méconnu à ce jour, le D-F6P n’ayant jamais été proposé dans 

la littérature comme substrat d’une autre aldolase (Figure 95). 
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Figure 95 : Réaction d’aldolisation catalysée par la FSAeco 

La FSAeco est hautement stéréosélective et conduit à l’obtention de monosaccharides de 

configuration (3S, 4R) dans le sens de l’aldolisation. Elle appartient à la classe I des 

aldolases et ne nécessite donc pas la présence d’un cation métallique pour être active [308]. 

Bien qu’elle soit issue d’un microorganisme mésophile, la FSAeco est active dans une large 

gamme de températures, comprises entre 20°C et 75°C et sa stabilité à haute température 

est comparable à celle des enzymes thermostables : son activité est en effet parfaitement 

conservée durant 25 jours à 45°C et son temps de demie-vie est de 8 jours, 30 heures et 16 

heures, à 55°C, 65°C et 75°C, respectivement. Enfin, la FSAeco est active dans une large 

gamme de pH, compris entre 6 et 12, avec une activité maximale mesurée à un pH aux 

environs de 8,5 [308]. 

 

Son substrat donneur naturel est le DHA (KM = 35 mM, Vmax = 45 U.mg-1 [308]). Toutefois, 

elles se distinguent des autres aldolases décritent dans la littérature par sa remarquable 
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tolérance vis-à-vis d’un large panel de cétones et d’aldéhydes, acceptés comme substrat 

donneur de façon inédite. Elle est en effet capable de convertir une large gamme de cétones 

linéaires (hydroxyacétone, hydroxybutanone, propanone, butanone) et cycliques 

(cyclopentanone) mais également des aldéhydes comme l’acétaldéhyde ou le 

glycolaldéhyde (KM = 0,2 mM, Vmax = 0,22 U.mg-1 [309]). De surcroît, le développement 

récent de simple, double, triple et quadruple mutants de cette enzyme par le groupe du Pr. P. 

Clapés, en collaboration avec l’équipe des Pr. W.-D. Fessner et M. Lemaire (Equipe BioMéta, 

ICCF), a permis d’étendre ce panel à des cétones présentant une longue chaîne aliphatique, 

un groupement isopropyl, une fonction éther, ou encore une insaturation [310], [311].  

 

Ainsi, la faible sélectivité de la FSAeco vis-à-vis de son substrat donneur et l’utilisation de 

mutants performants de cette enzyme, obtenus par mutagenèse par saturation de site sur 

les résidus clés du site actif, ont permis d’accéder, en présence d’aldéhydes accepteurs 

naturels ou non, à un large éventail de monosacharides et analogues d’une très grande 

diversité structurale [310], [311]. 
 

Notre objectif est d’utiliser la FSAeco et certains de ses mutants pour obtenir les trois 

aldéhydes α-hydroxylés ciblés, le L-glycéraldéhyde 13, le D-thréose 14 et le L-érythrose 15, 

qui seront utilisés pour la préparation des cétoses L-érythro (3S, 4S) correspondants, le L-

ribulose 3, le D-tagatose 5 et le L-psicose 6. Des études développées par le Pr. P. Clapés et 

son équipe ont montré que la FSAeco sauvage permet d’accéder au L-glycéraldéhyde 13, à 

partir du glycolaldéhyde comme substrat donneur et du formaldéhyde comme substrat 

accepteur, avec un bon rendement et une très haute stéréosélectivité [305]. De plus, le D-

thréose 14 peut être obtenu avec une très bonne stéréosélectivité à partir du glycolaldéhyde, 

utilisé à la fois comme substrat donneur et comme substrat accepteur du mutant A129G. 

Enfin, le double mutant A165G/S166P permet de catalyser la synthèse du L-érythrose 15 par 

condensation du glycolaldéhyde sur lui-même. Ce mutant présente une stéréosélectivité 

inversée par rapport à la FSAeco sauvage et conduit ainsi à l’obtention d’une configuration 

(4S). 
 

Par conséquent, la FSAeco et les mutants A129G et A165G/S166P permettent d’accéder 

efficacement au L-glycéraldéhyde 13, au D-thréose 14 et au L-érythrose 15, respectivement. 

Nous avons envisagé de coupler ces enzymes à la TKgst pour obtenir les cétoses L-érythro 

(3S, 4S) correspondants, ces deux réactions en cascade n’ayant jamais été envisagées 

dans la littérature pour accéder à des cétoses présentant cette configuration. Une 

collaboration avec le groupe du Pr. P. Clapés a ainsi été établie et j’ai eu l’occasion 

d’effectuer un stage d’un mois dans son laboratoire, pour effectuer en partie les résultats 
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présentés ici. Le Pr. P. Clapés nous a ensuite fourni les trois souches d’expression d’E. coli 

M-15 [p-REP-4], transformées chacune par le plasmide pQE40 contenant le gène codant 

pour la FSAeco, le mutant A129G ou le mutant A165G/S166P, nécessaires à la production de 

ces enzymes au laboratoire. 

 Production de la FSA  d’E. coli (FSAeco) et des mutants A129G et 3.4.2.
A165G/S166P 

Les gènes codants pour la FSAeco et les mutants  A129G et A165G/S166P ont été amplifiés 

par PCR, clonés dans le vecteur d’expression pQE40, puis insérés dans la souche d’E. coli 

M-15 [pREP-4]. La FSAeco et les mutants A129G et A165G/S166G ne sont pas exprimés 

avec une étiquette 6-His comme les enzymes obtenues précédemment et ne peuvent donc 

pas être purifiées par chromatographie d’affinité. Une autre stratégie est utilisée dans ce cas, 

qui est basée sur leur thermostabilité. Ainsi, les trois enzymes ont été purifiées par traitement 

thermique selon un protocole adapté de celui développé par le Pr. P. Clapés et son équipe 

[305], une méthode simple et rapide, dont l’efficacité est proche des résultats obtenus par 

chromatographie d’affinité. 
 

Après culture et lyse des cellules, chaque lysat cellulaire est chauffé durant 30 minutes à 

70°C. Les protéines issues de la cellule hôte (E. coli) précipitent à cette température, alors 

que la FSAeco et les mutants A129G et A165G/S166P restent en solution. Après 

centrifugation, chaque surnageant contient ainsi l’enzyme d’intérêt purifiée, en solution dans 

le tampon Gly-gly 50 mM, pH 8,5, le tampon dans lequel l’activité et la stabilité de la FSAeco 

sont maximales [308]. Dans l’optique de coupler ces enzymes à la TKgst à 60°C, il est 

essentiel que celles-ci soient recueillies en solution dans l’eau, afin de limiter la dégradation 

du Li-HPA à haute température en milieu tamponné. C’est pourquoi deux étapes de dialyse 

ont été effectuées pour remplacer ce tampon par de l’eau pure à pH 8,5. Cette méthode de 

purification alternative a permis l’obtention d’environ 60 mg de chaque enzyme purifiée, à 

partir de 600 mL de culture, contenant environ 1,1 g de cellules humides (Tableau 48). 

FSAeco A129G A165G/S166P 

Culot 
cellulaire 

FSAeco  
purifiée 

Culot 
cellulaire 

A129G 
 purifiée 

Culot 
cellulaire 

A165G/S166P 
purifiée 

[g] [mg] [g] [mg] [g] [mg] 

1,011 61 1,101 57 1,331 59 

 
Tableau 48 : Bilan de la purification par choc thermique de la FSAeco et des mutants A129G et 
A165G/S166P. 1Pour 600 mL de culture cellulaire (masse du culot cellulaire donnée en masse de 

cellules humides) 
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Dans cette étude, l’activité des enzymes n’a pas été déterminée à l’échelle analytique à la 

suite de l’étape de purification. Celles-ci ont directement été utilisées à plus grande échelle, 

pour la réalisation des synthèses des aldéhydes α-hydroxlés (2S), présentées par la suite. 

Toutefois, leur activité spécifique vis-à-vis du DHA comme substrat donneur et du D,L-

glycéraldéhyde-3-phosphate (D,L-G3P) comme substrat accepteur a été mesurée par 

l’équipe du Pr. P. Clapés, via un test d’activité spectrophotométrique décrit dans la littérature 

[305]. Les activités spécifiques de la FSAeco, du mutant A129G et du mutant A165G/S166P 

sont respectivement de 0,22 ± 0,01 U.mg-1, 0,36 ± 0,1 U.mg-1 et 0,04 ± 0,01 U.mg-1 [305]. 

Ces enzymes purifiées, en solution dans l’eau, peuvent être lyophilisées et conservée à -

18°C durant plusieurs mois sans perte d’activité. 

 

La surexpression et la pureté des extraits purifiés de la FSAeco et des mutants A129G et 

A165G/S166P ont été vérifiées par électrophorèse « SDS-PAGE » en présence de 15% 

d’acrylamide [229] (Figure 96). Pour les trois enzymes, l’électrophorégramme présente une 

bande unique à environ 22 kDa, correspondant au poids moléculaire d’un monomère de la 

FSAeco (Masse théorique d’un monomère : 22,998 kDa [308]). 

 
 

Figure 96 : Electrophorèse en conditions dénaturantes (SDS-PAGE - Acrylamide : 15%) de la 
FSAeco et des mutants A129G et A165G/S166P. 1 : All Blue Prestained Protein Standards, Bio-Rad ; 

2 : FSAeco (lysat cellulaire, 40 µg) ; 3 : A129G (lysat cellulaire, 40 µg) ; 4 : A165G/S166P (lysat 
cellulaire, 40 µg) ; 5 : FSAeco (enzyme purifiée, 15 µg) ; 6 : A129G (enzyme purifiée, 15 µg) ; 7 : 

A129G/S166P (enzyme purifiée, 15 µg) ; 

 Couplage FSAeco (sauvage ou mutée)/TKgst 3.4.3.

La FSAeco sauvage et les mutants A129G et A165G/S166P ont été couplés à la TKgst dans le 

but d’accéder à des cétoses L-érythro (3S, 4S) par voie enzymatique, à partir du 

glycolaldéhyde et/ou du formaldéhyde. L’utilisation simultanée de ces deux enzymes selon 
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une stratégie « one-pot » n’est pas envisageable puisque le glycolaldéhyde et le 

formaldéhyde réagiraient directement avec le Li-HPA en présence de la TKgst pour former 

respectivement du L-érythrulose et du DHA. Par conséquent, un procédé séquentiel a été 

développé, dans lequel l’aldéhyde α-hydroxylés (2S) est produit lors d’une première étape, 

catalysée par la FSAeco sauvage ou mutée, puis est utilisé en solution, sans purification 

intermédiaire, pour la synthèse du cétose L-érythro (3S, 4S) correspondant, en présence du 

Li-HPA et de la TKgst à 60°C, dans une seconde étape (Tableau 49). 
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Tableau 49 : Synthèse du L-ribulose 3, du D-tagatose 5 et du L-psicose 6 catalysée par la TKgst 

en présence du Li-HPA synthétique à partir respectivement du L-glycéraldéhyde 13, du D-
thréose 14 et du L-érythrose 15 générés par voie enzymatique en présence de la FSAeco 

sauvage ou des mutants A129G ou A165G/S166P. 1 Déterminés par RMN 13C. 

Les synthèses des aldéhydes α-hydroxylés (2S), le L-glycéraldéhyde 13, le D-thréose 14 et le 

L-érythrose 15, ont été réalisées dans l’eau pure, à pH 8. L’avancement a été suivi par HPLC 

et par RMN 1H in situ, en présence d’un étalon interne, le TSP-d4. Ces aldéhydes obtenus en 

solution dans l’eau, dont le pH a préalablement été ajusté à 7, ont ensuite été mis en 

présence du Li-HPA, de la TKgst et de ses cofacteurs, sans purification préalable, pour 

accéder à l’échelle préparative aux cétoses L-érythro (3S, 4S) correspondants, le L-ribulose 3, 

le D-tagatose 5 et le L-psicose 6 à 60°C, dans les conditions expérimentales optimisées pour 
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minimiser la dégradation du Li-HPA à haute température. L’avancement de ces réactions a 

été suivi par CCM et par RMN 1H in situ, en présence du TSP-d4. Les produits ont été 

purifiés par chromatographie sur colonne de gel de silice. Des excès diastéréoisomériques 

(ed), déterminés par RMN 13C, supérieurs à 95%, ont été mesurés. De plus, la pureté 

optique des produits purifiés a été vérifiée par la mesure de leur pouvoir rotatoire, dont les 

valeurs se sont révélées identifiques à celles décrites dans la littérature. 

 

Les conditions réactionnelles (concentration en substrats, quantité d’enzymes, temps 

réactionnel, température) dépendent de l’aldéhyde α-hydroxylé (2S) utilisé et sont détaillées 

dans les paragraphes suivants. 

 Synthèse du L-ribulose 3 3.4.3.1.

Le L-glycéraldéhyde 13 a tout d’abord été synthétisé indépendamment à partir du 

glycolaldéhyde et du formaldéhyde, en présence de la FSAeco dans l’eau pure à pH 8 (Etape 

1). Puis la solution obtenue a été mise en présence de la TKgst et du Li-HPA, pour accéder 

au L-ribulose 3 à 60°C (Etape 2) (Figure 97). 
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Figure 97 : Couplage FSAeco/TKgst pour l’obtention du L-ribulose 3 à partir du glycolaldéhyde et 
du formaldéhyde  

Comme nous l’avons vu précédemment, la FSAeco catalyse la condensation du 

glycolaldéhyde et du formaldéhyde pour conduire au L-glycéraldéhyde 13 par formation 

stéréospécifique de la liaison C2-C3. Cependant, cette enzyme peut également catalyser 

l’autocondensation du glycolaldéhyde, conduisant à l’obtention du D-thréose 14. Dans le but 

d’éviter la formation de cet aldéhyde indésirable et de favoriser la formation du L-

glycéraldéhyde 13, l’utilisation d’un excès de formaldéhyde par rapport au glycolaldéhyde a 

été requise. Différentes concentrations en substrats et différentes quantités d’enzymes ont 

été testées. Finalement, l’emploi de 8 mg de FSAeco en présence de 1 mmol (50 mM) de 

glycolaldéhyde et 2 mmol (100 mM) de formaldéhyde, a conduit à l’obtention d’un taux de 

conversion du glycolaldéhyde de 60% après 24 heures, à 25°C. Cette même réaction, 

réalisée à 50°C, a conduit à une conversion complète du glycolaldéhyde après 19 heures, 
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grâce à la résistance de la FSAeco à cette température, qui nous a permis d’accélérer la 

cinétique réactionnelle de la réaction enzymatique. Par ailleurs, malgré l’utilisation d’un 

excès de formaldéhyde, le D-thréose 14 a été détecté sur le spectre de RMN 1H, mais à l’état 

de traces uniquement. Enfin, la réaction de rétro-aldolisation du L-glycéraldéhyde catalysée 

par la FSAeco, qui réagirait avec le glycolaldéhyde pour former du L-xylose, n’a pas été 

observée [305]. 
 

Le L-glycéraldéhyde 13 a ainsi été obtenu avec un rendement quantitatif (1 mmol) en 

solution dans l’eau, en présence de 50 mM de formaldéhyde (n’ayant pas réagi avec le 

glycolaldéhyde) et de D-thréose 14, à l’état de traces. La présence de formaldéhyde n’est 

pas gênante pour le couplage ultérieur avec la TKgst. D’une part, aucune inhibition de la TKgst  

n’a été observée en présence de cette concentration en formaldéhyde. D’autre part, le DHA 

généré, issu de la réaction entre le formaldéhyde et le Li-HPA catalysée par la TKgst, pourra 

être facilement séparé du L-ribulose 3 durant l’étape de purification finale. 
 

Le L-glycéraldéhyde 13, en solution dans l’eau, a ensuite été mis en présence du Li-HPA, de 

la TKgst et de ses cofacteurs. La conversion complète du Li-HPA et du L-glycéraldéhyde 13 a 

été observée après 24 heures. Les spectres de RMN 1H réalisés au cours de la réaction ont 

montré la formation majoritaire du L-ribulose 3 et la présence de sous-produits très 

minoritaires tels que le DHA (résultant de la réaction entre le formaldéhyde et le Li-HPA 

catalysée par la TKgst) et le D-tagatose 5 (résultant de la réaction entre le D-thréose 14 et le 

Li-HPA catalysée par la TKgst). Finalement, le L-ribulose 3 a été obtenu, après purification, 

avec un rendement de 55 %, très proche de celui obtenu en présence du L-glycéraldéhyde 

commercial et du Li-HPA synthétique i.e. 56 %. 

 Synthèse du D-tagatose 5 3.4.3.2.

Le D-thréose 14 a tout d’abord été synthétisé indépendamment à partir du glycolaldéhyde en 

présence du mutant A129G dans l’eau pure à pH 8 (Etape 1). Puis la solution obtenue a été 

mise en présence de la TKgst et du Li-HPA, pour accéder efficacement au D-tagatose 5 à 

60°C (Etape 2) (Figure 98).  
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Figure 98 : Couplage FSAeco A129G/TKgst pour l’obtention du D-tagatose 5 à partir du 
glycolaldéhyde  

L’autocondensation du glycolaldéhyde catalysée par le mutant A129G permet l’obtention du 

D-thréose 14 (produit cinétique) par formation de la liaison C2(S)-C3(R) de façon 

stéréospécifique. Cette réaction est rapide, mais partiellement réversible, du fait de la rétro-

aldolisation du D-thréose 14 in situ, catalysée par ce mutant. Une partie du glycolaldéhyde 

réagit alors avec le D-thréose 14 linéaire pour former du D-idose (produit thermodynamique) 

(Figure 99). 
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Figure 99 : Synthèse du D-thréose 14 catalysée par la FSAeco A129G à partir du glycolaldéhyde 
et rétro-aldolisation expliquant la formation du D-idose 

Dans le but de minimiser cette réaction parasite, les conditions réactionnelles de la synthèse 

ont été optimisées. Différentes quantités d’enzymes ont été testées. Finalement, l’utilisation 

de 4 mg du mutant A129G en présence de 2 mmol (200 mM) de glycolaldéhyde a permis 

l’obtention du D-thréose 14 en 24 heures, à 25°C, avec un taux de conversion du 

glycolaldéhyde de 98%. Dans ces conditions, le D-idose a été détecté à l’état de traces par 

HPLC et n’a pas été détecté par RMN 1H. Le D-thréose 14 a ainsi été obtenu en solution 

dans l’eau, à pH 8 avec un rendement de 98% (0,98 mmol). 
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La FSAeco étant stable à haute température, nous avons envisagé de réaliser cette réaction à 

50°C, afin d’augmenter l’activité spécifique du mutant A129G et permettre ainsi l’utilisation 

d’une quantité moindre d’enzymes, tout en profitant d’une cinétique réactionnelle plus rapide. 

Toutefois, l’enzyme a précipité après 3 jours et un taux de conversion du glycolaldéhyde très 

faible a été obtenu. 

 

Le D-thréose 14, obtenu en solution dans l’eau, a ensuite été mis en présence du Li-HPA, de 

la TKgst et de ses cofacteurs. L’ajout de trois équivalents supplémentaires de Li-HPA au 

cours du temps a été nécessaire pour convertir en quasi-totalité le D-thréose 14 en 4 jours 

(>90%). Les spectres de RMN 1H obtenus ont révélé la présence majoritaire du D-tagatose 5 

et des traces de L-érythrulose 1, résultant de la rétro-aldolisation du D-thréose 14 catalysée 

par le mutant A129G, conduisant à la formation du glycolaldéhyde dans le milieu. Après 

purification, le D-tagatose 5 a été obtenu avec un rendement de 54%, 4 fois supérieur à celui 

déterminé à partir du D-thréose commercial et du Li-HPA synthétique. 

 Synthèse du L-psicose 6 3.4.3.3.

Le L-érythrose 15 a tout d’abord été synthétisé indépendamment à partir du glycolaldéhyde 

en présence du mutant A165G/S166P dans l’eau pure à pH 8 (Etape 1). Il a ensuite été mis 

en présence de la TKgst et du Li-HPA, pour accéder efficacement au L-psicose 6 à 60°C 

(Etape 2) (Figure 100). 
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Figure 100 : Couplage FSAeco A165G/S166P/TKgst pour l’obtention du L-psicose 6 à partir du 
glycolaldéhyde 

L’autocondensation du glycolaldéhyde catalysée par le mutant A165G/S166P permet 

l’obtention du L-érythrose 15 par formation de la liaison C2(S)-C3(S) de façon 

stéréospécifique, une configuration inaccessible avec le mutant A129G ou la FSAeco sauvage. 

Toutefois, l’affinité de ce double mutant vis-à-vis du glycolaldéhyde est très faible, 

conduisant à l’obtention du L-érythrose 15 avec une cinétique réactionnelle très lente. 

L’emploi de 40 mg du mutant A165G/S166P en présence de 2 mmol (200 mM) de 
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glycolaldéhyde ont permis de synthétiser le L-érythrose 15 en 10 jours à 25°C, avec un taux 

de conversion du glycolaldéhyde de 96%. L’obtention d’un rapport 9/1 : L-érythrose 15 /D-

thréose 14 en présence de ce mutant à partir du glycolaldéhyde est décrit dans la littérature 

[305]. Toutefois, ici, la présence du D-thréose 14, même à l’état de traces, n’a pas été 

constatée après analyse du milieu réactionnel par RMN 1H, montrant que la réaction est 

stéréospécifique. Enfin, la réaction de rétro-aldolisation du L-érythrose 15 catalysée par le 

mutant A165G/S166P, qui réagirait avec le glycolaldéhyde pour former du L-glucose, n’a pas 

été observée. Ainsi, le L-érythrose 15 a été obtenu en solution dans l’eau, à pH 8, avec un 

rendement de 96% (0,96 mmol). 

 

Compte-tenu de la résistance de la FSAeco à haute température, nous avons également 

envisagé de réaliser cette réaction à 50°C, afin de profiter d’une cinétique réactionnelle plus 

rapide. Toutefois, l’enzyme a précipité après 2 jours et un taux de conversion du 

glycolaldéhyde très faible a été obtenu. 

 

Le L-érythrose 15, en solution dans l’eau, a ensuite été mis en présence du Li-HPA, de la 

TKgst et de ses cofacteurs. L’ajout de trois équivalents supplémentaires de Li-HPA au cours 

du temps a été nécessaire pour convertir en quasi-totalité le L-érythrose 15 en 4 jours 

(>90%). Les spectres de RMN 1H  ont révélé la présence majoritaire du L-pscicose 6 et des 

traces de L-érythrulose 1. En effet, le glycolaldéhyde dans le milieu n’ayant pas réagi lors de 

la première étape catalysée par le mutant A165G/S166P est converti par la TKgst, conduisant 

donc au L-érythrulose 1. Cependant, ce composé est nettement minoritaire par rapport au L-

psicose 6. Après purification, ce dernier a été obtenu avec un rendement de 55%, plus de 

cinq fois supérieur à celui déterminé à partir du L-érythrose commercial et du Li-HPA 

synthétique.  

 Conclusions  3.4.4.

Ainsi, nous avons identifié des aldolases capables de conduire de façon efficace aux trois 

aldéhydes α-hydroxylés (2S) souhaités, le L-glycéraldéhyde 13, le D-thréose 14 et le L-

érythrose 15, à l’échelle préparative, à partir du glycolaldéhyde et du formaldéhyde, deux 

aldéhydes achiraux peu coûteux, avec de très bons rendements, compris entre 96% et 100%.  

Ces aldéhydes α-hydroxylés (2S), obtenus en solution dans l’eau pure, ont ensuite été 

utilisés sans purification intermédiaire comme substrats accepteurs de la TKgst. En effet, en 

raison de réactions croisées avec la TKgst, les deux réactions en cascade ont été réalisées 

de façon séquentielle. Les cétoses de configuration L-érythro (3S, 4S) correspondants, le L-
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ribulose 3, le D-tagatose 5 et le L-psicose 6, ont été obtenus à 60°C, en présence du Li-HPA 

synthétique, avec des rendements compris en 54% et 55%, semblables ou nettement 

supérieurs à ceux obtenus à partir des aldéhydes commerciaux et du Li-HPA synthétique 

(Tableau 49). Il est à noter que nous avons été dans l’incapacité de calculer le facteur E de 

ces procédés bi-enzymatiques, ne connaissant pas les procédés de synthèse des aldéhydes 

α-hydroxylés (2S) commerciaux employés dans les synthèses précédentes. Ce procédé 

optimisé peut désormais être appliqué à la synthèse d’autres aldéhydes α-hydroxylés (2S) 

onéreux, accessibles via l’utilisation de la FSAeco sauvage ou mutée [305]. 

 Cascade multi-enzymatique FSAeco mutée A129G/TAtca/TKgst 3.5.

pour la synthèse du D-tagatose 5 

L’objectif est ici de combiner les réactions décrites précédemment afin de générer dans un 

même procédé, les substrats donneurs et accepteurs de la TKgst. Cette approche n’a jamais 

été envisagée précédemment, les substrats des TKs étant soit commerciaux, soit obtenus 

par voie chimique. L’intérêt est ici d’utiliser des précurseurs peu onéreux, accessibles et 

naturels, pour accéder à moindre coût à des cétoses de haute valeur ajoutée. Comme 

« preuve de concept », la synthèse du D-tagatose 5 a été choisie. Ce cétose, comme indiqué 

précédemment, trouve des applications dans le domaine alimentaire, puisqu’il s’agit d’un 

édulcorant à faible index glycémique. Il a, de plus, montré des propriétés contre le diabète de 

type II [312]. Comme preuve d’efficacité du procédé, le rendement en D-tagatose 5 sera ici 

comparé à celui obtenu en présence de la TKgst seule, du Li-HPA synthétique et du D-

thréose commercial. De plus, il faut mentionner que la synthèse de ce cétose est 

actuellement réalisée à l’échelle industrielle par voie microbiologique via l’utilisation de L-

arabinoses isomérases (EC 5.3.1.4), à partir du D-galactose. Toutefois, l’équilibre de la 

réaction n’est pas en faveur du D-tagatose et les taux de conversion du D-galactose obtenus 

sont relativement faibles [256], [257]. 

 

La stratégie développée est réalisée selon une stratégie « one-pot », de façon séquentielle. 

Dans un premier temps, le D-thréose 14 a été synthétisé à partir du glycolaldéhyde en 

présence du mutant de la FSAeco A129G, dans l’eau pure à pH 8, dans les conditions 

expérimentales optimisées présentées dans le paragraphe précédent (Etape 1). Dans un 

second temps, il a été mis en présence de la TKgst, de la TAtca, de la L-sérine et de l’acide 

pyruvique, pour permettre la génération in situ du HPA et accéder au D-tagatose 5 à l’échelle 

préparative (Etape 2) (Figure 101).  
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Figure 101 : Couplage FSAeco mutée A129G/TAtca/TKgst pour la synthèse du D-tagatose 5 à partir 
du glycolaldéhyde, de la L-sérine et de l’acide pyruvique 

 

Remarque : Compte tenu de la très faible affinitié de la TKgst pour le D-thréose 14, l’utilisation 

de ce substrat nécessite de réaliser la réaction enzymatique à haute température, afin 

d’accélérer la cinétique réactionnelle de formation du D-tagatose 5. Notre choix s’est donc 

porté sur l’utilisation concomittante de la TKgst  et de la TAtca à 60°C, permettant la génération 

in situ du HPA à haute température, sa consommation au fur et à mesure de sa formation, 

limitant ainsi sa dégradation au cours du temps. 

 

Comme décrit précédemment, l’utilisation du mutant A129G de la FSAeco en présence du 

glycolaldéhyde a permis l’obtention du D-thréose 14 à 25°C, en 24 heures, avec un taux de 

conversion du glycolaldéhyde de 98% (étape 1). Puis lors de l’étape 2, les substrats et 

enzymes ont été introduits dans la solution : la L-sérine, l’acide pyruvique, la TAtca, la TKgst et 

les cofacteurs des enzymes.  

Après 72 heures, les spectres de RMN 1H obtenus ont révélé la présence majoritaire du D-

tagatose 5 et des traces de L-érythrulose 1. La présence de ce dernier résulte de la 

condensation du HPA catalysée par la TKgst sur le glycolaldéhyde, généré dans le milieu par 

réaction de rétro-aldolisation du D-thréose 14 catalysée par le mutant A129G. Après 

purification, le D-tagatose 5 a été obtenu avec un rendement de 50%, proche du rendement 
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obtenu via le couplage FSAeco mutée A129G/TKgst en présence du Li-HPA synthétique décrit 

précédemment et 4 fois supérieur environ à celui déterminé à partir du D-thréose commercial 

et du Li-HPA synthétique. Un ed supérieur à 95% a été déterminé par RMN 13C et la pureté 

optique du produit a été vérifiée par la mesure son pouvoir rotatoire, dont la valeur s’est 

révélée identique à celle décrite dans la littérature.  

Enfin, pour la raison explicitée précédemment, nous n’avons pas été en mesure de 

déterminer le facteur E de ce système multi-enzymatique. 

 Conclusions 3.6.

Ainsi, l’objectif de synthétiser efficacement à haute température des cétoses rares d’intérêt 

biologique à l’échelle préparative, à partir de composés naturels et peu coûteux, a été atteint.  

 

Une étape d’optimisation des conditions réactionnelles a tout d’abord permis de limiter la 

dégradation du Li-HPA à haute température, conduisant à la synthèse efficace à 60°C, de 

cétoses hautement valorisables de configuration (3S), D-thréo (3S, 4R) et L-érythro (3S, 4S). 

Cependant, comme nous l’avons vu précédemment à l’échelle analytique dans le 

paragraphe 1.3. de la Partie Résultats et Discussions, la TKgst présente de faibles activités 

vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxylés (2S) à 3 et 4 atomes de carbone et des aldéhydes α-

hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée (C5-C6). Ceci s’est traduit, à l’échelle 

préparative, par l’obtention de faibles taux de conversion de ces aldéhydes et de rendements 

modestes, après purification. Afin d’améliorer ces résultats, les TKgst mutées les plus actives 

vis-à-vis de ces aldéhydes identifiées à l’échelle analytique ont été utilisées. 

 

Les TKgst mutées L382D/D470S, L191I, L382F/F435Y ont permis de synthétiser plus 

efficacement trois cétoses de configuration L-érythro (3S, 4S), à l’échelle préparative, le L-

ribulose 3, le 5-désoxy-L-ribulose 4 et le D-tagatose 5, obtenus avec des temps de réaction 

plus courts et de meilleurs rendements par rapport à ceux obtenus avec la TKgst sauvage. De 

plus, l’emploi du mutant R521Y/H462N a permis d’accéder plus efficacement au D-

sédoheptulose 9 à partir du D-ribose, en comparaison des résultats obtenus en présence de 

la TKgst sauvage. Enfin, alors qu’aucun nouveau produit n’a été détecté en présence du D-

glucose utilisé comme aldéhyde accepteur de la TKgst sauvage, l’utilisation du mutant 

R521V/S385D/H462S a permis la conversion quasi-totale de cet aldéhyde, conduisant à la 

formation du produit correspondant, le D-glycéro-D-altro-octulose 11. Toutefois, ce produit 

pur n’a pas pû être isolé. Ainsi, les gains d’activité mesurés à l’échelle analytique en 

présence de ces TKgst mutées les plus performantes ont été confirmés à l’échelle préparative. 
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Afin de s’affranchir de l’utilisation de substrats commerciaux et/ou obtenus par voie chimique, 

mais également dans l’optique de développer un procédé éco-compatible, la synthèse des 

substrats donneurs et accepteurs de la TKgst a été envisagée selon des réactions 

enzymatiques couplées à la réaction catalysée par la TKgst, l’enzyme sauvage ayant été 

utilisée comme « preuve de principe ». Ainsi, pour éviter la synthèse chimique peu efficace 

du Li-HPA, mais également pour limiter sa dégradation à haute température, celui-ci a été 

généré in situ par voie enzymatique, à partir de la D- ou L-sérine comme précurseur, selon 

des réactions en cascade « one-pot », réalisées de façon simultanée. D’une part, le HPA a 

été généré in situ à partir de la L-sérine et de l’acide pyruvique, via l’emploi d’une L-α-TAs 

thermostable, la TAtca, autorisant le couplage de cette enzyme avec la TKgst à 60°C. D’autre 

part, le HPA a été généré in situ à partir d’un substrat unique, la D-sérine, en présence d’une 

D-AAO issue d’un microorganisme mésophile, la D-AAOrgr, limitant les synthèses à l’obtention 

de cétoses de configuration (3S) et D-thréo (3S, 4R), accessibles à température ambiante. 

Les avancées obtenues par rapport aux procédés décrits dans la littérature concernent 

notamment les sources d’enzymes utilisées. En effet, la TAtca, comme la D-AAOrgr, issues de 

microorganismes recombinants, présentent des activités spécifiques élevées et sont 

obtenues en quantité importante, à moindre coût.  Par ailleurs, compte tenu du coût élevé 

des aldéhydes α-hydroxylés (2S) à 3 et 4 atomes de carbone, ceux-ci ont été générés 

efficacement par voie enzymatique via une réaction d’aldolisation catalysée par la FSAeco 

(sauvage ou mutée), à partir de deux aldéhydes achiraux à très courte chaîne carbonée 

beaucoup plus accessibles, le glycolaldéhyde et le formaldéhyde. Obtenus en solution dans 

l’eau, ils ont ensuite été mis en présence de la TKgst et du Li-HPA pour accéder efficacement, 

à 60°C, aux cétoses L-érythro (3S, 4S) correspondants, via la réalisation d’un procédé bi-

enzymatique « one-pot » séquentiel. 

 

Enfin, un procédé multi-enzymatique, réalisé selon une stratégie « one-pot » de façon 

séquentielle et combinant les deux approches étudiées précédemment, a permis, en 

présence des trois enzymes suivantes : la FSAeco mutée A129G, la TAtca et la TKgst et de 

substrats peu coûteux et non toxiques (la L-sérine, l’acide pyruvique et le glycolaldéhyde), 

d’obtenir le D-tagatose 5, comme « preuve de principe » de ce procédé original, jusqu’alors 

jamais décrit dans la littérature. 
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Les travaux présentés dans ce manuscrit ont consisté à exploiter le potentiel synthétique 

de la transcétolase thermostable issue d’une bactérie thermophile G. stearothermophilus, la 

TKgst, récemment identifiée par notre groupe, pour la synthèse de monosaccharides rares 

d’intérêt biologique à haute température.  

Pour atteindre cet objectif, nous avons d’une part, utilisé la TKgst sauvage ou des TKgst 

mutées obtenues par Evolution dirigée, afin de synthétiser des cétoses rares d’intérêt et 

d’autre part, optimisé le procédé de synthèse pour le rendre plus économique et 

respectueux de l’environnement, grâce notamment à des enzymes auxiliaires, capables de 

générer les substrats à partir de composés naturels et peu coûteux. Ces travaux 

s’inscrivent dans un projet collaboratif et pluridisciplinaire bilatéral franco-allemand 

ThermoTK, financé par l’ANR et développé conjointement avec notre partenaire, le Pr. W.-

D. Fessner (Université Technique de Darmstadt, Allemagne). 

 

Les principales étapes qui ont été franchies sont les suivantes :  

 

� L’étude de la spécificité de substrat et de l’énantiopréférence de cette nouvelle TKgst, 

a permis de montrer des similitudes entre cette enzyme et les autres sources de TK  
communément utilisées en biocatalyse (TKsce, TKeco). La TKgst est très spécifique du Li-HPA, 

le substrat donneur clé qui rend la réaction irréversible, avec cependant une meilleure 

affinité par rapport à celle obtenue en présence des TKsce et TKeco. La spécificité vis-à-vis 

des aldéhydes accepteurs est comparable à celle des autres TKs décrites dans la 

littérature, avec une activité préférentielle vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxylés à courte 

chaîne (C2-C4). L’allongement de la chaîne carbonée ou la présence d’une chaîne 

aliphatique ou aromatique conduit en effet à une baisse significative de l’activité de cette 

enzyme. De plus, l’énantiopréférence de la TKgst est également similaire aux autres TKs 

connues : celle-ci accepte très préférentiellement les aldéhydes α-hydroxylés (2R), 

conduisant à des cétoses de configuration D-thréo (3S, 4R). La particularité de la TKgst est 

sa capacité à convertir les aldéhydes α-hydroxylés (2S) en cétoses correspondants de 

configuration L-érythro (3S, 4S). De plus, sa thermostabilité permet d’augmenter la faible 

activité obtenue à 25°C vis-à-vis de ces aldéhydes d’un facteur 4 à 5 à 60°C. Cette 

propriété n’a jamais été décrite dans la littérature pour d’autres sources de TK.  

 

� Compte-tenu des résultats obtenus lors de cette étude préliminaire, un des objectifs 

de ces travaux de thèse a été d’améliorer l’activité de cette enzyme par Evolution dirigée 

selon une approche semi-rationnelle, vis-à-vis des aldéhydes accepteurs conduisant à de 
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faibles activités (aldéhydes α-hydroxylés (2S), aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue 

chaîne polyhydroxylée (C5-C6), aldéhydes aliphatiques et aromatiques) mais également 

vis-à-vis de l’acide pyruvique, analogue du substrat donneur utilisé couramment, l’acide 

hydroxypyruvique ou HPA. La structure 3D de la TKgst n’étant pas connue, un modèle 

structural de cette enzyme a été construit par homologie de séquence avec la TK de B. 

anthracis. Puis des banques de TKgst mutées sur une, deux, voire trois positions 

simultanément (identifiées par modélisation moléculaire), ont été générées par mutagenèse 

par saturation de site (technique « SSM »).  

 

Ainsi, onze cétoses de configuration (3S), D-thréo (3S, 4R) et L-érythro (3S, 4S), présentant 

des activités biologiques spécifiques, ont été obtenus à l’échelle préparative, dont quatre 

n’ayant jamais été synthétisés avec d’autres TKs microbiennes. Les mutants L382D/D470S, 

L191I et L382F/F435Y, plus performants vis-à-vis des aldéhydes α-hydroxylés (2S), i.e. le 

L-glycéraldéhyde, le L-lactaldéhyde et le D-thréose, ont permis la synthèse des cétoses L-

érythro (3S, 4S) correspondants, le L-ribulose, le 5-désoxy-L-ribulose et le D-tagatose, avec 

des rendements compris entre 55% et 68%, supérieurs à ceux obtenus avec la TKgst 

sauvage [237]. De plus, le D-sédoheptulose, un cétose de configuration D-thréo (3S, 4R) à 

7 atomes de carbone, a été synthétisé avec un rendement de 67% en présence du mutant 

R521Y/H462N, à partir d’un aldéhyde α-hydroxylé (2R) à 5 atomes de carbone, le D-ribose, 

un rendement de 44% ayant été obtenu avec l’enzyme sauvage. Enfin, le mutant 

R521V/S385D/H462S a permis de convertir à l’échelle préparative le D-glucose, qui n’est 

pas accepté par la TKgst sauvage, en D-glycéro-D-ido-octulose, un cétose de configuration 

D-thréo (3S, 4R) à 8 atomes de carbone, inaccessible avec la TKgst sauvage. Toutefois, ce 

produit pur n’a pas pû être isolé. 

 

En parallèle et dans le cadre de ce projet, j’ai également participé aux travaux développés 

par notre partenaire, le Pr. W.-D. Fessner, centrés sur l’amélioration de l’activité de la TKgst 

vis-à-vis d’aldéhydes hydrophobes. Les TKgst mutées les plus performantes identifiées, ont 

permis la synthèse de cétoses de configuration D-thréo (3S, 4R) aliphatiques et 

aromatiques d’une grande variété structurale. De plus, dans l’optique d’élargir le spectre de 

substrats donneurs de la TKgst, quelques mutants ont été sélectionnés pour leur activité 

accrue vis-à-vis de l’acide pyruvique et d’analogues, permettant d’accéder à des cétoses 

en série 1-désoxy à l’échelle préparative, ces composés étant, pour la plupart, 

inaccessibles avec l’enzyme sauvage [234], [238], [239]. 

 

En conclusion, la stratégie basée sur l’Evolution in vitro et la modification du site actif de la 

TKgst par une approche semi-rationnelle, a permis de répondre avec succès à notre objectif. 
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L’activité de la TKgst vis-à-vis des aldéhydes ciblés a été améliorée de façon significative. 

De plus, l’obtention de ces TKgst mutées a permis d’élargir le champ d’application de la TKgst 

sauvage et d’accéder avec de bons, voire d’excellents rendements et excès 

diastéréoisomériques, à des cétoses rares d’intérêt biologique.   

 

� L’autre objectif de ces travaux a été d’optimiser le procédé de synthèse pour le 

rendre plus économique et respectueux de l’environnement, grâce notamment à l’utilisation 

d’enzymes auxiliaires, dont l’emploi a permis de générer les substrats donneurs et 

accepteurs de la TKgst, à partir de composés naturels et peu coûteux. Pour ces études, la 

TKgst sauvage a été utilisée.  

 

Afin de s’affranchir de la synthèse chimique et peu efficace du Li-HPA, substrat donneur, 

mais également pour limiter sa dégradation à haute température, ce composé a été généré 

in situ par voie enzymatique, selon deux stratégies, qui ont en commun l’utilisation d’un 

même substrat précurseur du HPA, la sérine.  

La première stratégie consiste à préparer ce composé via une réaction de transamination 

en présence de la L-sérine et de l’acide pyruvique, catalysée par une nouvelle L-α-

transaminase issue de la bactérie thermophile T. carboxydivorans, la TAtca, identifiée en 

collaboration avec le Pr. T. Gefflaut (Equipe BioMéta, ICCF) et le Dr. V. De Berardinis 

(Genoscope, CEA, Evry). Les réactions catalysées par la TAtca et la TKgst ont été réalisées à 

60°C en cascade selon une stratégie « one-pot » et de façon simultanée. Les cétoses L-

érythro (3S, 4S), i.e. le L-ribulose, le 5-désoxy- L-ribulose, le D-tagatose et le L-psicose, ont 

été obtenus avec de bons, voire d’excellents rendements, compris entre 51% et 98% et 

d’excellents excès diastéréoisomériques [262].  

Pour simplifier la stratégie précédente et notamment éviter l’utilisation du second substrat, 

l’acide pyruvique, conduisant à formation de la L-alanine non recyclée, une seconde 

approche a été développée. La D-AAOrgr issue de la levure R. gracilis, étudiée en 

collaboration avec l’équipe du Pr. L. Pollegioni (Italie), a été employée pour former le HPA à 

partir d’un substrat unique : la D-sérine. Les réactions catalysées par la D-AAOrgr et la TKgst 

ont été réalisées simultanément selon une stratégie « one-pot » à 25°C, la D-AAOrgr utilisée 

ici n’étant pas themostable. Le L-érythrulose, un cétose de configuration (3S), le D-xylulose 

et le L-sorbose, deux cétoses de configuration D-thréo (3S, 4R), ont été synthétisés à 

l’échelle préparative, avec d’excellents taux de conversion, de bons rendements, compris 

entre 44% et 65% et d’excellents excès diastéréoisomériques. 

 

De plus, compte-tenu du coût très élevé des aldéhydes α-hydroxylés (2S) à 3 et 4 atomes 

de carbone, ces composés ont été préparés par voie enzymatique, via une réaction 
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d’aldolisation, catalysée par la D-fructose-6-phosphate aldolase, issue de la bactérie E. coli, 

la FSAeco, sauvage ou mutée, à partir de composés achiraux beaucoup plus accessibles. 

Ce projet a été réalisé en collaboration avec le groupe du Pr. P. Clapés (Espagne). La 

FSAeco sauvage et les mutants A129G et A165G/S166P ont permis la synthèse du L-

glycéraldéhyde, du D-thréose et du L-érythrose avec d’excellents taux de conversion 

(≥96%), à partir du glycolaldéhyde et/ou du formaldéhyde. Un procédé « one-pot » réalisé 

toutefois de façon séquentielle a été réalisé et a permis la synthèse du L-ribulose, du D-

tagatose et du L-psicose, en présence de la TKgst, du Li-HPA et des trois aldéhydes 

appropriés à 60°C, avec d’excellents taux de conversion, de bons rendements, compris 

entre 54% et 55% et d’excellents excès diastéréoisomériques. 

 

Finalement, la génération par voie enzymatique du substrat donneur et du substrat 

accepteur dans une même cascade multi-enzymatique « one-pot » effectuée de façon 

séquentielle a été appliquée à la synthèse du D-tagatose à 60°C, en présence de la FSAeco 

mutée A129G, de la TAtca et de la TKgst et à partir de la L-sérine, de l’acide pyruvique et du 

glycolaldéhyde. Ce procédé a permis l’obtention avec succès du D-tagatose avec un 

rendement de 50%, à partir de composés peu coûteux, naturels et non toxiques.  

 

En conclusion, l’optimisation de la réaction catalysée par la TKgst et son couplage avec 

d’autres enzymes dans des réactions en cascade a été initiée au cours de ces travaux de 

thèse, permettant d’augmenter son efficacité, tout en réduisant son impact environmental. 

Cette stratégie n’a jusqu’alors pas été décrite dans la littérature avec ces enzymes. 

 

L’ensemble de ces travaux de thèse ont conduit à ce jour à la publication de cinq articles, 

donnés en annexes de ce manuscrit. 

Ces travaux offrent de nombreuses perspectives, qui seront développées dans le cadre de 

nouveaux projets au laboratoire. 

� Les propriétés des TKgst mutées les plus performantes vis-à-vis des aldéhydes α-

hydroxylés (2S) et des aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée (C5-

C6), pourront être améliorées par d’autres cycles de mutagenèse. De plus, les TKgst mutées 

les plus actives vis-à-vis d’aldéhydes aliphatiques et aromatiques seront également 

exploitées pour accéder à des cétoses à plus longues chaînes hydrophobes, recherchés 

pour leurs propriétés tensio-actives. Dans l’optique de valoriser des huiles végétales, cet 
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aspect sera étudié à partir de 2018, dans le cadre du projet « Pack Ambition Recherche », 

financé par la région Auvergne en collaboration avec l’ICBMS à Lyon et l’entreprise ECOAT. 

 

� Le couplage de la TKgst sauvage ou des TKgst mutées les plus performantes avec 

d’autres enzymes auxiliaires, capables de générer les substrats donneurs et accepteurs, 

sera également optimisé selon plusieurs directions. 

 

L’utilisation d’une seconde transaminase, appartenant au groupe des amines-TAs, au sein 

du procédé bi-enzymatique impliquant la TAtca, pourrait permettre l’utilisation de l’acide 

aminé formé qui n’est pas utilisé, ici la L-alanine, en catalysant le transfert de son 

groupement amine sur le groupement carbonyle du cétose formé, conduisant ainsi à 

l’obtention d’aminoalcools. Par ce procédé, l’acide pyruvique, utilisé comme substrat 

accepteur de la TAtca, serait régénéré via une « boucle enzymatique ».  

 

Le couplage D-AAOrgr/TKgst à haute température sera étudié, par exemple en immobilisant 

la D-AAOrgr pour augmenter sa thermostabilité ou en utilisant une autre D-AAO thermostable, 

issue d’un microorganisme thermophile. De plus, la L-sérine, naturelle, pourra être 

employée pour générer l’énantiomère D en présence d’une sérine racémase. Ces projets 

sont développés depuis septembre 2017 et financés conjointement par la région Auvergne-

Rhône-Alpes et BPI France et soutenu par l’entreprise Greentech. 

 

De plus, la synthèse d’un panel plus large d’aldéhydes α-hydroxylés (2S), possédant par 

exemple un cycle aromatique, un groupement azoture, un groupement phosphate ou 

encore un atome de chlore, pourrait être envisagée avec la FSAeco, sauvage ou mutée, 

pour accéder à de nouveaux cétoses d’intérêt, via l’utilisation de ces aldéhydes comme 

substrats accepteurs potentiels de la TKgst sauvage et des TKgst mutées les plus 

performantes. 

 

Enfin, ces cascades bi-enzymatiques pourraient être réalisées in cellulo, via l’utilisation 

d’une souche unique, permettant l’expression simultanée des différentes enzymes. 

 

L’ensemble de ces perspectives a été proposé dans un projet ERA CoBioTech, accepté en 

2017, impliquant trois autres groupes européens et deux entreprises (BASF et  Prozomix) 

et dans lequel le Pr. L. Hecquet est partenaire.  
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 Matériel 1.

 Microbiologie  1.1.

 Généralités 1.1.1.

Les étapes de pré-culture et de culture des enzymes surexprimées sont réalisées sous un 

Poste de Sécurité Microbiologique (PSM) de classe II, à partir de matériels et de solutions 

préalablement stérilisés. Les étapes de pré-culture et de culture des banques de TKgst 

mutées sont effectuées respectivement en microplaques 96-puits transparentes à fond 

conique de la marque Greiner Bio-one (ref. 651161) et en plaques « deepwell », 

commercialisées par la société STARLAB, Plate One (Ref. 18966-1110). Les microplaques 

96-puits et les plaques « deepwell » sont incubées dans un agitateur de microplaques 

thermorégulé de la marque Heidolph, modèles Titramax 1000 et Inkubator 1000 et 

centrifugées dans un appareil Labofuge 400R de la marque Heraeus. Les pré-cultures et 

les cultures bactériennes de plus grands volumes sont incubées dans un agitateur 

orbitalaire thermostaté Infors AG AJ118. Les cellules sont lysées par un sonicateur 

Sonopuls de Bandelin et centrifugées dans un appareil Aventi® J-26 XP Centrifuge de 

Beckman Coulter. Le séquençage des mutants ponctuels de la TKgst et des banques de 

TKgst mutées est réalisé par l’entreprise Eurofins Scientific (Allemagne).  

 Milieux de culture 1.1.2.

Les milieux de culture LB et NZY+ sont préparés tels que décrits ci-dessous (Tableau 50). 

 
Tableau 50 : Compositions des milieux de culture LB et NZY+ 

Milieu de culture Luria-Bertani (LB) Milieu NZY+ 

Tryptone 10 g.L-1 Casamino Acides 10 g.L-1 

Extrait de levure 10 g.L-1 Extrait de levure 5 g.L-1 

NaCl 5 g.L-1 NaCl 5 g.L-1 

- - MgCl2 12,5 mM 

- - MgSO4 12,5 mM 

- - D-glucose 20 mM 

- - pH 7,5 
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Le milieu Luria-Bertani (LB) est commercialisé par la société Difco®. L’extrait de levure, 

l’Agar-Agar et les « Casamino Acides » sont vendus par la société Becton Dickinson. Tous 

les milieux de culture sont stérilisés en autoclave (20 minutes, 121°C). Les solutions 

d’antibiotiques : kanamycine et ampicilline, commercialisées par la société Sigma-Aldrich, 

sont préparées dans l’eau osmosée, stérilisées par filtration sur filtre Millipore® 0,2 µm et 

conservées à -18°C. Elles sont ajoutées dans les milieux liquides ou gélosés aux 

concentrations suivantes : kanamycine : 30 µg.mL-1, ampicilline : 100 µg.mL-1. Les milieux 

gélosés sont obtenus par ajout d’Agar-Agar à une concentration de 2 % dans les milieux 

liquides. 

 Souches bactériennes hôtes et vecteurs  1.1.3.

Quatre souches bactériennes hôtes sont utilisées pour la production de la TKgst, des TKgst 

mutées, de la TAtca, de la D-AAOrgr, de la FSAeco sauvage et des FSAeco mutées. Les 

souches d’E. coli BL21(DE3) pLysS, BL21(DE3) pLysE et M-15 [pREP-4] sont 

communément utilisées pour l’induction par de l’IPTG d’un gène placé sous le contrôle d’un 

promoteur T7. La souche d’E. coli ultra compétente XL10 Gold est fournie dans le kit 

« QuikChange II XL Site-Directed Mutagenesis » (Agilent) et est utilisée transitoirement 

pour la réalisation des mutants ponctuels de la TKgst et des banques de TKgst mutées (Voir 

paragraphe 2.1.3.2., page 222) (Tableau 51). 

 
Tableau 51 : Caractéristiques des souches bactériennes hôtes utilisées pour la production 

des enzymes 

Pour chaque souche bactérienne hôte utilisée, à l’exception de la souche d’E. coli XL10 

Gold, deux vecteurs sont utilisés : un vecteur d’expression 1, contenant le gène codant 

pour l’enzyme d’intérêt et possédant un gène de résistance à un premier antibiotique et un 

vecteur 2, dont le rôle est d’empècher l’expression basale de ce gène d’intérêt en l’absence 

Souche bactérienne hôte Caractéristique Production des enzymes Origine, Ref. 

E. coli BL21(DE3) pLysS Dérivé de la 

souche B d’E. coli 

TKgst, TKgst mutées Invitrogen, [313] 

D-AAOrgr Promega, [313] 

E. coli BL21(DE3) pLysE Dérivé de la 

souche B d’E. coli 

TAtca Invitrogen, [313] 

E. coli M-15 [pREP-4] Dérivé de la 

souche E. coli K12 

FSAeco, FSAeco mutées Qiagen, [314] 

E. coli XL10 Gold Souche d’E. coli 

ultra compétente 

TKgst mutées  Agilent 
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d’induction par l’IPTG et possédant un gène de résistance à un second antibiotique 

(Tableau 52). 

 
Tableau 52 : Vecteurs utilisés pour la production des enzymes 

 Amorces nucléotidiques 1.1.4.

Les amorces nucléotidiques conçues et utilisées pour la création de mutants ponctuels de 

la TKgst et des banques de TKgst mutées sont récapitulées ci-dessous (Tableau 53). 

Amorces Sens de lecture de l’ADN : 5' → 3' Mutant ponctuel - Banque 

OECXX TTT GGC GGT TCG GCG GAC NNS GCA AGC TCG AAT AAA ACG C Banque L382X - Codon NNS 
OECXX G CGT TTT ATT CGA GCT TGC SNN GTC CGC CGA ACC GCC AAA 
OECXX C AGC ATC GCC GTC GGC GAA NNS GGG CCG ACG CAC Banque D470X - Codon NNS 
OECXX GTG CGT CGG CCC SNN TTC GCC GAC GGC GAT GCT G 
OEC17 GCG CTC GTC TTG ACG GTT CAA GAT GTG CCG AC Mutant R521V 
OEC18 GT CGG CAC ATC TTG AAC CGT CAA GAC GAG CGC 
OEC25 GC AAA AGC TTG GCA ACC NNS TCA TCG TCC GGG GAA GT Banque R358X - Codon NNS 
OEC26 AC TTC CCC GGA CGA TGA SNN GGT TGC CAA GCT TTT GC 
OEC27 GGT TCG GCG GAC TTG GCA AGC NNS AAT AAA ACG CTC ATC AAA GGC Banque S385X - Codon NNS 
OEC28 GCC TTT GAT GAG CGT TTT ATT SNN GCT TGC CAA GTC CGC CGA ACC 
OEC29 TC ATC TAC GTC TTG ACG NNS GAC AGC ATC GCC GTC GG Banque H462X - Codon NNS 
OEC30 CC GAC GGC GAT GCT GTC SNN CGT CAA GAC GTA GAT GA 
OEC31 CT GCG CTC GTC TTG ACG NNS CAA GAT GTG CCG ACG TT Banque R521X - Codon NNS 
OEC32 AA CGT CGG CAC ATC TTG SNN CGT CAA GAC GAG CGC AG 
OEC43 G GCG GAC TTG GCA AGC ACG AAT AAA ACG CTC AT Mutant S385T 
OEC44 AT GAG CGT TTT ATT CGT GCT TGC CAA GTC CGC C 
OEC45 T TCG GCG GAC TTG GCA AGC GTG AAT AAA ACG CTC ATC AAA G Mutant S385V 
OEC46 C TTT GAT GAG CGT TTT ATT CAC GCT TGC CAA GTC CGC CGA A 
OEC47 GCG CTC GTC TTG ACG NDT CAA GAT GTG CCG AC Banque R521X - Codon NDT 
OEC48 GT CGG CAC ATC TTG AHN CGT CAA GAC GAG CGC 
OEC49 GGT TCG GCG GAC TTG GCA AGC NDT AAT AAA ACG CTC ATC AAA GGC Banque S385X - Codon NDT 
OEC50 GCC TTT GAT GAG CGT TTT ATT AHN GCT TGC CAA GTC CGC CGA ACC 
OEC51 TC ATC TAC GTC TTG ACG NDT GAC AGC ATC GCC GTC GG Banque H462X - Codon NDT 
OEC52 CC GAC GGC GAT GCT GTC AHN CGT CAA GAC GTA GAT GA 
OEC53 GAC TCG AAC GAC ATT TCG NDT GAC GGG GAG CTC AAC CTG Banque L191 - Codon NDT 
OEC54 CAG GTT GAG CTC CCC GTC AHN CGA AAT GTC GTT CGA GTC 
OEC55 TTT GGC GGT TCG GCG GAC NDT GCA AGC TCG AAT AAA ACG C Banque L382 - Codon NDT 
OEC56 G CGT TTT ATT CGA GCT TGC AHN GTC CGC CGA ACC GCC AAA 
OEC57 CTG AAA GTG TTC GGC GGC ACG NDT TTC GTG TTC TCT GAC TAT TTG Banque F435 - Codon NDT 
OEC58 CAA ATA GTC AGA GAA CAC GAA AHN CGT GCC GCC GAA CAC TTT CAG 
OEC58 CAA ATA GTC AGA GAA CAC GAA AHN CGT GCC GCC GAA CAC TTT CAG 

 
Tableau 53 : Amorces nucléotidiques conçues et utilisées pour la création de mutants 

ponctuels de la TKgst et des banques de TKgst mutées. Le codon modifié est représenté en gras 
et souligné. 

Souche bactérienne hôte Enzyme Vecteur (Origine) - Résistance à un antibiotique 

E. coli BL21(DE3) pLysS TKgst et TKgst mutées 

 

1 : pGEN768 (Invitrogen) - Kanamycine 

2 : pLysS (Invitrogen) - Chloramphénicol 

D-AAOrgr 

 

1 : pT7-HisDAAO (USB) - Kanamycine 

2 : pLysS (Promega) - Chloramphénicol 

E. coli BL21(DE3) pLysE TAtca 

 

1 : pET22b(+) (Novagen) - Ampicilline 

2 : pLysE (Invitrogen) - Chloramphénicol 

E. coli M-15 [pREP-4] FSAeco et FSAeco mutée 

 

1 : pQE40 (Qiagen) - Ampicilline 

2 : p-REP4 (Qiagen) - Kanamycine 
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Les amorces nucléotidiques utilisées pour réaliser le séquençage des mutants ponctuels de 

la TKgst et des banques de TKgst mutées sont décrites ci-dessous (Tableau 54). 

 
Tableau 54 : Amorces nucléotidiques conçues et utilisées pour le séquençage d’un mutant 

ponctuel de la TKgst ou d’une banque de TKgst mutées 

 Réactifs et enzymes  1.2.

Les réactifs utilisés sont commercialisés par les sociétés Sigma-Aldrich, Alfa Aesar, Acros 

Organics, CarboSynth, Fluka AG, ROTH, Interchim (Biotech Grade), Labosi et Merck. Le L-

glycéraldéhyde est vendu par la société Molekula. Le Li-HPA est synthétisé au laboratoire 

sous forme de sel de lithium selon une méthode adaptée de la littérature [101]. Le D- et le 

L-lactaldéhyde sont synthétisés au laboratoire selon un protocole adapté de la littérature 

[244]. L’acide 3-hydroxy-2-oxobutanoïque (sel de potassium) ou HOBA est synthétisé au 

laboratoire et repose sur la condensation de Baylis Hillman entre l’acrylate de méthyle et 

l’acétaldéhyde (Equipe du Pr. T. Gefflaut). 

 

L’alcool déshydrogénase de levure de boulanger (ADH, EC 1.1.1.1, 369 U.mg-1), la L-

lactate déshydrogénase de muscle de lapin (L-LDH, EC 1.1.1.27, 1005 U.mg-1) et la 

catalase de foie de bovin (EC 1.11.1.6, 2000-5000 U.mg-1) sont commercialisées par la 

société Sigma-Aldrich, sous forme lyophilisée (ADH, catalase) et en suspension dans le 

sulfate d’ammonium (L-LDH). La TKgst, les TKgst mutées, la TAtca et la D-AAOrgr, produites au 

laboratoire, sont purifiées sur la résine Ni-NTA commercialisée par la société Qiagen et leur 

lyophilisation, ainsi que celle de la FSAeco (sauvage ou mutée), est effectuée avec un 

appareil de la marque Triad LABCONCO. Le réactif de Bradford est commercialisé par 

l’entreprise Bio-Rad. Enfin, le gène « synthétique » de la TKgst est vendu par la société 

Invitrogen.  

 Synthèses  1.3.

Des pH-mètres fonctionnant en mode pH-stat (modèles Radiometer analytical TIM 856 

Titration Manager de la marque Hach et Titroline® 7000 de la marque SI Analytics) sont 

Amorces Sens de lecture de l’ADN : 5' → 3' Localisation 

OEC10 AAT GGA ATG AGC AGC TCG CC Forward - Interne - TKgst 
OEC12 AAC GTT GCG CCC TTC GTA GC Reverse - Interne - TKgst 
OEC13 ATA CCC ACG CCG AAA CAA GC Forward - Amont - TKgst 
OEC14 ATC GGA ACC CTA AAG GGA GC Reverse - Aval - TKgst 
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utilisés lors des réactions de synthèses enzymatiques. Un débitmètre pour gaz de la 

marque SUPELCO Analytical (ref. PMR1-011417) est utilisé pour contrôler le débit de 

dioxygène dans le cadre des réactions catalysées par la D-AAOrgr. L’avancement des 

réactions est suivi par analyse chromatographique sur couche mince (CCM) en utilisant des 

plaques d’aluminium recouvertes de silice (Merck® - DC 60F254). Les produits sont purifiés 

par chromatographie sur colonne de gel de silice (Merck® - 40-63 µm). Les synthèses du 

D- et du L-lactaldéhyde sont réalisées en présence de la résine anionique DOWEX 1X8, 1,2 

méq.mL-1, 200-400 mesh, commercialisée par la société Acros-Organics et la résine 

cationique DOWEX HCR-W2, 1,8 méq.mL-1, 16-40 mesh, commercialisée par la société 

Sigma-Aldrich.  

 Analyses  1.4.

Les pouvoirs rotatoires sont déterminés à 25°C avec un polarimètre P-2000 JASCO PTC-

262 pour la raie D du sodium (λ = 589 nm). La concentration c (en %) est exprimée en 

gramme pour 100 mL.  

 

Les spectres de RMN sont enregistrés sur l’appareil Bruker Avance 400 (400 MHz en RMN 
1H et 101 MHz en RMN 13C).  

 

Les spectres de masse ont été réalisés sur un appareil de type ThermoSientific Q-Exactive, 

équipé d’une source d’ionisation électrospray (ESI). 

 

Les analyses par HPLC sont effectuées sur une chaîne VWR en utilisant une colonne 

AcclaimTM 120 C18 5 µm 120 Å (4,6 x 250 nm) et une détection à 215 nm. Les échantillons 

sont élués dans un système d’éluant binaire (Eluant A : solution aqueuse de TFA (0,1% v/v) 

- Eluant B : CH3CN/H2O : 4/1 et TFA (0,1% v/v)), en mode gradient : 10% à 95% en éluant 

B en 30 minutes avec un débit d’1 mL.min-1. La température d’analyse est de 30°C. Les 

échantillons sont prélablement dérivatisés selon une méthode adaptée de la littérature 

[305] : 10 µL de milieu réactionnel sont prélevés et mélangés à 50 µL d’une solution 

d'hydrochlorure de O-benzylhydroxylamine (21,1 mg.mL-1, 0,14 mmol.mL-1), réalisée dans 

un mélange pyridine/méthanol/eau (33/15/2). 500 µL de méthanol sont ajoutés puis la 

solution est agitée avant d’être centrifugée (14500 rpm, 5 minutes, 25°C). 30 µL du 

surnageant sont ensuite utilisés pour réaliser l’analyse.  
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Les mesures d’absorbance dans l'UV-visible (UV-Vis), réalisées en macrocuve de 1 mL, 

sont effectuées avec des spectrophotomètres de marques Perkin-Elmer, modèle Lambda 

25 et Agilent Technologies, modèle Cary 300 UV-Vis. La température des cuves est 

contrôlée au moyen d’un thermostat à effet Peltier. Les mesures d’absorbance UV-Vis 

réalisées en microplaques 96-puits sont effectuées avec un lecteur de microplaques de la 

marque TECAN, modèle Spark control 10. Celui-ci est couplé à un automate pipetteur-

diluteur EVO 150 de la même marque, muni d’un bras robotisé pour le transfert de 

microplaques, d’une tête à quatre aiguilles et d’une tête 96-puits, pour le criblage des 

banques de TKgst mutées. Les microplaques 96-puits utilisées pour ces mesures 

d’absorbance sont transparentes à fond plat et non stériles de la marque Greiner Bio-one 

(ref. 655101). 

 Méthodes 2.

 Production et purification des enzymes  2.1.

 Protocole général d’expression et d’extraction des enzymes  2.1.1.

La souche bactérienne hôte utilisée est cultivée à 37°C dans un volume variable de milieu 

LB, supplémenté avec l’antibiotique approprié, à partir d’une préculture diluée au 1/200. 

Lorsque l’absorbance du milieu atteint environ 0,7 à 600 nm (phase exponentielle de 

croissance bactérienne), une solution d’IPTG est ajoutée au milieu ([IPTG]finale = 0,5 mM) et 

le mélange est agité durant une nuit à 30°C, ou durant 3 heures à 28°C. La culture 

bactérienne est centrifugée (8000 rpm, 15 minutes, 4°C), le surnageant est éliminé et les 

culots cellulaires sont lavés trois fois avec le tampon adéquat. A l’issue du troisième lavage, 

la solution est centrifugée (4000 rpm, 15 minutes, 4°C) et le culot cellulaire obtenu est 

congelé à - 80°C. Après décongélation, le culot cellulaire est mis en suspension dans 7, 20 

ou 35 mL de tampon approprié par gramme de cellules. Les cellules sont lysées par 

sonication durant 30 minutes, avec des intervalles de pulsations de 10 secondes suivis de 

15 secondes de repos, avec 50 % d’amplitude et à 4°C. La suspension est ensuite 

centrifugée (4000 rpm, 30 minutes, 4°C). Le surnageant constitue le lysat cellulaire. 
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 Protocole général de purification des enzymes par IMAC 2.1.2.

Le lysat cellulaire est déposé sur une colonne contenant la résine NTA chargée en Nickel, 

préalablement équilibrée à l’aide du tampon adéquat. La résine est lavée avec ce même 

tampon jusqu’à l’absence de protéine en sortie de colonne (vérification par le test de 

Bradford qualitatif : 20 µL de solution protéique sont mélangés à 180 µL de réactif de 

Bradford). L’enzyme d’intérêt portant une étiquette 6-His est ensuite éluée avec le tampon 

d’élution jusqu’à l’absence de protéine en sortie de colonne (vérification par le test de 

Bradford qualitatif) puis la solution recueillie est dialysée pour éliminer l’imidazole.  

 Production et purification de la TKgst et des TKgst mutées 2.1.3.

 Production de la TKgst  2.1.3.1.

Clonage 
 

Le clonage du gène codant pour la TKgst a été réalisé par le groupe du Dr. V. de Bérardinis 

(Genoscope, CEA, Evry) dans le cadre du projet ANR DeoTK (ANR DeoTK ANR-09-BLAN-

0424-CSD3). Le gène codant pour la TKgst est amplifié par PCR à partir de la séquence 

d’ADN issue du microorganisme G. stearothermophilus, avec les amorces nucléotidiques 

suivantes, conçues à partir du programme Primer3: forward-5’-

AGGCGTTAATTAATGGCGCATTCAATCGAGGAGTTGG-3’ et reverse-5’-

ATAGTTTAGCGGCCGCTTACTTGCCGAGCAGCGCTTTTGTGC-3’. Ce gène est cloné 

dans le plasmide pGEN452, dérivé du plasmide pET-47b(+). Celui-ci confère à la souche 

bactérienne hôte une résistance à la kanamycine et possède un promoteur inductible T7, 

permettant la surexpression de la protéine avec une étiquette 6-His à l’extrémité N-

terminale, facilitant sa purification par IMAC. Le plasmide résultant est nommé pGEN717 et 

est inséré dans la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS par électroporation. Dans le cadre du 

projet ANR DeoTK, un gène « synthétique » a été construit et fourni par la société 

Invitrogen. Celui-ci posséde 3 mutations : L397F, D399G et H479Q, effectuées pour la 

réalisation d’expériences de mutagenèse par cassette [60]. Ce gène « synthétique » a 

toujours été utilisé dans le cadre de ces travaux de thèse. Il est cloné dans le vecteur 

d’expression pGEN452. Le plasmide résultant se nomme pGEN768 et est inséré dans la 

souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS par électroporation. 

Expression et extraction 
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L’expression de la TKgst est réalisée selon le protocole décrit dans le paragraphe 2.1.1. 

avec la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS dans un volume d’un litre de milieu LB 

supplémenté en kanamycine. Les cellules sont lavées dans le tampon LEL (composition du 

tampon décrite dans le paragraphe 2.1.3.3.). Le rendement de la culture est de 3,73 g de 

cellules (poids humide) par litre de culture. Le culot cellulaire est mis en suspension dans 7 

mL de tampon LEL par gramme de cellules. Les cellules sont lysées par sonication puis la 

suspension est centrifugée. 

 Production des TKgst mutées 2.1.3.2.

Production des mutants ponctuels de la TKgst et des banques de TKgst mutées 

 

Les mutants ponctuels de la TKgst et les banques de TKgst mutées décrites dans ce 

manuscrit ont été conçues et construites au laboratoire, à l’exception de la banque de TKgst 

mutées L382X/D470X, réalisée par le Dr. D. Yi, ancien doctorant dans l’équipe du Pr. W.-D. 

Fessner (Université Technique de Darmstadt, Allemagne). 

 

� Conception des mutants ponctuels de la TKgst et des banques de TKgst mutées 

 

Les mutations effectuées dans la séquence du gène codant pour la TKgst sont introduites 

lors de l’amplification du gène par PCR, à partir d’une paire d’amorces nucléotidiques 

synthétiques conçues à l’aide du logiciel QuikChange Primer Design. Ces amorces 

contiennent, soit un codon spécifique d’un acide aminé, qui remplacera l’acide aminé 

présent dans la séquence sauvage de la TKgst en une position donnée, pour la réalisation 

d’un mutant ponctuel de la TKgst, soit des codons dégénérés NNS ou NDT, dans le cas de 

la création des banques de TKgst mutées. Celles-ci sont recensées dans le Tableau 53 du 

paragraphe 1.1.4. 

 

� Construction des mutants ponctuels de la TKgst et des banques de TKgst mutées 

 

Les mutants ponctuels de la TKgst et les banques de TKgst mutées sont réalisés avec le kit 

QuikChange II XL Site-Directed Mutagenesis (Agilent), selon les recommandations du 

fournisseur. 

 

1) Amplification du gène par PCR 
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L’amplification du gène muté est réalisée par PCR, en utilisant le plasmide pGEN768 

comme matrice, à l’aide d’une Taq polymérase haute-fidélité : la PfuUltra « High Fidelity 

DNA polymerase », selon les recommandations du fournisseur, dans un thermocycleur 

Prime (Techne). 

 

2) Traitement avec l’enzyme de restriction Dpn I 

 

Un traitement avec l’enzyme de restriction Dpn I est ensuite réalisé, afin d’éliminer les 

plasmides parentaux méthylés et hémiméthylés et conserver uniquement les plasmides 

créés de novo. 10 U de Dpn I sont ajoutés dans le mélange d’ADN amplifié par PCR. Le 

mélange résultant est incubé 1 heure à 37°C. 

 

Remarque : pour la construction de double mutants ponctuels de la TKgst ou de banques de 

TKgst mutées sur deux ou trois positions simultanément, la mutation d’une première position 

est réalisée et le mélange de plasmides obtenu sert alors de matrice pour une deuxième 

étape de PCR sur la deuxième position. Puis le mélange de plasmides obtenu sert à son 

tour de matrice pour une troisième étape de PCR sur la troisième position. A l’issue de 

chaque étape d’amplification par PCR, une étape de digestion par l’enzyme de restriction 

Dpn I est réalisée. 

 

3) Amplification du plasmide créé de novo dans la souche ultra compétente d’E. coli 

XL10 Gold 

 

Les plasmides non digérés portant la mutation désirée sont ensuite insérés dans la souche 

ultra compétente d’E. coli XL10 Gold. La transformation de cette souche est effectuée en 

milieu NZY+, puis celle-ci est cultivée sur boîte de Pétri en milieu LB gélosé supplémenté 

en kanamycine, dans le cas d’un mutant ponctuel de la TKgst ou en milieu LB liquide 

supplémenté en kanamycine dans le cas d’une banque de TKgst mutées, afin d’obtenir un 

nombre maximal de clones. 

 

4) Analyse de la qualité d’un mutant ponctuel de la TKgst ou d’une banque de TKgst 

mutées 

 

L’ADN plasmidique est ensuite purifié par lyse alcaline à l’aide des kits GenEluteTM Plasmid 

Miniprep (cas d’un mutant ponctuel de la TKgst) et GenEluteTM Plasmid Midiprep (cas d’une 

banque de TKgst mutées) (Sigma-Aldrich). Dans le cas des banques de TKgst mutées, une 

étape de précipitation de l’ADN plasmidique est réalisée à la suite de sa purification, afin de 
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le concentrer et d’améliorer sa pureté. L’ADN plasmidique purifié est repris dans 100 µL 

d’eau puis il est quantifié à l’aide d’un spectrophotomètre à microvolume Nanodrop 

(BioSpec-nano-Shimadzu), à 260 et 280 nm, puis séquencé par la société Eurofins 

Scientific (Allemagne), après amplification par PCR en présence d’une paire d’amorces 

nucléotidiques appropriée, décrite dans le Tableau 54 du paragraphe 1.1.4. Pour cette 

étape, une quantité minimale de matériel génétique de 100 ng est nécessaire dans le cas 

d’un mutant ponctuel de la TKgst et d’environ 2 µg, dans le cas d’une banque de TKgst 

mutées. La totalité du gène est séquencé dans le cas d’un mutant ponctuel, tandis que 

seule la région d’intérêt du gène est séquençée, dans le cas d’une banque. 

 

5) Préparation et transformation de la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS  

 

Le plasmide (cas d’un mutant ponctuel de la TKgst) ou le mélange de plasmides (cas d’une 

banque de TKgst mutées) purifié(s) est (sont) ensuite inséré(s) dans la souche d’E. coli 

BL21(DE3) pLysS par choc thermique. Les cellules sont rendues compétentes par 

traitement au chlorure de calcium. 

 

6) Culture de la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS transformée 

 

Dans le cas de la réalisation d’un mutant ponctuel de la TKgst, une seule transformation est 

réalisée. La souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS transformée est cultivée sur deux boîtes de 

Pétri en milieu LB gélosé supplémenté en kanamycine, puis trois clones isolés sont à 

nouveau cultivés séparément dans les puits d’une microplaque 96-puits, dans 130 µL de 

milieu LB liquide supplémenté en kanamycine. Dans le cas de la réalisation d’une banque 

de TKgst mutées, plusieurs transformations sont réalisées en parallèle, pour obtenir un 

nombre de clones suffisant. La souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS transformée est cultivée 

sur 2 à 15 boîtes de Pétri, selon la taille de la banque, en milieu LB gélosé supplémenté en 

kanamycine, puis chaque colonie isolée est à nouveau cultivée séparément dans les puits 

d’une microplaque 96-puits dans 130 µL de milieu LB liquide supplémenté en kanamycine. 

 

7) Conservation des clones exprimant les mutants ponctuels de la TKgst et les banques 

de TKgst mutées 

 

Les clones exprimant les TKgst mutées (mutants ponctuels ou banques) sont conservés au 

congélateur à -80°C en présence de glycérol à 13%, en microplaques 96-puits. Elles 

constituent les plaques « sources » à partir desquelles sont réalisées les cultures des 

mutants ponctuels de la TKgst et des banques de TKgst mutées. 
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� Expression et extraction des mutants ponctuels de la TKgst et des banques de TKgst 

mutées  

 

Chaque clone est transféré à l’aide d’un réplicateur en plastique dans des puits individuels 

de microplaques 96-puits à fond conique, contenant 130 µL par puits de milieu LB 

supplémenté en kanamycine, à partir des plaques « sources ». Le puits H10 n’est pas 

inoculé et contient uniquement du milieu LB supplémenté en kanamycine. Le puits H11 est 

inoculé à partir de la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS contenant le plasmide pGEN452 

dépourvu du gène codant pour la TKgst. Enfin, le puits H12 est inoculé à partir de la même 

souche contenant le plasmide pGEN768 exprimant le gène codant pour la TKgst. Les 

plaques sont scellées à l’aide d’un film perméable, incubées à 37°C et agitées à 900 rpm 

durant 18 heures. Puis 50 µL de chacune de ces pré-cultures sont transférés vers les puits 

de plaques « deepwell » d’une contenance de 1 mL, contenant 400 µL par puits de milieu 

LB supplémenté en kanamycine en présence de 0,1 mM d’IPTG (solution stérilisée par 

filtration sur filtre Millipore® 0,2 µm). Ces plaques sont scellées à l’aide d’un film perméable 

et incubées à 30°C et à 900 rpm durant 24 heures.  

 

Les cellules sont ensuite recueillies par centrifugation des plaques (3000 rcf, 20 minutes, 

4°C). Le milieu de culture est retiré avec précaution et chaque culot cellulaire est lavé avec 

300 µL de tampon TEA 2 mM, pH 7,15. La plaque « deepwell » est scellée à l’aide d’un film 

imperméable et les culots cellulaires sont mélangés à ce tampon durant 10 minutes à 30°C 

et 900 rpm, avant d’être séparés par centrifugation (3000 rcf, 20 minutes, 4°C). Le tampon 

TEA est retiré avec précaution et les culots cellulaires sont remis en suspension dans 150 

µL de tampon de lyse, contenant 1/10 de solution de BugBuster® 10X (Merck), 0,5 mg.mL-1 

de lysozyme et 4 U.mL-1 d’endonucléase benzonase. La plaque « deepwell » scellée à 

l’aide d’un film perméable est agitée à 37°C durant 1 heure à 900 rpm. Les débris 

cellulaires sont ensuite éliminés par centrifugation (3000 rcf, 1 heure, 4°C). Le surnageant 

de chaque puits, constituant le lysat cellulaire, est finalement transféré dans une 

microplaque 96-puits à fond plat, notée « plaque mère ». 

 

N.B. : Pour les banques de TKgst mutées L191X/F435X, L191X/L382X et L382X/F435X, un 

volume de culture de 430 µL est préparé, pour obtenir un volume de lysat cellulaire de 160 

µL. 

 

Production des 10 TKgst mutées les plus performantes 

 



Partie Expérimentale 

226 
 

L’expression des 10 TKgst mutées les plus performantes, obtenues via la réalisation des 

banques de TKgst mutées, est réalisée selon le protocole décrit dans le paragraphe 2.1.1., 

avec la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS dans un volume de 600 mL de milieu LB 

supplémenté en kanamycine. Les cellules sont lavées dans le tampon LEL (composition du 

tampon décrite dans le paragraphe 2.1.3.3.). Le rendement de la culture est compris entre 

1,23 g à 2,35 g de cellules (poids humide) par 600 mL de culture. Chaque culot cellulaire 

est mis en suspension dans 7 mL de tampon LEL par gramme de cellules. Les cellules sont 

lysées par sonication puis la suspension est centrifugée. 

 Purification de la TKgst et des TKgst mutées par IMAC 2.1.3.3.

 

 

 

 

 

La purification de la TKgst et des 10 TKgst mutées sélectionnées est réalisée à température 

ambiante, selon le protocole décrit dans le paragraphe 2.1.2. 

 

La résine Ni-NTA est équilibrée et lavée avec le tampon LEL. La TKgst et les 10 TKgst 

mutées sont éluées avec le tampon d’élution. La solution recueillie (35-55 mL) est introduite 

dans un « sac à dialyse », qui est mis sous agitation durant une nuit à 4°C dans 4 L de 

tampon TEA 2 mM, pH 7,5. Une deuxième étape de dialyse est réalisée dans l’eau pure à 

pH 7,5 durant 5 heures, à 4°C. La TKgst et les TKgst mutées purifiées en solution dans l’eau 

sont ensuite lyophilisées et conservées à -18°C. L’activité spécifique de la TKgst, déterminée 

par le « test TKADH» décrit dans le paragraphe 2.2.1.1., est de 2,02 U.mg-1 à 25°C. A partir de 

600 mL de culture, la masse moyenne de TKgst mutée lyophilisée obtenue est de 112 mg. 

 Production et purification de la TAtca  2.1.4.

Clonage 

Le clonage du gène codant pour la TAtca a été réalisé par le groupe du Dr. V. de Berardinis 

(Genoscope, CEA, Evry). Le gène codant pour la TAtca (A1HUC4.pdb) est amplifié par PCR 

à partir de la séquence d’ADN issue du microorganisme T. carboxydivorans DSM 14886, 

Tampon de Lavage - Equilibration - Lyse (LEL) Tampon d’élution 

NaH2PO4 50 mM NaH2PO4 50 mM 

NaCl 300 mM NaCl 300 mM 

- - Imidazole 500 mM 

Le pH est ajusté à 8 à l’aide d’une solution de NaOH 1 M 
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avec les amorces nucléotidiques suivantes, conçues à partir du programme Primer3 : 

forward -5’-

AAAGAAGGAGATAGGATCATGCATCATCACCATCACCATTTACAAAAACCGTATTTGA-3’ 

et reverse-5’-GCAAGAAATACTTATGGAGGGATAAGATCACTATCCATTACAC-3’. Une 

étiquette 6-His, en italique dans la séquence nucléotidique, est ajoutée en aval du codon 

« START », souligné dans la séquence, à l’extremité N-terminale de la protéine, permettant 

sa purification par IMAC.  Le clonage du gène dans le plasmide pET22b(+) est réalisée par 

la technique « LIC-PCR : ligation-independent cloning of PCR products » [315]. Ce vecteur 

d’expression confère à la souche bactérienne hôte une résistance à l’ampicilline et possède 

un promoteur inductible T7, permettant la surexpression de la protéine. Le plasmide est 

inséré dans la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysE par électroporation. 

 

Expression et extraction 

L’expression de la TAtca est réalisée selon le protocole décrit dans le paragraphe 2.1.1., 

avec la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysE dans un volume d’un litre de milieu LB 

supplémenté en ampicilline. Les cellules sont lavées dans le tampon LEL (composition du 

tampon décrite dans la partie Purification). Le rendement de la culture est de 4,45 g de 

cellules (poids humide) par litre de culture. Le culot cellulaire est mis en suspension dans 7 

mL de tampon LEL par gramme de cellules. Les cellules sont lysées par sonication puis la 

suspension est centrifugée. Le surnageant (31 mL) est mélangé à 3,5 mL d’une solution de 

PLP (10 mM). 
 

Purification 

 

 

 

 

 

 

La purification de la TAtca est réalisée à température ambiante, selon le protocole décrit 

dans le paragraphe 2.1.2. La résine Ni-NTA est équilibrée et lavée avec le tampon LEL. La 

TAtca est ensuite éluée avec le tampon d’élution. La solution recueillie (60 mL) est 

mélangée à 300 µL d’une solution de PLP (10 mM) puis dialysée dans trois bains 

successifs de sulfate d’ammonium (NH4)2SO4 (3 mol.L-1), pH 8 : dans un premier bain de 1 

  Tampon de Lavage - Equilibration - Lyse (LEL) Tampon d’élution 

KH2PO4 50 mM KH2PO4 50 mM 

KCl 300 mM KCl 300 mM 

Imidazole 10 mM Imidazole 250 mM 

Le pH est ajusté à 8 à l’aide d’une solution de NaOH 1 M 
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L durant 6 heures, un second de 500 mL durant une nuit, puis un troisième de même 

volume durant 6 heures. A partir d’un litre de culture, 203 mg de TAtca purifiée sont obtenus, 

dont l’activité spécifique, déterminée par le « test TAWST-1 » décrit dans le paragraphe 2.2.2., 

est de 3,5 U.mg-1, à 25°C, en présence de la L-sérine et de l’α-KG. La TAtca est conservée 

en suspension dans le sulfate d’ammonium à 4°C, en présence de PLP. Avant chaque 

utilisation, la suspension de TAtca est centrifugée (14500 rpm, 5 minutes, 25°C) et le culot 

formé est solubilisé dans une solution aqueuse tamponnée ou non, après élimination du 

surnageant contenant le sulfate d’ammonium. 

 Production et purification de la D-AAOrgr 2.1.5.

Clonage 
 

Le clonage du gène codant pour la D-AAOrgr a été réalisé par le groupe du Pr. L. Pollegioni 

(Université de l’Insubrie de Lombardie (Italie)) et le protocole détaillé réalisé est décrit dans 

la littérature [296]. Le gène codant pour la D-AAOrgr est cloné dans le plasmide pT7-

HisDAAO. Celui-ci confère à la souche une résistance à l’ampicilline et possède un 

promoteur inductible T7, permettant la surexpression de la protéine avec une étiquette 6-

His à l’extrémité N-terminale, facilitant sa purification par IMAC. Le plasmide est inséré 

dans la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS. 
 

Expression et extraction 
 

L’expression de la D-AAOrgr est réalisée selon le protocole décrit dans le paragraphe 2.1.1., 

adapté de la littérature [296], avec la souche d’E. coli BL21(DE3) pLysS, dans un volume 

d’un litre de milieu LB supplémenté en ampicilline. Les cellules sont lavées dans le tampon 

de lyse (composition du tampon décrite dans la partie Purification). Le rendement de la 

culture est de 2,45 g de cellules (poids humide) par litre de culture. Le culot cellulaire est 

mis en suspension dans 35 mL de tampon de lyse par gramme de cellules. Les cellules 

sont lysées par sonication puis la suspension est centrifugée.  
 

Purification 

Tampon de lyse Tampon d’équilibration-lavage Tampon d’élution 

 Na2P2O7
.10H2O 50 mM Na2P2O7

.10H2O 50 mM Na2P2O7
.10H2O 50 mM 

C2H6OS 5 mM NaCl 1 M Imidazole 500 mM 

FAD 0,1 mM Imidazole 20 mM Glycérol 5% (v/v) 

- - Glycérol 5% (v/v) - - 

Le pH est ajusté à 7,2 à l’aide d’une solution de NaOH 1M 
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La purification de la D-AAOrgr est réalisée en chambre froide à 4°C, selon le protocole décrit 

dans le paragraphe 2.1.2., adapté de la littérature [296]. La résine Ni-NTA est équilibrée et 

lavée avec le tampon d’équilibration-lavage. La D-AAOrgr est ensuite éluée avec le tampon 

d’élution. La solution recueillie (55 mL) est introduite dans un « sac à dialyse », qui est mis 

sous agitation durant une nuit à 4°C dans 4 L d’eau pure, pH 7,5. Une seconde étape de 

dialyse est réalisée dans un nouveau bain de 4 L d’eau pure, pH 7,5, durant 5 heures à 4°C. 

La D-AAOrgr purifiée en solution dans l’eau et en présence de FAD est lyophilisée et 

conservée à -18°C. A partir d’un litre de culture, 144 mg de D-AAOrgr lyophilisée sont 

obtenus, dont l’activité spécifique, déterminée par le « test D-AAOrgr-L-LDH » décrit dans le 

paragraphe 2.2.3., est de 37,4 U.mg-1, à 25°C en présence de la D-sérine. 

 Production et purification de la FSAeco et des FSAeco mutées  2.1.6.

Clonage 

 

Le clonage des gènes codant pour la FSAeco et les FSAeco
 mutées A129G et A165G/S166P 

a été réalisé par le groupe du Pr. P. Clapés (Institut de Chimie Avancée de Catalogne, 

Barcelone, Espagne). Le protocole détaillé réalisé est décrit dans la littérature [305]. Les 

gènes codants pour ces enzymes sont clonés dans le plasmide pQE40. Celui-ci confère à 

la souche une résistance à l’ampicilline et possède un promoteur inductible T7, permettant 

la surexpression des protéines. Le plasmide est inséré dans la souche d’E. coli M-15 

[pREP-4].  

Expression et extraction 

 

L’expression de la FSAeco et des FSAeco mutées A129G et A165G/S166P est réalisée selon 

le protocole décrit dans le paragraphe 2.1.1., adapté de la littérature [305], avec la souche 

d’E. coli M-15 [pREP-4], dans un volume de 600 mL de milieu LB supplémenté en 

ampicilline et en kanamycine. Les cellules sont lavées dans le tampon LEL (composition du 

tampon décrite dans le paragraphe 2.1.3.3.). Le rendement de la culture est de 1,01 g de 

cellules (poids humide) pour 600 mL de culture pour la FSAeco, de 1,10 g pour le mutant 

A129G et de 1,33 g pour le mutant A165G/S166P. Chaque culot cellulaire est mis en 

suspension dans 20 mL de tampon Gly-gly 50 mM, pH 8,5 par gramme de cellules. Les 

cellules sont lysées par sonication puis la suspension est centrifugée.  

 

Purification 

 



Partie Expérimentale 

230 
 

Les étapes de purifications de la FSAeco  et des FSAeco mutées A129G et A165G/S166P 

sont réalisées à température ambiante, à l’exception du choc thermique, selon un protocole 

adapté de la littérature [305]. Le lysat cellulaire contenant la FSAeco ou les FSAeco mutées 

est chauffé pendant 30 minutes à 70°C. Après centrifugation (15000 rpm, 15 minutes, 4°C), 

le surnageant contient la FSAeco (sauvage ou mutée) purifiée dans le tampon Gly-gly 50 

mM, pH 8,5. Celui-ci est ensuite remplacé par de l’eau pure, pH 8,5 par dialyse. Une 

solution de 20 mL de FSAeco (sauvage ou mutée) est introduite dans un « sac à dialyse » 

qui est mis sous agitation durant une nuit à 4°C dans 4 L d’eau pure, pH 8,5. Une seconde 

étape de dialyse est réalisée dans un nouveau bain de 4 L d’eau pure, pH 8,5 durant 5 

heures à 4°C. L’enzyme purifiée en solution dans l’eau est lyophilisée et conservée à -18°C. 

61 mg de FSAeco lyophilisée, 57 mg du mutant A129G lyophilisé et 59 mg du mutant 

A165G/S166P lyophilisé sont obtenus. 

 Stockage des enzymes 2.1.7.

La TKgst ainsi que les TKgst mutées peuvent être conservées durant deux semaines à 4°C et 

durant plusieurs semaines à -18°C, en solution tamponnée, sans perte d’activité. La D-

AAOrgr peut être conservée durant plusieurs semaines à 4°C et durant plusieurs mois à -

18°C, en solution tamponnée, sans perte d’activité. Ces enzymes, ainsi que la FSAeco et les 

FSAeco mutées, peuvent être lyophilisées et conservées à -18°C, durant plusieurs mois, 

sans perte d’activité. Enfin, la TAtca peut être conservée sous la forme d’une suspension 

dans le sulfate d’ammonium (3 mol.L-1) à 4°C, durant plusieurs mois, sans perte d’activité.  

 Dosage des protéines par le test de Bradford 2.1.8.

La concentration en protéines d’une solution, exprimée en mg.mL-1, est déterminée par le 

test de Bradford [230]. Le bleu de Coomassie G-250 contenu dans la solution de Bradford 

(Bio-Rad) réagit avec les acides aminés basiques et aromatiques [316] et l’absorbance du 

milieu est mesurée à 595 nm. Dans une cuve spectrophotométrique (Vcuve = 1 mL), 980 µL 

de solution de Bradford sont mélangés à 20 µL de solution protéique à doser, diluée ou non. 

L’absorbance du milieu est mesurée à 595 nm, après 10 minutes d’incubation dans 

l’obscurité, à 25°C. Une droite de calibration est effectuée pour différentes concentrations 

en protéines (2 à 20 µg.mL-1, concentrations finales dans la cuve) en utilisant la BSA 

(albumine de sérum bovin) comme protéine de référence. L’absorbance mesurée varie de 

façon linéaire avec la concentration en BSA de 2 à 18 µg.mL-1. Le test est également 

réalisé en microplaque 96-puits dans les mêmes conditions. Dans un puits (Vpuits = 200 µL), 
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160 µL de solution de Bradford sont mélangés à 40 µL de solution protéique à doser. Une 

droite de calibration est réalisée et l’absorbance mesurée varie de façon linéaire avec la 

concentration en BSA de 10 à 40 µg.mL-1 (concentrations finales dans le puits). 

 Electrophorèse en présence de dodécylsufate de sodium (SDS) sur gel 2.1.9.
d’acrylamide (SDS-PAGE) 

L’électrophorèse en présence de dodécylsulfate de sodium (SDS) sur gel d’acrylamide 

(SDS-PAGE) est réalisée selon un protocole adapté de celui du Pr. U. K. Laemmli [229]. Le 

gel d’électrophorèse est constitué d’un gel de concentration de 4% w/v en acrylamide/bis-

acrylamide et d’un gel de séparation de 15% w/v en acrylamide/bis-acrylamide et contenant 

0,1% w/v de SDS. Les gels de concentration et de séparation sont préparés (Tableau 55) 

puis coulés et polymérisés dans un système Mini-Protean (Bio-Rad). 

 
Tableau 55 : Composition des gels de concentration et de séparation 

Les échantillons sont préparés en mélangeant 20 µL d’une solution protéique de 

concentration connue (0,63 à 5 mg.mL-1) et 5 µL de tampon de dénaturation, contenant 10% 

w/v de SDS et 10 mM de β-mercaptoéthanol (Tableau 56). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Tableau 56 : Composition du tampon de dénaturation 

               Constituants Gel de concentration Gel de séparation 
Eau pure 3,075 mL 3,6 mL 

Tampon Tris-HCl 0,5 M, pH 6,8 1,25 mL - 

Tampon Tris-HCl 1,5 M, pH 8,8 - 3,75 mL 

Dodécylsulfate de sodium (SDS) (20 % w/v) 0,025 mL 0,075 mL 

Acrylamide/bis-acrylamide 30% (Bio-Rad) 0,67 mL 7,5 mL 

Persulfate d’ammonium (APS) (10 % w/v) 0,025 mL 0,075 mL 

Tétraméthyléthylènediamine (TEMED) 0,01 mL 0,02 mL 

Volume total 5 mL 15 mL 

Constituants Quantités 
Eau pure 2 mL 

Tampon Tris-HCl 0,5 M, pH 6,8 2 mL - 0,2 M 

Glycérol 1 mL - 20% v/v 

Bleu de bromophénol 2,5 mg (0,05 % w/v) 

Dodécylsulfate de sodium (SDS) 0,5 g (10% w/v) 

β-mercaptoéthanol - C2H6OS 3,5 µL - 10 mM 

Volume total 5 mL 
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Le mélange est agité, incubé pendant 5 minutes à 95°C et est ensuite déposé sur le gel 

d’électrophorèse. Un marqueur constitué de protéines de référence de masse moléculaire 

connue (All Blue Prestained Protein Standards, Bio-Rad) est également déposé dans un 

des puits du gel (10 µL). La migration s’effectue dans le tampon de migration (Tableau 57) 

dilué 10 fois, sous l’effet d’un champ électrique constant de 130 V et durant environ 1h30. 

 

 

 
 

Tableau 57 : Composition du tampon de migration 

Les protéines sont révélées après coloration durant une nuit à température ambiante dans 

une solution contenant 0,2 % w/v de bleu de Coomassie (Brilliant Bleu G-250, Sigma), 50 

mL d’eau pure, 40 mL de méthanol et 10 mL d’acide acétique. Le gel est ensuite décoloré 

dans un bain d’une solution contenant 50 mL d’eau pure, 40 mL de méthanol et 10 mL 

d’acide acétique. Cette solution est renouvelée toutes les 45 minutes jusqu’à l’obtention 

d’une décoloration satisfaisante.  

Constituants Quantités 
Tampon Tris-HCl 19,7 g - 250 mM 

Glycine 75 g - 2 M 

Dodécylsulfate de sodium (SDS) 5 g - 1 % w/v 

Volume total 500 mL 
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 Tests enzymatiques 2.2.

 Détermination de l’activité de la TKgst et des TKgst mutées  2.2.1.

 Détermination de l’activité en présence d’une enzyme auxiliaire (« test 2.2.1.1.
TKADH ») 
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Test en macrocuve 

Dans une cuve spectrophotométrique (Vcuve = 1 mL), sont introduits :  

- 800 µL de tampon Gly-gly 0,1 M pH 7,5 

- 20 µL de NADH, H+ (sel disodique, 10 mg.mL-1) 

- 5 µL de ThDP (10 mg.mL-1)  

- 10 µL de MgCl2 (10 mg.mL-1) 

- 100 µL de L-érythrulose (120 mg.mL-1)  

- 50 µL de D-ribose-5-phosphate (50 mg.mL-1) 

- 5 µL d’ADH (5000 U.mL-1) 

- 10 µL de TK (VTK) 

 

L’enzyme est incubée à la température souhaitée pendant 5 minutes, en présence de tous 

les constituants hormis le D-ribose-5-phosphate, dont l’ajout permet d’initier la réaction. La 

diminution de l’absorbance (A) est mesurée à 340 nm pendant 10 minutes. La pente ∆A/∆t 

mesurée correspond à la quantité de NADH, H+ consommée lors de la réduction du 

glycolaldéhyde par l’ADH. L’activité de la TK est calculée en utilisant l’équation suivante, 

issue de la loi de Beer-Lambert :  
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Avec l’activité exprimée en U.mL-1 (µmol.min-1.mL-1), ∆t en minutes, Vcuve et VTK en mL, la 

largeur de la cuve ℓ = 1 cm et le coefficient d’absorption molaire εNADH= 6220 M-1.cm-1. 

Une unité est définie comme la quantité de TKgst catalysant la conversion d’1 µmol de L-

érythrulose ou de D-ribose-5-phosphate (ou de glycolaldéhyde) par minute à 25°C dans le 

tampon Gly-gly 0,1 M, pH 7,5. 

 

L’activité spécifique de la TK est définie de la façon suivante :  

�'(	6	(é EFé'	�	G*) �  
�'(	6	(é )HIJK&(	G*)

LMH')H(+&(	MH )H F+M(é	H)E
 

 

Avec l’activité spécifique exprimée en U.mg-1 de protéines, l’activité enzymatique en 
U.mL-1 et la concentration de protéines en mg.mL-1

. 

N. B : Pour la détermination de l’activité de la TKgst après purification, un volume de 10 µL 

est utilisé, correspondant à une concentration finale moyenne en protéine de 26 µg.mL-1. 

Test en microplaques 96-puits 

Dans un puits (Vpuits = 250 µL), sont introduits : 

- 110 µL de tampon Gly-gly 0,1 M pH 7,5 

- 10 µL de NADH, H+ (sel disodique, 10 mg.mL-1) 

- 10 µL de ThDP (27,6 mg.mL-1) 

- 5 µL de MgCl2 (91,4 mg.mL-1)  

- 50 µL de L-érythrulose (51 mg.mL-1) 

- 5 µL d’ADH (5000 U.mL-1)  

- 50 µL de D-ribose-5-phosphate (12,2 mg.mL-1) 

- 10 µL de TK (VTK)  

 

L’enzyme est incubée à la température souhaitée pendant 5 minutes, en présence de tous 

les composants hormis le D-ribose-5-phosphate, dont l’ajout permet d’initier la réaction. La 

diminution de l’absorbance (∆A/∆t) est mesurée à 340 nm pendant 10 minutes. L’activité de 

la TK est calculée en utilisant l’équation suivante : 
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Avec l’activité exprimée en U.mL-1 (µmol.min-1.mL-1), ∆t en minutes, Vpuits et VTK en mL, 
et le coefficient d’absorption molaire εNADH= 6220 M-1.cm-1. Pour un volume de 250 µL, 
la hauteur du puits vaut ℓ = 0,73 cm. 

N.B : La détermination de l’activité de la TKgst (48 µg.mL-1, 12 µg par puits) en fonction de la 

concentration en cofacteurs a été réalisée pour des concentrations en ThDP et en MgCl2 

comprises respectivement entre 0 et 2,4 mM et 0 et 9 mM. 

 Détermination de l’activité en présence du rouge de phénol (« test 2.2.1.2.
TKROUGE DE PHENOL ») 

Conditions du test pour la détermination de l’activité spécifique de la TKgst (sauvage ou 

mutée) purifiée 

Dans un puits (Vpuits = 200 µL) d’une microplaque 96-puits, sont introduits : 

Composant Solution mère 
 

Volume 
[µL] 

Concentration finale 

TKgst (sauvage ou mutée) purifiée Variable 40 Variable 
ThDP 1-24 mM 20 0,1-2,4 mM 
MgCl2 100-900 mM 2 1-9 mM 

Rouge de phénol 2,8 mM 6 84 µM 
Substrat accepteur 100 mM - 1 M 40 20-200 mM 
Substrat donneur 100-500 mM 20 10-50 mM 

Tampon TEA pH 7,15 - 72 2 mM 
Volume total - 200 - 

Une solution mère contenant tous les composants du test sauf la TK et ses substrats est 

préparée et son pH est ajusté à 7,15 à l’aide d’une solution de NaOH (0,1 M). Dans le puits 

d’une microplaque 96-puits, 100 µL de cette solution sont ajoutés à 40 µL d’une solution de 

TKgst (sauvage ou mutée) purifiée, réalisée dans le tampon TEA 2 mM pH 7,15 et de 

concentration variable. Le substrat accepteur, en solution dans le tampon TEA 2 mM pH 

7,15 est ensuite ajouté (40 µL) puis la réaction est ensuite initiée par l’ajout du Li-HPA (20 

µL), préparé dans ce même tampon. La solution est homogénéisée et l’absorbance du 

milieu est mesurée à 560 nm et à 25°C au cours du temps, par le lecteur de microplaques. 
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Pour la détermination de l’activité spécifique de la TKgst à 25°C et 60°C vis-à-vis des 

aldéhydes α-hydroxylés (2S), le test est réalisé en macrocuve (V = 1 mL). Le même 

protocole est réalisé avec les volumes et concentrations mentionnés dans le tableau ci-

dessous.  

Composant Solution mère 
 

Volume 
      [µL] 

Concentration finale 

TKgst (sauvage ou mutée) purifiée 1-2,25 mg.mL-1 200 200-450 µg.mL-1 
ThDP 1 mM 100 0,1 mM 
MgCl2 100 mM 10 1 mM 

Rouge de phénol 2,8 mM 30 84 µM 
Aldéhyde α-hydroxylé (2S) 500 mM 200 100 mM 

Li-HPA 500 mM 100 50 mM 
Tampon TEA pH 7,15 - 360 2 mM 

Volume total - 1000 - 

� Calcul de l’activité 

 

L’activité de la TK est calculée à partir de l’absorbance mesurée à 560 nm au cours du 

temps et de la « courbe de calibration standard », dont la réalisation est décrite dans le 

paragraphe Calibration du test d’activité en fonction de la concentration en NaHCO3 

(« Courbe de calibration standard »), qui est de la forme y = ax + b. L’activité est obtenue 

par l’équation suivante : 

�'(	6	(é �
∆ ����

P(
 ×

1

a 
× >N�O�! × 10RD 

 
Avec l’activité en U (µmol.min-1), l’absorbance A560 en UA, le temps t en min, volume du 
puits : 200.10-6 L, la pente a = 0,3484 UA.mM-1 

Une unité (U) correspond à la formation d’ 1 µmol d’ions HCO3
- par minute dans un puits, 

dans les conditions du test. 

 

Pour le test d’activité réalisé en macrocuve, l’activité de la TK est calculée comme explicité 

précédemment, à partir de l’absorbance mesurée à 560 nm au cours du temps et de la 

courbe de calibration « standard » (en présence des ions bicarbonates), réalisée selon le 

même protocole mais en macrocuve. 

L’activité spécifique de la TK est définie selon la formule décrite dans le paragraphe 2.2.1.1. 
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� Calibration du test d’activité en fonction de la concentration en NaHCO3 (« Courbe 

de calibration standard ») 

La courbe de calibration standard est obtenue en mesurant l’absorbance du milieu en 

fonction de la concentration en NaHCO3
 (0 à 0,8 mM). 40 µL de solution mère de NaHCO3, 

préparée dans le tampon TEA 2 mM, pH 7,15 et dont la concentration varie de 0 à 4 mM, 

sont introduits dans les puits d’une microplaque 96-puits. Puis 160 µL d’une solution 

contenant les réactifs du test sauf le Li-HPA sont ajoutés, telle que les concentrations 

finales dans le puits soient de 0,1 mM de ThDP, 1 mM de MgCl2, 30 µg.mL-1 de TKgst, 84 

μM de rouge de phénol, 20 mM de D-glycéraldéhyde et 2 mM de tampon TEA pH 7,15. 

L’absorbance du milieu est mesurée à 560 nm pour chaque concentration en ions HCO3
- 

testée. L’expérience est réalisée en triplicata. Une droite d’équation y = ax + b est obtenue ; 

a = 0,3484 UA.min-1. 

� Calibration du test d’activité en fonction de la quantité de TKgst 

 

La TKgst et le D-glycéraldéhyde sont utilisés comme références pour réaliser cette droite de 

calibration. 40 µL de solutions mères de TKgst purifiée, préparées dans le tampon TEA 2 

mM pH 7,15 et dont la concentration varie de 0 à 0,5 mg.mL-1, sont introduites dans les 

puits d’une microplaque 96-puits. Les activités sont déterminées en présence du D-

glycéraldéhyde (20 mM) et du Li-HPA (50 mM) selon le protocole décrit dans le paragraphe 

2.2.1.2., en microplaques 96-puits et à 25°C, en présence de 0,1 mM de ThDP et de 1 mM 

de MgCl2. La variation de l’absorbance du milieu est mesurée durant les cinq premières 

minutes de la réaction et les pentes, exprimées en UA.min-1, sont également déterminées. 

L’expérience est réalisée en triplicata.  

 

� Calcul des limites de détection et de quantification 

 

A partir de la courbe de calibration du test d’activité en fonction de la quantité de TKgst, la 

régression linéaire effectuée conduit à une équation de la forme y = ax + b. La limite de 

détection (LOD) et la limite de quantification (LOQ) sont calculées à l’aide des 

formules suivantes :  

STU � 3,3 ×
XY

"
  et  STZ � 3 × STU 

avec σb : l’écart-type sur b 
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La LOD est estimée à 1,7 mU, ce qui correspond  à une pente mesurée de 0,003 UA.min-1 ; 

la LOQ atteint 5,2 mU, ce qui correspond à une pente de 0,009 UA.min-1. De plus, 

l’absorbance n’est plus linéaire au-dessus de 26 mU, soit une pente de 0,046 UA.min-1. 

 

Conditions du test pour le criblage de banques de TKgst mutées 
 

Le criblage des banques de TKgst mutées est effectué sur la plateforme robotisée TECAN®, 

à l’aide du « test TKROUGE DE PHENOL » décrit dans le paragraphe 2.2.1.2., en microplaques 

96-puits et à 25°C, utilisé comme test de criblage haut débit. L’automate de pipetage 

réalise le mélange des différents réactifs nécessaires pour mesurer l’activité de chaque 

TKgst mutée. 

 

40 µL de lysat cellulaire sont répartis dans des microplaques 96-puits à fond plat à partir de 

la « plaque mère ». Puis 100 µL d’une solution contenant les réactifs du test (2 mM de 

tampon TEA pH 7,15, 1 mM de ThDP, 1 mM de MgCl2 et 84 µM de rouge de phénol) sont 

ajoutés dans chaque puits contenant les lysats cellulaires. Les différents aldéhydes 

accepteurs, en solution dans le tampon TEA 2 mM pH 7,15 (100 mM - 1 M) sont ensuite 

ajoutés (40 µL) puis chaque réaction est initiée par l’ajout de 10 mM de Li-HPA (20 µL) 

préparé dans ce même tampon. Le mélange est agité puis l’absorbance du milieu est 

mesurée par le lecteur de microplaques aussitôt après l’ajout du Li-HPA (Ai), puis après 30 

minutes d’incubation à 25°C (Af).  

 Détermination de l’activité des transaminases (« test TAWST-1 ») 2.2.2.

L-sérine

TA
PLP

HPA

WST-1 (0,1 mg.mL-1)
NaOH (90 mM) Coloration bleue

Mesure de l'absorbance 
à 600 mn

R = H : Acide glyoxylique - Glycine
R = (CH2)2-CO2H : Acide α-cétoglutarique (α-KG) - Acide L-glutamique
R = CH3 : Acide pyruvique - L-Alanineα-cétoacide acide L-α-aminé

HO

O

OH

O

(S)
HO

NH2

OH

O

R

O

O

OH
R (S)

NH2

O

OH

 

 

Le criblage de la banque des L-α-TAs ainsi que la caractérisation de la TAtca ont été réalisés 

à l’aide d’un test d’activité séquentiel décrit dans la littérature [274] et basé sur le dosage 

indirect du HPA formé au cours du temps. 
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La TA est mise en présence d’un α-cétoacide, l’acide glyoxylique (5 mM), l’α-KG (3 à 5 mM) 

ou l’acide pyruvique (5 à 50 mM) et du PLP (0,2 mM), en solution dans le tampon HEPES 

0,1 M pH 7,5. Puis la L-sérine (5 à 250 mM) est ajoutée au mélange pour initier la réaction. 

Les réactions enzymatiques peuvent être réalisées selon les besoins dans un puits d’une 

microplaque 96-puits (Vpuits = 200 µL), dans une cuve spectrophotométrique (Vcuve = 1 mL) 

ou dans un microtube de 1,5 mL. 

 

Des prélèvements de 20 µL du milieu réactionnel sont réalisés au cours du temps et 

mélangés à 180 µL d’une solution basique contenant 90 µL d’une solution de NaOH (0,2 M) 

et 90 µL d’une solution du colorant WST-1 (0,22 mg.mL-1), dont l’absorbance a 

préalablement été mesurée à 600 nm (Ainitiale). Le mélange est placé dans un puits d’une 

microplaque 96-puits recouverte d’un film imperméable puis celle-ci est incubée 10 minutes 

à 60°C. L’absorbance du milieu est à nouveau mesurée à 600 nm (Afinale). L’activité de la 

TA est calculée en utilisant l’équation suivante, issue de la loi de Beer-Lambert : 

 

�'(	6	(é �  
�[O "�� � �O O�O"��

8\]�R^ × ℓ
×

>N�O�!

>@_
× 10D 

Avec l’activité exprimée en U.mL-1 (µmol.min-1.mL-1), Vpuits et VTA en mL, et le coefficient 
d’absorption molaire εWST-1= 42000 M-1.cm-1. Pour un volume de 200 µL, la hauteur du puits 
vaut ℓ = 0,59 cm. 

Une unité est définie comme la quantité de TA catalysant la convertion d’1 µmole de L-

sérine ou d’ α-cétoacide par minute à 25°C dans le tampon HEPES 0,1 M, pH 7,5. 

 

L’activité spécifique de la TA est définie selon la formule décrite dans le paragraphe 2.2.1.1. 

 

Une droite de calibration est effectuée pour différentes concentrations en HPA (0 à 2 mM, 

concentrations finales dans le puits). L’absorbance est mesurée à 600 nm et varie de façon 

linéaire avec la concentration en HPA de 0 à 0,12 mM. 
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 Détermination de l’activité de la D-AAOrgr (« test D-AAOrgr-L-LDH») 2.2.3.

D-sérine HPA

L-LDH

NADH, H+ NAD+

D-AAOrgr

O2 H2O2

Catalase

Suivi à 340 nm

HO

O

OH

O

(R)
HO OH

O

NH2

(S)
HO

OH

O

OH

Acide 2,3-dihydroxy-
propanoique

 
 

Dans une cuve spectrophotométrique (Vcuve = 1 mL), sont introduits :  

- 790 µL de tampon Tris 50 mM pH 7,5 préalablement saturé en O2 

- 20 µL de NADH, H+ (10 mg.mL-1) 

- 60 µL de L-LDH (187 U.mL-1) 

- 30 µL de catalase (17600-44000 U.mL-1)  

- 50 µL de D-AAOrgr (VD-AAOrgr) 

- 50 µL de D-sérine (150,1 mg.mL-1) 

 

L’enzyme est incubée à la température souhaitée pendant 5 minutes, en présence de tous 

les constituants du test hormis la D-sérine, dont l’ajout permet d’initier la réaction. La 

diminution de l’absorbance (A) est mesurée à 340 nm pendant 10 minutes. La pente ΔA/Δt 

mesurée correspond à la quantité de NADH, H+ consommée lors de la réduction du HPA 

par la L-LDH. L’activité de la D-AAOrgr est calculée en utilisant l’équation suivante, issue de 

la loi de Beer-Lambert :  

�'(	6	(é �  
∆�

∆(7

89�:; × ℓ
×

>?�#�

>̀ R__abcb
× 10D 

 

Avec l’activité exprimée en U.mL-1 (µmol.min-1.mL-1), ∆t en minutes, Vcuve et VD-AAOrgr en 
mL, et le coefficient d’absorption molaire εNADH= 6220 M-1.cm-1 et la largeur de cuve ℓ = 
1 cm 

Une unité est définie comme la quantité de D-AAOrgr catalysant la conversion d’une 1 µmol 

de D-sérine (ou de HPA) par minute à 25°C dans le tampon Tris 50 mM, pH 7,5. 
 

L’activité spécifique de la D-AAOrgr est définie selon la formule décrite dans le paragraphe 

2.2.1.1. 
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N. B : Pour la détermination de l’activité de la D-AAOrgr, un volume de 50 µL est utilisé, 

correspondant à une concentration de 0,9 µg.mL-1. 

 Dosage du Li-HPA 2.2.4.

 Test en macrocuve 2.2.4.1.

HO
CO2Li

O

 Li-HPA
NADH,H+ NAD+

L-LDH
HO

(S) CO2Li

OH

2,3-dihydroxypropanoate 
de lithium  

Dans une cuve spectrophotométrique (Vcuve = 1 mL), sont introduits : 

- 940 µL de tampon TEA 0,1 M, pH 7,5 

- 20 µL de NADH, H+ (10 mg.mL-1) 

- 20 µL de L-LDH (187 U.mL-1) 

- 20 µL d’échantillon à doser 

 

L’absorbance initiale (Ainitiale) est déterminée à 340 nm puis la solution de Li-HPA à doser 

diluée ou non (Véchantillon) est ensuite introduite. Après stabilisation, l’absorbance finale est 

mesurée (Afinale). La concentration en Li-HPA est donnée par l’équation suivante, issue de 

la loi de Beer-Lambert :  

dS	 � ef�g �
(�O O�O"�� � �[O "��) × >?�#�

>é?h" �O��� × 89�:; × ℓ
× 10D 

 

Avec [Li-HPA] exprimée en mM, Vcuve et Véchantillon en mL, le coefficient d’absorption 
molaire εNADH =6220 M-1.cm-1 et la largeur de la cuve ℓ = 1 cm 

Pour doser la pureté d’un lot de Li-HPA, une solution de 0,5 mg.mL-1 en Li-HPA est 

préparée à l’aide d’une fiole jaugée et 20 µL de cette solution sont dosés selon le protocole 

décrit ci-dessus. La concentration en Li-HPA est déterminée en mM. La pureté de 

l’échantillon est calculée en faisant le rapport entre la concentration mesurée et la 

concentration théorique.   
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 Test en microplaque 96-puits 2.2.4.2.

Dans un puits (Vpuits = 250 µL), sont introduits : 

- 218 µL de tampon TEA 0,1 M, pH 7,5 

- 10 µL de NADH, H+ (10 mg.mL-1) 

- 2 µL de L-LDH (187 U.mL-1) 

- 20 µL d’échantillon à doser 

 

L’absorbance initiale (Ainitiale) est déterminée à 340 nm puis la solution de Li-HPA à doser 

diluée ou non (Véchantillon) est ensuite introduite. Après stabilisation, l’absorbance finale est 

mesurée (Afinale). La concentration en Li-HPA est donnée par l’équation suivante :  

dS	 � ef�g �
(�O O�O"�� � �[O "��) × >N�O�!

>é?h" �O��� × 89�:; × ℓ
× 10D 

 

Avec [Li-HPA] exprimée en mM, Vpuits et Véchantillon en mL et le coefficient d’absorption 
molaire εNADH =6220 M-1.cm-1. Pour un volume de 250 µL, la hauteur du puits vaut ℓ = 
0,73 cm. 

 Etude de la stabilité du Li-HPA  2.2.5.

La stabilité du Li-HPA est étudiée dans l’eau pure à différentes températures (25°C, 50°C, 

60°C et 65°C), différents pH (6,5, 7 et 7,5) en l’absence ou en présence des cofacteurs de 

la TKgst et ce, à différentes concentrations ([ThDP] = 0,1 et 2,4 mM et [MgCl2] = 1 et 9 mM). 

 

Le ThDP (0,9-22 mg, 2-48 µmol, 0,1-2,4 mM) et le MgCl2 (4-36 mg, 20-180 µmol, 1-9 mM) 

sont dissous dans 10 mL d’eau et le pH est ajusté au pH étudié avec une solution de NaOH 

(0,1 M ou 0,01 M) (Solution A). Dans un autre récipient, le Li-HPA (110,02 mg, 110 mmol, 

50 mM) est dissous dans 10 mL d’eau et le pH est ajusté au pH étudié avec une solution de 

NaOH (0,1 M) (Solution B). Les solutions A et B sont mélangées et agitées à 250 rpm à la 

température étudiée. Le pH de la solution est maintenu constant au moyen d’un pH-stat, via 

l’ajout d’HCl 0,1 M ou de NaOH 0,3 M, selon les conditions expérimentales. Des 

prélèvements de 15 µL de milieu réactionnel sont effectués au cours du temps jusqu’à 

disparition totale du Li-HPA, dilués dans 85 µL d’eau tel que la concentration de la solution 

fille soit au maximum de 7,5 mM de Li-HPA, puis 20 µL de cette solution sont dosés selon 

le protocole décrit dans le paragraphe 2.2.4.1. 
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N.B. : Dans le cas de l’étude de la stabilité du Li-HPA en l’absence des cofacteurs, le Li-

HPA est dissous dans 20 mL d’eau et le pH de la solution est ajusté au pH souhaité. 

 Dosage du D-lactaldéhyde et du L-lactaldéhyde 2.2.6.

NAD+NADH, H+

H

O
ADH

D- ou L-lactaldéhyde

OH
HO

OH

Propane-1,2-diol 

Dans une cuve spectrophotométrique (Vcuve = 1 mL), sont introduits : 

- 900 µL de tampon Gly-gly 0,1 M pH 7,5 

- 20 µL de NADH, H+ (10 mg.mL-1) 

- 70 µL de l’ADH (3432 U.mL-1) 

- 10 µL d’échantillon à doser 

 

L’absorbance initiale (Ainitiale) est déterminée à 340 nm puis la solution de D- ou L-

lactaldéhyde à doser (Véchantillon) est ensuite introduite. Après stabilisation, l’absorbance 

finale est mesurée (Afinale). La concentration en D- ou L-lactaldéhyde est donnée par 

l’équation suivante, issue de la loi de Beer-Lambert :  

dU � M* S � i&'(&iPéjJP)g �
(�O O�O"�� � �[O "��) × >?�#�

>é?h" �O��� × 89�:; × ℓ
× 10D 

 
Avec [D- ou L-lactaldéhyde] exprimée en mM, Vcuve et Véchantillon en mL, le coefficient 
d’absorption molaire εNADH =6220 M-1.cm-1 et la largeur de la cuve ℓ = 1 cm 

 Caractérisation de la TKgst et des TKgst mutées les plus 2.3.

performantes 

 Etude de la thermostabilité de la TKgst et des mutants L382D/D470S, 2.3.1.
L191I, L382F/F435Y, R521Y/H462N et R521V/S385D/H462S 

La thermostabilité de la TKgst et des mutants L191I, L382F/F435Y, R521Y/H462N et 

R521V/S385D/H462S est étudiée à 60°C et la thermostabilité du mutant L382D/D470S est 

étudiée à 50°C et 60°C. L’extrait purifié de TKgst (4,5 mg.mL-1, 9 U.mL-1), du mutant 
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L382D/D470S (4,5 mg.mL-1, 0,2 U.mL-1), du mutant L191I (2 mg.mL-1, 2,4 U. mL-1), du 

mutant L382/F435Y (2 mg.mL-1, 1,8 U. mL-1), du mutant R521Y/H462N (2 mg.mL-1, 1 U.mL-

1), du mutant R521V/S385D/H462S (6 mg.mL-1, 0,06 U. mL-1), en solution dans le tampon 

Gly-gly 0,1 M, pH 7,5, est incubé dans un microtube de 1,5 mL placé sur une table 

d’agitation thermorégulée et agité à 150 rpm à la température étudiée, jusqu’à l’inactivation 

totale de l’enzyme. Des prélèvements de 10 µL (cas de la TKgst et des mutants L191I et 

L382F/F435Y) ou de 50 µL (cas des mutants L382D/D470S, R521Y/H462N et 

R521V/S385D/H462S) sont effectués au cours du temps et dosés par le « test TKADH », 

décrit dans le paragraphe 2.2.1.1. en macrocuve et à 25°C. Les mesures sont réalisées en 

triplicata. 

N.B. : Le « test TKADH » est effectué en présence de 760 µL de tampon Gly-gly 0,1M pH 7,5, 

en présence des mutants L382D/D470S, R521Y/H462N et R521V/S385D/H462S,  

 Détermination de la température optimale du mutant L382D/D470S 2.3.2.

La température optimale du mutant L382D/D470S est déterminée par la mesure de son 

activité dans une gamme de températures comprises entre 25°C et 60°C. L’extrait 

enzymatique (4,5 mg.mL-1, 0,2 U.mL-1) est d’abord incubé à la température étudiée en 

présence de tous les réactifs du test hormis le D-R5P et l’ADH. Lorsque la température est 

atteinte, la réaction enzymatique est initiée par l’ajout d’une solution de D-R5P et d’ADH. 

Pour les températures supérieures à 50°C, un plus large excès de l’enzyme auxiliaire ADH 

(100 U.mL-1) est ajouté pour pallier à son inactivation. L’activité du mutant est déterminée 

via la mesure des pentes obtenues pour chaque température testée au moyen du « test 

TKADH » décrit dans le paragraphe 2.2.1.1., en macrocuve et à 25°C. Les mesures sont 

réalisées en triplicata. 

N.B. : La réalisation du « test TKADH » en présence du mutant L382D/D470S est effectuée 

en présence de 760 µL de tampon Gly-gly 0,1M pH 7,5. 
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 Détermination des paramètres cinétiques apparents de la TKgst et des 2.3.3.
TKgst mutées les plus performantes 

 Généralités 2.3.3.1.

Les paramètres cinétiques apparents KM
app et Vmax

app de la TKgst et des TKgst mutées vis-à-

vis d’un substrat donné sont déterminés en faisant varier la concentration [S] de ce substrat 

et en mesurant la vitesse de réaction V correspondante, la concentration du second 

substrat étant fixée. La méthode de Hanes-Woolf est ensuite utilisée pour le calcul des 

paramètres cinétiques apparents. Elle consiste à tracer la courbe [S]/V en fonction de [S]. 

Si la cinétique est de type Michaelis-Menten, cette courbe est alors une droite d’équation 

de la forme y = ax + b. 

 

Les paramètres cinétiques apparents sont alors calculés ainsi : 

 

kl
"NN � � m &7     et        >�"n

"NN � 1 &7  

 Paramètres cinétiques apparents de la TKgst vis-à-vis des 2.3.3.2.
cofacteurs ThDP et Mg2+ 

Les paramètres cinétiques apparents de la TKgst vis-à-vis de ses cofacteurs, le ThDP et le 

Mg2+, sont déterminés en présence du couple Li-HPA/glycolaldéhyde, dont les 

concentrations sont fixées à 50 mM et 20 mM respectivement et au moyen du « test 

TKROUGE DE PHENOL » décrit dans le paragraphe 2.2.1.2., en microplaque 96-puits et à 25 °C. 

Les quantités de TKgst sont ajustées (3,2 à 14,1 µg par puits) selon les concentrations en 

ThDP et Mg2+ testées, afin que les pentes mesurées se situent dans l’intervalle de 

quantification du test (0,009 à 0,046 UA.min-1). Les KM
app et Vmax

app
 sont déterminés selon la 

méthode décrite dans le paragraphe 2.3.3.1. Les mesures sont réalisées en triplicata. 

 Paramètres cinétiques apparents de la TKgst et des TKgst mutées 2.3.3.3.
les plus performantes vis-à-vis d’un panel d’aldéhydes accepteurs 

Les paramètres cinétiques apparents de la TKgst et des TKgst mutées les plus performantes 

vis-à-vis d’un panel d’aldéhydes accepteurs sont déterminés en présence du Li-HPA dont 

la concentration est fixée à 50 mM et au moyen du « test TKROUGE DE PHENOL », décrit dans le 

paragraphe 2.2.1.2. en microplaques 96-puits et à 25 °C. Les quantités d’enzymes sont 
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ajustées selon l’aldéhyde testé et sa concentration, de manière à ce que les pentes 

mesurées se situent dans l’intervalle de quantification du test (0,009 à 0,046 UA.min-1). Les 

KM
app et Vmax

app
 sont déterminés selon la méthode décrite dans le paragraphe 2.3.3.1. Les 

mesures sont réalisées en triplicata. 

 Paramètres cinétiques apparents de la TKgst vis-à-vis du Li-HPA 2.3.3.4.

Les paramètres cinétiques apparents de la TKgst vis-à-vis du Li-HPA sont déterminés à 

25°C, en présence du glycolaldéhyde comme substrat accepteur (concentration fixée 50 

mM) et par dosage enzymatique indirect du Li-HPA au cours du temps. 

 

Dans un microtube de 1,5 mL, sont introduits : 

Le ThDP, le MgCl2, le glycolaldéhyde et le Li-HPA sont mis en solution dans le tampon Gly-

gly 50 mM, pH 7,5 et introduits dans le microtube. Puis différentes quantités de TKgst 

purifiée sont introduites, ajustées en fonction de la concentration en Li-HPA testée, afin 

d'initier la réaction (0,37 à 37 µg.mL-1). Le mélange est agité à 25 °C. Des prélèvements de 

20 µL de milieu réactionnel sont effectués toutes les minutes durant 15 min, puis sont 

dilués dans l’eau glacée tel que la concentration en Li-HPA de la solution « fille » soit 

d’environ 5 mM. 20 µL de cette solution sont ensuite dosés selon le protocole décrit dans le 

paragraphe  2.2.4.2. La diminution de la concentration en Li-HPA en fonction du temps 

conduit à des pentes qui sont déterminées pour chaque concentration en Li-HPA et 

rapportées à la quantité de TKgst utilisée. Ces pentes sont reliées à l’activité (U) de la TKgst 

par la loi de Beer-Lambert. Les KM
app et Vmax

app
 sont déterminés selon la méthode décrite 

dans le paragraphe 2.3.3.1. 

Composants Volume Introduit [µL] Concentration finale 
TKgst Variable 0,0125-0,25 U.mL-1 
ThDP 100 2,4 mM 
MgCl2 10 9 mM 

Glycolaldéhyde 250 50 mM 
Tampon Gly-gly 50 mM Variable 50 mM 

Li-HPA Variable 0,5-25 mM 
Volume total 1000 - 
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 Caractérisation de la TAtca 2.4.

Les activités des L-α-TAs et de la TAtca sont déterminées via des prélèvements du milieu 

réactionnel effectués au cours du temps et dosés selon le « test TAWST-1 » décrit dans le 

paragraphe  2.2.2. Les mesures sont réalisées en triplicata. 

 Criblage de la banque des L-α-TAs issues de la biodiversité 2.4.1.

5 µL de lysat sont transférés dans une microplaque 96-puits recouverte d’un film et placée 

sur une table d’agitation thermorégulée, en présence de 5 mM d’un α-cétoacide (l’acide 

pyruvique, l’acide glyoxylique ou l’α-KG) et de 0,2 mM de PLP, dans le tampon HEPES 0,1 

M, pH 7,5. Puis chaque réaction est initiée par l’ajout de la L-sérine (5 mM). La microplaque 

recouverte d’un film est agitée à 25°C durant 2 heures à 400 rpm. 

 Détermination de l’activité spécifique  2.4.2.

L’extrait purifié de TAtca (2,3 µg par puits, 8 mU par puits) est incubé durant 5 minutes à 

25°C dans le puits d’une microplaque 96-puits recouverte d’un film et placée sur une table 

d’agitation thermorégulée, en présence de 0,2 mM de PLP et 3 mM d’α-KG, dans le 

tampon HEPES 0,1 M, pH 7,5. Puis la réaction enzymatique est initiée par l’ajout de la L-

sérine (250 mM). La microplaque recouverte d’un film est agitée à 25°C et à 400 rpm.  

 Détermination de la température optimale et du pH optimal  2.4.3.

Le pH optimal de la TAtca est déterminé par la mesure de son activité dans une gamme de 

pH comprise entre 5 et 9,2 dans différents tampons (0,1 M) : citrate (pH 5-6,5), phosphate, 

(pH 6,3-7,6), Tris-HCl (pH 7-8,5) et borate (pH 7,8-9,2), dans une cuve 

spectrophotométrique (Vcuve = 1 mL). L’extrait purifié de TAtca (10 µg.mL-1, 35 mU.mL-1) est 

tout d’abord incubé au pH souhaité dans le tampon adapté durant 20 minutes à 25°C en 

présence de 0,2 mM de PLP et 3 mM d’α-KG. Puis la réaction enzymatique est initiée par 

ajout de la L-sérine (100 mM). 

 

La température optimale de la TAtca est déterminée par la mesure de son activité dans une 

gamme de températures comprises entre 20°C et 80°C, dans une cuve 

spectrophotométrique (Vcuve = 1 mL). L’extrait purifié de TAtca (10 µg.mL-1, 35 mU.mL-1) est 
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tout d’abord incubé à la température étudiée en présence de 0,2 mM de PLP et 3 mM d’α-

KG dans le tampon HEPES 0,1 M, pH 7,5. Lorsque la température souhaitée est atteinte, la 

réaction enzymatique est initiée par l’ajout de la L-sérine (100 mM).  

 Etude de la thermostabilité 2.4.4.

La thermostabilité de la TAtca est étudiée à 60°C. L’extrait purifié de TAtca (10 µg.mL-1, 35 

mU.mL-1) en solution dans le tampon HEPES 0,1 M, pH 7,5 est incubé dans un microtube 

de 1,5 mL placé sur une table d’agitation thermorégulée en présence de 0,2 mM de PLP. 

Le microtube est agité à 60°C et à 400 rpm durant 10 jours. Des prélèvements du milieu 

réactionnel sont effectués au cours du temps et mis en présence de 3 mM d’α-KG dans le 

tampon HEPES 0,1 M pH 7,5, dans le puits d’une microplaque 96-puits. Puis la réaction est 

initiée par l’ajout de 170 mM de L-sérine. La microplaque recouverte d’un film est agitée à 

25°C et 400 rpm. 

 Détermination des paramètres cinétiques apparents vis-à-vis de la L-2.4.5.
sérine et de l’acide pyruvique 

Les paramètres cinétiques apparents de la TAtca (4,6 µg par puits, 16 mU par puits) vis-à-

vis de l’acide pyruvique sont déterminés en faisant varier sa concentration de 0,25 à 50 mM 

et en présence 250 mM de L-sérine. Les paramètres cinétiques apparents de la TAtca (6,9 

µg par puits, 24 mU par puits) vis-à-vis de la L-sérine sont déterminés en faisant varier sa 

concentration de 1 à 250 mM et en présence de l’acide pyruvique (50 mM). Les réactions 

enzymatiques sont réalisées en microplaques 96-puits. Après incubation de l’extrait purifié 

de TAtca en présence de 0,2 mM de PLP et de l’acide pyruvique dans le tampon HEPES, 

0,1 M, pH 7,5, dans le puits d’une microplaque 96-puits recouverte d’un film et placée sur 

une table d’agitation thermorégulée, durant 30 minutes et à 25°C, la réaction est initiée par 

l’ajout de la L-sérine. La microplaque recouverte d’un film est agitée à 25°C et à 400 rpm 

durant 20 minutes. Les KM
app et Vmax

app
 sont déterminés selon la méthode décrite dans le 

paragraphe  2.3.3.1. 
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 Caractérisation de la D-AAOrgr 2.5.

 Détermination de la température optimale 2.5.1.

La température optimale de la D-AAOrgr est déterminée par la mesure de son activité dans 

une gamme de températures comprises entre 20°C et 50°C, au moyen du « test D-AAOrgr-L-

LDH » décrit dans le paragraphe 2.2.3. L’extrait enzymatique (4 µg.mL-1, 150 mU.mL-1) est 

d’abord incubé à la température étudiée en présence de tous les réactifs hormis la D-sérine. 

Lorsque la température souhaitée est atteinte, la réaction enzymatique est initiée par l’ajout 

de la D-sérine (50 mM). Pour les températures supérieures à 40°C, un plus large excès de 

l’enzyme auxiliaire L-LDH (500 U.mL-1) est utilisé pour pallier à son inactivation. Les 

mesures sont réalisées en triplicata. 

 

N.B. : Dans le cas de l’étude de la stabilité de la D-AAOrgr selon la température, l’extrait 

enzymatique est d’abord incubé à la température étudiée en présence de tous les réactifs 

hormis la D-sérine durant 1 heure puis la réaction enzymatique est initiée par l’ajout de la D-

sérine (50 mM).  

 Etude de la thermostabilité 2.5.2.

La thermostabilité de la D-AAOrgr est étudiée à 25°C, 30°C, 40°C et 60°C. L’extrait purifié de 

D-AAOrgr (4 µg.mL-1, 150 mU.mL-1), en solution dans le tampon Tris 50 mM, pH 7,5, 

préalablement saturé en O2, est incubé dans un microtube de 1,5 mL placé sur une table 

d’agitation thermorégulée à la température étudiée et agité à 400 rpm durant 3 jours. Des 

prélèvements de 50 µL sont effectués au cours du temps et dosés selon le « test D-AAOrgr-L-

LDH » décrit dans le paragraphe 2.2.3., à 25°C. Les mesures sont réalisées en triplicata. 

 Détermination des paramètres cinétiques apparents vis-à-vis de la D-2.5.3.
sérine 

Les paramètres cinétiques apparents de la D-AAOrgr  (0,9 µg.mL-1, 36,5 mU.mL-1) sont 

déterminés vis-à-vis de la D-sérine, dont la concentration finale varie de 2 à 50 mM. 

L’activité de la D-AAOrgr est déterminée via la mesure des pentes obtenues pour chaque 

concentration en D-sérine testée, au moyen du « test D-AAOrgr-L-LDH » décrit dans le 

paragraphe 2.2.3. Les KM
app et Vmax

app sont déterminés selon la méthode décrite dans le 

paragraphe  2.3.3.1. Les mesures sont réalisées en triplicata. 
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 Synthèses chimiques, enzymatiques et cascades bi- et multi-2.6.

enzymatiques 

 Généralités 2.6.1.

Pour les spectres de RMN, les déplacements chimiques sont exprimés en partie par million 

(ppm) par rapport au solvant deutéré dans lequel le spectre a été réalisé. Les abréviations 

utilisées pour décrire les signaux sont les suivantes : 

 - s : singulet  

- d : doublet  

- dd : doublet dédoublé  

- t : triplet  

- q : quadruplet  

- m : multiplet  

 Synthèses chimiques 2.6.2.

 Synthèse de l’hydroxypyruvate de lithium (Li-HPA) 2.6.2.1.

3
2

HO 1

O
OLi

O

Hydroxypyruvate de lithium
3-hydroxy-2-oxo-propanoate de lithium

Formule brute : C3H3O4Li

Masse moléculaire : 110,02 g.mol-1  

La synthèse du Li-HPA est réalisée selon un protocole adapté de la littérature [101]. L’acide 

bromopyruvique (0,06 mol, 10 g) est dissous dans 100 mL d’eau distillée et le pH de la 

solution est maintenu à 9 par l’ajout d’une solution d’hydroxyde de lithium (ou lithine) LiOH 

1 M, au moyen d’un pH-stat. Lorsque la réaction est terminée (plus d’ajout de LiOH), le pH 

de la solution est ajusté à 5 par l’ajout d’acide acétique glacial pur. Le mélange est ensuite 

concentré sous pression réduite jusqu’à l’obtention d’un volume d’environ 20 mL, puis 

stocké à 4°C, durant une nuit. Le solide résiduel formé est filtré sur verre fritté avec un 
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minimum d’eau distillée glacée. Après 3 heures dans un dessicateur sous vide poussé, le 

Li-HPA (3 g - 3,5 g environ) est obtenu sous la forme d’une poudre blanche, avec un 

rendement moyen de 50 %. La pureté du Li-HPA, déterminée par le dosage enzymatique 

décrit dans le paragraphe  2.2.4.1. est comprise entre 50 % et 80 %. 

3a, 3b
2

HO 1

O
OLi

O

1' OLi
2'

O
3'a, 3'b

HO
HO OH

Forme "cétone" Forme "hydratée"  

CCM : Rf (dichlorométhane/méthanol : 8/2) = 0,25 (Révélateur : Vanilline) 

RMN 1H (400 MHz, D2O) δ (ppm) : Forme « cétone » : 4,67 (s, 2H, H3a et H3b) - Forme 

« hydratée » : 3,63 (s, 2H, H3’a et H3’b) 

RMN 13C (101 MHz, D2O) δ (ppm) : Forme « cétone » : 202,5 (C-2), 167,4 (C-1),  66,1 (C-3) 

- Forme « hydratée » : 176,6 (C-1’), 94,3 (C-2’), 65,3 (C-3’) 

 Synthèse du D-lactaldéhyde 2.6.2.2.

3
1 2

(R)
O

OH

D-lactaldéhyde
(2R)-hydroxy-propionaldéhyde

Formule brute : C3H6O2

Masse moléculaire : 74,04 g.mol-1

H

 

La synthèse du D-lactaldéhyde est réalisée selon le protocole décrit dans la littérature [244], 

en présence de la L-thréonine (0,96 g, 8 mmol) et de la ninhydrine (2,84 g, 16 mmol), 

dissoutes dans 150 mL de tampon citrate 50 mM, pH 5,4, préparé selon le protocole décrit 

dans la littérature [317]. Le D-lactaldéhyde est obtenu en solution dans l’eau (1,5 mmol, 153 

mM, 10 mL) avec un rendement de 19%. La concentration molaire en D-lactaldéhyde est 

déterminée selon le protocole décrit dans le paragraphe 2.2.6. 

 

CCM : Rf (dichlorométhane/méthanol : 9/1) = 0,57 (Révélateur : Vanilline) 

[α]D
20 = - 13,44 (c 0,9, H2O) 

RMN 1H (400 MHz, H2O+CD3OD) : δ = 3,62-3,71 (m, 1H, H2) ; 1,16 (d, J = 6,5 Hz, 3H, H3) 

RMN 13C (101 MHz, H2O+CD3OD) : δ = 93,6 (C-1), 70,8 (C-2), 17,4 (C-3) 
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 Synthèse du L-lactaldéhyde 2.6.2.3.

3
1 2

(S)
O

OH

L-lactaldéhyde
(2S)-hydroxy-propionaldéhyde

Formule brute : C3H6O2

Masse moléculaire : 74,04 g.mol-1

H

 
 

La synthèse du L-lactaldéhyde est réalisée selon le protocole décrit dans la littérature [244], 

en présence de la D-thréonine (0.96 g, 8 mmol) et de la ninhydrine (2.84 g, 16 mmol),  

dissoutes dans 150 mL de tampon citrate 50 mM, pH 5,4, préparé selon le protocole décrit 

dans la littérature [317]. Le L-lactaldéhyde est obtenu en solution dans l’eau (2,1 mmol, 214 

mM, 10 mL) avec un rendement de 26%. La concentration molaire en L-lactaldéhyde est 

déterminée selon le dosage enzymatique décrit dans le paragraphe 2.2.6. 

 

CCM : Rf (dichlorométhane/méthanol : 9/1) = 0,57 (Révélateur : Vanilline) 

[α]D
20 = + 10,04 (c 1, H2O)  

RMN 1H (400 MHz, H2O+CD3OD) : δ = 3,62-3,71 (m, 1H, H2) ; 1,16 (d, J = 6,5 Hz, 3H, H3) 

RMN 13C (101 MHz, H2O+CD3OD) : δ = 93,6 (C-1), 70,8 (C-2), 17,4 (C-3) 

 Synthèses enzymatiques catalysées par la TKgst  2.6.3.

Protocole 1 

Le ThDP (0,9 mg, 2 µmol, 0,1 mM) et le MgCl2 (4 mg, 20 µmol, 1 mM) sont dissous dans 

l’eau (15 mL) et le pH est ajusté à 7 avec une solution de NaOH (0,1 M). A cette solution, la 

TKgst (1 mL, 6 mg) est ajoutée et le mélange est agité durant 20 minutes à 60°C (Solution 

A). Dans un autre récipient (pilulier), le Li-HPA (110 mg, 1 mmol, 50 mM) et l’aldéhyde 

accepteur (50 mM) sont dissous dans l’eau (4 mL) et le pH est ajusté à 7 avec une solution 

de NaOH (0,1 M) (Solution B). Après 20 minutes de préincubation de l’enzyme en présence 

de ses cofacteurs, la solution B est ajoutée à la solution A et le mélange est agité à 60°C. 

Le pH est maintenu à 7 par ajout d’une solution d’HCl (0,1 M) via l’utilisation d’un pH-stat. 

L’avancement de la réaction est suivi par CCM, par le dosage du Li-HPA selon le protocole 

décrit dans le paragraphe 2.2.4.1. et par RMN 1H in situ, réalisée en présence d’un étalon-
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interne (TSP-d4). 450 µL de milieu réactionnel sont prélevés au cours du temps et 

mélangés à 50 µL d’une solution de TSP-d4 (50 mM) réalisée dans D2O. 

 

Après la conversion totale du Li-HPA, la réaction est stoppée. De la silice est ajoutée au 

mélange et le solvant est évaporé sous pression réduite. Le résidu solide est purifié par 

chromatographie sur colonne de gel silice en utilisant l’éluant acétate d’éthyle/méthanol : 

9/1 pour le L-érythrulose 1 ; acétate d’éthyle pur puis acétate d’éthyle/méthanol : 9/1 pour le 

D-tagatose 5 et le L-psicose 6  et dichlorométhane/méthanol : 9/1 pour le D-xylulose 2, le L-

ribulose 3, le 5-désoxy-L-ribulose 4, le D-fructose 7, le L-sorbose 8, le D-sédoheptulose 9 et 

le D-ido-heptulose 10. Ces produits purifiés sont ensuite caractérisés par CCM, RMN 1H 

et/ou 13C, polarimétrie et spectrométrie de masse. 

 Cascades bi-enzymatiques 2.6.4.

 Cascades bi-enzymatiques TAtca/TKgst  2.6.4.1.

Protocole 2 

 

Le ThDP (0,9 mg, 2 µmol, 0,1 mM), le MgCl2 (4 mg, 20 µmol, 1 mM), le PLP (1,1 mg, 4 

µmol, 0,2 mM) et l’acide pyruvique (110 mg, 1 mmol, 50 mM) sont dissous dans l’eau (15 

mL) et le pH est ajusté à 7 avec une solution de NaOH (0,1 M). A cette solution, 1 mL de 

TKgst (6 mg pour la synthèse du L-érythrulose 1, du L-ribulose 3 et du 5-désoxy-L-ribulose 4 

et 10 mg pour la synthèse du D-tagatose 5 et du L-psicose 6) et 1 mL de TAtca (4,8 mg) sont 

ajoutés et le mélange est agité durant 20 minutes à 60°C (Solution A). Dans un autre 

récipient (pilulier), la L-sérine (315 mg, 3 mmol, 150 mM) et le glycolaldéhyde ou l’aldéhyde 

α-hydroxylé (2S), le L-glycéraldéhyde, le L-lactaldéhyde, le D-thréose ou le L-érythrose (1 

mmol, 50 mM) sont dissous dans l’eau (3 mL) et le pH est ajusté à 7 avec une solution de 

NaOH (0,1 M) (Solution B). Après 20 minutes de préincubation des enzymes en présence 

de leur(s) cofacteur(s) et de l’acide pyruvique, la solution B est ajoutée à la solution A et le 

mélange est agité à 60°C. Le pH est maintenu à 7 par ajout d’une solution d’HCl (0,1 M) via 

l’utilisation d’un pH-stat. Dans le cas de la synthèse du D-tagatose 5 et du L-psicose 6, un 

second équivalent d’acide pyruvique (110 mg, 1 mmol, 50 mM) est ajouté après 48 heures. 

L’avancement de la réaction est suivi par CCM et par RMN 1H in situ, réalisée en présence 

d’un étalon-interne (TSP-d4).  
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Après la conversion quasi-totale de l’acide pyruvique (90-95%) et du glycolaldéhyde ou de 

l’aldéhyde α-hydroxylé (2S) (95-100%), la réaction est stoppée (24-96 heures). De la silice 

est ajoutée au mélange et le solvant est évaporé sous pression réduite. Le résidu solide est 

purifié par chromatographie sur colonne de gel de silice en utilisant l’éluant 

dichlorométhane/méthanol : 9/1 pour la purification du L-ribulose 3 et du 5-désoxy-L-

ribulose 4 et l’éluant acétate d’éthyle pur puis acétate d’éthyle/méthanol : 9/1 pour la 

purification du D-tagatose 5 et du L-psicose 6. Ces produits purifiés sont ensuite 

caractérisés par CCM, RMN 1H et/ou 13C, polarimétrie et spectrométrie de masse. 

 Cascades bi-enzymatiques D-AAOrgr/TKgst  2.6.4.2.

Protocole 3 

Le ThDP (0,9 mg, 2 µmol, 0,1 mM), le MgCl2 (4 mg, 20 µmol, 1 mM) et l’aldéhyde, le 

glycolaldéhyde, le D-glycéraldéhyde ou le L-thréose (1 mmol, 50 mM), sont dissous dans 

l’eau préalablement saturée en O2 (13 mL) et le pH est ajusté à 7,5 avec une solution de 

NaOH (0,1 M). A cette solution, sont ajoutées la TKgst (1 mL, 6 mg), la D-AAOrgr (333 µL, 

333 µg, 12,4 U) et la catalase (333 µL, 333 µg, 666-1665 U) et le mélange est agité durant 

20 minutes à 25 °C (Solution A). Dans un autre récipient (pilulier), la D-sérine (105 mg, 1 

mmol, 50 mM) est dissoute dans l’eau préalablement saturée en O2 (4 mL) et le pH est 

ajusté à 7,5 avec une solution de NaOH (0,1 M) (Solution B). Après 20 minutes de 

préincubation des enzymes en présence des cofacteurs de la TKgst et de l’aldéhyde, la 

solution B est ajoutée à la solution A et le mélange est agité à 25 °C, avec un apport 

constant en O2 d’un débit de 4 mL.min-1. Le pH est maintenu à 7,5 par ajout d’une solution 

d’HCl (0,1 M) via l’utilisation d’un pH-stat. Après 2 heures de réaction, la D-AAOrgr (333 µL, 

333 µg, 12,4 U) et la catalase (333 µL, 333 µg, 666-1665 U) sont ajoutées au mélange. Les 

mêmes quantités d’enzymes sont à nouveau ajoutées après 4h de réaction. L’avancement 

de la réaction est suivi par CCM et par RMN 1H in situ, réalisée en présence d’un étalon-

interne (TSP-d4).  

 

Après la conversion totale de la D-sérine et de l’aldéhyde, la réaction est arrêtée (24 

heures). De la silice est ajoutée au mélange et le solvant est évaporé sous pression réduite. 

Le résidu solide est purifié par chromatographie sur colonne de gel de silice en utilisant 

l’éluant acétate d’éthyle/méthanol : 9/1 pour la purification du L-érythrulose 1 et l’éluant 

dichlorométhane/méthanol : 9/1 pour la purification du D-xylulose 2 et du L-sorbose 8. Ces 
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produits purifiés sont ensuite caractérisés par CCM, RMN 1H et/ou 13C, polarimétrie et 

spectrométrie de masse. 

 Cascades bi-enzymatiques FSAeco (sauvage ou mutée)/TKgst 2.6.4.3.

Protocole 4.1 : Synthèses du L-glycéraldéhyde 13 et du L-ribulose 3 catalysées par la 

FSAeco et la TKgst 

 

Le glycolaldéhyde (60 mg, 1 mmol, 50 mM) et le formaldéhyde (60 mg, 2 mmol, 100 mM) 

sont dissous dans 20 mL d’eau pure et le pH de la solution est ajusté à pH 8, à l’aide d’une 

solution de NaOH 0,1 M. Puis 8 mg de FSAeco sont ajoutés pour initier la réaction et le 

mélange est agité à 50°C à 900 rpm. L’avancement de la réaction est suivi par HPLC et par 

RMN 1H in situ, réalisée en présence d’un étalon-interne (TSP-d4). Après la conversion 

totale du glycolaldéhyde (19 heures), la pureté du L-glycéraldéhyde 13 obtenu (1 mmol) est 

confirmée par HPLC et RMN. Le L-glycéraldéhyde 13, en solution dans l’eau (50 mM, 0,5 

mmol, 10 mL), est immédiatement mis en présence du ThDP (0,5 mg, 0,001 mmol, 0,1 

mM), du MgCl2 (2 mg, 0,01 mmol, 1 mM), de la TKgst (3 mg) et du Li-HPA (110 mg, 1 mmol, 

100 mM) et le L-ribulose 3 est synthétisé selon le protocole 1. Le L-ribulose 3 est purifié par 

chromatographie sur colonne de gel de silice en utilisant l’éluant 

dichlorométhane/méthanol : 9/1, puis caractérisé par CCM, RMN 13C et polarimétrie. 

 

Protocole 4.2 : Synthèses du D-thréose 14 et du D-tagatose 5 catalysées par le mutant 

A129G de la FSAeco et la TKgst 

 

Le glycolaldéhyde (120 mg, 2 mmol, 200 mM) est dissous dans 10 mL d’eau et le pH de la 

solution est ajusté à pH 8, à l’aide d’une solution de NaOH 0,1 M. Puis 4 mg du mutant 

A129G de la FSAeco
 sont ajoutés pour initier la réaction et le mélange est agité à 25°C à 

900 rpm. L’avancement de la réaction est suivi par HPLC et par RMN 1H in situ, réalisée en 

présence d’un étalon-interne (TSP-d4). Après la conversion quasi-totale (98%) du 

glycolaldéhyde (24 heures), la pureté du D-thréose 14 obtenu (0,98 mmol) est confirmée 

par HPLC et RMN. Le D-thréose 14, en solution dans l’eau (98 mM, 0,49 mmol, 5 mL), est 

immédiatement mis en présence du ThDP (0,5 mg, 0,001 mmol, 0,1 mM), du MgCl2 (2 mg, 

0,01 mmol, 1 mM), de la TKgst (5 mg) et du Li-HPA (220 mg, 2 mmol, 200 mM), dissous 

dans 5 mL d’eau et le D-tagatose 5 est synthétisé selon le protocole 1. Le D-tagatose 5 est 

purifié par chromatographie sur colonne de gel de silice en utilisant l’acétate d’éthyle pur 
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puis un mélange acétate d’éthyle/méthanol : 9/1 comme éluant, puis est caractérisé par 

CCM, RMN 13C et polarimétrie. 

 

Protocole 4.3 : Synthèse du L-érythrose 15 et du L-psicose 6 catalysées par le mutant 

A165G/S166P de la FSAeco et la TKgst 

 

Le glycolaldéhyde (120 mg, 2 mmol, 200 mM) est dissous dans 10 mL d’eau et le pH de la 

solution est ajusté à pH 8, à l’aide d’une solution de NaOH 0,1 M. Puis 10 mg du mutant 

A165G/S166P de la FSAeco sont ajoutés pour initier la réaction et le mélange est agité à 

25°C à 900 rpm. Après 2, 4, 6 et 8 jours, 10 mg du mutant A165G/S166P sont à nouveau 

ajoutés. L’avancement de la réaction est suivi par HPLC et par RMN 1H in situ, réalisée en 

présence d’un étalon-interne (TSP-d4). Après la conversion quasi-totale (96%) du 

glycolaldéhyde (10 jours), la pureté du L-érythrose 15 obtenu (0,96 mmol) est confirmée par 

HPLC et RMN. Le L-érythrose 15, en solution dans l’eau (96 mM, 0,48 mmol, 5 mL), est 

immédiatement mis en présence du ThDP (0,5 mg, 0,001 mmol, 0,1 mM), du MgCl2 (2 mg, 

0,01 mmol, 1 mM), de la TKgst (5 mg) et du Li-HPA (220 mg, 2 mmol, 200 mM), dissous 

dans 5 mL d’eau et le L-psicose 6 est synthétisé selon le protocole 1. Le L-psicose 6 est 

purifé par chromatographie sur colonne de gel de silice en utilisant l’acétate d’éthyle pur 

puis un mélange acétate d’éthyle/méthanol : 9/1 comme éluant, puis est caractérisé par 

CCM, RMN 13C et polarimétrie. 

 Cascade multi-enzymatique FSAeco mutée A129G/TAtca /TKgst 2.6.4.4.

Protocole 5 

 

Le D-thréose 14 est synthétisé selon le protocole 4.2. En solution dans l’eau (98 mM, 5 mL), 

il est immédiatement mis en présence du ThDP (0,1 mM), du MgCl2 (1 mM), du PLP (0,2 

mM), de la TKgst (6 mg), de la TAtca (4,8 mg), de la L-sérine (150 mM) et de l’acide 

pyruvique (100 mM), dissous dans 5 mL d’eau et le D-tagatose 5 est synthétisé selon le 

protocole 1. Le D-tagatose 5 est purifé par chromatographie sur colonne de gel de silice en 

utilisant l’éluant acétate d’éthyle pur puis acétate d’éthyle/méthanol : 9/1 et caractérisé par 

CCM, RMN 1H et 13C et polarimétrie. 
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 Caractérisation des produits 2.6.5.

1a, 1b
HO 2 3

4a, 4b

(S)

O

OH
OH

L-érythrulose 1
(3S)-1,3,4-trihydroxy-butan-2-one

Formule brute : C4H8O4

Masse moléculaire : 120,04 g.mol-1 
 

Le L-érythrulose 1 est obtenu sous la forme d’une huile jaune avec un rendement de 44 % 

(52 mg, 0,43 mmol) selon le protocole 1, avec un rendement de 44 % (53 mg, 0,43 mmol) 

selon un protocole adapté du protocole 2 (75 mM de L-sérine, 2,4 mg de TAtca) et avec un 

rendement de 44 % (53 mg, 0,44 mmol) selon le protocole 3. 

 

CCM : Rf (acétate d’éthyle/méthanol : 9/1) = 0,37 (Révélateur : p-anisaldéhyde) 

[α]D
20 = + 6,3 (c 2 H2O) ; littérature: [α]D25 = + 6,3 (c 1,1, H2O) [318], [α]D25 = + 6,7 (c 1,48, 

H2O) [139] 

Les spectres de RMN 1H et 13C montrent un produit majoritaire correspondant au spectre 

du L-érythrulose 1, décrit dans la littérature [318]. 

 

RMN 1H (400 MHz, D2O) δ = 4,59 (d, J = 19,4 Hz, 1H, H1a), 4,52 (d, J = 19,4 Hz, 1H, H1b), 

4,44 (t, J = 4,1 Hz, 1H, H3), 3,87 (dd, J = 11,4, 3,5 Hz, 1H, H4a), 3,84 (dd, J = 11,4, 3,0 Hz, 

1H, H4b)  

RMN 13C (101 MHz, D2O) δ = 212,3 (C-2), 75,8 (C-3), 65,8 (C-1), 62,8 (C-4) 

 

HRMS-ESI : m/z : [M - H]− théorique : 119,0423 ; mesurée : 119,0336  
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1
(R)

HO 2
3

4(S)
5

O

OH
D-xylulose 2

(3S, 4R)-1,3,4,5,-tétrahydroxy-pentan-2-one
D-thréo-pent-2-ulose

Formule brute : C5H10O5

Masse moléculaire : 150,05 g.mol-1

OH
OH

 
 

Le D-xylulose 2 est obtenu sous la forme d’une huile incolore avec un rendement de 87 % 

(130 mg, 0,87 mmol) selon le protocole 1 et avec un rendement de 65% (98 mg, 0,65 mmol) 

selon le protocole 3. 

 

CCM : Rf (dichlorométhane/méthanol : 8/2) = 0,43 (Révélateur : p-anisaldéhyde) 

[α]D
20 = + 31,3 (c 0,72, H2O); littérature ; littérature: [α]D26 = - 30,0 (c 2,4, H2O) [319] 

 

Le spectre de RMN 13C montre un produit majoritaire correspondant au spectre du D-

xylulose 2 décrit dans la littérature [320]. La forme β-D-xylulo-2,5-furanose est 

prépondérante devant la forme linéaire et la forme α-D-xylulo-2,5-furanose dans un ratio : 

β-D-xylulo-2,5-furanose/forme linéaire/α-D-xylulo-2,5-furanose: 62/20/18, conforme à la 

littérature : 62/20/18 [321]. 

1
(R)

HO 2 3 4

5

(S)
O

OH

Forme linéaire

OH
OH

1

2

34

O
5 OH

OH

OH
1

2

34

O
5 OH

OH
7

OH

α-D-xylulo-2,5-furanose β-D-xylulo-2,5-furanose

OH

OH

 

RMN 13C (101 MHz, D2O) : δ = (Forme linéaire) : 214,4 (C-2), 76,8 (C-3), 73,4 (C-4), 67,5 

(C-1), 63,4 (C-5) ; δ = (α-D-xylulo-2,5-furanose) : 107,2 (C-2), 82,0 (C-3), 77,3 (C-4), 73,4 

(C-5), 63,9 (C-1) ; δ = (β-D-xylulo-2,5-furanose) : 104,4 (C-2), 77,7 (C-3), 76,4 (C-4), 71,3 

(C-5), 64,5 (C-1) 

HRMS-ESI : m/z : [M + Cl]− théorique : 185,0217 ; mesurée : 185,0214 
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1
(S)

HO 2
3

4(S)
5

O

OH

L-ribulose 3
(3S, 4S)-1,3,4,5-tétrahydroxy-pentan-2-one

L-érythro-pent-2-ulose

Formule brute :  C5H10O5

Masse moléculaire : 150,05 g.mol-1

OH
OH

 
 

Le L-ribulose 3 est obtenu sous la forme d’une huile incolore avec des rendements de 56 % 

(84 mg, 0,56 mmol) et 68% (102 mg, 0,68 mmol) selon le protocole 1, en présence de 6 mg 

de TKgst et du mutant L191I, respectivement, avec des rendements de 11% (16 mg, 0,10 

mmol) et 55% (82 mg, 0,55 mmol), en présence de 5 mg de TKgst ou du mutant 

L382D/D470S, respectivement, selon un protocole adapté du protocole 1 (en présence de 

60 mM de Li-HPA, 50 mM de L-glycéraldéhyde, 2,4 mM de ThDP et 9 mM de MgCl2, à pH 

7,5 et à 50°C), avec un rendement de 56% (84 mg, 0,56 mmol) selon le protocole 2 et avec 

un rendement de 55% (41 mg, 0,27 mmol) selon le protocole 4.1. 
 

CCM : Rf (dichlorométhane/méthanol : 8/2) = 0,43 (Révélateur : p-anisaldéhyde) 

[α]D
20 = +15,8 (c 0,1, H2O) ; littérature : [α]D20 = + 16 (H2O) [322] 

 

Le spectre de RMN 13C montre un produit majoritaire correspondant au spectre du L-

ribulose 3 décrit dans la littérature [320]. La forme α-L-ribulo-2,5-furanose est 

prépondérante devant la forme β-L-ribulo-2,5-furanose et la forme linéaire dans un ratio α-L-

ribulo-2,5-furanose/β-L-ribulo-2,5-furanose/Forme linéaire: 63/23/14, conforme à la 

littérature: 63/20/17 [321]. 

(S)
1

HO 2 3 4
(S)

5

O

OH

Forme linéaire

OH
OH

1

2

34

O
5 OH

OH
1

2

34

O
5 OH

OH

α-L-ribulo-2,5-furanose β-L-ribulo-2,5-furanose

OHOH

OH

OH

 
 
RMN 13C (101 MHz, D2O) : δ = (Forme linéaire) : 213,9 (C-2), 76,8 (C-3), 74,0 (C-4), 67,9 

(C-1), 62,7 (C-5) ; δ = (α-L-ribulo-2,5-furanose) : 104,0 (C-2), 72,9 (C-5), 71,9 (C-3), 71,6 

(C-1), 64,2 (C-4) ; δ = (β-L-ribulo-2,5-furanose) : 107,1 (C-2), 77,2 (C-3), 72,2 (C-5), 72,0 

(C-4), 63,9 (C-1) 

 
HRMS-ESI : m/z : [M + Cl]- théorique : 185,0217 ; mesurée : 185,0212 
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(S)
1a, 1b

HO 2
3

4

5

(S)
O

OH
5-désoxy-L-ribulose 4

(3S, 4S)-1,3,4-trihydroxy-pentan-2-one

Formule brute : C5H10O4 

Masse moléculaire : 134,06 g.mol-1

OH

 
 

Le 5-désoxy-L-ribulose 4 est obtenu sous la forme d’une huile incolore avec un rendement 

de 97% (130 mg, 0,97 mmol) selon le protocole 1, avec des rendements de 33% (22 mg, 

0,16 mmol) et 63% (42 mg, 0,31 mmol), en présence de 5 mg de TKgst ou du mutant 

L382D/D470S, respectivement, selon un protocole adapté du protocole 1 (en présence de 

60 mM de Li-HPA, 50 mM de L-lactaldéhyde, 2,4 mM de ThDP, 9 mM de MgCl2, à pH 7,5 et 

à 50°C, dans un volume réactionnel de 10 mL) et avec un rendement de 98% (131 mg, 

0,90 mmol), selon le protocole 2. 

 

CCM : Rf (dichlorométhane/méthanol : 9/1) = 0,27 (Révélateur : p-anisaldéhyde) 

[α]D
20 = - 25,6 (c 0,25, CH3OH) 

 

Les spectres de RMN 1H et 13C montrent un produit majoritaire correspondant au spectre 

du 5-désoxy-L-ribulose 4, présent exclusivement sous forme linéaire. 

 

RMN 1H : (400 MHz, CD3OD) δ = 4,55 (d, J = 19,4 Hz, 1H, H1b), 4,44 (d, J = 19,4 Hz, 1H, 

H1a), 4,08 (d, J = 5,1 Hz, 1H, H4), 3,92-3,99 (m, 1H, H3), 1,19 (d, J = 6,4 Hz, 3H, H5) 

RMN 13C : (101 MHz, CD3OD) δ = 213,1 (C-2), 80,3 (C-3), 70,0 (C-4), 68,0 (C-1), 18,6 (C-5) 

 
HRMS-ESI : m/z : [M + HCO2]− théorique : 179,0556 ; mesurée : 179,0553  
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D-tagatose 5
(3S, 4S, 5R)-1,3,4,5,6-pentahydroxy-hexan-2-one

D-lyxo-hex-2-ulose

Formule brute : C6H12O6

Masse moléculaire : 180,06 g.mol-1

(S)
1

HO 2
3

4
5

(S)
O

OH

(R) 6
OH

OH
OH

 

Le D-tagatose 5 est obtenu sous la forme d’une poudre blanche avec un rendement de 13% 

(23 mg, 0,13 mmol), selon le protocole 1, avec un rendement de 62% (111 mg, 0,6 mmol) 

en présence de 6 mg du mutant L382F/F435Y, selon un protocole adapté du protocole 1 

(en présence de 100 mM de Li-HPA), avec un rendement de 52% (93 mg, 0,52 mmol), 

selon le protocole 2, avec un rendement de 54% (32 mg, 0,18 mmol), selon le protocole 4.2. 

et avec un rendement de 50 % (90 mg, 0,5 mmol), selon le protocole 5. 
 

CCM : Rf (dichlorométhane/méthanol : 8/2) = 0,31 (Révélateur : p-anisaldéhyde) 

[α]D
20 = - 2,9 (c 2, H2O) ; littérature: [α]D = - 2,9 (c 0,9, CH3OH) [323]  

 

Le spectre de RMN 13C montre un produit majoritaire correspondant au spectre du D-

tagatose 5 décrit dans la littérature [324]. La forme α-D-tagato-2,6-pyranose est 

prépondérante devant les formes β-D-tagato-2,6-pyranose, β-D-tagato-2,5-furanose et α-D-

tagato-2,5-furanose dans un ratio : α-D-tagato-2,6-pyranose/β-D-tagato-2,6-pyranose/β-D-

tagato-2,5-furanose/α-D-tagato-2,5 furanose : 72/22/4/2, conforme à la littérature : 79/14/5/2 

[325].  

α-D-tagato-2,5-furanose

2

34

O
5 OH

OH

β-D-tagato-2,5-furanose
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O
5 OH

OH
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6
5

4 3
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OHOH

6
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OH OHOH OH OH OH

6 61
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HO OH

OH
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RMN 13C (101 MHz, D2O) δ = (α-D-tagato-2,6-pyranose) : 99,0 (C-2), 71,8 (C-4), 70,6 (C-3), 

67,2 (C-5), 64,7 (C-1), 63,1 (C-6) ; δ = (β-D-tagato-2,6-pyranose) : 99,1 (C-2), 70,6 (C-4), 

70,1 (C-5), 64,5 (C-3), 64,3 (C-1); 60,9 (C-6) ; δ = (α-D-tagato-2,5-furanose) : 105,8 (C-2), 

80,0 (C-5), 77,5 (C-3), 71,9 (C 4), 63,2 (C-1), 62,6 (C-6) ; δ = (β-D-tagato-2,5-furanose) : 

103,4 (C-2), 80,9 (C-5), 71,8 (C-4), 71,5 (C3), 63,4 (C-1), 61,8 (C-6) 

 

HRMS-ESI : m/z : [M + Cl]− théorique : 215,0322 ; mesurée : 215,0319 



Partie Expérimentale 

262 
 

L-psicose 6
(3S, 4S, 5S)-1,3,4,5,6-pentahydroxy-hexan-2-one

L-ribo-hex-2-ulose

Formule brute : C6H12O6

Masse moléculaire : 180,06 g.mol-1

(S)
1

HO 2 3 4

5(S)

O

OH

(S)
6

OH

OH
OH

 

Le L-psicose 6 est obtenu sous la forme d’une poudre blanche avec un rendement de 10% 

(18 mg, 0,10 mmol), selon le protocole 1, avec un rendement de 51% (92 mg, 0,51 mmol), 

selon le protocole 2 et avec un rendement de 55% (32 mg, 0,18 mmol), selon le protocole 

4.3. 

CCM : Rf (dichlorométhane/méthanol : 8/2) = 0,31 (Révélateur : p-anisaldéhyde) 

[α]D
20 = - 2,3 (c 0,1 H2O) ; littérature : [α]D20 = - 2,4 [326] 

Données pour le D-psicose : [α]D20 = + 3,02 (c = 1,16, H2O) [327] 

Le spectre de RMN 13C montre un produit majoritaire correspondant au spectre du L-

psicose 6, identique au spectre du D-psicose décrit dans la littérature [324]. La forme α-L-

psico-2,5-furanose est prépondérante devant les formes β-L-psico-2,6-pyranose, α-L-psico-

2,6-pyranose et β-L-psico-2,5-furanose dans un ratio : α-L-psico-2,5-furanose/β-L-psico-2,6-

pyranose/α-L-psico-2,6-pyranose/β-L-psico-2,5-furanose: 38/25/24/13 conforme à la 

littérature: 39/24/22/15 [325]. 

α-L-psico-2,5-furanose
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RMN 13C : (101 MHz, D2O) δ = (α-L-psico-2,6-pyranose) : 98,6 (C-2), 72,6 (C-4), 66,8 (C-5), 

66,4 (C-3), 64,0 (C-1), 58,9 (C-6) ; δ = (β-L-psico-2,6-pyranose) : 99,3 (C-2), 71,1 (C-3), 

69,9 (C-5), 66,0 (C-4), 65,1 (C-6), 64,9 (C-1) ; δ = (α-L-psico-2,5-furanose) : 104,2 (C-2), 

83,6 (C-5), 71,2 (C-4), 71,2 (C-3), 64,2 (C-1), 62,2 (C-6) ; δ = (β-L-psico-2,5-furanose) : 

106,5 (C-2), 83,6 (C-5), 75,5 (C-3), 71,9 (C-4), 63,7 (C-6), 63,3 (C-1) 

 
HRMS-ESI : m/z : [M + Cl]− théorique : 215,0322 ; mesurée : 215,0318 
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1
(R)

HO 2
3

4
5

(S)
O

OH

(R)

D-fructose 7
(3S, 4R, 5R)-1,3,4,5,6-Pentahydroxy-hexan-2-one

D-arabino-hex-2-ulose

Formule brute : C6H12O6

Masse moléculaire : 180,06 g.mol-1

6
OH

OH
OH

 

Le D-fructose 7 est obtenu sous la forme d’une poudre blanche avec un rendement de 77% 

(138 mg, 0,77 mmol), selon le protocole 1. 

 

CCM : Rf (dichlorométhane/méthanol : 8/2) = 0,19 (Révélateur: p-anisaldéhyde) 

[α]D
20 = - 93,13 (c 3 , H2O) ; littérature : [α]D20 = - 92,49 (c 5, H2O) [328] 

 

Le spectre de RMN 13C montre un produit majoritaire correspondant au spectre du D-

fructose 7 décrit dans la littérature [329]. La forme β-D-fructo-2,6-pyranose est 

prépondérante devant les formes β-D-fructo-2,5-furanose, α-D-fructo-2,5-furanose et α-D-

fructo-2,6-pyranose dans un ratio 72/22/6/0, conforme à celui de la littérature 68/22/6/3 

[330]. 
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RMN 13C (101 MHz, D2O) δ = (β-D-fructo-2,6-pyranose) : 99,1 (C-2), 70,7 (C-4), 70,2 (C-5), 

68,6 (C-3), 64,9 (C-1), 64,4 (C-6) ; δ = (β-D-fructo-2,5-furanose) : 102,5 (C-2), 81,7 (C-5), 

76,4 (C-3), 75,5 (C-4), 63,7 (C-1), 63,4 (C-6) ; δ = (α-D-fructo-2,5-furanose) : 105,5 (C-2), 

83,0 (C-3), 82,4 (C-5), 77,1 (C-4), 64,0 (C-1), 62,2 (C-6) 
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L-sorbose 8
(3S, 4R, 5S)-1,3,4,5,6-pentahydroxy-hexan-2-one

L-xylo-hex-2-ulose

Formule brute : C6H12O6

Masse moléculaire : 180,06 g.mol-1

1
(R)

HO 2
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4
5

(S)
O

OH

(S)
6

OH

OH
OH

 

Le L-sorbose 8 est obtenu sous la forme d’une huile incolore avec un rendement de 57% 

(102 mg, 0,57 mmol), selon le protocole 1 et avec un rendement de 63% (114 mg, 0,63 

mmol), selon le protocole 3. 

CCM : Rf (dichlorométhane/méthanol : 8/2) = 0,40 (Révélateur : p-anisaldéhyde) 

[α]D
20 = - 43,5 (c 1, H2O) ; littérature : [α]D20 = - 43,4 (c 12, H2O) [331] 

 

Le spectre de RMN 13C montre un produit majoritaire correspondant au spectre du L-

sorbose 8 décrit dans la littérature [332]. La forme α-L-sorbo-2,6-pyranose est 

prépondérante devant la forme α-L-sorbo-2,5-furanose, dans un ratio 96/4, conforme à celui 

de la littérature 98/2 [332]. Les formes β-L-sorbo-2,6-pyranose et β-L-sorbo-2,5-furanose 

sont présentes à l’état de traces et donc difficilement identifiables par RMN 13C.  

α-L-sorbo-2,5-furanose

2

34

O
5

OH

1

α-L-sorbo-2,6-pyranose

6

5 4
3

2
O

1

OH

OH

OH

OH

OH

OH

6

OH

HO

OH

 

RMN 13C (101 MHz, D2O) δ = (α-L-sorbo-2,6-pyranose) : 98,5 (C-2), 74,6 (C-4), 71,1 (C-3), 

70,2 (C-5), 64,2 (C-1), 62,5 (C-6) ; δ = (α-L-sorbo-2,5-furanose) : 102,5 (C-2), 78,5 (C-5), 

76,7 (C-3), 76,0 (C-4), 63,8 (C-1), 61,4 (C-6) 

HRMS-ESI : m/z : [M + Cl]− théorique : 215,0322 ; mesurée : 215,0319 
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1
(R)

HO 2
3

4(S)
5

O

OH

(R)

D-sédoheptulose 9
(3S, 4R, 5R, 6R)-1,3,4,5,6,7-hexahydroxy-heptan-2-one

D-altro-hept-2-ulose

Formule brute : C7H14O7

Masse moléculaire : 210,07 g.mol-1

6
(R)

OH

OH
7

OH
OH

 

Le D-sédoheptulose 9 est obtenu sous la forme d’une huile incolore avec des rendements 

de 44% (92 mg, 0,44 mmol) et de 67 % (140 mg, 0,67 mmol), en présence de 6 mg de 

TKgst ou du mutant R521Y/H462N, respectivement, selon le protocole 1. 

 

CCM : Rf (dichlorométhane/méthanol : 8/2) = 0,22 (Révélateur : p-anisaldéhyde) 

[α]D
20 = + 7,8 (c 0,7, H2O) ; littérature : [α]D20 = + 8,6 (c 0,1, H2O) [225]   

 

Le spectre de RMN 13C montre un produit majoritaire correspondant au spectre du D-

sédoheptulose 9 décrit dans la littérature [333]. La forme β-D-altro-heptulo-2,5-furanose est 

prépondérante devant les formes α-D-altro-heptulo-2,6-pyranose et α-D-altro-heptulo-2,5-

furanose dans un ratio β-D-altro-heptulo-2,5-furanose/α-D-altro-heptulo-2,6-pyranose/α-D-

altro-heptulo-2,5-furanose: 65/21/14, conforme à la littérature : 64/20/16 [333]. 

α-D-altro-heptulo-2,5-furanose

2

34

O
5 OH

OH

β-D-altro-heptulo-2,5-furanose
OH

2

34

O
5 OH

OH

1
OH

6
1

6HO

7
HO

OH

OHHO

7
HO

α-D-altro-heptulo-2,6-pyranose

65
4

3

2
O

1

OH
OH

OH

OH
OH

7
OH

 

RMN 13C (101 MHz, D2O) δ = (β-D-altro-heptulo-2,5-furanose) ; 101,6 (C-2), 80,1 (C-5), 

75,6 (C-3), 75,4 (C-4), 72,6 (C-6), 62,4 (C-1), 62,2 (C-7) ; δ = (α-D-altro-heptulo-2,6-

pyranose) : 97,4 (C-2), 70,8 (C-4), 68,7 (C-6), 68,2 (C-3), 64,0 (C-1), 63,4 (C-5), 61,2 (C-7) ; 

α-D-altro-heptulo-2,5-furanose : 104,6 (C-2), 81,7 (C-3), 81,6 (C-5), 76,4 (C-4), 71,5 (C-6), 

62,7 (C-1), 62,3 (C-7) 

HRMS-ESI : m/z : [M + Cl]− théorique : 245,0428 ; mesurée : 245,0430 
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D-ido-heptulose 10
(3S, 4R, 5S, 6R)-1,3,4,5,6,7-hexahydroxy-heptan-2-one

D-ido-hept-2-ulose

Formule brute : C7H14O7

Masse moléculaire : 210,07 g.mol-1

1
2HO (S)

3

O

(R)
4

OH

(S)
5(R)

6

OH
7

OHOH
OH

 

Le D-ido-heptulose 10 est obtenu sous la forme d’une huile incolore avec un rendement de 

21% (45 mg, 0,21 mmol), selon le protocole 1. 

CCM : Rf (dichlorométhane/méthanol : 8/2) = 0,22 (Révélateur : p-anisaldéhyde) 

[α]D
20 = - 36,4 (c 0,3 H2O) ; littérature : [α]D20 = - 34 ± 8 (c 0,3, H2O) [334] 

Sept signaux sont présents sur le spectre de RMN 13C, correspondants à une des formes 

cyclique du D-ido-heptulose 10. 

RMN 13C (101 MHz, D2O) δ = 101,8 - 77,2 - 76,3 - 75,5 - 70,0 - 63,4 - 62,6 

D-glycéro-D-ido-octulose 11
(3S, 4R, 5S, 6R, 7R)-1,3,4,5,6,7,8-heptahydroxy-octan-2-one

D-glycéro-D-ido-oct-2-ulose

Formule brute : C8H16O8

Masse moléculaire : 240,08 g.mol-1

1
2

HO
O

(S)
3

OH
(R)

4
OH

(S)
5

OH
(R)

6
OH

7
(R)

OH

8
OH

 

Le D-glycéro-D-ido-heptulose 11 est obtenu sous la forme d’une huile jaune en présence du 

D-glucose, selon un protocle adapté du protocole 1, en présence de 6 mg du mutant 

R521V/S385D/H462S et de 200 mM de Li-HPA. 

 

Le spectre de RMN 13C montre un produit correspondant au spectre d’une des formes 

cycliques du D-glycéro-D-ido-heptulose 11 décrite dans la littérature [26], [335]. 
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RMN 13C (101 MHz, D2O) δ = 101,1 (C-2), 79,8 (C-3), 79,4 (C-4, C-5), 73,9 (C-7), 72,1(C-6), 

66,1 (C-1), 65,8(C-8)  

1-désoxy-L-érythrulose 12
(3S)-3,4-dihydroxy-butan-2-one

Formule brute : C4H8O3

Masse moléculaire : 104,05 g.mol-1

1
2

(S)
3

O
4a, 4b

OH

OH

 
 

Le 1-désoxy-L-érythrulose 12 est obtenu sous la forme d’une huile incolore avec un 

rendement de 20% (20 mg, 0,2 mmol), selon le protocole 1, en présence de l’acide 

pyruvique comme substrat donneur de la TKgst.  

 

CCM : Rf (dichlorométhane/méthanol : 95/05) = 0,50 (Révélateur : p-anisaldéhyde) 

[α]D
20 = + 55,0 (c 0,1 H2O) ; littérature : [α]D25 = + 54,2 (c 2, H2O) [234] 

 

Le spectre de RMN 13C montre un produit majoritaire correspondant au spectre du 1-

désoxy-L-érythrulose 12, décrit dans la littérature [234], présent exclusivement sous forme 

linéaire. 

RMN 1H : (400 MHz, D2O) δ 4,43 (t, J = 3,8 Hz, 1H, H3), 3,97 (dd, J = 12,3, 4,2 Hz, 1H, H4a), 

3,90 (dd, J = 12,3, 3,4 Hz, 1H, H4b), 2,28 (s, 3H, H1) 

RMN 13C : (101 MHz, D2O) δ = 212,7 (C-2), 77,9 (C-3), 62,5 (C-4), 25,8 (C-1) 

 

L-glycéraldéhyde 13
(2S)-2,3-dihydroxy-propionaldéhyde

Formule brute :  C3H6O3

Masse moléculaire : 90,03 g.mol-1

1 (S)
2

O
3

OH
OH

 
 

Le L-glycéraldéhyde 13 est obtenu en solution dans l’eau avec un rendement de 100% (50 

mM, 1 mmol, 20 mL, 90 mg), selon le protocole 4.1. 

 
HPLC : tr = 15,787 min  
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Forme linéaire "hydratée"

1
(S)

2

OH
3

OH
OHHO

 
 

Le spectre de RMN 13C montre un produit majoritaire correspondant au spectre du L-

glycéraldéhyde 13 décrit dans la littérature [336]. 

 
RMN 13C (101 MHz, D2O) δ = (Forme linéaire « hydratée ») : 98,7 (C-1), 74,0 (C-2), 61,6 

(C-3) 

 

D-thréose 14
(2S, 3R)-2,3,4-trihydroxy-butyraldehyde

Formule brute :  C4H8O4

Masse moléculaire : 120,04 g.mol-1

1
2

(S)

O

(R)
3

OH

OH

4

OH

 
 

Le D-thréose 14 est obtenu en solution dans l’eau avec un rendement de 98% (98 mM, 

0,98 mmol, 10 mL, 118 mg), selon le protocole 4.2. et sous la forme d’une huile incolore 

avec un rendement de 75% (3,6 g, 30 mmol), selon un protocole adapté du protocole 4.2. 

décrit ci-après. 

 

Le glycolaldéhyde (4,8 g, 80 mmol, 400 mM) est dissous dans 200 mL d’eau et le pH de la 

solution est ajusté à pH 8, à l’aide d’une solution de NaOH 0,1 M. Puis 50 mg de 

FSAeco
A129G sont ajoutés et le mélange est agité à 25°C à 900 rpm. A t = 21 heures, 12 mg 

supplémentaires de FSAeco
A129G sont ajoutés. L’avancement de la réaction est suivi par 

RMN 1H in situ, réalisée en présence d’un étalon-interne (TSP-d4). Après la conversion 

quasi-totale (98%) du glycolaldéhyde (48 heures), le D-thréose 14 est obtenu en solution 

dans l’eau (196 mM, 200 mL). Pour éliminer le glycolaldéhyde restant, la solution de D-

thréose 14 est concentrée sous pression réduite pour obtenir un volume d’environ 30 mL et 

mis en présence de la TKgst (50 mg), de ses cofacteurs et du Li-HPA (50 mM), selon le 

protocole 1, à 25°C. L’avancement de la réaction est suivi par RMN 1H in situ, réalisée en 

présence d’un étalon-interne (TSP-d4). Après la conversion totale du glycolaldéhyde, la 

réaction est arrêtée (72 heures). Les enzymes sont précipitées par ajout de trois volumes 
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d’éthanol et éliminées par centrifugation (4000 rpm, 15 minutes, 4°C), puis le surnageant 

est évaporé sous pression réduite. Le L-érythrulose 1 est la seule impuretée détectée (2%). 

HPLC : tr = 13,967 min 

 

Le spectre de RMN 13C montre un produit majoritaire correspondant au spectre du D-

thréose 14 décrit dans la littérature [337]. La forme α-D-thréo-1,4-furanose est 

prépondérante devant la forme β-D-thréo-1,4-furanose et la forme linéaire « hydratée » 

dans un ratio α-D-thréo-1,4-furanose/β-D-thréo-1,4-furanose/forme linéaire « hydratée » : 

52/38/10, conforme à la littérature 52/38/10 [338]. 

 

α-D-thréo-1,4-furanose

4

3 2

1O
OH

OH

OH

β-D-thréo-1,4-furanose
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3 2

1
O

OH

OH

OH
1

(S)
2

OH

HO
OH

3
(R)

OH

4

OH

Forme linéaire "hydratée"  
 

RMN 13C (101 MHz, D2O) δ = (α-D-thréo-1,4-furanose) : 103,4 (C-1), 81,9 (C-2), 76,4 (C-3), 

74,3 (C-4) ; (β-D-thréo-1,4-furanose) ; 97,9 (C-1), 77,4 (C-2), 76,1 (C-3), 71,8 (C-4) ; δ = 

(Forme linéaire “hydratée”) : 91,1 (C-1), 74,5 (C-2), 72,1 (C-3), 64,2 (C-4) 

 

L-érythrose 15
(2S, 3S)-2,3,4-trihydroxy-butyraldéhyde

Formule brute :  C4H8O4

Masse moléculaire : 120,04 g.mol-1

1 (S)
2

O

(S)
3

OH

OH

4
OH

 
 

Le L-érythrose 15 est obtenu en solution dans l’eau avec un rendement de 96% (96 mM, 

0,96 mmol, 10 mL, 115 mg), selon le protocole 4.3. 

 
HPLC : tr = 13,747 min 

 

Le spectre de RMN 1H montre un produit majoritaire correspondant au spectre du L-

érythrose 15 décrit dans la littérature [336]. La forme β-L-érythro-1,4-furanose est 

prépondérante devant la forme α-L-érythro-1,4-furanose et la forme linéaire « hydratée » 
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dans un ratio β-L-érythro-1,4-furanose/α-L-érythro-1,4-furanose/ forme linéaire « hydratée » : 

62/27/11, conforme à la littérature 63/25/10 [338]. 

 

α-L-érythro-1,4-furanose

4

3 2

1O
OH

OH

β-L-érythro-1,4-furanose

1
(S)
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OH

HO
OH

3
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OH

4

OH

Forme linéaire "hydratée"

OH 4

3 2

1
O

OHOH
OH

 
 

RMN 13C (101 MHz, D2O) δ = (β-L-érythro-1,4-furanose) : 102,4 (C-1), 77,6 (C-2), 72,5 (C-

4), 71,7 (C-3) ; (α-L-érythro-1,4-furanose) ; 96,8 (C-1), 72,9 (C-4), 72,4 (C-2), 70,6 (C-3) ; δ 

= (Forme linéaire “hydratée”) : 90,7 (C-1), 74,8 (C-2), 73,0 (C-3), 63,8 (C-4)
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Annexe 1 : Monosaccharides phosphorylés 

 

Aldoses phosphorylés 

D-ribose-5-phosphate
D-R5P

D-glycéraldéhyde-3-phosphate
D-G3P

D-érythrose-4-phosphate
D-E4P

D-glucose-6-phosphate
D-G6P

CHO
OH
OH
OH

H2C OPO3
2-

CHO
OH

H2C OPO3
2-

CHO
OH
OH

H2C OPO3
2-

OH
OH

H2C OPO3
2-

HO
OH

CHO

 

 

Cétoses phosphorylés 

D-xylulose-5-phosphate
D-X5P

D-sédoheptulose-7-phosphate
D-S7P

D-fructose-6-phosphate
D-F6P

H2C
O

OH
H2C OPO3

2-

HO

OH

OH
OH

H2C OPO3
2-

HO
O

H2C OH

OH
OH

H2C OPO3
2-

HO
O

OH

H2C OH

D-octulose-8-phosphate
D-O8P

O
H2C OH

H2C OPO3
2-

HO
OH

HO
OH
OH

D-ribulose-5-phosphate
D-Ru5P

H2C
O

OH
H2C OPO3

2-

OH

OH
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Annexe 2 : Code génétique 

 

 

 

 

 

 

Deuxième nucléotide
U C A G

P
re

m
ie

r n
uc

lé
ot

id
e

U

UUU Phénylalanine
(Phe, F)

UCU
Sérine
(Ser, S)

UAU Tyrosine
(Tyr, Y)

UGU
Cystéine (Cys, C)

U

Tr
oi

si
èm

e 
nu

cl
éo

tid
e

UUC UCC UAC UGC C
UUA Leucine

(Leu, L)
UCA UAA

Codons stop
UGA Codon stop A

UUG UCG UAG UGG Tryptophane (Trp, W) G

C

CUU
Leucine
(Leu, L)

CCU
Proline
(Pro, P)

CAU
Histidine (Hist, H)

CGU

Arginine (Arg, R)

U
CUC CCC CAC CGC C
CUA CCA CAA

Glutamine (Gln, Q)
CGA A

CUG CCG CAG CGG G

A

AUU
Isoleucine

(Ile, I)

ACU
Thréonine
(Thr, T)

AAU
Asparagine (Asn, N)

AGU Sérine
(Ser, S)

U
AUC ACC AAC AGC C
AUA ACA AAA

Lysine (Lys, K)
AGA

Arginine (Arg, R)
A

AUG Méthionine (Met, M) ACG AAG AGG G

G

GUU
Valine

(Val, V)

GCU
Alanine
(Ala, A)

GAU Acide aspartique
(Asp, D)

GGU

Glycine (Gly, G)

U
GUC GCC GAC GGC C
GUA GCA GAA Acide glutamique

(Glu, E))
GGA A

GUG GCG GAG GGG G
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Annexe 3 : Les vingt acides aminés naturels 
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Annexe 4 : Acides aminés clés des TKsce, TKeco, TKban et TKgst 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

TKsce TKeco TKban TKgst 
H30 H26 H28 H28 

H263 H261 H263 H263 

H481 H473 H474 H474 

S386 S385 S385 S385 

R359 R358 R358 R358 

H469 H461 H462 H462 

R528 R520 R521 R521 

D477 D469 D470 D470 

H103 H100 H102 H102 
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Annexe 5 : Analyse de la qualité des mutants ponctuels de la TKgst et des 

banques de TKgst mutées 

 

1)  Banque L191X/F435X 8)  Mutant R521V 

2)  Banque L191X/L382X 9)  Mutant S385T 

3)  Banque L382X/F435X 10)  Mutant S385V 

4)  Banque R521X 11)  Banque R521X/S385X/H462X 

5)  Banque S385X 12)  Banque R521X/S385X/H462X 

6)  Banque H461X 13)  Banque R521X/S385X/H462X 

7)  Banque R358X     - - 
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Annexe 6 : Spectres de RMN et chromatogrammes HPLC 

Exemple : Suivi réactionnel par RMN 1H du couplage TAtca/TKgst pour la synthèse du 5-

désoxy-L-ribulose 4 
 

 

 
 
 
 

 

 

 

L-lactaldéhyde
L-lactaldéhyde

L-sérine

5-désoxy-L-ribulose

TSP-d4

t24h

t15h

t0h

Acide 
pyruvique

5-désoxy-L-ribulose

L-alanineAcide 
acétique
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Exemple : Suivi réactionnel par RMN 1H du couplage D-AAOrgr/TKgst pour la synthèse du L-

sorbose 8 
 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

TSP-d4

L-sorbose

L-thréose L-thréose L-thréose

D-sérine

Acide 
glycolique

t24h

t16h

t2h

t0h
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Exemple : Suivi réactionnel par RMN 1H du couplage FSAeco
A129G/TKgst pour la synthèse du L-

glycéraldéhyde 13 et du L-ribulose 3 
 

� Synthèse du L-glycéraldéhyde 13 

 

 
� Synthèse du L-ribulose 3 

 

 

t19h

t0h

TSP-d4

L-glycéraldéhyde

Glycolaldéhyde

Formaldéhyde

Li-HPA Formaldéhyde

t3h

t0h

TSP-d4

t24h

L-glycéraldéhyde L-glycéraldéhyde

Li-HPA

Dihydroxyacétone

Acide 
glycolique

L-ribulose
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Exemple : Suivi réactionnel par HPLC de la synthèse du L-glycéraldéhyde 13, du D-thréose 

14 et du L-érythrose 15, catalysée par la FSAeco sauvage ou mutée (1 : L-xylose, 2 : D-idose, 

3 : L-glycéraldéhyde ; 4 : glycolaldéhyde ; 5 : formaldéhyde ; 6 : D-thréose ; 7 : L-érythrose) 

 

� Synthèse du L-glycéraldéhyde 13 

 

 
 

� Synthèse du D-thréose 14 

 

 
 

� Synthèse du L-érythrose 15 
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Exemples : Spectres de RMN des cétoses synthétisés purifiés 

 

� L-érythrulose 1 (D2O) 
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� D-xylulose 2 (D2O) 

 

 
 

� L-ribulose 3 (D2O) 
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� 5-désoxy-L-ribulose 4 (CD3OD) 
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� D-tagatose 5 (D2O) 
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� L-psicose 6 (D2O) 
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� D-fructose 7 (D2O) 

 

 

� L-sorbose 8 (D2O) 
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� D-sédoheptulose 9 (D2O) 

 

 

� D-ido-heptulose 10 (D2O) 
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� 1-désoxy-L-érythrulose 12 (D2O) 
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Abstract: Transketolase (TK) from various origins
(including Escherichia coli and yeast) has been de-
scribed to be fully enantiomer specific for (2R)-hy-
droxyaldehyde substrates. A thermostable TK from
Geobacillus stearothermophilus (TKgst) was found to
display a minor reactivity for (2S)-hydroxylated al-
dehydes. To improve this activity by directed pro-
tein evolution, we have built a library of TKgst var-
iants by site saturation mutagenesis on two key po-
sitions L382 and D470. The best TKgst double
mutant L382D/D470S shows up to 4- and 5-fold
higher activities towards l-lactaldehyde and l-glyc-
eraldehyde as acceptor substrates, respectively.
Preparative utility of this mutant was demonstrated
by the one-step synthesis of valuable l-ribulose and
its 5-deoxy analogue with the l-erythro (3S,4S) con-
figuration, which were previously inaccessible by
using common TK sources.

Keywords: carboligation; a-hydroxylated alde-
hydes; mutagenesis; stereoselectivity; transketolase

Transketolase (TK) (EC 2.2.1.1) is an important thia-
mine diphosphate (ThDP) dependent enzyme which
in vivo catalyzes a carboligation reaction by transfer-
ring a two-carbon ketol unit from a donor to an alde-
hyde acceptor. While this transfer is reversible, the
use of hydroxypyruvate (HPA) as the donor in vitro
renders the reaction irreversible.[1] For biocatalytic ap-
plications, enzymes from yeast (TKyst)

[2] or from E.
coli (TKeco)

[3] have been used most often

(Scheme 1A). The ability to achieve highly stereose-
lective carbon-carbon bond formation to create (3S)-
hydroxy ketones on the one hand, and tolerance for
a wide range of aldehyde acceptors on the other
hand, made these enzymes attractive tools for biocat-
alytic synthesis. Kinetically, best substrates are 2-hy-
droxylated aldehydes as acceptors, for which TK from
various sources show strict enantiomer preference for
the (2R)-configured antipodes producing ketoses
with a common d-threo (3S,4R) configuration
(Scheme 1A).[4] This enantiomer preference has even
been suggested as a practical method to prepare (2S)-
configured hydroxyaldehydes by kinetic resolution via

Scheme 1. Conversion of (2R)-hydroxyaldehydes catalyzed
by TK enzymes from various sources to yield the natural d-
threo configuration (A), and the complementary reaction of
(2S)-hydroxyaldehydes by TKgst (B).
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consumption of the reactive enantiomer from racemic
substrates.[4b] To the best of our knowledge, no TK-
catalyzed conversion of (2S)-configured hydroxyalde-
hydes has been hitherto reported. However, a TK cat-
alyst with inverse stereoselectivity is of high interest
for applications in systems biocatalysis,[5] a novel strat-
egy to build artificial metabolic pathways in vitro for
the synthesis of non-natural targets.

Recently, we have identified the TK from Geobacil-
lus stearothermophilus (TKgst) as a novel thermostable
catalyst with high potential for biocatalyst develop-
ment.[6] TKgst retained 100% activity for 7 days at
50 8C and for 3 days at 65 8C, and has an optimum
temperature range around 65 8C, which offers a broad
window for synthetic applications. From an industrial
point of view, enzymatic processes at elevated temper-
ature have many advantages, such as higher reaction
rates and improved solubility of hydrophobic organic
acceptor substrates. In addition, the thermostability of
TKgst also offers better robustness against protein de-
stabilizing factors introduced by mutagenesis when
engineering the protein for improved properties. In
previous studies we showed that TKgst catalyzes the
carbon-carbon bond formation in a stereospecific
manner to yield (3S)-hydroxy ketones,[6] as reported
for other TK sources. While TKgst showed only mod-
erate reaction rates with non-hydroxylated aldehydes,
recently we reported the directed evolution of TKgst

for improved conversion of non-hydroxylated alde-
hydes, which furnished several variants having up to
16-fold higher activity and strongly improved stereo-
selectivity (>95% ee) relative to the wild-type
TKgst.

[7] These findings complemented studies con-
ducted previously with mesophilic TKeco.

[8]

In this work, we have investigated the activity of
TKgst towards 2-hydroxylated aldehyde acceptors
(Figure 1). The substrate profile was the same as that
observed with other TK sources,[1,4,9] showing high ac-
tivity towards short chain (C2–C4) hydroxylated alde-
hydes, lower activity for aldehydes lacking 3-hydroxyl-
ation (d- and l-lactaldehyde, 1b) and d-ribose (C5)
and no detectable activity with d-glucose (C6). Al-
though common TK sources exclusively accept (2R)-
hydroxyaldehydes,[4b] surprisingly we observed a slight
activity of TKgst with (2S)-hydroxylated aldehydes
such as l-glyceraldehyde (l-1a) and l-1b
(Scheme 1B).

The kinetic parameters K
m
and vmax of wild-type

TKgst were determined for both enantiomers of 1a
and 1b by the Hanes–Woolf method and are summar-
ized in Table 1. As expected, wild-type TKgst shows
high affinity for (2R)-hydroxyaldehydes (KM values
for d-1a and d-1b are 6 mM and 8.4 mM, respective-
ly). On the contrary, high KM values were measured
for the antipodes l-1a (KM>300 mM) and l-1b (KM>

400 mM). However, the vmax values with both l-1a

and l-1b suggested that the catalytic reaction is feasi-
ble (Table 1).

To confirm these results, preparative-scale synthe-
ses were performed with HPA as donor and enantio-
merically pure l-1a and l-1b as acceptors. All reac-
tions were carried out at elevated temperature
(50 8C), in the presence of wild-type TKgst. The tem-
perature was chosen as a compromise because TKgst

activity was 7-fold higher at 50 8C than at 20 8C while
HPA degrades more rapidly at higher temperatures.[6]

Both l-1a and l-1b were stable in aqueous solution at
50 8C. The pH was kept constant by pH-stat control.
Consumption of donor and acceptor substrates pro-
ceeded completely in 24 h to furnish exclusively prod-
ucts 2a and 2b with isolated yields of 11% and 33%,
respectively, and high diastereoselectivity (de >95%,
determined by 1H NMR). This indicates that TKgst

consistently led to the formation of l-erythro ketoses
(3S,4S). For comparison, TKeco at 20 8C with the same

Figure 1. Acceptor substrate scope of wild-type TKgst. The
assay solution contained 20 mM acceptor except for d-ery-
ACHTUNGTRENNUNGthrose (50 mM), d-ribose (0.2M) and d-glucose (0.2M), 4–
90 mg TK, 2.4 mM ThDP, 9 mM MgCl2, 84 mM phenol red
and 2 mM triethanolamine buffer (pH 7.15).

Table 1. Kinetic parameters of wild-type TKgst.

Acceptor Substrates Kinetic parameters
K

m

[a] vmax
[a] vmax/Km

[mM] [U·mgÿ1] [U·mgÿ1·mM]

d-1a 6�2 16�1 2.7
l-1a >300 2.3�0.6 <0.008
d-1b 8.4�0.7 11.4�0.5 1.4
l-1b >400 1.4�0.4 <0.004

[a] Kinetic constants were determined by varying the con-
centration of individual acceptor substrates. The assay so-
lution contained 12.5–63 mg TK, 2.4 mM ThDP, 9 mM
MgCl2, 84 mM of phenol red and 2 mM triethanolamine
buffer (pH 7.15).
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substrates was unable to catalyze the reaction (data
not shown).

To improve the unnatural TKgst activity towards
(2S)-hydroxylated aldehydes for the synthesis of rare
l-sugars, we followed a directed evolution strategy
similar to the one that we recently reported to en-
hance TKgst activity for non-hydroxylated aldehydes.[7]

First, a model of the TKgst active-site pocket was
built containing its natural acceptor substrate, d-
(2R,3R) erythrose 4-phosphate (d-E4P) (Figure 2A).
Since the three-dimensional structure of TKgst is un-
known, the model was based on the X-ray crystal
structure of the TK from Bacillus anthracis (TKban) as
a template (PDB ID: 3M49), which has high sequence
similarity (74% identity). We identified the two key
positions Asp470 and Leu382 as plausible targets for
mutagenesis. The highly conserved residue Asp470 in
TKgst (Asp477 in TKyeast, Asp469 in TKeco) is located
in the substrate channel of the enzyme and forms a hy-
drogen bond with the (2R)-hydroxy group of d-E4P.

Site-directed mutagenesis studies of TKyst showed that
for the Asp477Ala mutant the kcat/KM values for (2R)-
hydroxylated aldehydes decreased by three orders of
magnitude indicating that this residue is involved in
differentiating the correct enantiomer configura-
tion.[10] Modification of Leu382 in TKgst (Leu383 in
TKyeast, Leu382 in TKeco) located opposite to Asp470
was pursued based on the expectation that a polar
residue in this position might establish a new binding
interaction to an inverse (2S) hydroxy group in the
acceptor, cooperatively with Asp470 mutagenesis
(Figure 2).

A double-site library was constructed by site-satu-
ration mutagenesis (SSM) for a combined Asp470/
Leu382 replacement using NNS codon degeneracy,
and 3,572 clones were picked for analysis to secure
a >95% statistical coverage.[7] For library screening,
we used a simple high-throughput assay developed re-
cently based on direct monitoring of pH changes
using phenol red as a pH indicator.[9,11] For this assay,
a triethanolamine buffer concentration as low as
2 mM gave the highest sensitivity results. In unbuf-
fered solution the background absorbance level
changes too readily upon very small experimental var-
iations. The original assay[9] had to be slightly adapted
for specific screening conditions, to detect a rather
low activity level in crude cell extracts, i.e. , a 3-fold
higher concentration of phenol red was used (6 mL/
well=84 mM final assay concentration). Absorbance
variation at 560 nm was measured at initial time and
after 2 h of reaction at room temperature.

The lysates obtained from each clone were first
screened for activity with l-1a to yield 2% positive
candidates (72 variants having at least 2-fold higher
activity for l-1a as compared to wild-type enzyme).
These 72 best hits were then rescreened for differen-
tiation between l-1a and d-1a. Finally, four of the TK
variants were selected for showing both an increased
activity for l-1a and decreased activity for its d-enan-
tiomer. These four His6-tagged top variants were puri-
fied by Ni2+ chelating affinity column chromatography
and characterized kinetically (Table 2). The thermo-
stability of the TKgst variants was confirmed by differ-
ential scanning fluorometry to be comparable to the
wild-type TKgst (data not shown).

Two of the candidates (A and B) were particularly
interesting since they displayed a 3.5- to 5-fold in-
creased activity relative to the wild-type TKgst. Ac-
cording to their DNA sequences (Table 2) the im-
proved variants include Leu382Asp and either
Asp470Ser or Asp470Thr replacements.

While the single variant Asp470Thr has already
been studied with TKeco (Asp469Thr) to show higher
activity towards non (a)-hydroxylated aldehydes,[8b,c]

Leu382 was never investigated previously to modify
the TK substrate specificity. In order to understand
the influence of these mutations on activity improve-

Figure 2. Model of the TKgst substrate binding pocket based
on the X-ray crystal structure of TKban (PDB entry 3M49)
with d-E4P, the natural acceptor substrate (A), and with l-
1a as unnatural acceptor substrate (B). The model was built
using Modeler 9.14 and Chimera. Graphic was created with
Chimera.
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ment towards the l-enantiomer, a 3D structure model
of the best variant TKgst L382D/D470S (A) with l-1a
as acceptor was constructed based on the X-ray crys-
tal structure of TKban. According to the modeling re-
sults (Figure 2B), the Leu382Asp replacement creates
a polar contact, which favors the binding of the (2S)-
hydroxy group of l-1a while the Asp470Ser mutation
may support the binding of the 3-hydroxy group of l-
1a via a water molecule. Such an interaction could
also explain the higher activity of the latter variant
with l-1a as compared to l-1b.

The activities of all selected variants towards the d-
enantiomers of both compounds were strongly re-
duced relative to wild-type TKgst, confirming that
Leu382 and Asp470 are indeed key residues for rec-
ognition of (2R)-hydroxylated aldehydes (Table 2). In
the pursuit to switch the enantioselectivity of TK
completely for unnatural reactivity with (2S)-hydrox-
yaldehydes, the most promiscuous TKgst L382D/
D470S (A) appears to be a promising candidate for
the construction of next-generation libraries.

Finally we applied TKgst L382D/D470S (A) as the
best identified catalyst for the preparative synthesis of
l-ribulose (2a) and its analogue 5-deoxy-l-ribulose
(2b) from the corresponding substrates l-1a and l-1b
with HPA as the donor. Reactions were performed at
elevated temperature (50 8C) under the same condi-
tions as above. With l-1a or l-1b as acceptors, com-
plete conversion of HPA occurred in 7 and 17 h fur-
nishing only 2a and 2b with 55% and 63% isolated
yields, respectively. Notably, wild-type TKgst led to
these compounds in significantly lower yields (11%/
33%) and required a longer reaction time (24 h), re-
spectively. The optical rotation values and diastereo-
selectivity (de >95%) of the isolated products 2a and
2b were comparable to those obtained with wild-type
TKgst showing that the stereoselectivity for the new
stereocenter C-3 (S) created by TK reaction was not
modified. Thus, TKgst L382D/D470S catalyzes the for-
mation of l-erythro ketoses (3S,4S) more efficiently
than wild-type TKgst and offers a novel and efficient
strategy for the synthesis of the highly valuable com-
pound l-ribulose, which otherwise is of limited availa-
bility and requires extensive purification efforts when

produced by enzymatic or chemical isomerization of
l-arabinose.[12,13]

This work highlights that wild-type TKgst tolerates
(2S)-hydroxylated aldehydes as acceptor substrate.
This activity could be improved by combined SSM on
two key positions Leu382 and Asp470. The best TKgst

mutant L382D/D470S leads up to 4- and 5-fold higher
activities towards l-1b and l-1a, respectively. Suitabil-
ity of this mutant for biocatalytic applications was
demonstrated by the highly stereoselective synthesis
of two valuable l-sugars 2a/2b with good yields. This
strategy can be extended for the preparation of other
rare l-sugars,[14] compounds that are of interest for
a wide range of applications including the synthesis of
l-nucleosides as chemotherapeutic drugs.[12,15] The
work reported herein will be an excellent starting
point for next-generation libraries to further enhance
the TK activity and selectivity towards (2S)-hydroxy-
lated aldehydes.

Experimental Section

General procedure for preparative syntheses

ThDP (2.4 mM) and MgCl2·6H2O (9 mM) were dissolved in
H2O and the pH adjusted to 7.5 with 1M and then 0.1M
NaOH. Wild-type TKgst or L382D/D470S TKgst

(0.25 mg·mLÿ1) was added and the mixture was stirred for
20 min at 50 8C. In another flask, Li-HPA (60 mM) and l-1a
(50 mM) or l-1b (50 mM) were mixed in H2O and the pH
adjusted to 7.5 with 0.1M NaOH. After preincubation
(20 min.) of enzyme and cofactors, Li-HPA and aldehyde
mixture was added and the mixture was stirred at 50 8C. The
pH was maintained at 7.5 by adding 0.1M HCl using a pH-
stat (Radiometer Analytical). The reaction was monitored
from aliquots by TLC and by measuring Li-HPA concentra-
tion in the presence of l-lactate dehydrogenase (10 U·mLÿ1)
and NADH (0.2 mg·mLÿ1). The disappearance of NADH
was followed by spectrophotometry at 340 nm and the dif-
ference between initial and final absorbances gave the Li-
HPA concentration using the Beer–Lambert law [e
NADH(340)=6220Mÿ1·cmÿ1].

(3S,4S)-1,3,4,5-Tetrahydroxypentan-2-one (l-ribulose)
(2a): The reaction was performed using the general proce-
dure with ThDP (22 mg, 48 mmol, 2.4 mM), MgCl2·6H2O

Table 2. Activity of the four best TKgst mutants towards d- or l-1a and d- or l-1b.

Positions Activity [U·mgÿ1][a]

TKgst 382 470 l-1a l-1b d-1a d-1b

wt Leu Asp 0.10�0.04 0.09�0.03 3.3�0.3 1.80�0.03
A Asp Ser 0.51�0.06 0.36�0.02 0.60�0.05 0.46�0.05
B Asp Thr 0.46�0.12 0.31�0.02 0.53�0.03 0.39�0.01
C Gly Ser 0.25�0.05 0.18�0.01 0.25�0.02 0.19�0.03
D Asn Ser 0.22�0.02 0.15�0.01 0.31�0.03 0.24�0.02

[a] The assay solution contained 20 mM acceptor, 4–90 mg TK, 2.4 mM ThDP, 9 mM MgCl2, 84 mM of phenol red and 2 mM
triethanolamine buffer (pH 7.15).
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(36 mg, 180 mmol, 9 mM), wild-type TKgst or L382D/D470S
TKgst (1 mL, 5 mg of TK), Li-HPA (132 mg, 1.2 mmol,
60 mM) and l-1a (90 mg, 1 mmol, 50 mM) in a total volume
of 20 mL. After 24 h for wild-type TKgst or 7 h for TKgst

L382D/D470S, proteins were precipitated by adding three
volumes of ethanol and the precipitate discarded after cen-
trifugation. Silica gel was added to the supernatant, and the
suspension was concentrated to dryness under vacuum.
After flash silica chromatography using dichloromethane/
methanol 9:1 (v/v) as eluent, l-ribulose 2a was isolated as
a yellow oil (yield: 16 mg, 11% for 2a obtained with wild-
type TKgst) or (yield: 82 mg, 55% for 2a obtained with TKgst

L382D/D470S). [a]20D : +16.4 (c 0.1, H2O) for 2a obtained
with wild-type TKgst. [a]20D : +17.4 (c 0.1, H2O) for 2a ob-
tained with TKgst L382D/D470S, lit. [a]26D :+16.5�1.5 (c 0.1,
H2O).[17] NMR data were identical to those previously de-
scribed[18] (2a from wild-type TKgst or TKgst L382D/D470S):
13C NMR (101 MHz, D2O) a-anomer/b-anomer/keto
isomer=58/24/18; keto isomer: d=213.9 (C-2), 76.8 (C-3),
73.9 (C-4), 67.9 (C-1), 62.7 (C-5); a-anomer: d=103.9 (C-2),
72.9 (C-5), 71.9 (C-3), 71.6 (C-4), 64.2 (C-1); b-anomer: d=
107.0 (C-2), 77.2 (C-3), 72.2 (C-5), 72.0 (C-4), 63.9 (C-1).

(3S,4S)-1,3,4-Trihydroxypentan-2-one (5-deoxy-l-ribu-
lose) (2b): The reaction was performed using the general
procedure with ThDP (11 mg, 24 mmol, 2.4 mM) and
MgCl2·6H2O (18 mg, 90 mmol, 9 mM), wild-type TKgst or
L382D/D470S TKgst (0.5 mL, 2.5 mg of TK), Li-HPA
(66 mg, 0.6 mmol, 60 mM), l-1b (4.8 mL, 0.5 mmol, 50 mM)
in a total volume of 10 mL. l-1b was synthesized chemically
and was obtained in water solution.[16] After 24 h for wild-
type TKgst or 17 h for TKgst L382D/D470S, treatment and
purification were performed as above. The 5-deoxy-l-ribu-
lose 2b was obtained as a yellow oil (yield: 22 mg, 33% for
2b obtained with wild-type TKgst) or (yield: 42 mg, 63% for
2b obtained with TKgst L382D/D470S). [a]20D : ÿ26.5 (c 0.7,
MeOH) for 2b obtained with wild-type TKgst. [a]

20
D : ÿ26.1 (c

0.7, MeOH) for 2b obtained with TKgst L382D/D470S. NMR
spectra for 2b obtained with either TKgst :

1H NMR
(400 MHz, CD3OD): d=1.19 (d, J=6.4 Hz, 3H, 5-H), 3.95
(dq, 1H, 4-H), 4.07 (d, J=5.1 Hz, 1H, 3-H), 4.43 (d, J=
19.4 Hz, 1H, 1b-H), 4.54 (d, J=19.4 Hz, 1H, 1a-H);
13C NMR (101 MHz, CD3OD): d=18.6 (C-5), 68.0 (C-1),
70.0 (C-4), 80.3 (C-3), 213.1 (C-2). HR-MS: m/z (2b ob-
tained with wild-type TKgst)=157.0482, m/z (2b obtained
with TKgst L382D/D470S)=157.0468, calculated for (M+

Na)+: 157.0471.
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One-pot, two-step cascade synthesis of naturally
rare L-erythro (3S,4S) ketoses by coupling a
thermostable transaminase and transketolase†

Marion Lorillière,a,b Maxime De Sousa,a,b Felipe Bruna,a,b Egon Heuson,a,b

Thierry Gefflaut,a,b Véronique de Berardinis,c,d,e Thangavelu Saravanan,f Dong Yi,f

Wolf-Dieter Fessner,f Franck Charmantray*a,b and Laurence Hecquet*a,b

An efficient simultaneous cascade of two enzymatic steps catalyzed by a thermostable transaminase and

transketolase was performed at elevated temperatures allowing the synthesis of naturally rare L-erythro

(3S,4S) ketoses. L-ribulose, 5-deoxy-L-ribulose, D-tagatose and L-psicose, which are highly valuable chiral

building blocks and display prominent biological properties, were obtained on a preparative scale with

excellent stereoselectivities and good yields. A thermostable transketolase from Geobacillus stearother-

mophilus catalyzed at high temperatures the stereospecific synthesis of L-erythro (3S,4S)-configured

ketoses from (2S)-hydroxylated aldehydes and β-hydroxypyruvate in which the latter is generated in an

unprecedented manner in situ from natural L-serine and pyruvate using a novel thermostable

L-α-transaminase from the thermophilic bacterium Thermosinus carboxydivorans. Overall, this cascade

synthesis prevents the thermal decomposition of the labile β-hydroxypyruvate and offers an efficient and

environmentally friendly procedure.

Introduction

In polyol and carbohydrate chemistry, the inherent problems

of regioselectivity, chemoselectivity and stereoselectivity are a

challenge for traditional methods of organic synthesis requiring

sophisticated protective group strategies. By contrast, the high

chemo-, regio- and stereoselectivity of enzymes makes the use of

protective groups unnecessary and enables reaction pathways

with fewer steps under mild reaction conditions. To date,

enzymes catalyzing the stereospecific C–C bond formation have

found some useful applications in the synthesis of complex

carbohydrates, sugar analogues and related biologically impor-

tant natural compounds, and are widely used as pharmaceutical

or nutraceutical products, food additives and cosmetics.1,2 The

enzyme transketolase (TK), a thiamine diphosphate (ThDP)-

dependent enzyme, yields D-threo ketoses having a (3S,4R)-con-

figuration by C–C bond formation.3 TK is highly specific for

ketol donor substrates, stereospecific for forming the new asym-

metric center in an (S) configuration and enantioselective

towards 2-hydroxyaldehyde acceptor substrates with an (R) con-

figuration. Interestingly, commercial lithium β-hydroxypyruvate

(Li-HPA) can be used as a donor substrate, making the ketol

transfer irreversible owing to its decarboxylation catalyzed by

TK.4 Hence, Li-HPA is extensively used in biocatalysis and

makes TK an ideal tool for synthetic purposes.5 Mesophilic TK

enzymes from yeast (TKsce) and from E. coli (TKeco) have been

largely used for organic synthesis6 (Scheme 1). Moreover,

Scheme 1 Irreversible TK reaction with lithium β-hydroxypyruvate (Li-

HPA) and (2R) α-hydroxyaldehydes at room temperature (RT) using

TKsce, TKeco, and TKgst, or with (2S) α-hydroxyaldehydes at 60 °C using

TKgst.

†Electronic supplementary information (ESI) available: Electrophoresis, the

TAtca gene sequence, kinetic parameters of TKgst cofactors, cascade reaction

monitoring, and products’ NMR spectra. See DOI: 10.1039/c6gc02015a
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efficient TKeco variants have been obtained by active-site

directed mutagenesis to improve TK properties towards

hydroxylated and non-hydroxylated acceptors.7

Thermostable enzymes offer many advantages, such as

improved solubility of organic substrates at elevated tempera-

tures, increased tolerance toward unconventional media and

greater resistance to protein destabilizing factors introduced

by mutagenesis.8 Thermostable enzymes, which have been

found mainly in thermophilic organisms, have led to a

number of commercial applications.9 Advances in this area

have been made possible by the availability of new genome

sequences from thermophilic microbial sources, providing

DNA from hardly cultivatable organisms.

We recently cloned and overexpressed the first thermostable

TK (A0A0I9QGZ2) from the thermophilic bacterium

Geobacillus stearothermophilus (TKgst). TKgst has an optimum

temperature range of 60–70 °C and retained full activity for

one week at 50 °C and for 3 days at 65 °C.10 At high tempera-

tures, the stereospecificity of TKgst proved identical to that of

other TK sources, generating a (3S) configuration. TKgst, like

other TK sources, preferentially accepts (2R)-hydroxylated alde-

hydes with a short carbon chain. In addition to these pro-

perties, TKgst offers new synthetic opportunities. Its robustness

in ionic liquids, used as a co-solvent in aqueous solution, has

been used to increase the conversion rate of D-ribose into

D-altro-heptulose.11 Remarkably, at high temperatures, TKgst

was also able to accept (2S)-hydroxylated aldehydes yielding

(3S,4S) ketoses stereospecifically. None of the mesophilic TKs

have been reported to catalyze the conversion of (2S)-config-

ured hydroxyaldehydes (Scheme 1).12 This side activity of

TKgst with L-glyceraldehyde was 32 times weaker at 25 °C than

that obtained with D-glyceraldehyde for instance. To improve

TKgst properties, TKgst variants were designed that displayed

enhanced activities towards various aldehydes.12,13

For synthetic purposes, the main problem of TKgst-catalyzed

reactions at high temperatures is the limited stability of the

artificial donor substrate Li-HPA. Instead of the costly com-

mercial material, this compound can also be synthesized by

hydrolysis of bromopyruvic acid with lithium hydroxide.

However, Li-HPA is recovered in moderate yield through a

tedious purification step.14 Generation of HPA in situ for coup-

ling to the TK-catalyzed reaction has already been described at

room temperature,15,16 in particular with a microbial trans-

aminase (TA) from natural and affordable L-serine in a sequen-

tial cascade.16 TAs are pyridoxal phosphate (PLP)-dependent

enzymes which catalyze the reversible transfer of an α-amino

group between a donor substrate and a carbonyl acceptor. The

TA family is highly diverse, including many ubiquitous

L-α-transaminases (L-α-TAs) that play a key role in most protei-

nogenic L-α-amino acid metabolisms. The potential of TAs for

chiral amines synthesis has been largely demonstrated, while

more promiscuous enzymes are still in high demand.17

Here we report on the identification and characterization of

a novel thermostable serine–glyoxylic acid L-α-TA (A1HUC4)

from the thermophilic bacterium Thermosinus carboxydivorans

DSM 14886 (TAtca) and its use in an efficient two-step simul-

taneous cascade catalyzed by a TAtca/TKgst tandem at elevated

temperatures for the preparation of highly valuable and natu-

rally rare L-erythro (3S,4S)-ketoses. Such a configuration is cur-

rently inaccessible with mesophilic TKs and to our knowledge,

no such thermostable L-α-TA has been used previously for the

biocatalyzed synthesis of HPA at high temperatures and on a

preparative scale. Within the TAtca/TKgst cascade, the overall

equilibrium of the TAtca-catalyzed reaction from L-serine and

pyruvic acid is shifted towards HPA and L-alanine by coupling

to the irreversible TKgst-catalyzed reaction. The procedure was

applied for the synthesis of L-erythro (3S,4S)-pentuloses,

L-ribulose and its analogue 5-deoxy-L-ribulose. L-Ribulose is an

important chiral lead molecule19 particularly used for the

preparation of L-ribose, a high-value rare sugar needed for the

synthesis of antiviral L-nucleosides.20 We also prepared two

L-erythro (3S,4S)-hexuloses such as D-tagatose, important for

numerous applications in nutrition and pharmaceuticals21,

and L-psicose, which is a chiral building block used for the

synthesis of other rare L-sugars22 and recently reported as an

antiviral compound.23 The irreversible C–C bond formation

catalyzed by TK and the stereoselectivity of this enzyme are the

major advantages to improve the environmental impact allow-

ing the total conversion of the donor and acceptor substrates

and the formation of only one stereoisomer of each product.

In comparison, other enzymatic methods can lead to incom-

plete conversion of the substrate other than the formation of

additional stereoisomers of the product due to the reversibility

of the synthetic reaction and/or the low stereoselectivity of

enzymes, respectively. For example, the L-arabinose isomerase

catalyzes reversible enzymatic isomerization of L-arabinose (or

D-galactose) and does not favor the products L-ribulose (or

D-tagatose),24 ribitol was only partially dehydrogenated into

L-ribulose by Gluconobacter oxydans,25 and also the nonstereose-

lective aldolase-catalyzed addition to L-glyceraldehyde led to a

mixture of L-psicose and L-sorbose.26 Any undesired stereo-

isomer of the product as well as the remaining substrate, with

properties similar to the product, must be removed by tedious

purification steps including significant amounts of solvents or

salts to obtain an optically pure final product.

Results and discussion
Lithium β-hydroxypyruvate stability and kinetic parameters

measured with TKgst

The key donor substrate used for making the TKgst reaction

irreversible is Li-HPA.14 We first determined kinetic para-

meters relative to this donor and compared the values with

those obtained with TKeco and TKsce, both commonly used in

biocatalysis (Table 1). Li-HPA showed a better affinity for TKgst

than for the other TKs (7 and 13 times lower KM and 2 to 68

times higher vmax compared to TKeco and TKsce respectively).

Therefore, Li-HPA can be considered as a better substrate for

TKgst than for the other TK sources.

Li-HPA stability had been studied previously in water and

buffered solutions and the results clearly showed increased
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degradation at high temperatures and low decomposition in

pure water.10,28 Other studies reported that basic conditions29

enhanced HPA degradation while acidic conditions increased

the HPA stability at high temperatures.14 Considering these

data and the optimum pH of TKgst, the Li-HPA stability was

studied at different temperatures in water over 24 h and in the

presence of both TK cofactors at pH 7. In this study, pH was

continuously adjusted at 7 by pH-stat control (Fig. 1). We

observed that high concentrations of TK cofactors previously

used in biocatalysis (2.4 mM ThDP, 9 mM MgCl2) promote Li-

HPA degradation. For this reason, we decreased these concen-

trations to 0.1 mM ThDP and 1 mM MgCl2 in accordance with

TKgst kinetics parameters (ESI†). After 24 h at 20 °C and 65 °C,

90% and 45% of initial Li-HPA were recovered, respectively,

from the reaction mixture.

Even under such optimized conditions, Li-HPA decompo-

sition over time remains problematic above 20 °C, particularly

for biocatalytic applications of TKgst with poor acceptor sub-

strates that require extended reaction times. HPA degradation

was observed irrespective of the counter-ion used (Li+, Na+ or

K+). The analysis of the mixture by 1H NMR after 24 h showed

the formation of glycolic acid as a major product and traces

of erythrulose. Glycolic acid has never been reported in the lit-

erature as an ultimate degradation product of Li-HPA. It may

be formed by decarboxylation of HPA through oxidative C–C

bond cleavage. In the literature, the formation of glycol-

aldehyde has been described together with the formation of

erythrulose resulting in chemical condensation of glycolalde-

hyde from the residual Li-HPA.14,30

To prevent HPA decomposition, by-products formation at

high temperatures and consequently to optimize the TKgst

reaction, we opted for in situ generation of HPA, which should

be continuously consumed by TKgst. For this purpose and also

to develop an environmentally friendly HPA synthesis, we

turned to an enzymatic transamination of L-serine.

Identification and characterization of a novel L-α-transaminase

Our goal was to produce in situ the α-ketoacid HPA from the

naturally occurring α-amino acid L-serine at high temperatures,

a procedure reported only at room temperature with microbial

mesophilic L-α-TAs.16 To find such a potentially thermostable

L-α-transaminase, we screened a 232 member library of α-TAs

from Genoscope strain collection.18 This library containing

putative D/L-α-TAs was previously screened using L- or

D-cysteine sulfinic acid (CSA) as an irreversible amino donor

and with various keto acids, including Li-HPA as acceptors.18

Among these enzymes, we selected 9 putative L-α-TAs showing

the best activities with Li-HPA. These 9 enzymes were screened

again using L-serine as the donor substrate and either one of

three common α-keto acids as the acceptor substrate: glyoxylic,

pyruvic and α-ketoglutaric acids (Scheme 2).

The assay was based on the selective detection of 2-hydroxy

ketone by reaction with 2-(4-iodophenyl)-3-(4-nitrophenyl)-5-

(2,4-disulfophenyl)-tetrazolium (WST-1) as a water-soluble

tetrazolium salt. WST-1 was also used for the determination of

the activity of enzymes31 including pyruvic acid decarboxylase,

TK and TA. TA activity was measured following a discontinu-

ous assay in which aliquots of TA-catalyzed reactions were

regularly taken out and were assayed separately with WST-1

under basic conditions at 60 °C. The reaction generates a blue

formazan color which was followed by measuring its absor-

bance at λ = 600 nm (ε = 42 000 M−1 cm−1).32 The results

obtained with L-serine as the amino donor showed that 4 TAs

displayed significant activities above 10 mU mg−1 at 20 °C

whatever the ketoacid assayed (Fig. 2). Among these 4 TAs,

only one TA, annotated as serine–glyoxylic acid TA (ID Uniprot

A1HUC4) from the thermophilic bacterium Thermosinus

carboxydivorans DSM 14886 (TAtca), showed an increased

activity at 60 °C and remained active at this temperature for

hours. The gene encoding for TAtca (ESI†) was cloned into an

expression vector with a His6-tag at the N-terminus of the

enzyme for purification purposes. Sequencing validation

showed that the protein sequence of TAtca is identical to

A1HUC4 of Thermosinus carboxydivorans Nor1, which was used

as a template for primer design.

Table 1 Kinetic parameters relative to Li-HPA for different TK sources

at 25 °C

TK KM, mM vmax, U mg−1 vmax/KM, U mg−1 mM

TKgst 2.5 ± 0.2 135 ± 7 54 ± 7
TKeco 18 (ref. 27) 60 (ref. 27) 3
TKsce 33 (ref. 28) 2 (ref. 28) 0.06

Reaction conditions: ThDP (2.4 mM), MgCl2 (9 mM), glycolaldehyde
(50 mM), Li-HPA (0.5–50 mM), TK (0.0125–0.25 U mL−1), glycylglycine
buffer (50 mM, pH 7.5). Li-HPA consumption was determined by spec-
trophotometry at 340 nm from aliquots added to an assay solution
containing L-lactic dehydrogenase and NADH.

Fig. 1 Li-HPA stability over time in H2O at pH 7 (controlled by the pH

stat) and at 25 °C (◆), 50 °C (■), 60 °C (▲) and 65 °C (●). Li-HPA

(50 mM), ThDP (0.1 mM), MgCl2 (1 mM).

Scheme 2 L-α-Transaminase (L-α-TA) reaction with L-serine yielding

hydroxypyruvate (HPA).
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After expression in Escherichia coli strain BL21(DE3)pLysE,

TAtca was extracted by sonication. The expressed His6-tagged

protein was applied to a Ni2+ chelating affinity column for

purification. By this procedure, 203 mg of purified TAtca was

obtained from the cells grown in 1 L of culture (Table 2).

Throughout this study, the TAtca activity was measured with

L-serine and α-ketoglutaric acid, the most frequently used

ketoacid acceptor of α-TA. Purified TAtca displays a specific

activity of 3.5 U mg−1 at 25 °C. TAtca can be lyophilized or pre-

cipitated with ammonium sulfate and stored at 4 °C without

loss of activity for several months. The influence of tempera-

ture on TAtca activity was studied in the range between 20 and

80 °C after 40 minutes of incubation (Fig. 3). TAtca showed an

optimum temperature of 60 °C, giving an up to 5-fold improve-

ment relative to the activity measured at 20 °C. The optimal

activity of TAtca was determined around pH 8.2–8.5 when

assayed at 25 °C. TAtca thermostability at 60 °C, corresponding

to the optimum temperature of this enzyme, was studied by

measuring the residual enzymatic activity over 10 days with

L-serine and α-ketoglutaric acid. TAtca maintained 100% of its

activity for 4 days and 50% for 10 days. Other serine–pyruvic

acid TAs from thermophilic bacteria recently reported in the

literature were stable for only 10 minutes at 70 °C.33

Kinetic parameters KM and vmax of L-serine and pyruvic acid

were determined at 25 °C and were calculated from the

Hanes–Woolf plot according to the least-squares method as

summarized in Table 3. Pyruvic acid was chosen as the accep-

tor substrate because we observed an inhibition of TAtca when

using glyoxylic acid and α-ketoglutaric acid above 5 mM and

3 mM, respectively. However, when using pyruvic acid, notic-

able inhibition only occurred at concentrations higher than

50 mM. The results showed higher affinity towards the accep-

tor pyruvic acid when compared to the amino donor L-serine,

as reported with other α-TAs used in biocatalysis.16

Preparative scale synthesis of L-erythro (3S,4S) ketoses

We have demonstrated before that TAtca and TKgst are thermo-

stable enzymes exhibiting high efficiency at 60 °C. Moreover,

we previously showed that at high temperatures, TKgst cata-

lyzed the synthesis of L-erythro (3S,4S) ketoses from (2S)-

hydroxylated aldehydes and synthetic Li-HPA. We reported the

synthesis of L-ribulose and 5-deoxy-L-ribulose from (2S)-glycer-

aldehyde and (2S)-lactaldehyde that were not hitherto men-

tioned as possible substrates of mesophilic TKs.12 The main

problem of TKgst-catalyzed reactions at high temperatures was

the instability of Li-HPA. To prevent its decomposition, we

investigated the coupling of TAtca and TKgst in a single reactor

at 60 °C, for an integrated synthesis of different L-erythro

Fig. 2 L-α-TA specific activities in clarified lysates towards L-serine as

the amino donor and α-ketoacid as the acceptor such as pyruvic acid,

glyoxylic acid and α-ketoglutaric acid. Reaction conditions: L-serine

(5 mM), α-ketoacids (5 mM), clarified lysates (5 µL), PLP (0.2 mM), HEPES

buffer (100 mM), 20 °C, pH 7.5.

Table 2 Purification of TAtca from recombinant E. coli cells

Purification step Proteina, mg Total activityb, U Specific activityb, U mg−1 Yield, % Purification XX-fold

Clarified lysate 572 929 1.1 — —

Purified TAtca 203 717 3.5 77.2 3.2

a Crude extract obtained after sonication of E. coli cells overexpressing TAtca harvested from 1 L of culture. b Activity measured in the presence of
L-serine and α-ketoglutaric acid as donor and acceptor substrates, respectively, in HEPES buffer, at 25 °C. HPA released was measured spectro-
photometrically at 600 nm via a discontinuous assay involving WST-1 (Experimental part).

Fig. 3 Thermal activity profile of TAtca. Activity was measured after

30 minutes in the presence of L-serine (100 mM), α-ketoglutaric acid

(3 mM), PLP (0.2 mM), and HEPES (100 mM) at pH 7.5.

Table 3 Kinetic constants of TAtca

Substrates
KM app
(mM)

vmax app,
U mg−1

vmax/KM,
U mg−1 mM

Donor L-serinea 22.4 ± 0.3 3.3 ± 0.1 0.14 ± 0.01
Acceptor pyruvic acidb 12.8 ± 0.7 8.1 ± 0.5 0.63

a 50 mM of pyruvic acid and L-serine concentrations varying from
1 mM to 250 mM were used. b 250 mM of L-serine and pyruvic acid
concentrations varying from 0.25 mM to 50 mM were used.
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(3S,4S) ketoses from appropriate (2S)-hydroxylated aldehydes,

L-serine, and pyruvic acid (Scheme 3, Table 4).

Firstly, we compared the initial TKgst velocities at 25 °C and

60 °C, using chemically synthesized Li-HPA as a donor toward

several (2S)-hydroxylated aldehydes having 3 to 6 carbon chain

length. These included L-glyceraldehyde and L-lactaldehyde

(3 carbon atoms), D-threose and L-erythrose (4 carbon atoms),

D-arabinose and D-lyxose (5 carbon atoms) and D-mannose

(6 carbon atoms) (Fig. 4). We note that TKgst activities

decreased with the carbon chain length as reported earlier for

(2R)-hydroxylated aldehydes.34 The best TKgst activities were

obtained with L-glyceraldehyde and L-lactaldehyde while

D-threose and L-erythrose gave lower TKgst activities. A tempera-

ture increase from 25 °C to 60 °C enhanced TKgst activities

4.8-fold when using L-glyceraldehyde, 3.8-fold using

L-lactaldehyde, and 5-fold with D-threose and L-erythrose

(Fig. 4). No detectable activities were observed with

D-arabinose, D-lyxose, and D-mannose.

Then, we performed at 60 °C the one-pot, two-step simul-

taneous cascade synthesis catalyzed by TAtca and TKgst from

L-serine and pyruvic acid as TAtca substrates using the best

four (2S)-hydroxylated aldehydes as TKgst substrates,

L-glyceraldehyde, L-lactaldehyde, D-threose and L-erythrose for

the synthesis of the corresponding L-erythro (3S,4S) ketoses,

L-ribulose 1,5-deoxy-L-ribulose 2, D-tagatose 3 and L-psicose 4

(Scheme 3). To study the influence of different amounts of

both enzymes and substrate concentrations, the reaction was

monitored by in situ 1H NMR, using 3-trimethylsilyl-2,2,3,3-

tetradeuteropropionate (TSP-d4) as an internal standard. It

was hence possible to quantify the conversion rates of alde-

hydes and pyruvic acid along with the formation of ketose pro-

ducts. It should be noted that all the different substrates

assayed at 60 °C were found to be stable except pyruvic acid,

which slowly decomposed with a half-life of 4 days. The best

conversion rate of L-glyceraldehyde was achieved using 3

equivalents of L-serine in combination with 1 equivalent of

pyruvic acid. The amounts of TAtca and TKgst were adjusted to

prevent the accumulation of HPA that also decomposed gradu-

ally at 60 °C. Under these conditions, the time course of the

reaction showed the total conversion of pyruvic acid and

L-glyceraldehyde after 24 h along with the concomitant quanti-

tative formation of the ketose product (ESI†). These conditions

were also applied for the conversion of L-lactaldehyde and the

conversion results were similar (ESI†). For product 2, being

less hydrophilic than 1, 3 and 4, purification was facilitated

hence this compound 2 was isolated with higher yield (98%)

compared to the other products (51–56%) (Table 4). In the

case of D-threose and L-erythrose for which TKgst shows low

activities (Fig. 4), 2 equivalents of pyruvic acid and a greater

quantity of TKgst (4.8 mg TAtca/10 mg TKgst) were used

(Table 4). To avoid the inhibition of TAtca by pyruvic acid above

50 mM, this compound was added in two portions, the second

portion being introduced after 48 h (complete disappearance

of the first portion). We observed the total conversion of

D-threose and L-erythrose and simultaneously the quantitative

formation of the ketose products 3 and 4, respectively (ESI†).

Finally, L-ribulose 1,5-deoxy-L-ribulose 2, D-tagatose 3 and

L-psicose 4 were obtained with good to excellent isolated

yields: 56%, 98%, 52% and 51%, respectively, after reasonable

Table 4 Reaction conditions and results of the one-pot simultaneous two-step cascade synthesis of L-erythro (3S,4S) ketoses 1–4

Aldehydes Products
TAtca/TKgst

(mg)
Conversion rate of
aldehydeb (%)

Reaction
time (h)

Isolated product
yielda (%) de (%)

L-glyceraldehyde CHO–CHOH(S)–CH2OH L-ribulose 1 4.8/6 100 24 56 >95
L-lactaldehyde CHO–CHOH(S)–CH3 5-deoxy-L-ribulose 2 4.8/6 100 24 98 >95
D-threose CHO-CHOH(S)–CHOH(R)–CH2OH D-tagatose 3 4.8/10 >95 72 52 >95
L-erythrose CHO–CHOH(S)–CHOH(S)–CH2OH L-psicose 4 4.8/10 >95 96 51 >95

a Reactions conditions: L-serine (150 mM), aldehydes (50 mM), pyruvic acid (50 mM for L-glyceraldehyde and L-lactaldehyde and 100 mM for
D-threose and L-erythrose conversion) were used. bDetermined using quantitative 1H NMR relative to 3-trimethylsilyl-2,2,3,3-tetradeuteropropio-
nate (TSPd4) as the internal standard.

Scheme 3 Enzymatic cascade synthesis of L-erythro (3S,4S) ketoses

catalyzed by TAtca and TKgst at 60 °C. aR = –CH2OH (L-ribulose 1); R =

–CH3 (5-deoxy-L-ribulose 2); R = –CHOH(R)–CH2OH (D-tagatose 3);

R = –CHOH(S)–CH2OH (L-psicose 4).

Fig. 4 Effect of temperature, 25 °C and 60 °C , on TKgst activity

toward different (2S)-hydroxylated aldehydes. The activities were

measured using aldehydes (100 mM), Li-HPA (50 mM), ThDP (0.1 mM),

MgCl2 (1 mM), triethanolamine buffer (2 mM), at pH 7.15.
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reaction times of 24 to 96 h. It is noteworthy that the isolated

yields of L-ribulose and 5-deoxy-L-ribulose obtained with this

cascade process were 5 and 3 times higher (56% and 98%)

than those obtained with synthetic Li-HPA (11% and 33%) as

reported earlier.12 The four L-erythro (3S,4S) ketoses were

obtained in optically pure forms with high diastereoselectivity

(d.e. >95%, by 13C NMR). Furthermore, the absolute configur-

ations of 1–4 were confirmed by comparing the optical

rotations with those reported in the literature. The characteri-

zation data confirmed that the four TKgst catalyzed reactions

led to a single ketose with the L-erythro (3S,4S) configuration

which was consistent with the stereoselectivity observed in

TKgst reactions at high temperatures with other aldehyde

acceptors.10,12,13

Besides the interest in the products and the efficiency of

the biocatalytic process, the environmental impact assessment

must be compared with other synthetic strategies:

(i) The sub-products formed are natural L-serine and

L-alanine, together with CO2 which in solution forms bicarbon-

ate ions. The removal of these sub-products did not require an

additional purification step because they were easily separated

from the desired major product by simple chromatography.

L-Amino acids were recovered and could be recycled for other

reactions. The biocatalytic one-pot, two-step cascade process

avoids the commonly used chemical synthesis of Li-HPA from

bromopyruvate,14 which generates toxic wastes (incomplete

yield, hydrobromic acid and bromine fumes) and requires

additional purification steps (washing, crystallization and fil-

tration using salts and chemicals).

(ii) The amount of wastes generated by biocatalytic

approaches must be considered to evaluate the environmental

impact of a process. Some metrics, especially the E factor

(mwastes/mproduct),
46,47 allow a fast quantification of wastes for

comparison with other processes despite some shortcomings48

(E factor neither includes energy use or the nature of waste). A

value of 0 is optimal with no generation of sub-products and

100% yield. For the synthesis of compounds 1, 2, 3 and 4

using the one-pot two-step sequence generating HPA in situ,

the values of E factors are around 7, 4, 7.5 and 7.5 respectively

(ESI†). In the case of products 1 and 2, we have compared

these E factor values with those obtained using the process we

have recently published involving two individual steps, in

which Li-HPA was firstly synthesized chemically from bromo-

pyruvate and then used as the TKgst donor substrate.12 We

obtained E factor values around 74 for 1 and 53.5 for 2 (ESI†),

higher than those obtained using the cascade synthesis, essen-

tially due to the low yields of both steps (50% yield for Li-HPA

synthesis, 11% and 33% for 1 and 2 synthesis respectively). The

major advantage of the cascade procedure is the total conver-

sion of the TKgst aldehyde acceptor allowed by the gradual use

of HPA by TKgst leading to higher yields (56% for 1 and 98% for

2) as mentioned before and avoiding the decomposition of HPA

occurring with the sequential process using chemically pre-

pared Li-HPA. A comparison of these results with E factors for

other biocatalytic or organocatalytic strategies is not easy.

Particularly, when the final product is not fully purified or no

isolated yield is given, this makes the corresponding E factor

undervalued. For example, the equilibrium constants for the

reversible isomerization process to convert D-galactose into

D-tagatose or L-arabinose into L-ribulose are not in favor of the

products (90/10), so that the reaction mixture contained the

remaining substrate but the final product was not purified.24

An interesting aldolase-catalyzed process using an engineered

Corynebacterium glutamicum strain26 has been studied for the

synthesis of L-psicose from L-glyceraldehyde and dihydroxyace-

tone phosphate (generated intracellularly via the glycolytic

pathway) but the conversion rate was low, and the non-stereo-

selective process led mostly to the stereoisomeric product

L-sorbose (60/40), which was not removed by purification. An

aldol reaction catalyzed by (S)-proline has also been used for

the synthesis of ketoses such as L-ribulose or 5-deoxy-L-ribulose

from a synthetic dioxanone (adding its own E factor) in good

yield but the major drawbacks were the use of the organic

solvent DMF and the need for an additional deprotection step

to obtain the final product in an unprotected form.49

(iii) The procedures of enzyme purification should also be

considered in environmental evaluations as mentioned in a

recent review.47 Generally, the purification of tagged enzymes

is performed by affinity chromatography using significant

amounts of salts, buffers and other chemicals. Thermostable

enzymes from the thermophilic origin expressed in standard

E. coli expression systems are gaining relevance because target

enzymes are easily purified by a single heat treatment step that

removes inactivated host proteins. We have already reported

that this type of TKgst purification yields an enzyme of the

same purity as that obtained by affinity chromatography. This

procedure can be applied for the purification of both thermo-

stable TAtca and TKgst to improve the environmental impact of

the process.

Conclusions

The synthesis of L-erythro (3S,4S) ketoses, such as L-ribulose,

5-deoxy-L-ribulose, D-tagatose and L-psicose, which are highly

valuable compounds, was performed at 60 °C from the corres-

ponding (2S)-hydroxylated aldehydes with excellent stereo-

selectivity and high yields using an efficient one-pot, two-step

cascade sequence catalyzed by thermostable TAtca and TKgst.

The L-erythro (3S,4S) configuration is otherwise inaccessible

using mesophilic TKs, which exclusively lead to D-threo (3S,4R)

configured ketoses from (2R)-hydroxylated aldehydes. The

efficiency of this approach was based on a novel thermostable

TAtca, characterized in this study, allowing the in situ gen-

eration of HPA, the TKgst donor substrate, at 60 °C from

natural L-serine and pyruvate. Thereby, sensitive HPA is readily

converted by TKgst-catalysis, which avoids HPA accumulation

and decomposition. This environmentally friendly procedure,

never investigated at elevated temperatures, reveals an interest-

ing alternative to the conventional chemical synthesis of HPA.

TKgst activities towards the (2S)-α-hydroxylated aldehydes,

which are generally poor TKgst substrates, were greatly
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enhanced by performing the reactions at higher temperature,

leading to excellent conversion rates within a reasonable time

(24 h to 96 h). This straightforward approach could be applied

with other types of aldehydes using wild-type TKgst or variants.

Furthermore, this novel TAtca could be used in other cascade

reactions involving thermostable HPA-dependent enzymes.

Experimental
General experimental

Thermosinus carboxydivorans DSM 14886 was purchased from

DSMZ; E. coli BL21(DE3)pLysE strain was from Invitrogen.

Reagents for molecular biology were obtained from Life

Technologies. Oligonucleotides and reagents were purchased

from Sigma-Aldrich. D-(+)-Mannose was provided by Fluka AG.

D-Lyxose was obtained from DIFCO. Sodium chloride was pro-

cured by ROTH. The WST-1 blue dye was obtained from

Interchim (Biotech Grade). L-Serine, α-ketoglutaric acid,

pyruvic acid, imidazole, ammonium sulfate and potassium

chloride were purchased from Alfa Aesar. Pyridoxal 5-phos-

phate monohydrate (PLP) was procured by Acros Organics.

L-Glyceraldehyde was acquired from Molekula Society and was

purified beforehand. Hydroxypyruvate was prepared as the

lithium salt by the method of Dickens and Williamson.14

L-Lactaldehyde was synthesized chemically following the litera-

ture36 from D-threonine in the presence of ninhydrin. The

Bradford reagent was obtained from Bio-Rad. Ni-NTA resin was

acquired from QIAGEN. The 96-well microplates were shaken

and incubated in a Titramax 1000 incubator from Heidolph.

Lyophilisation was carried out with a Triad LABCONCO dryer.

UV-visible absorbances were measured using a SAFIRE II-Basic

plate reader from TECAN and a Perkin Elmer Lambda 25

spectrophotometer enabling Peltier-effect temperature control.

MARCHEREY-NAGEL GmbH & Co KG 60 F254 silica gel TLC

plates and MARCHEREY-NAGEL GmbH & Co KG 60/

40–63 mesh silica gel for liquid flash chromatography were

used. NMR spectra were recorded in D2O and CD3OD on a

Bruker Avance 400 spectrometer. The optical rotation was

determined with a polarimeter P-2000 JASCO PTC-262 at the

given temperature and wavelength (Na-D-line: D = 589 nm) in a

10 cm long cell. [α]D values are given in 10−1 deg cm2 g−1 (con-

centration given as g per 100 mL).

Thermosinus carboxydivorans transaminase preparation

L-α-Transaminase screening. An α-transaminase library,

representative of the biodiversity of this family, has been pre-

viously constructed.18 9 Putative L-α-TAs leading to the best

activities with Li-HPA were selected for the screening. 5 µL of

each of 9 clarified lysates were transferred to individual wells

in 96-well plates containing L-serine (5 mM), an α-keto acid

(α-ketoglutaric acid: 5 mM; pyruvic acid: 5 mM; glyoxylic acid:

5 mM) and PLP (0.2 mM), in HEPES buffer (100 mM, pH 7.5).

The total volume in each well was 200 μL. The plates were then

incubated at 25 °C for 2 hours. HPA formation in each reaction

was determined against time using a discontinuous assay

involving a WST-1 blue dye, as described by Bommer and

Ward.32Aliquots of the medium (20 µL) were added over time

to 180 µL of a solution containing NaOH (90 mM) and WST-1

(0.1 mg mL−1) in a new 96-well microplate. The total volume in

each well was 200 µL. The plate was then incubated for

10 minutes at 60 °C and the absorbance increase of medium

resulting from formazan formation was measured at 600 nm

by using a plate reader.

Transaminase cloning and expression. The TAtca gene was

amplified by PCR from the genomic DNA of Thermosinus car-

boxydivorans DSM 14886 with PCR primers designed on

the gene encoding for A1HUC4: TAtca-5PRIM-

AAAGAAGGAGATAGGATC CATCATCACCATCACCATTTACAAA-

AACCGTATTTGA and TAtca-3PRIM-GTGTAATGGATAGTGATC

TTATCCCTCCATAAGTATTTCTTGC. A hexahistidine tag was

introduced after the starting ATG (underlined in the sequence

of TAtca-5PRIM) in the N-terminal part of the gene. Specific

extensions are added to the primers for cloning into our

plasmid pET22b(+) (Novagen) modified for ligation indepen-

dent cloning.37 Escherichia coli strain BL21(DE3)pLysE was

used as the expression host. A 100 mL pre-culture was grown at

37 °C in LB medium with 100 μg mL−1 ampicillin overnight.

20 mL of the pre-culture was used to inoculate 1 liter of culture

medium containing 100 μg mL−1 ampicillin. Isopropyl

β-D-thiogalactoside (IPTG) at 1 mM was introduced when the

OD range was 0.7–0.8. The cells were then grown overnight at

30 °C and harvested (4.45 g L−1 of biomass).

Transaminase purification. The harvested recombinant cells

from 1 L culture were suspended in 31 mL of 50 mM phos-

phate buffer containing KCl (300 mM) and imidazole (10 mM)

at pH 8.0. The cells were disrupted by sonication for 30 minute

on ice and the insoluble pellet was discarded after centrifugation

(4000 rpm, 30 min, 4 °C). The crude extract was mixed with

3.5 mL of PLP (10 mM) and applied to a Ni-NTA (QIAGEN) Ni2+

chelating affinity column equilibrated with the phosphate

buffer mentioned above. After washing the column with the

same buffer, the His6-tagged TAtca was finally eluted with

50 mM phosphate buffer containing 300 mM KCl and 250 mM

imidazole (pH 8.0). The protein concentration of each fraction

was determined by the method of Bradford and bovine serum

albumin (BSA) was used as the standard. The fractions con-

taining proteins were collected, mixed with 300 µL of PLP

(10 mM) and dialyzed against ammonium sulfate solution

(3 M, pH 8). After purification from 1 L culture, 203 mg of total

proteins was obtained with a total TAtca activity of 717 U,

corresponding to a specific activity of 3.5 U mg−1, at 25 °C.

Precipitated proteins were stored in ammonium sulfate solu-

tion (3 M, pH 8) at 4 °C.

Transaminase activity. One unit of TAtca activity is defined as

the amount of TA that catalyzes the formation of 1 μmol of

HPA per minute at 25 °C in HEPES buffer (100 mM, pH 7.5).

TAtca enzymatic assay was performed in the presence of

L-serine and α-keto glutaric acid leading to HPA and L-glutamic

acid. 30 µL of the diluted sample of purified TAtca (10 µg mL−1,

2.3 µg per well) were transferred to individual wells in a

96-well plate containing L-serine (250 mM), α-ketoglutaric acid
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(3 mM) and PLP (0.2 mM) in HEPES buffer (100 mM, pH 7.5).

The total volume in each well was 200 μL. Then, the plate was

incubated at 25 °C for 20 minutes. The formation of HPA was

quantified at different time intervals by using the sequential

assay described above (Experimental part: L-α-transaminase

library screening). All measurements were performed in

triplicate.

Transaminase optimum temperature and pH

Transaminase optimum temperature. The optimum tem-

perature of TAtca was examined in the range of 20 to 80 °C in

HEPES buffer (100 mM, pH 7.5) with L-serine and

α-ketoglutaric acid as substrates. The temperature of the

mixture was controlled by using a Peltier effect controller.

Enzyme solutions (10 µg mL−1) were first incubated for

30 minutes at various temperatures with 3 mM α-ketoglutaric

acid and 0.2 mM PLP. When the desired temperature was

reached, L-serine (100 mM) was added to initiate the reaction.

The residual activities were measured at different time inter-

vals by using the sequential assay described above

(Experimental part: L-α-transaminase library screening). All

measurements were performed in triplicate.

Transaminase optimum pH. The effect of pH on TAtca was

determined by measuring TAtca in the range of 5 to 9.2 with

L-serine and α-ketoglutaric acid in different buffers: sodium

citrate buffer (pH 5–6.5), sodium phosphate (pH 6.3–7.6), Tris-

HCl buffer (pH 7–8.5) and sodium borate buffer (pH 7.8–9.2)

at 100 mM final concentration. Enzyme solutions (10 µg mL−1)

were incubated at different pH values for 20 minutes at 25 °C

in the presence of α-ketoglutaric acid (3 mM) and PLP

(0.2 mM). Then, L-serine (100 mM) was added to initiate the

reaction. The activities were measured at different times by

using the sequential assay described above (Experimental part:

L-α-transaminase library screening). All measurements were

performed in triplicate.

Transaminase thermostability

The thermostability of TAtca was studied at 60 °C with L-serine

(170 mM) and α-ketoglutaric acid (3 mM). Enzyme solutions

(10 µg mL−1) were incubated with PLP (0.2 mM) at 60 °C up to

10 days in HEPES buffer (100 mM, pH 7.5). The residual activi-

ties were measured at different time intervals by using the

sequential assay described above (Experimental part:

L-α-transaminase library screening). All measurements were

performed in triplicate.

Transaminase kinetic parameters

Apparent kinetic parameters were determined for L-serine and

pyruvic acid using the sequential assay described above

(Experimental part: L-α-transaminase library screening), at

25 °C. Apparent kinetic parameters of pyruvic acid were

obtained by the measurement of the initial velocities of TAtca
by varying the pyruvic acid concentration from 0.25 to 50 mM

while fixing the L-serine concentration at 250 mM. Apparent

kinetic parameters of L-serine were obtained by the measure-

ment of the initial velocities of TAtca by varying the L-serine

concentration from 1 to 250 mM while fixing the pyruvic acid

concentration to 50 mM. Hanes–Woolf plots were used to

determine apparent kinetic parameter values. All measure-

ments were performed in triplicate.

Geobacillus stearothermophilus transketolase preparation

Transketolase expression.10 Expression was carried out in

E. coli BL21 (DE3) Gold strain. This strain was first trans-

formed by electroporation with pGEN717 for the expression of

TKgst and plated on LB medium with kanamycin (30 μg mL−1).

The E. coli BL21 (DE3) strain was then transformed by electro-

poration with pGEN768 for the expression of the TKgst from

the synthetic tk gene. A 100 mL pre-culture was grown at 37 °C

in LB medium with 30 μg mL−1 kanamycin overnight. 20 mL

of the pre-culture was used to inoculate 1 liter of culture

medium containing 30 μg mL−1 kanamycin. Isopropyl β-D-thio-

galactoside (IPTG) at 1 mM was introduced when the OD range

was 0.7–0.8. The cells were then grown overnight at 30 °C and

harvested (3.73 g L−1 of biomass).

Transketolase purification.10 Harvested recombinant cells

from 1 L culture were suspended in 26 mL of 50 mM phos-

phate buffer containing 300 mM NaCl (pH 8.0). The cells were

disrupted by sonication for 30 min on ice and the insoluble

pellet was discarded after centrifugation (4000 rpm, 30 min,

4 °C). The crude extract was applied to a Ni-NTA (QIAGEN)

Ni2+ chelating affinity column equilibrated with the phosphate

buffer mentioned above. After washing the column with the

same buffer, the His6-tagged TKgst was finally eluted with

50 mM phosphate buffer containing 300 mM NaCl and

500 mM imidazole (pH 8.0). The protein concentration of each

fraction was determined by the Bradford method and bovine

serum albumin (BSA) was used as the standard. The fractions

containing proteins were collected and dialyzed against tri-

ethanolamine buffer (2 mM, pH 7.5) and then against water

(pH 7.5) through dialysis tubing. After purification from 1 L

culture, 160 mg of total proteins was obtained with a total

TKgst activity of 324 U, corresponding to a specific activity of

2 U mg−1, at 25 °C. Proteins in water solution at pH 7.5 were

then lyophilized and stored at 4 °C.

Transketolase activity. One unit of TKgst activity is defined as

the amount of TK that catalyzes the formation of 1 μmol of

ketose product per minute at 25 °C in glycylglycine buffer

(100 mM, pH 7.5). TKgst enzymatic assay was performed in the

presence of L-erythrulose and D-ribose-5-phosphate (D-R5P)

leading to D-sedoheptulose-7-phosphate (D-S7P) and glyco-

laldehyde (GA).35 The GA formed is reduced by yeast alcohol

dehydrogenase (ADH) to ethylene glycol in the presence of nic-

otine adenine dinucleotide, reduced form (NADH).

L-Erythrulose (100 mM), D-R5P (9.1 mM), ThDP (0.1 mM),

MgCl2 (0.5 mM), NADH (0.2 mg mL−1), 5 µL of ADH (25 U

mL−1) and the TKgst suspension (10 μL) were added to disposa-

ble plastic cuvettes and completed to 1 mL with glycylglycine

buffer (100 mM, pH 7.5). The disappearance of NADH was fol-

lowed by spectrophotometry at 340 nm (value εNADH 340 nm =

6220 M−1 cm−1).
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Transketolase acceptor substrate specificity

The assay reaction was carried out in the presence of phenol

red as the pH indicator34 in 1 mL disposable plastic cuvettes.

The reaction mixture containing TKgst (200–450 µg mL−1),

acceptor substrates: L-glyceraldehyde, L-lactaldehyde, D-threose,

or L-erythrose (100 mM), ThDP (0.1 mM), MgCl2 (1 mM),

phenol red (84 µM) in triethanolamine buffer (2 mM, pH 7.15)

was first incubated at 25 °C and 60 °C for 20 minutes. Then,

Li-HPA was added at 50 mM final concentration to initiate the

reaction and the absorbance increase was measured at 560 nm

for 30 minutes. Absorbance was recorded and converted into

concentration HCO3
− according to the calibration curve for the

activity calculation.12 All measurements were performed in

triplicate.

Transketolase kinetic parameters towards lithium

β-hydroxypyruvate

Kinetic parameters relative to Li-HPA were determined by dis-

continuous titration of Li-HPA against time, at 25 °C.

Glycolaldehyde was used as the acceptor substrate. The solu-

tion contained ThDP (2.4 mM), MgCl2 (9 mM), glycolaldehyde

(50 mM) and Li-HPA (0.5–25 mM) in glycylglycine buffer

(100 mM, pH 7.5). TKgst (0.0125–0.25 U mL−1, 0.37–37 µg) was

added to initiate the reaction. Li-HPA consumption was deter-

mined against time from the aliquots of the mixture as

described below (Experimental part: determination of the

lithium β-hydroxypyruvate concentration). Different slopes of

Li-HPA consumption were obtained according to the Li-HPA

concentration tested. vmax and KM values were determined

using Hanes–Woolf plots.

Determination of lithium β-hydroxypyruvate concentration

The Li-HPA concentration was determined by an enzymatic

assay using L-lactic dehydrogenase. The sample of diluted Li-

HPA was introduced in a cuvette containing 20 µL of NADH

(0.2 mg mL−1), 20 µL of L-lactic dehydrogenase (4 U mL−1) in

triethanolamine buffer (100 mM, pH 7.5). The disappearance

of NADH was followed by spectrophotometry at 340 nm and

the difference between the initial absorbance and final absor-

bance gave the Li-HPA concentration using the Beer–Lambert

law (value εNADH 340 nm = 6220 M−1 cm−1).

Preparative scale enzymatic cascade synthesis

General procedure. ThDP (0.1 mM), MgCl2·6H2O (1 mM),

PLP (0.2 mM) and pyruvic acid (50 mM) were dissolved in H2O

and the pH was adjusted to 7 with 0.1 M NaOH. To this stirred

solution were added TKgst (6 mg in the case of

L-glyceraldehyde and L-lactaldehyde; 10 mg in the case of

D-threose and L-erythrose) and TAtca (4.8 mg) and the mixture

was stirred for 20 min at 60 °C. In another flask, (2S)

α-hydroxylated aldehydes (50 mM) and L-serine (150 mM) were

mixed and the pH was adjusted to 7 with 0.1 M NaOH. After

preincubation of enzymes, cofactors and pyruvic acid, L-serine

and (2S) α-hydroxylated aldehydes were added and the mixture

was stirred at 60 °C. The final volume was 20 mL. The pH was

maintained at 7 by adding 0.1 M HCl using a pH stat

(Radiometer Analytical). The reaction was monitored by

measuring pyruvic acid and (2S) α-hydroxylated aldehydes con-

sumption by in situ 1H NMR. In the case of D-threose and

L-erythrose, the complete disappearance of pyruvic acid was

observed after 48 h and a second portion of pyruvic acid

(50 mM) was added. After total conversion of pyruvic acid and

(2S)-α-hydroxylated aldehydes (24–96 hours), silica was added

to the reaction mixture and the suspension was concentrated

to dryness under reduced pressure before dry loading onto a

flash silica column. After silica gel chromatography using

CH2Cl2/CH3OH (v/v 90 : 10) (for L-ribulose and 5-deoxy-L-ribu-

lose) and ethyl acetate/CH3OH (v/v 100 : 0–90 : 10) as eluents

(for D-tagatose and L-psicose), L-ribulose, 5-deoxy-L-ribulose,

D-tagatose and L-psicose were isolated.

In situ 1H NMR measurements. The progress of preparative

scale enzymatic synthesis was monitored by using quantitative

in situ 1H NMR relative to 3-trimethylsilyl-2,2,3,3-tetradeutero-

propionate (TSP-d4) as an internal standard. Aliquots of

medium (450 µL) were removed over time and mixed with

50 µL of TSP-d4 (50 mM in D2O).

(3S,4S)-1,3,4,5-Tetrahydroxypentan-2-one (L-ribulose) 1. 1

was isolated as yellow oil; yield: 84 mg, 56%. Rf 0.43 (DCM/

CH3OH, 8 : 2). [α]20D = +15.8 (c 0.1, H2O) lit. [α]
20
D = +16.5 ± 1.5

(c 0.1 H2O).
38 NMR data were identical to those previously

described:39 (ratio: α-anomer/β-anomer/keto isomer = 63/23/

14); lit. ratio: α-anomer/β-anomer/keto isomer = 58/24/18.39

13C NMR (101 MHz, D2O): δ = (keto isomer) 213.9 (C-2), 76.8

(C-3), 74.0 (C-4), 67.9 (C-1), 62.7 (C-5); δ = (α-anomer) 104.0

(C-2), 72.9 (C-5), 71.9 (C-3), 64.2 (C-4), 71.6 (C-1); δ =

(β-anomer) 107.1 (C-2), 77.2 (C-3), 72.2 (C-5), 72.0 (C-4), 63.9

(C-1). m/z HRMS found [M + Cl]− 185.0212, C5H10O5Cl requires

185.0217.

(3S,4S)-1,3,4-Trihydroxypentan-2-one (5-deoxy-L-ribulose) 2.

2 was isolated as yellow oil; yield: 131 mg, 98%. Rf 0.27 (DCM/

CH3OH, 9 : 1). [α]20D = −25.6 (c 0.25, CH3OH) lit. [α]20D = −26.5

(c 0.7, CH3OH).12 NMR data were identical to those previously

described:12 1H NMR (400 MHz, CD3OD) δ = 1.19 (d, J = 6.4 Hz,

3H, H5); 3.92–3.99 (m, 1H, H3); 4.08 (d, J = 5.1 Hz, 1H, H4);

4.44 (d, J = 19.4 Hz, 1H, H1b); 4.55 (d, J = 19.4 Hz, 1H, H1a).
13C NMR (101 MHz, CD3OD) δ = 18.6 (C-5), 68.0 (C-1), 70.0

(C-4), 80.3 (C-3), 213.1 (C-2). m/z HRMS found [M + HCOO]−

179.0553, C8H11O4 requires 179.0556.

(3S,4S,5R)-1,3,4,5,6-Pentahydroxyhexan-2-one (D-tagatose) 3.

3 was isolated as a white powder; yield: 93 mg, 52%. Rf 0.31

(DCM/CH3OH, 8 : 2). [α]25D = −2.9 (c 2, H2O) lit. [α]
20
D = −2.5.40

NMR data were identical to those previously described:41

(ratio: α-D-tagato-2.6-pyranose/β-D-tagato-2.6-pyranose/

α-D-tagato-2.5-furanose/β-D-tagato-2.6-furanose: 72/22/2/4.; lit.

ratio: α-D-tagato-2.6-pyranose/β-D-tagato-2.6-pyranose/α-D-

tagato-2.5-furanose/β-D-tagato-2.6-furanose: 79/14/2/542):
13C NMR (101 MHz, D2O) δ = (α-D-tagato-2.6-pyranose): 99.0

(C-2), 71.8 (C-4), 70.6 (C-3), 67.2 (C-5), 64.7 (C-1), 63.1 (C-6); δ =

(β-D-tagato-2.6-pyranose): 99.1 (C-2), 70.6 (C-4), 70.1 (C-5), 64.5

(C-3), 64.3 (C-1); 60.9 (C-6); δ = (α-D-tagato-2.5-furanose): 105.8

(C-2), 80.0 (C-5), 77.5 (C-3), 71.9 (C 4), 63.2 (C-1), 62.6 (C-6); δ =
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(β-D-tagato-2.6-furanose): 103.4 (C-2), 80.9 (C-5), 71.8 (C-4), 71.5

(C3), 63.4 (C-1), 61.8 (C-6). m/z HRMS found [M + Cl]−

215.0319, C6H12O6Cl requires 215.0322.

(3S,4S,5S)-1,3,4,5,6-Pentahydroxyhexan-2-one (L-psicose) 4. 4

was isolated as a white powder; yield: 92 mg, 51%. Rf 0.31

(DCM/CH3OH, 8 : 2). [α]20D = −2.3 (c 0,1 H2O) lit. [α]
20
D = −2.4.43

Data for D-psicose: + 3.02 (c = 1.16 in H2O),
44 +3.1 (c = 1.62 in

H2O).
45 NMR data were identical to those previously described

for the D enantiomer:41,44 (ratio: α-D-psico-2.6-pyranose/β-D-

psico-2.6 pyranose/α-D-psico-2.5-furanose/β-D-psico-2.6-fura-

nose:25/24/37/13; lit. ratio: α-D-psico-2.6-pyranose/β-D-psico-2.6

pyranose/α-D-psico-2.5-furanose/β-D-psico-2.6-furanose: 22/24/

39/1542): 1H NMR (400 MHz, D2O)
1H NMR (400 MHz, D2O) δ =

3.43 (d, J = 11.7 Hz), 3.87–3.51 (m), 4.11–3.91 (m), 4.09 (s), 4.33

(dd, J = 7.6, 4.7 Hz). 13C NMR (101 MHz, D2O) δ = (α-D-psico-

2.6-pyranose) 98.6 (C-2), 72.6 (C-4), 66.8 (C-5), 66.4 (C-3), 64.0

(C-1), 58.9 (C-6); δ = (β-D-psico-2.6-pyranose) 99.3 (C-2), 71.12

(C-3), 69.9 (C-5), 66.0 (C-4), 65.1 (C-6), 64.9 (C-1); δ = (α-D-psico-

2.5-furanose) 104.2 (C-2), 83.6 (C-5), 71.2 (C-4), 71.2 (C-3), 64.2

(C-1), 62.2 (C-6); δ = (β-D-psico-2.6-furanose) 106.5 (C-2), 83.6

(C-5), 75.5 (C-3), 71.9 (C-4), 63.7 (C-6), 63.3 (C-1). m/z HRMS

found [M + Cl]− 215.0318, C6H12O6Cl requires 215.0322.
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Engineering a thermostable transketolase for
arylated substrates†‡

Thangavelu Saravanan,a Marie-Luise Reif,a Dong Yi,a Marion Lorillière,b,c

Franck Charmantray,b,c Laurence Hecquetb,c and Wolf-Dieter Fessner*a

Aromatic components are difficult substrates for enzymes catalyzing stereoselective carboligation reac-

tions. We have engineered transketolase from Geobacillus stearothermophilus by directed evolution to

utilize arylalkanals and benzaldehyde as the electrophilic substrate in highly stereoselective C–C bond

forming conversions. Enzyme variants were discovered with rate accelerations up to 28-fold that convert

2-phenylethanal, 3-phenylpropanal, phenyloxyethanal, benzyloxyethanal, and (N-Cbz)-3-aminopropanal

with formation of the corresponding aryl-substituted 1,3-dihydroxyketones in good yields (60–72%) and

virtually complete (3S)-stereoselectivity (>99% ee). Novel double-site variants were also found for the

conversion of benzaldehyde.

Introduction

Non-covalent interactions involving aromatic rings such as π–π

stacking, O–H/π, and cation–π interactions are key stabilizing

elements in both chemical and biological recognition. Because

of their hydrophobic nature and low chemical reactivity, aro-

matic ring systems are of paramount importance as constitu-

ents of synthetic building blocks for rational drug design and

lead optimization in medicinal chemistry.1 Sustainability

issues are progressively fostering the use of biocatalysis as a

green, eco-friendly technology with significant potential for

the chemical and pharmaceutical industries due to the advan-

tages of their mild reaction conditions and intrinsically high

chemo- and stereoselectivities.2 Enzyme-catalysed asymmetric

carboligation is an emerging tool, yet aromatic components

are of limited general utility for synthetic applications,

because such compounds not only have low solubility in

aqueous media but also low reactivity as electrophiles for aldo-

lases.3,4 Aryl-substituted chiral building blocks are more suit-

able as substrates for thiamine diphosphate (ThDP) dependent

enzymes,5 exemplified in the technical synthesis of (R)-phenyl-

acetylcarbinol [(R)-PAC] as precursor to ephedrine and other

alkaloids catalysed by pyruvate decarboxylase and related

biocatalysts.6

Transketolase (TK, EC 2.2.1.1), a key enzyme in metabolic

regulation that serves to connect the pentose phosphate

pathway to glycolysis, also is a member of the ThDP dependent

enzymes toolbox.3,7 In vivo, it performs the interconversion of

various phosphorylated sugars by catalyzing a reversible trans-

fer of a two-carbon ketol fragment from a ketose phosphate to

an aldose phosphate (Scheme 1a). To render synthetic reac-

tions irreversible in vitro, hydroxypyruvate (HPA) is used to

generate the ketol nucleophile with release of CO2.
8

Carboligation is both stereospecific, in that the new asym-

metric centre formed has the (S) configuration, and stereo-

selective, in that the enzyme shows a strong kinetic preference

for α-hydroxyaldehydes having a (2R)-configuration. This

makes TK a potent biocatalyst for the asymmetric synthesis of

chiral ketotriol products that have the final D-threo or (3S,4R)

configuration. TK shows high specificity towards its nucleophi-

Scheme 1 (a) Natural versus (b) desired catalytic reactions of

transketolase.

†Dedicated to Romas Kazlauskas on the occasion of his 60th birthday.

‡Electronic supplementary information (ESI) available: Enzyme kinetic and

stereoselectivity data, HPLC profiles, copies of original NMR spectra and NMR

shift experiments. See DOI: 10.1039/c6gc02017h
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lic ketol substrates but is more tolerant towards structural

modification in the electrophilic aldehyde substrate.3,9,10

However, specific activity towards aliphatic aldehydes lacking a

2-hydroxylation is about 40-fold lower than for the corres-

ponding hydroxylated derivatives.11 Also, the wild-type TK

from E. coli has been reported not to convert benzaldehyde

(1a) and the related heteroaromatic 2-furaldehyde and 2-thio-

phene carboxaldehyde,12,13 and to accept only a few arylated

aldehydes such as phenylethanal (1b) with very low

productivity.12,14

Recently, we have identified the TK from Geobacillus stearo-

thermophilus (TKgst) as a novel thermostable enzyme with high

potential for practical applications and future biocatalyst

development.15 TKgst offers a temperature optimum around

65 °C, remains active for three days at 65 °C, shows improved

tolerance against deactivation by aldehyde electrophiles and

has a high tolerance towards non-conventional media such as

organic solvents and ionic liquids.16 Also, thermostability of

the TKgst scaffold has been demonstrated to correlate well with

mutational robustness.17,18 TKgst has high protein sequence

and structural similarity to TKs from E. coli (TKeco),

S. cerevisiae and B. anthracis, for which protein crystal struc-

tures have been determined with bound substrates for a

detailed mechanistic understanding.19 Our previous structure-

guided work to broaden the substrate scope of TKgst towards

selected classes of non-natural substrates was targeted at two

opposing residues Leu382 and Asp470 in the active-site that

are responsible for substrate binding of the electrophilic reac-

tion partner and for controlling the enantioselective binding

of 2-hydroxyaldehydes by specific hydrogen bonding to the OH

group (Fig. 1). Indeed, protein libraries L382X/D470X gener-

ated by site-specific saturation mutagenesis (SSM) furnished

novel catalysts with significantly improved activity for the con-

version of generic aliphatic substrates such as propanal,17 or

with relaxed enantiomer selectivity for the conversion of non-

natural (2S)-configurated hydroxyaldehydes including

L-lactaldehyde and L-glyceraldehyde.18 However, no aryl-substi-

tuted aldehydes (Scheme 1b) have been tested yet as potential

substrates for TKgst.

Similarly, protein engineering of TKeco has been success-

fully used to improve its activity by single-point saturation

mutagenesis towards aliphatic aldehydes, with both enhanced

and reversed stereospecificity,5f,20 and also improved activity

towards aldose substrates was found by rational muta-

genesis.21 Variants of TKeco evolved on propanal were found to

show nascent activity on aromatic aldehydes12 that later could

be improved by rational engineering of protein and substrate

to increase polar contacts, e.g. by using formylbenzoic acids

that profit from better solubility and extra binding interaction

between their carboxylic acid group and the phosphate-

binding residues in the TK active-site.22

Still, a breakthrough is required for the conversion of

generic aryl-containing compounds as TK substrates to

broaden the scope of this enzyme class for novel applications

within in vitro metabolic cascades along the general concept of

Systems Biocatalysis.23 Here we report on our approach toward

novel TKgst variants that show rate accelerations up to 28-fold

for the conversion of various non-functionalized phenyl-

alkanals of the generic structure Ph(CH2)nCHO (1a–c, n = 0–2),

as well as of structurally related arylated substrates, that allow

the synthesis of the corresponding 1,3-dihydroxyketones in

good yields (50–73%) and virtually complete (3S)-stereo-

selectivity (>99% ee).

Results and discussion
Library selection and pH shift screening for improved activity

with 3-phenylpropanal

Arene-containing substrates in terms of their reactivity and

structure are far distinct from the natural sugar phosphates

used in vivo. Thus, TKgst variants able to accept phenylalkanals

as substrates require more hydrophobic contribution to sub-

strate binding and a sterically relaxed environment for an

accommodation of the arene moiety. All TK enzymes have a

highly conserved active-site environment to form a channel for

entrance of the natural substrates (phosphorylated sugars) to

the catalytic site at the ThDP cofactor, where residues that

bind the acceptor substrate (an aldose phosphate such as

D-erythrose 4-phosphate; Fig. 1) orient its electrophilic carbo-

nyl group towards a nucleophilic attack. These residues are

putative candidates to alter the TK substrate specificity. The

original L382X/D470X library was constructed to allow for a

cooperative adaptation of the TKgst active site towards various

modifications in the electrophilic substrate, such as stereoche-

mical inversion,18 as well as lower oxygenation state, increas-

ing steric bulk, and improved hydrophobic contact zone.17 In

particular, this library has proven useful for the successful

identification of variants that are highly active and highly

stereoselective for the conversion of generic alkanals,17 and

therefore it seemed to be appropriate also for binding of aryl-

containing substrate analogues. Depending on the specific

Ph(CH2)nCHO constitution the aryl unit might be expected to

Fig. 1 Illustration of the potential binding orientation for arylated alde-

hydes by superimposing 1c in minimum conformation (cyan) with the

experimental binding mode of erythrose 4-phosphate (salmon) in the

active site of the yeast TK (PDB entry 1NGS).25 Residue numbering is for

TKgst.
15 Graphic was produced with PyMOL.26
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occupy a variable position in the substrate-binding channel

from close to the reaction centre (for 1a, n = 0) up to close to

the active site entrance (for 1c, n = 2). In the former case, the

L382X/D470X library was expected to furnish suitable residue

combinations that could accommodate even a bulky phenyl

moiety, while for the latter case those residues forming the

phosphate-binding site might reasonably be assumed to offer

sufficient flexibility to also adapt a phenyl structure having a

diameter similar to that of a phosphate ester moiety (Fig. 1)

although its polarity is quite different.

Out of the many assay methods for measuring TK activity,24

our recently developed colorimetric pH based assay method

was chosen for library screening because of its simplicity,

speed, universality, sensitivity, and low cost.11 The TK cata-

lysed condensation of HPA and an aldehyde consumes one

proton per cycle owing to the release of carbon dioxide, which

in low-buffer medium causes a pH shift to alkaline and results

in a colour change in the presence of phenol red as a pH indi-

cator. This assay principle is independent of the structure of

an electrophilic substrate and can be applied in microtiter

plate format for the rapid substrate screening of TK as well as

for a reliable determination of its kinetic constants.11

Among the phenylalkanal series we selected 3-phenylpropa-

nal (1c) as the most representative substrate for a primary

screening, because 2-phenylethanal (1b) tends to form an enol

tautomer in aqueous solution that reduces the available alde-

hyde concentration, and benzaldehyde (1a) suffers from lower

reactivity as an electrophile owing to resonance stabilization.

The assay conditions had to be optimized, however, for this

specific substrate class because of their low solubility in the

reaction buffer, even in the presence of 20% DMSO added as a

co-solvent. Addition of 20% DMSO did not alter the activity of

TKgst and also did not impact the assay fidelity. A homogenous

assay solution could only be achieved at 10 mM substrate con-

centration, whereas at 25 mM incipient cloudiness of the solu-

tion precluded an accurate colorimetric measurement (Fig. 2).

However, using substrate concentrations as low as 10 mM

might be beneficial by enforcing more selective screening con-

ditions that should favour enzyme variants having an improved

substrate affinity.

As a short-cut we chose to screen the positive sub-set that

was obtained by previous screening of the entire L382X/D470X

library for activity with aliphatic aldehydes such as propanal.17

The focus on this set of 198 clones confirmed as active hits

with simple aliphatic substrates seemed plausible for the fol-

lowing reasons: firstly because of the structural similarity of

the propanal moiety that offered high likelihood for activity

also with the corresponding aryl-substituted substrate, sec-

ondly because inactive or incorrectly folded variants were

already excluded from the library, and thirdly because

sequences for this hit collection had already been determined,

which offered the most economical interpretation for any new

hits to be identified from a recurrent screening campaign.

Screening the active variant collection with the adapted

high-throughput pH-assay method indeed yielded mostly

active catalysts from which a set of 15 best hits was selected

for further study that surpassed a threshold of more than

8-fold activity when compared to wild-type TKgst. Identified

hits were confirmed by re-screening, then the protein variants

were expressed and purified for individual kinetic characteriz-

ation (Fig. 3, Table S1; see ESI‡).

Interestingly, while 9 hits (60%) out of this set of 15 best

catalysts for 3-phenylpropanal (1c) were also found among the

best variants previously identified to be active with propanal

and other aliphatic substrates,17 the best hits overall for 1c

were identified as new candidates that were found to be less

active with propanal. In particular, the best hit discovered for

conversion of 1c was the variant L382 M/D470L, which has an

activity of 28-fold over wild-type TKgst but had shown only

3-fold higher activity when screened with propanal.17 This

improved activity could be due to increased hydrophobic

binding affinity of the arylated aldehyde 1c in the active site.

Fig. 2 Solubility limits of phenylalkanal substrates Ph(CH2)nCHO (1a–c)

for assay development using buffer with 20% DMSO added as co-

solvent.

Fig. 3 Property spread for TKgst variants identified from L382X/D470X

library that were identified for >8-fold higher activity with 3-phenylpro-

panal (1c) than wild-type enzyme (blue). Variants showing highest effec-

tivity (red) and lowest stereoselectivity (green) are highlighted in color.

Variants are labeled with one-letter code for clarity. Assay solution

(200 µL) contained TKgst variant (25 µg), Li-HPA (50 mM), 1c (10 mM),

ThDP (2.4 mM), MgCl2 (9 mM), phenol red (0.028 mM), DMSO (20% v/v)

and triethanolamine buffer (2 mM, pH 7.5). The ee of product 2c was

determined by chiral HPLC analysis.
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Determination of stereoselectivity for active TKgst variants

The stereoselectivity of the active variants in the carboligation

step with 3-phenylpropanal (1c) was determined by chiral

HPLC analysis of the products formed upon analytical-scale

synthesis reactions performed at room temperature. Wild-type

TKgst produced the carboligation product 2c rather sluggishly

with only low 22% ee, which was rather unexpected in view of

the much higher 79% ee observed for addition to propanal.17

The most active variant L382 M/D470L showed only 43% ee in

the carboligation step, which seems to indicate that the

mutation probably improves the general binding affinity

without significantly improving the carbonyl orientation. The

majority of the top active variants (10/15 = 67%) catalysed the

addition with 54–81% ee.

Replacement of Asp470 by non-polar residues mostly led to

catalysts that convert 1c with low selectivity, while small polar

residues (Ser, Thr) seem to be a better compromise to support

both good rate and selectivity; e.g., the single variant D470T

showed 75% ee for 1c. The least selective catalyst proved to be

the L382A/D470I variant, which gave almost racemic product

(4% ee). The most selective variant L382F/D470S showed a

perfect product ee of >99% at a very high 19-fold rate accelera-

tion. With propanal, the latter variant had been determined

previously to show only 5-fold rate increase and 94% ee.17 It is

interesting to note that the unique L382F mutation apparently

is critical for an optimally controlled orientation of the

aldehyde carbonyl group in the carboligation transition

state to induce maximum stereoselectivity, because we pre-

viously observed a similar preference for the L382F mutation

when investigating the selectivity with aliphatic aldehyde

substrates.17

Analysis of substrate scope

In a subsequent stage, the most effective variants verified from

the screening with 1c, i.e. L382F/D470S, L382N/D470S, L382

M/D470S and L382 M/D470T as judged by rate and stereo-

selectivity, were also tested for their activity profile with struc-

turally related substrates (Fig. 4, Table S2; see ESI‡). Wild-type

TKgst and the most active variant L382 M/D470L were included

for comparison. Substrate modifications considered in this

study were the lower homologue 2-phenylethanal (1b) and a

few heteroatom containing substrate analogues such as pheny-

loxyethanal (equivalent in size to 1c), benzyloxyethanal as well

as (N-Cbz)-3-aminopropanal that were included to represent

compounds of varying polarity and molecular dimensions.

Substrate 1b showed a rate profile very similar to that for 1c,

and the other aldehydes were also accepted by the variants

tested with improved rate (up to 19-fold activity relative to

wild-type). Interestingly, reactions of both the aryl ether com-

ponents showed almost identical activity when compared to

each other with all of the catalysts considered, but reactions

were consistently somewhat less accelerated than those of pure

arylakanals, despite the fact that the oxygenated compounds

should profit from a higher electrophilic reactivity. Possibly,

the oxygen atom is experiencing electrostatic repulsive inter-

actions not found for the aliphatic chains, or the extent of

hydrate formation.

Preparative-scale experiments using best TKgst variant

Preparative carboligation was carried out with all the tested

aldehyde substrates and HPA as the nucleophile using the

most effective (active and selective) variant L382F/D470S

(Scheme 2). Reactions were conducted at 50 °C to profit from

high overall reaction rates and the improved solubility of the

arylated aldehyde substrates. The corresponding products were

isolated with moderate to good yields (50–73%) and spectro-

scopically characterized to confirm their constitution. The

Scheme 2 Synthetic reactions performed with variant TKgst

L382F/D470S.

Fig. 4 Substrate scope of new TKgst variants for aryl-containing alde-

hydes. Substrates: 2-phenylethanal, 3-phenylpropanal, phenoxy-

ethanal, benzyloxyethanal, (N-Cbz)-3-aminopropanal. The assay

solution (200 µL) contained TKgst variant (25 µg), Li-HPA (50 mM), alde-

hyde (10 mM), ThDP (2.4 mM), MgCl2 (9.4 mM), phenol red (0.028 mM),

DMSO (20% v/v) and triethanolamine buffer (2 mM, pH 7.5).
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stereoselectivity was analysed by chiral HPLC, which gave high

resolution for the racemic product from 3-phenylpropanal

obtained by a chemical synthesis method27 and showed an

excellent enantiomeric purity (>99% ee) for the enzymatically

produced material 2c. In correlation with results obtained for

the structurally related propanal adduct, it is assumed that the

ketodiol must have the (3S) configuration. An earlier literature

report had shown that the TKeco variant D469T also converts

2-phenylethanal into the corresponding (3S)-ketodiol with 96%

ee.12 Despite extensive experimental variation, the other pro-

ducts could not be directly resolved with available chiral HPLC

columns, and derivatization (e.g., mono- or dibenzoylation)12

led to significant levels of racemized products.17 However, we

found that the isolated AB signal of the C1 protons, which is a

characteristic of all the products, differentially shifts in the

presence of Pirkle’s alcohol, and thus allows for a sensitive

determination of the enantiomeric purity. This method corre-

lates well with the HPLC determination for 2c and confirmed

the optical purity (>98% ee) of the products 2b, 3, 4 and 5, as

was to be expected from the close structural relationship

across the substrate series (Table S3; see ESI‡).

Identification of improved TKgst variants for benzaldehyde

Benzaldehyde (1a) is an attractive substrate for the synthesis of

chiral building blocks but suffers from rather low electrophili-

city relative to aliphatic aldehydes, and consequent lower reac-

tivity in enzymatic carboligation reactions due to its resonance

stabilization. On the other hand, aqueous solubility of 1a is

significantly higher than for the phenylalkanals studied

(Fig. 2). Similar to TKs from other organisms,12 wild-type TKgst

showed very little activity against 1a (Fig. 5), which clearly is of

kinetic origin upon coupling to the practically irreversible dec-

arboxylation of HPA. When the most stereoselective variant

L382F/D470S showed only little improved reactivity with 1a

(<10-fold enhancement), the entire original hit library for pro-

panal was screened again with 1a in an attempt to find active

clones that are better suited to adapt the increased bulkiness

of this specific substrate type. The screening identified four

unique TK variants L382E/D470T, L382N/D470T, L382N/D470S

and L382D/D470S (Fig. 5).

Apparently, an exchange of the native negatively charged

Asp470 with a polar but uncharged Ser or Thr residue seems

to improve the productive binding of 1a for the carboligation

step. Our recent studies also revealed Ser or Thr replacements

for Asp470 to be instrumental for activity and stereoselectivity

of TKgst with non-hydroxylated substrates,17 as well as with

unnaturally (2S)-configured hydroxyaldehydes.18 Similar obser-

vations were previously also reported for analogous variants of

TKeco created at its corresponding Asp469 site, among which

the D469T variant turned out to show low activity towards

unsubstituted 1a and related hetero-analogous compounds

that was not observed with the wild-type.12 Thus, it seems

clear that at least one hydrogen bond donating residue at posi-

tion 470 (in TKgst) is critical to maintain sufficiently high

activity with substrates that do not carry any, or at least no

(2R)-hydroxylation. In order to evaluate this hypothesis, we

further compared the activity of the single-point variant TKgst

D470T, which confirmed its activity with benzaldehyde, albeit

at a rather low level like for the TKeco homologue (Fig. 5). On

the other hand, this result also revealed that much of the

higher rate acceleration by more than one order of magnitude

observed for the double-site hits is caused by the accompany-

ing replacement of the second residue, which hints to a strong

cooperative effect.§

Quite to our surprise, all hits for 1a include an exchange of

the hydrophobic Leu382 by a polar or even anionic residue,

which by its location should be positioned in direct contact

with the large hydrophobic aromatic ring system. Although O–

H/π bonding in a suitable substrate orientation may be

involved, as well as new hydrogen bonding contacts to neigh-

bouring residues, a more detailed interpretation is currently

difficult in the absence of an experimental structure or reliable

computational model for these mutants.

Stereoselectivity determination for the reaction with 1a

(Scheme 3) was investigated using the variant L382N/D470S,

which displayed the highest overall rates. An accurate ee ana-

Fig. 5 TKgst variants identified for improved activity against benz-

aldehyde (1a), in comparison to wild-type as a negative control and the

TKgst D470T variant (matching the published TKeco D469T mutation) as

a positive control. The assay solution (200 µL) contained TKgst variant

(20 µg), Li-HPA (50 mM), 1a (10 mM), ThDP (2.4 mM), MgCl2 (9.4 mM),

phenol red (0.028 mM), DMSO (20% v/v) and triethanolamine buffer

(2 mM, pH 7.5).

Scheme 3 Conversion of benzaldehyde performed with variant TKgst

L382N/D470S.

§Notably, the specific activity of ca. 0.5 U mg−1 our best TK variants identified

for benzaldehyde conversion compares quite favourably with the activity of 2.5 U

mg−1 of the so far best variant of the pyruvate decarboxylase from Zymomonas

mobilis that recently had been engineered for optimized carboligation activity

with benzaldehyde for (R)-PAC synthesis.6d
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lysis28 proved difficult, though, because of the instability of the

chiral centre in 2a under the slightly basic reaction conditions

(pH 7.5) due to C–H acidity of the ketone and the benzylic acti-

vation. The tendency for in situ racemization via enolate for-

mation may also be inferred from a facile carbonyl rearrange-

ment to the resonance-stabilized benzylic position, which gave

rise to the formation of the corresponding rac-dihydroxypro-

piophenone 6 upon extended reaction times, as has been

noted elsewhere.12 However, no side products from consecu-

tive double carboligation events (i.e., 7) were observed as had

been reported for TKeco catalysts (Scheme 3).12

Conclusions

In this study, we have identified various double-site variants of

the TKgst with significant improvement of activity and stereo-

selectivity towards arylated aldehydes (1a–c), which expand the

toolbox for asymmetric carboligation towards an important

class of new products.¶ It is appropriate to note that the reac-

tions presented above lead to novel chiral products that

hitherto were inaccessible by biocatalytic carboligation activity.

So far, these structures cannot be produced by using other

ThDP-dependent enzymes and, because of their unique

acyloin nature of the ketodiol moiety, they are no substrates

for aldolases either.3,4,9

Our study confirms that the stable TKgst is an excellent cata-

lytic scaffold for challenging reaction conditions such as the

presence of organic co-solvents at elevated temperatures

needed to support the conversion of non-physiological sub-

strates having low aqueous solubility. The intrinsic stereo-

selectivity of TKgst and its engineered variants render them

valuable candidates for elaborate synthetic processes that can

be operated efficiently under mild conditions with low environ-

mental footprint.

Experimental
Materials and methods

All chemicals were purchased from Sigma-Aldrich. Li-HPA,30

2-benzyloxyethanal,31 2-phenoxyethanal and (N-Cbz)-3-amino-

propanal32 were synthesized according to literature pro-

cedures. NMR spectra were recorded on Bruker AR-300 and

DRX-500 spectrometers. IR spectra were recorded on a FT-IR

spectrometer Paragon 1000. Column chromatography was per-

formed on Merck 60 silica gel (0.063–0.200 mesh; Millipore);

analytical thin layer chromatography was performed on Merck

silica gel plates 60 GF254 with anisaldehyde stain for detec-

tion. Reaction pH for preparative synthesis was maintained

using a Schott TitroLine alpha TL autotitrator. Chiral HPLC

analysis was performed on a Shimadzu 20A system using a

Daicel Chiralpak IB column (4 × 250 mm) and n-hexane with

10% isopropanol was used as a mobile phase at a flow rate of

1.0 mL min−1 with UV detection at 215 nm. Optical rotation

was measured using a Perkin Elmer Model 141 polarimeter.

Kinetic measurements were carried out on a SpectraMax

190 microplate reader at 560 nm.

Library screening

Transketolase library. For the construction of the TKgst

Leu382X/Asp470X double-site mutagenesis libraries, the

QuikChange kit from Agilent (USA) was used. The complete

protocol for the library creation was already described.17

Preparation of cell-free lysate. 2 µL of each clone from the

subset library (198 clones; active hits from propanal screening)

was transferred to individual wells in 96-well plates containing

150 µL per well LB growth media comprised with 50 µg mL−1

kanamycin. BL21(DE3) host cells were used as a control. The

plates were sealed with plastic lids to avoid evaporation, and

then incubated (Heidolph Titramax 1000 microplate incuba-

tor) at 37 °C, 900 rpm overnight. After that, 20 µL was trans-

ferred from each well to 96-deepwell plates containing 400 µL

per well of LB-kanamycin (50 µg mL−1) growth medium with

0.1 mM IPTG. The plates were covered with sealing foil, then

incubated at 30 °C, 1200 rpm overnight. Cells were harvested

by centrifugation at 4000g for 30 min. The culture medium

was removed and the cell pellets stored at −80 °C. The cell

pellets were suspended in 150 µL re-suspension buffer (1/10

BugBuster solution (Novagen, Germany)), 0.5 mg mL−1 lyso-

zyme (Roth, Germany) and 4 U mL−1 Benzonase endonuclease

(Novagen, Germany) and incubated in a shaker for 1 hour at

room temperature. Then, the cell lysate was centrifuged at

4000g for 30 min.

Mutant screening method. A 40 µL aliquot of the super-

natant, containing ca. 40 µg of TK protein, was transferred to a

new 96-well plate. Substrate solution [140 µL; containing 9 mM

MgCl2, 2.4 mM ThDP, 0.028 mM phenol red, 10 mM 3-phenyl-

propanal (20% DMSO), 2 mM TEA at pH 7.5] was added to

each well. The reaction was initiated by the addition of 50 mM

HPA as the lithium salt (Li-HPA). The OD increase was read by

plate-reader at 560 nm. Positive colonies with greater than

8-fold activity from all plates were picked into a new plate for a

second round of screening.

Expression and purification of positive mutants

Each clone was raised in 2 L auto-induction medium (without

preculture)33 with addition of a few drops anti-foam suspen-

sion. After 20 h incubation at 200 rpm and 37 °C, the culture

was harvested at 4000 rpm for 30 minutes. The collected cells

were re-suspended in 100 mL of 20 mM phosphate buffer

(pH 7.4), and the suspension was frozen at −20 °C. After

thawing, lysozyme (1 mg mL−1) and DNase I (1 μL mL−1 from

stock of 1 mg mL−1 in 50% glycerol (w/v); 20 mM Tris HCl, pH

7.5; 1 mM MgCl2) were added and the mixture stirred for 1 h

at 37 °C. After addition of 100 mL 0.5 M NaCl, 20 mM phos-

phate buffer (pH 7.4) the suspension was centrifuged at

12 000g for 30 min. The supernatant was removed and 30 mM

¶ Interestingly, all hits active with 1a (except for the L382F/D470S variant) were

also found to be active with (E)-cinnamaldehyde,29 as could be gathered by TLC

monitoring of small analytical-scale experiments.
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imidazole (5 M stock solution) was added. The Ni-NTA column

(GE FastFlow resin with gravity flow) was equilibrated with

0.5 M NaCl, 20 mM phosphate buffer pH 7.4. Then the super-

natant was applied and the column washed with 10 column

volumes of buffer with 30 mM imidazole to remove unbound

and unspecifically bound proteins. Protein was eluted with 10

column volumes of 0.5 M NaCl, 20 mM phosphate buffer con-

taining 50 mM EDTA. The buffer in the eluted protein solution

was exchanged by ultra-filtration against 2 mM TEA buffer

(pH 7.0) and this solution was lyophilized. The purity of these

samples was analyzed by SDS-PAGE and their protein concen-

tration was measured by the Bradford method.

General procedure for preparative scale biocatalytic synthesis

ThDP (28 mg, 2.4 mM) and MgCl2·6H2O (48 mg, 9.4 mM) were

dissolved in H2O (25 mL, total volume) and the pH adjusted to

7.5 using 0.1 M NaOH. To this, the lyophilized TKgst

(L382F/D470S or L382N/D470S) enzyme (12 mg) was added

and the mixture stirred for 30 min. After 30 min Li-HPA

(152 mg, 50 mM) and 3-phenylpropanal (50 mM) with 5%

DMSO as co-solvent were added and then stirring continued at

50 °C. The pH was automatically maintained throughout at 7.5

by addition of 0.1 M HCl using a pH stat. Reactions were moni-

tored by TLC, and after 12 h the reaction mixture was concen-

trated under vacuum. The crude material was dry loaded on a

silica column and purified using cyclohexane–ethyl acetate

(1 : 1) as eluent.

(R)-1,3-Dihydroxy-1-phenylpropan-2-one (2a).12 Yield 103 mg

(50%); 1H NMR (500 MHz, CDCl3): δ 7.41–7.32 (m, 5H), 5.24 (s,

1H), 4.34 (d, J = 19.4, 1H), 4.23 (d, J = 19.4 Hz, 1H); 13C NMR

(125 MHz, CDCl3); δ 209.1, 137.5, 129.4, 129.3, 127.1, 77.9,

65.3.

(S)-1,3-Dihydroxy-4-phenylbutan-2-one (2b).12 Yield 135 mg

(60%); 1H NMR (500 MHz, CDCl3): δ 7.34–7.31 (m, 2H),

7.29–7.26 (m, 1H), 7.22–7.19 (m, 2H), 4.50–4.46 (m, 1H), 4.41

(d, J = 19.5, 1H), 4.31 (d, J = 19.5 Hz, 1H), 3.12 (dd, J = 14 Hz &

4.5 Hz, 1H), 2.88 (dd, J = 14 Hz & 8 Hz, 1H); 13C NMR

(125 MHz, CDCl3); δ 211.4, 135.8, 129.5, 129.0, 127.4, 76.1,

66.4, 40.6.

(S)-1,3-Dihydroxy-5-phenylpentan-2-one (2c). Yield 177 mg

(73%); [α]25D = +27.0 (c 2, CH3OH); 1H NMR (300 MHz, CDCl3):

δ 7.27–7.33 (m, 3H), 7.18–7.24 (m, 2H), 4.44 (d, J = 19.5, 1H),

4.35 (d, J = 19.5, 1H), 4.26 (dd, J = 8.7 & 3.9 Hz, 1H), 2.78 (t, J =

7.8, 2H), 2.03–2.14 (m, 1H), 1.82–1.95 (m, 1H); 13C NMR

(75 MHz, CDCl3): δ 211.8, 140.7, 128.7, 128.6, 126.4, 74.3, 65.6,

35.8, 31.1; EI-MS: m/z = 217.08357, calcd for C11H14O3[M + Na],

217.08352; HPLC: racemic product gave retention times of 29.9

(3S) and 32.4 (3R) at 1 mL min−1 flow rate with n-hexane and

iso-propanol (95 : 05). The enzymatic product was obtained

with ee >99% (3S isomer).

(S)-1,3-Dihydroxy-4-phenoxybutan-2-one (3). Yield 127 mg

(52%); [α]25D = +38.0 (c 2, CH3OH); 1H NMR (500 MHz, CDCl3):

δ 7.31–7.28 (m, 2H), 7.02–6.99 (m, 1H), 6.91–6.88 (m, 2H),

4.67–4.52 (m, 3H), 4.28 (dd, J = 10 Hz & 4.5 Hz, 1H), 4.22 (dd,

J = 10 Hz & 4.5 Hz, 1H); 13C NMR (125 MHz, CDCl3); δ 210.0,

157.9, 129.8, 122.1, 114.8, 74.4, 69.0, 66.9; νmax(neat)/cm
−1

3441, 2925, 1730, 1242, 1081; ESI-MS: m/z calcd for C11H14O3

[M + Na] 219.06, found 219.07.

(S)-4-(Benzyloxy)-1,3-dihydroxybutan-2-one (4). Yield 142 mg

(54%); [α]25D = +31.0 (c 2, CH3OH); 1H NMR (300 MHz, CDCl3):

δ 7.38–7.27 (m, 5H), 4.59–4.49 (m, 3H), 4.45–4.37 (m, 2H), 3.77

(dd, J = 10 Hz & 4.5 Hz, 1H), 3.69 (dd, J = 10 Hz & 4.5 Hz, 1H);
13C NMR (75 MHz, CDCl3); δ 210.8, 137.1, 128.7, 128.3, 128.0,

75.0, 73.9, 70.9, 66.8; νmax(neat)/cm
−1 3446, 2926, 1717, 1098;

ESI-MS: m/z calcd for C11H14O3[M + Na] 233.08, found 233.09.

(S)-(N-Cbz)-5-amino-1,3-dihydroxypentan-2-one (5). Yield

158 mg (50%); [α]25D = +24.0 (c 2, CH3OH); a complex NMR

spectrum was recorded that showed two cyclic diastereomeric

hemi-aminal compounds and their conformational equili-

brium: 1H NMR (500 MHz, CDCl3): δ 7.36–7.28 (m), 5.25 (t, J =

4.5 Hz) 5.13–5.05 (m), 4.49 (dd, J = 19.5 Hz & 9.5 Hz), 4.27 (dd,

J = 9.5 Hz & 3.5 Hz), 4.18 (t, J = 4.5 Hz) 4.12–4.02 (m, 1H),

3.81–3.71 (m), 3.64–3.59 (m), 2.32–2.10 (m), 2.01–1.67 (m);
13C NMR (125 MHz, CDCl3); δ 212.6, 156.2, 136.3, 136.0, 128.7,

128.6, 128.6, 128.4, 128.3, 128.2, 128.1, 128.0, 88.0, 77.4, 73.1,

72.8, 67.6, 67.3, 66.8, 66.0, 64.4, 43.3, 40.2, 37.0, 36.1, 34.1,

29.3, 24.2; νmax(neat)/cm
−1 3440, 2927, 2361, 1717, 1695, 1264,

1047; ESI-MS: m/z calcd for C11H14O3[M + Na] 290.10, found

290.10.
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Second-Generation Engineering of a Thermostable
Transketolase (TKGst) for Aliphatic Aldehyde Acceptors with
Either Improved or Reversed Stereoselectivity

Chaoqiang Zhou,[a] Thangavelu Saravanan,[b] Marion Lorilli�re,[c] Dongzhi Wei,[a]

Franck Charmantray,[c] Laurence Hecquet,[c] Wolf-Dieter Fessner,[b] and Dong Yi*[a]

The transketolase from Geobacillus stearothermophilus (TKGst) is

a thermostable enzyme with notable high activity and stability

at elevated temperatures, but it accepts non-a-hydroxylated

aldehydes only with low efficiency. Here we report a protein

engineering study of TKGst based on double-site saturation mu-

tagenesis either at Leu191 or at Phe435 in combination with

Asp470; these are the residues responsible for substrate bind-

ing in the active site. Screening of the mutagenesis libraries re-

sulted in several positive variants with activity towards propa-

nal up to 7.4 times higher than that of the wild type. Variants

F435L/D470E and L191V/D470I exhibited improved (73% ee,

3S) and inverted (74% ee, 3R) stereoselectivity, respectively, for

propanal. L191V, L382F/E, F435L, and D470/D470I were con-

cluded to be positive mutations at Leu191, Leu382, Phe435,

and Asp470 both for activity and for stereoselectivity improve-

ment. These results should benefit further engineering of TKGst

for various applications in asymmetric carboligation.

A transketolase (EC 2.2.1.1, TK) is a thiamine-diphosphate

(ThDP)-dependent enzyme that catalyzes the transfer of a two-

carbon hydroxyacetyl unit from a ketose phosphate to an

aldose phosphate with reversible CÿC bond cleavage and for-

mation.[1] In addition to phosphorylated substrates, TK also has

a wide acceptor tolerance for non-phosphorylated aldose

sugars.[2] Moreover, the use of hydroxypyruvate (HPA) as donor

results in the formation of carbon dioxide concomitantly with

the two-carbon unit transfer, thus making the reaction irrever-

sible.[3] Therefore, TKs have become potent biocatalysts for the

asymmetric synthesis of chiral ketose-type products,[4] with the

newly formed asymmetric carbon atoms having the 3S config-

uration (Scheme 1).

We recently cloned a previously unidentified thermostable

TK that shows notable high activity and stability at elevated

temperatures from the thermophilic Geobacillus stearothermo-

philus (TKGst).
[5] High thermostability is a significant and useful

feature for an enzyme, with the potential to expand its poten-

tial for preparative applications and future biocatalyst develop-

ment.[6] The ability to perform processes at elevated tempera-

tures could offer opportunities to broaden the scope of syn-

thetic applications based on biocatalysis by a thermostable TK,

firstly due to improved solubility of hydrophobic aldehyde ac-

ceptors at higher temperatures, and secondly due to increased

activity of the enzyme, especially towards unconventional sub-

strates.[7] However, like TKs from other sources, TKGst has strict

enantiomer selectivity for a-substituted aldehyde acceptors,

with a 2R-hydroxylated aldehyde being required for high activi-

ty, leading to the synthesis of d-threo-ketoses (3S,4R). However,

we showed that at high temperature TKGst activity towards 2S-

hydroxylated aldehydes is greatly enhanced, thus allowing the

synthesis of the corresponding l-erythro-ketoses (3S,4S).[8] A

comprehensive comparative analysis of the substrate tolerance

of TKGst showed that non-a-hydroxylated aldehydes are accept-

ed by wild-type TKGst with activity 40 times lower than that

towards the corresponding a-hydroxylated derivatives

(Scheme 1).[5] The removal of the a-hydroxy group reduces the

number of possible hydrogen-bonding contacts between TK

and acceptor substrate and might also affect the catalytic effi-

ciency and the stereoselectivity of TKGst.
[5, 9] Thus, a structural

adjustment based on mutagenesis of the residues in the active

site that make contact with the substrate might help to im-

prove the binding and activation of non-a-hydroxylated sub-

Scheme 1. TK-catalyzed reactions with lithium hydroxypyruvate (LiHPA) and

generic aldehydes.
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strates. Here we report on combined saturation mutagenesis

of TKGst at the positions Leu191, Phe435, and Asp470, as well

as on its influence on the activity and stereoselectivity of TKGst

towards aliphatic aldehyde acceptors.

In order to identify the key amino acid residues that bind to

the substrates, we simulated the structure of TKGst by using the

web-tool SWISS-Model[10] and the crystal structures of TKs from

Bacillus anthracis (PDB ID: 3M49) and Saccharomyces cerevisiae

(PDB ID: 1NGS)[11] as templates, because of their high protein

sequence similarity to TKGst (Figure 1). In the substrate tunnel

of the active pocket, a hydrogen bond forms between Asp470

and the a-hydroxy group of d-erythrose-4-phosphate (E4P),

which is a natural substrate of TKs. At the position opposite

Asp470, Leu382 provides a hydrophobic contribution to sub-

strate binding. Therefore, in our previous study, these two key

residues were chosen as the preferred mutagenesis positions

for the creation of a double-site saturation mutagenesis library,

out of which the top variant—L382F/D470—has specific activi-

ty towards propanal 11 times higher than that of the wild

type, yielding the 3S product with high ee (>95%).[9] However,

all of the positive variants from this library were found to

maintain the stereopreference for the 3S configuration, except

for the variant L382I/D470L, which showed inversed stereo-

selectivity but only with a very low ee (9.4%).[9] None of the

positive variants can be used for the synthesis of 3R-configured

products.

Aside from Leu382 and Asp470, we also found that Leu191

and Phe435 form a nonpolar pocket jointly with Leu382.

Leu191, Leu382, Phe435, and Asp470 are arranged almost in

a plane in space surrounding the C2 atom of an acceptor.

Therefore, a rational combination of residues at these four

positions might either endow TKGst with improved affinity or

invert its stereoselectivity towards aliphatic aldehyde accept-

ors. Thus, we chose Leu191 and Phe435 as new positions for

further mutagenesis. Because Asp470 is the key residue that

binds to the a-hydroxy group of a substrate, a mutation at this

position will greatly affect the substrate specificity of TKGst.

Therefore, we constructed two combined site-specific satura-

tion mutagenesis (SSM) libraries for L191/D470 and F435/D470

replacement with a CAST-like strategy using NNK codon de-

generacy; each requires at least 3066 clones for screening to

achieve a statistical 95% coverage.[12] Finally, 3456 colonies (2�

36; 96-well plates) were in each case picked for these two

double-site libraries, named L191/D470 and F435/D470.

For the screening of the mutagenesis libraries we used a pre-

viously described colorimetric pH-based high-throughput assay

method[13] based on the decarboxylation of lithium hydroxy-

pyruvate (LiHPA) upon acyl transfer to an aldehyde acceptor.

The continued release of carbon dioxide during the reaction

increases the pH of the reaction mixture, which can be mea-

sured photometrically by the color change of the pH indicator

phenol red at low buffer concentration. This pH-based assay

method is independent of acceptor structure and broadly

applicable. It allows rapid, sensitive, and reliable screening of

variants obtained through directed evolution. By using this

method, the top 21 and 22 positive clones towards propanal

were identified in the L191/D470 and F435/D470 libraries, re-

spectively, and the corresponding mutations were determined

by plasmid sequencing. These top variants with propanal were

finally collected for one-step heat-shock purification and inde-

pendent activity identification.[5, 9] A high-throughput fluorime-

try determination[14] showed that the Tm values of all positive

variants were between 77 and 79 8C, comparable with that of

wild-type TKGst (77 8C, Table S1 in the Supporting Information).

These results illustrate that mutagenesis at Leu191, Phe435,

and Asp470 does not apparently affect the correct folding and

high thermostability of TKGst.

The activity determination for all 43 variants from both libra-

ries are summarized schematically in Figure 2, and values are

listed in Table S1. Eight positive variants from the L191/D470 li-

brary have activity more than three times higher than that of

the wild type. The top variant—L191I/D470L—has an activity

improvement of roughly 7.4-fold. It is notable that all eight of

these variants contain a Leu or an Ile mutation at the 470 posi-

tion. This activity increase after a hydrophobic exchange of the

D470 residue is similar to those seen in the L382/D470 library,

out of which the top variant was the single-point variant L382/

D470I. Correspondingly, similar variation at position 191 with

Ile, Leu, and Val produced the top four variants. Hydrophobic

replacement at both the 191 and 470 positions could probably

increase the affinity towards the alkyl moiety of the propanal

substrate and thus greatly improve the activity towards ali-

phatic aldehyde acceptors.

Mutation at the 435 position was found to result in a rather

limited activity improvement. Only three variants showed activ-

ity more than three times higher than that of the wild type,

out of which the top variant—F435L/D470E—showed a roughly

4.9-fold activity improvement. Most positive variants contain

nonpolar or uncharged polar residues at the 435 position, such

as Leu, Ala, Val, Ile, Phe, Met, and Thr. The corresponding muta-

tion at the 470 site resulted in larger variety of hits, including

acidic, basic, polar, and nonpolar residues, such as Glu, Asp,

Figure 1. Model of the acceptor binding based on structure simulation of

TKGst with use of the X-ray crystal structure of TK from B. anthracis (PDB ID:

3M49) as template. The simulated structure was aligned to the X-ray crystal

structure of yeast TK (PDB ID: 1NGS)[11] to obtain the conformation of ThDP

and E4P in the pocket. The structure of propanal was aligned to E4P to

obtain its conformation. Graphic created with PyMOL software.

ChemBioChem 2017, 18, 455 – 459 www.chembiochem.org � 2017 Wiley-VCH Verlag GmbH&Co. KGaA, Weinheim456

Communications



Trp, Tyr, Pro, His, Ser, and Leu. However, all of the residue com-

binations at the 435/470 positions followed the same trend of

including at least one nonpolar amino acid.

To evaluate the effect of an extended carbon chain in an ali-

phatic aldehyde acceptor on the activity of positive variants,

we measured their activity towards the C4 aldehyde butanal,

against glycolaldehyde as a reference substrate, because this is

one of the best known acceptor substrates for wild-type TKGst

(Table S1). Most variants presented an activity increase towards

butanal proportionally with propanal (Figure S1), thus indicat-

ing that structurally similar aldehydes are likely processed by

the TK variants through similar substrate binding interactions.

A single-site mutation at the 435 position to Ile produced the

best variant, with a 7.3-fold activity improvement towards

butanal relative to the wild type. Meanwhile, whereas most

variants showed low activity towards glycolaldehyde, probably

because of the loss of hydrogen bonding to its a-hydroxy

group, several candidates that retain the wild-type Asp at the

470 position even showed improved activity towards glycolal-

dehyde (Table S1): up to 2.7-fold, for example, for the variant

L191I/D470.

The stereoselectivity of all 43 top TKGst variants in the carbo-

ligation step was determined with LiHPA as the donor and

propanal as the acceptor in multi-deep-well format.[9] The ee

values of the product were determined by chiral GC after der-

ivatization with acetic anhydride in pyridine as catalyst and

solvent.[9, 15] Although peracetylation has been shown to cause

some racemization owing to the basicity of pyridine,[9] the

method is still rapid and convenient for stereoselectivity

screening. All of the ee values are listed in Table S1 and sum-

marized schematically in Figure 2. These results clearly show

that mutation at the Leu191 position strongly affects—and is

even able to reverse—the stereoselectivity of TKGst. Approxi-

mately 62% of the positive variants from the L191/D470 library

yielded products with the unnatural 3R configuration. Remark-

ably, three variants with a Val residue at the 191 position

(L191V/D470R, L191V/D470I, and L191V/D470) exhibited the

highest 3R stereoselectivity.

The top variant—L191V/D470R—formed a product with

84% ee (3R), although its activity towards propanal was less

satisfactory. However, L191V/D470I showed both high activity

and 3R stereoselectivity (5.8-fold activity improvement, 74%

ee). In our previous study, we had identified a similar single-

site D470I variant within the L382/D470 library showing a 16-

fold activity improvement and 74% ee for 3S stereoselectivity.[9]

It is quite surprising that an additional conservative mutation

at Leu191 to Val, a similar nonpolar residue, could completely

reverse the stereoselectivity. It may be speculated that the

shorter side chain of Val in relation to that of Leu might offer

more space in the substrate tunnel and that this might cause

some reorientation of the aliphatic chain of the substrate and

in turn change the orientation of the aldehyde carbonyl group

to position it for an attack of the nucleophile from the oppo-

site face. In terms of the evolution results for TKs from other

sources, only the H26Y and D469Y variants of TK from Escheri-

chia coli (TKEco) have previously been reported to exhibit an in-

verted 3R stereoselectivity towards propanal, with 88 and 53%

ee, respectively.[15] However, a fourfold activity increase, as well

as the level of enantioselectivity, claimed for the H26Y variant

over the wild-type enzyme could not be reproduced.[13]

In the F435/D470 library, all of the positive variants showed

a conserved 3S stereoselectivity similar to that of the wild

type. Variation at position 470 with Thr, Ser, Pro, Asn, Val, Glu,

His, and Asp resulted in high ee values for the products. All of

these residues except His were also found at the 470 position

among the positive variants with strict 3S stereoselectivity

from the L382/D470 library with a Phe or Glu at the 382 posi-

tion, which indicates that mutations at Asp470 to Thr, Ser, Pro,

Asn, Val, Glu, and Asp contribute to enhancing 3S stereoselec-

tivity. The corresponding positive mutations at the 435 posi-

tion were hydrophobic or uncharged polar residues, such as

Ala, Leu, Val, Ile, Tyr, and Thr. No basic or acidic residues were

observed at this position. Unfortunately, most of the top var-

iants with improved 3S stereoselectivity have unexpectedly

Figure 2. Property spread for TKGst variants from L191/D470 (blue) and F435/

D470 (red) double-site saturation mutagenesis that were identified for acti-

vity with propanal. Wild-type TKGst is marked in green. Variants are labeled

with one-letter codes for clarity. Reaction samples for the specific activity

measurement contained phenol red (0.028 mm), ThDP (2.4 mm), MgCl2
(9 mm), propanal (200 mm), LiHPA (50 mm), and TK variant samples (16 mg)

in 200 mL of triethylamine (TEA) buffer (2 mm, pH 7.5). The reaction mixture

for stereoselectivity determination contained ThDP (2.4 mm), MgCl2 (9 mm),

LiHPA (50 mm), propanal (50 mm), and TK enzyme (60 mg) in TEA buffer

(50 mm, pH 7.5). The ee values of the products were determined by chiral

GC after derivatization with acetic anhydride in pyridine as catalyst and sol-

vent.
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low affinity towards propanal. Only the variant F435L/D470E

(73% ee) showed a large activity improvement (4.9-fold). In

this variant, three Leu residues might jointly form a nonpolar

tunnel to hold the aliphatic portion tightly. In addition, the

polar interaction of the residue at position 470 might limit the

attack at the carbonyl group preferentially to only one face,

thus resulting in improved stereoselectivity. To confirm product

identity and enantiomeric purity from analytical experiments,

we also synthesized (3S)- and (3R)-1,3-dihydroxypentan-2-one

on a preparative scale with the aid of the variants F435L/

D470E [52% yield, 73% ee (3S)] and L191V/D470I [58% yield,

74% ee (3R)] , respectively.

Taken together, we have collected extensive screening re-

sults for three double-site saturation libraries to study the in-

fluence of residues at positions 191, 382, 435, and 470 of TKGst

(L382/D470 in our previous study,[9] L191/D470 and F435/D470

in this study) on substrate binding and their effect on the over-

all stereoselectivity in the stereogenetic event. These three li-

braries were designed to encompass each of the large hydro-

phobic residues at positions Leu191, Leu382, and Phe435 in

combination with full saturation at the polar ionic position

Asp470, which is known specifically to discriminate hydroxy-

aldehyde configurations. The screening results allow drawing

of conclusions for the subtle interactions among these three

double-site combinations, which are graphically summarized

as sets of residues producing similar consequences in Figure 3.

Mutations giving rise to high activity (more than threefold im-

provement) or high stereoselectivity (>60% ee) are clustered

as separate sets. Their intersection sets identify those residues

that were found to improve both activity and stereoselectivity.

This graphic representation clearly presents the potential re-

placements at positions 191, 382, 435, and 470 and their syner-

gistic effects on the activity and stereoselectivity of TKGst to-

wards propanal (or related higher aliphatic aldehydes). All of

these residues, especially those in the intersection sets, should

represent excellent starting points for next-generation muta-

genesis efforts directed towards improved catalysts for the

conversion of non-hydroxylated acceptors. Meanwhile, these

residues are also candidate sets for building “smart” triple-

and even quadruple-site mutagenesis libraries for positions

191, 382, 435, and 470 that should require a low screening

effort.

In summary, in this study we have created new TKGst variants

with significantly improved activity and stereoselectivity—and

even with reversed stereoselectivity—for non-hydroxylated ac-

ceptor substrates. In combination with the screening results of

our previous study, positive mutations at positions 191, 382,

435, and 470 are summarized in the form of a set graphic. In

principle, new TKGst variants with both excellent stereoselectiv-

ity and greatly improved activity towards non-hydroxylated ac-

ceptor substrates might be achieved by further application of

mutagenesis with residues in the intersection sets (Figure 3) as

starting points. These results should greatly improve our un-

derstanding of the interactions between the residues at these

four positions relative to the C2 binding of substrates and thus

aid further studies on the engineering of thermostable TKGst to

produce optimal biocatalysts for various applications in asym-

metric carboligation.

Experimental Section

For experimental details, see the Supporting Information.
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Abstract: Enzymes catalyzing asymmetric carboligation reac-

tions typically show very high substrate specificity for their

nucleophilic donor substrate components. Structure-guided

engineering of the thermostable transketolase from Geobacil-

lus stearothermophilus by directed in vitro evolution yielded

new enzyme variants that are able to utilize pyruvate and

higher aliphatic homologues as nucleophilic components for

acyl transfer instead of the natural polyhydroxylated ketose

phosphates or hydroxypyruvate. The single mutant H102T

proved the best hit toward 3-methyl-2-oxobutyrate as donor,

while the double variant H102L/H474S showed highest

catalytic efficiency toward pyruvate as donor. The latter variant

was able to complement the auxotrophic deficiency of

Escherichia coli cells arising from a deletion of the dxs gene,

which encodes for activity of the first committed step into the

terpenoid biosynthesis, offering the chance to employ a growth

selection test for further enzyme optimization.

Transketolase (TK, EC 2.2.1.1,) is a thiamine diphosphate

(ThDP) dependent enzyme that catalyzes in vivo a reversible

transfer of a C2 ketol fragment from a phosphorylated ketose

to a phosphorylated aldose (Scheme 1).[1] While wild-type TK

accepts a large variety of hydroxyaldehydes as the electro-

philic acceptor substrates with strict (2R)-specificity,[2] we

recently engineered variants of the TK from Geobacillus

stearothermophilus (TKgst) that can also efficiently convert

(2S)-configured hydroxyaldehydes.[3] In another directed

evolution study we succeeded in the discovery of TKgst

variants that efficiently convert arylated aldehydes[4] and

non-hydroxylated aliphatic aldehydes with high stereocontrol

for either native or reversed configuration.[5] Similar studies

were also reported for the TK from E. coli.[6] On the other

hand, TK shows very limited substrate tolerance toward the

nucleophilic donor components. Although previous studies

showed that substrate phosphorylation is not essential for

catalytic activity, apart from its natural (phosphorylated)

ketose donors TK accepts only hydroxypyruvate (1). This

non-natural substrate is particularly attractive for synthetic

applications of TK because decarboxylation renders conver-

sions essentially irreversible.[7]

With regard to a broader application scope of TK

catalysis, particularly in the development of novel in vitro

reaction cascades along the strategic concept of Systems

Biocatalysis,[8] other 2-oxoacids such as pyruvate (2a) and

higher homologues would be interesting alternative acyl

donor substrates that would open up an access to a range of

novel product types. Unfortunately, several authors have

reported that TK itself is unable to react with 2a,[9] in line with

the notion that enzymes catalyzing CÿC bond formations are

generally notorious for having a strict specificity for their

nucleophilic substrate.[10]

However, among the superfamily of ThDP-dependent

enzymes[11] some enzymes can utilize 2a as their natural donor

substrate for decarboxylative carboligation. This includes the

1-deoxy-d-xylulose-5-phosphate synthase (DXS, EC 2.2.1.7),

which specifically catalyzes the transfer of the acetyl group

from 2a to glyceraldehyde-3-phosphate to yield 1-deoxy-d-

xylulose 5-phosphate as the first committed step into the non-

mevalonate pathway of terpenoid biosynthesis (Scheme 1).[12]

Herein we report on structure-guided mutational studies to

create variants of TKgst that are able to use 2a and related 2-

oxoacids as donor substrates for a corresponding, highly

stereoselective asymmetric CÿC bond formation.

In the absence of an experimental 3D protein structure for

TKgst its substrate-binding pocket was modeled[5] based on the

close sequence homology with the TK from Bacillus anthracis

Scheme 1. Comparison of carboligation reactions catalyzed by TK and

DXS. a) Native equilibration of sugar phosphates by TK in vivo;

b) directed carboligation of TK by using hydroxypyruvate (1) in vitro;

c) native carboligation by DXS in vivo.
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(74% identity), for which the X-ray crystal structure of the

holoenzyme has recently been solved.[13] In addition, both X-

ray protein structures of TK and DXS from E. coli are

available,[14] as well as a snapshot of TK with covalent

cofactor-bound substrate Fru6P.[15] Based on the well-known

similarity among the ThDP-dependent enzyme family and the

highly conserved sequence motif for the cofactor-binding

site,[11] a structure alignment of the two E. coli enzymes

(Figure 1) confirmed their highly similar active-site construc-

tion. The substrate-liganded TK structure indicates that

physical contacts of the crucial CH2OH moiety of the ketol

donor exist to Gly116 (hydrogen bond to carbonyl), His68

(hydrophobic contact), His102 and His474 (hydrogen bonds

to ring N). However, a major difference is that the His102

residue in TK is changed to phenylalanine in DXS, which

plausibly will better accommodate the pyruvate methyl group

instead by improving hydrophobic contacts.

A multiple sequence alignment (MSA) performed for

both TK and DXS from a diverse set of organisms confirms

their highly conserved active-site organization. Particularly,

there is a high sequence homology for the active site residues

of TK and DXS enzymes that are directly involved in the

donor substrate binding (Figure 2), except that the TK H102

residue is consistently replaced by Phe or Tyr in DXS

enzymes.

To test for background activity, standard wild type

enzymes from TKgst and the TK from E. coli and yeast

(TKeco and TKsce, respectively) were assayed for conversion of

2a in the presence of glycolaldehyde (3) as the best-known

acceptor substrate using a recently developed pH-sensitive

colorimetric assay.[17] The assay principle is based on the

increase of the reaction pH as a result of substrate decarbox-

ylation, which is measured by using a pH indicator. Very low

residual activity was observed with all the three wild type TK

(Table 1; Supporting Information, Table S4) against a control

without acceptor. However, the assay is unable to distinguish

between plain decarboxylation of 2a versus true transketolase

activity (decarboxylation followed by acyl transfer to

acceptor). Therefore, a preparative scale synthesis was

attempted with wild type TKgst at 50 8C to check for the

carboligation step, from which the product l-1-deoxyerythru-

lose (4a) could indeed be isolated in 9% yield, thereby

proving the pH assay results.

Protein engineering to improve the TK activity with 2a

was performed on the thermostable TKgst, which shows

mutational robustness.[3, 5] First, the rational Phe replacement

for His102 was constructed to create a DXS-like situation in

the TKgst active site. Notably, the designed H102F variant

showed only little improvement in its activity with 2a as

donor (Table 1). Similar low activity with 2a had earlier been

detected with the corresponding H103F variant of TKsce.
[18]

Thus, we opted for a semi-rational engineering approach

focusing on all residues that are in direct contact to the

CH2OH moiety of 1 (His68, His102, Gly116, His474) with

screening for improved reaction rates with 2a. Iterative

saturation mutagenesis (ISM)[19] was chosen to mutate each of

the residues individually. This directed evolution approach is

a compromise that keeps library sizes small but still allows

sampling for cooperative binding effects. His68 and Gly116

were included for reason of comprehensiveness although

His68 is involved in cofactor binding, and upon replacement

of Gly116 side-chain orientation would be opposite to the

substrate. Libraries were screened with 2a (50 mm) using the

pH-dependent assay. Indeed, libraries G116X and H68X did

not deliver any positive hits. However, both H102X and

H474X libraries yielded 25% of significantly improved

variants. The four best unique protein variants from these

two single libraries were purified by NTA affinity chroma-

tography for kinetic characterization. All four variants

Figure 1. Comparison of the donor binding environments of TK and

DXS from E. coli by superposition of their active sites based on the X-

ray crystal structures (blue=TK, PDB entry 2R8P; green=DXS, PDB

entry 2O1S). Graphic was created with PyMOL.[16]

Figure 2. Partial alignment of selected TK and DXS protein sequences.

Numbering follows the sequence of TKgst. Residues highlighted in

color correspond to those in contact to the ThDP-bound nucleophile

(see Figure 1). Saccharomyces cerevisiae does not have a gene coding

for DXS.

Table 1: Kinetic properties of selected TK variants toward pyruvate (2a).[a]

Variants KM

[mm]

kcat
[�10ÿ3 sÿ1]

kcat/KM

[�10ÿ3 sÿ1mm
ÿ1]

wt-TKgst 40.2�3.5 39�1 1�0.3

TKgst(H102F) 35.1�5.3 53�3 2�0.5

TKgst(H102L) 29.1�1.6 183�3 6�2.0

TKgst(H474S) 30.0�2.9 101�3 3�1.1

TKgst(H474N) 13.4�2.5 85�4 6�1.5

TKgst(H102L/H474S) 16.6�0.7 170�2 10�2.6

TKgst(H102L/H474N) 6.1�2.1 50�3 8�1.5

DXSeco 3.3�1.1 497�23 150�21.3

[a] Kinetic constants were determined by varying the concentration of

substrate 2a (0–200 mm). The assay solution contained 0.03–0.04 mg

purified enzyme, 2.4 mm ThDP, 9 mm MgCl2, 10 mm glycolaldehyde (3)

and 0.028 mm of phenol red in 200 mL of triethanolamine buffer (2 mm,

pH 7.5).
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showed a higher activity than the H102F variant, which

corresponds to the DXS situation (Table 1, Figure 3).

The best variants H102L and H474N showed practically

identical catalytic efficiency but differed significantly in their

KM values. The variant H102L was found to be the most

active, showing a kcat of about one third of native DXSeco

under saturating conditions, while the variant H474N showed

the best substrate affinity with a KM value about four-fold

compared to that of DXSeco.

In a subsequent round, the positive hits were used as

templates to generate four secondary saturation libraries

(H102L/H474X, H102M/H474X, H474N/H102X and H474S/

H102X). Screening furnished eight positive hits, from which

sequencing identified H102L/H474N and H102L/H474S as

unique (Table 1; Supporting Information, Table S4). Prob-

ably, more stringent assay conditions (< 50 mm of 2a) might

have been more efficient to identify variants with improved

substrate affinity. The double variant H102L/H474N showed

the best KM value for 2a of all variants, approaching the

affinity of the native DXSeco (Table 1, Figure 3). The variant

H102L/H474S displayed a ten times higher catalytic efficiency

than wild type TKgst and five-fold better than the H102F

variant. Interestingly, all of these engineered TK variants

retained high stability against thermal unfolding (Tm= 75.3–

78.5 8C; Supporting Information, Table S2) and were still able

to convert 1 at various degree (Supporting Information,

Table S3).

In an effort to study the donor substrate scope of the

variants all single- and double-site libraries were screened

toward activity with the sterically more demanding branched-

chain oxoacids 3-methyl-2-oxobutanoate (2c) and 4-methyl-

2-oxopentanoate (2d). Interestingly, in screenings with 2c

(10 mm) two single variants (H102G and H102T) and two

double variants (H102L/H474S and H102G/H474N) were

found to be active, while no positive hits revealed activity

toward the more bulky higher homologous 2d. After purifi-

cation, kinetic data for these variants were determined

(Figure 3; Supporting Information, Table S6). Clearly, variant

H102T showed the highest rates and efficiency. Finally, top

candidates identified from both previous screenings were also

kinetically analyzed against 2-oxobutanoate (2b) and 4-

hydroxy-2-oxobutanoate (2e)[20] (each at 10 mm) as donor

substrates of intermediate size (Figure 3; Supporting Infor-

mation, Table S5). The best candidate (highest kcat) found

with 2b was the double variant H102L/H474S that showed

a catalytic rate very similar to that with 2a while profiting

from significantly enhanced substrate affinity. Notably, the

polar substrate analogue 2e was not accepted.

Apparently, an exchange of the two histidine residues by

smaller side chains is required to make room for the larger

nucleophilic substrates (2b, 2c). In position His474 it seems to

be essential that a hydrogen bond donating capacity to the

ketol carbonyl moiety is preserved, which is attained by

replacements for serine or asparagine that both are also of

similar, slightly reduced size. A replacement of His102 by

a non-polar leucine residue not only will better accommodate

the extra space requirements but also improve the binding of

a hydrophobic alkyl chain of the substrate in the otherwise

highly polar active site of TK as reflected in the reduced KM

values. Curiously enough, His474 stabilizing the acyl oxygen

by hydrogen bonding is invariant among all species except for

mammalian TKs where it is replaced by glutamine.[21]

Although the overall catalytic efficiency of the variants

(kcat/KM) with substrates 2a and 2c are relatively low in

comparison to that of the native DXSeco enzyme (with 2a),

with 2b some variants interestingly reach up to 28–39% of its

catalytic efficiency, probably reflecting a compromise of good

steric fit and positive hydrophobic interactions.

Preparative-scale synthesis with non-natural nucleophiles

was performed at 50 8C to profit from the higher activity of

the TKgst variants at elevated temperatures (Scheme 2,

Table 2). In a combinatorial manner, nucleophiles 2a-2c

were reacted with 3, d-glyceraldehyde (5) and rac-2,4-

dihydroxybutanal (7) as electrophiles, respectively, using the

appropriate best TKgst variants (H102L/474S for 2a/2b and

H102T for 2c). The corresponding products 4a–4c, 6a–6c and

8a–8c were obtained in good overall yields, somewhat lower

only for the sterically more bulky series c. Reactions

proceeded with high enantio- and diastereoselectivity for

the natural configuration, as determined by [a]D comparison,

chiral-phase GC and NMR analysis.

Figure 3. Activity of TKgst variants (kcat) against non-natural nucleophile

substrates relative to native DXSeco (set as 100% for reference): &

pyruvate (2a), & 2-oxobutanoate (2b), & 3-methyl-2-oxobutanoate (2c).

Scheme 2. Preparative syntheses catalyzed by best identified TKgst

variants for the conversion of oxoacids 2a–c using aldehydes 3, 5 and

7.
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Complete kinetic resolution of rac-7 yielded the pure

(2R)-derived products, analogous to the wild-type ability,[22] as

evident by 1H NMR analysis using the deoxy methylene

group as stereochemical reporter group in the cyclic isomers

of 8a–c.[17,23] Identification of stereoisomers was facilitated via

direct correlation with products obtainable by catalysis from

fructose-6-phosphate aldolase (FSA), which gives products

4a,b (from methanal),[24] 6a,b (from 3),[25, 26] and 8a,b (from 3-

hydroxypropanal) with identical constitution and stereocon-

figuration.[23,25] Thus, TK and FSA offer a directly comple-

mentary approach for the series a and b, while products 4c, 6c

and 8c are uniquely available only by TK catalysis because

FSA is unable to convert nucleophiles carrying a branching

point directly next to the carbonyl group.[23] DXSeco, which is

highly specific for its native substrate (Figure 3), has been

shown to catalyze the synthesis of 4a and 6a only.[27] Another

advantage of TK catalysis is that syntheses are driven by

substrate decarboxylation, while the success of FSA synthesis

depends on the magnitude of the aldol equilibrium constants.

To verify the functionality of wild-type TKgst and its

evolved variants for activity against 2a in vivo, a complemen-

tation test was performed using the engineered auxotrophic

E. coli strain EcAB4-2 (dxs:CAT),[28] in which the dxs gene

had been disrupted by insertion of a selection marker.

Because E. coli cells depend on the dxs gene for terpenoids

synthesis,[12] its disruption leads to an auxotrophic strain that

will only be able to grow if suitable metabolites can be taken

up from the medium, or if the strain is complemented by

a plasmid based gene replacement. This strain requires either

supplementation by mevalonic acid (MVA) from the medium

for growth or complementation by a non-chromosomal dxs-

type gene to support the reaction depicted in Scheme 1c. For

that purpose, strain EcAB4-2 was transformed with plasmids

carrying the mutant gene for TKgst(H102L/H474S), the wild-

type TKgst, the dxs gene for expression of native DXSeco

(positive control), or the empty vector (negative

control). As shown in Figure 4, in the absence of

MVA the transformants of strain EcAB4-2 were

unable to grow when carrying only the empty vector,

but grew successfully when complemented by the

native dxs gene or the mutant gene for TKgst with

very similar growth rates. Surprisingly, even the wild-

type gene for TKgst could sustain growth, albeit at

a significantly retarded rate. Presumably, the latter

observation must be explained by the fact that larger

concentrations of the inefficient TKgst enzyme, which

become available by efficient intracellular overex-

pression from a multi-copy vector, can also compen-

sate for the loss of the dxs gene.

In this study the semi-rational evolution of the

thermostable TKgst led to the discovery of several

new variants that are able to convert pyruvate (2a)

as a non-natural nucleophilic substrate to imitate the

native reaction catalyzed by DXS. Notably, the

mutagenesis strategy revealed several protein varia-

tions that were far superior over the rationally

designed H102F variant, which mimics the native

DXS sequence. Even sterically more demanding

oxoacids 2-oxobutanoate (2b) and branched-chain 3-methyl-

2-oxobutanoate (2c) could be converted with good rates, and

products were obtained with high enantioselectivity and

diastereoselectivity that match the ability of the wild-type

TKgst with hydroxypyruvate (1). While TK reactions with

substrates 2a and 2b offer a synthetic access complementary

to using FSA, TK products derived from 2c are unique

because branching is inaccessible via FSA catalysis. We are

confident that the promiscuity of TK for nucleophilic

substrates could be further expanded by suitable mutagenesis

to address novel product structures that are valuable as chiral

building blocks.

Table 2: Synthetic reactions performed with non-natural nucleophiles using best

TKgst variants.
[a]

Aldehyde Oxo-

acid

TKgst variant Product Configuration ee/de [%] Yield [%]

3 2a H102L/

H474S

4a (S)[b] >95 88

3 2b H102L/

H474S

4b (S) –[c] 72

3 2c H102T 4c (S) >99 69

5 2a H102L/

H474S

6a (2R,3S) >97[d] 72

5 2b H102L/

H474S

6b (2R,3S) >97[d] 60

5 2c H102T 6c (2R,3S) >97[d] 52

7[e] 2a H102L/

H474S

8a (3R,4S) >97[d] 62

7[e] 2b H102L/

H474S

8b (3R,4S) >97[d] 60

7[e] 2c H102T 8c (3R,4S) >97[d] 48[f ]

[a] Reaction solution contained 12 mg purified enzyme (0.5 mol% relative to

oxoacid), 2.4 mm ThDP, 9.4 mm MgCl2, 50 mm aldehyde (3 or 5) and 50 mm

oxoacid in 25 mL H2O (adjusted to pH 7.5 by pH stat using 0.1n HCl; 50 8C, 12 h).

[b] Configuration by comparison of [a]D to authentic material. [c] Enantiomers could

not be resolved by GC/HPLC. [d] de, determined by NMR analysis. [e] 100 mm rac-7.

[f ] Separation from starting material difficult.

Figure 4. Complementation study of E. coli dxs auxotrophic strain by

plasmid based genes coding for DXSeco (positive control),

TKgst(H102S/H474L) and wild-type TKgst against empty vector as

negative control (from top left quadrant in clockwise order, respec-

tively). Recombinant E. coli strains were plated on LB medium

containing as selection markers 100 mgmLÿ1 ampicillin, 17 mgmLÿ1

chloramphenicol, 25 mgmLÿ1 kanamycin, and 0.5 mm IPTG. The

medium was supplemented with rac-MVA (1 mm) as indicated. Plates

were incubated at 37 8C for the times indicated.
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The ability of TKgst mutants to complement the dxsÿ

phenotype was proven by transformation of the auxotrophic

E. coli strain EcAB4-2. We note that this observation offers

an opportunity for further evolution of optimized DXS-like

activity for TKgst variants by random mutagenesis followed by

growth selection under suitable limiting conditions.
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Résumé 

La transcétolase thermostable de Geobacillus stearothermophilus (TKgst, EC 2.2.1.1) permet de synthétiser 

efficacement à haute température des cétoses à 4, 5 et 6 atomes de carbone de configuration D-thréo (3S, 4R), 

par formation stéréosélective d’une liaison C-C, à partir d’aldéhydes α-hydroxylés (2R) à courte chaîne. L’objectif 

de ces travaux est d’utiliser la TKgst à 60°C pour gagner en efficacité et étendre son spectre de substrats à de 

nouveaux donneurs et accepteurs par Evolution dirigée, selon une approche semi-rationnelle, basée sur la 

mutagenèse par saturation de site. Ainsi, à l’issue du criblage des banques générées, les TKgst mutées les plus 

performantes (L382D/D470S, L191I, L382F/F435Y, R521Y/H462N et R521V/S385D/H462S) ont été 

sélectionnées pour leurs activités spécifiques supérieures à celle de la TKgst sauvage (gain de 3,3 à 5) vis-à-vis 

d’aldéhydes α-hydroxylés (2S) et d’aldéhydes α-hydroxylés (2R) à longue chaîne polyhydroxylée (C5-C6). La 

TKgst sauvage, ainsi que ces TKgst mutées performantes ont permis d’obtenir, à 60°C, onze cétoses, dont neuf de 

configuration L-érythro (3S, 4S) à 5 à 6 atomes de carbone et de configuration D-thréo (3S, 4R) de 4 à 8 atomes 

de carbone d’intérêt biologique, avec de très bons rendements, quatre étant inaccessibles avec les TKs 

microbiennes utilisées jusqu’alors. D’autres TKgst mutées ont par ailleurs conduit à une amélioration significative 

de l’activité de la TKgst vis-à-vis d’aldéhydes aliphatiques et aromatiques, mais également vis-à-vis d’un nouveau 

substrat donneur, l’acide pyruvique et d’analogues, ouvrant le champ des applications aux 1-désoxycétoses. De 

plus, ces travaux ont permis de développer un procédé multi-enzymatique innovant et éco-comptatible, dans 

lequel les substrats donneurs et accepteurs de la TKgst sont générés par voie enzymatique, via l’utilisation d’une 

transaminase ou d’une D-aminoacide oxydase et d’une aldolase, à partir de composés naturels et peu coûteux. 

Cette stratégie pourra être appliquée aux TKgst mutées, afin d’accéder efficacement et à moindre coût, à d’autres 

cétoses rares hautement valorisables. 
 

Mots-clés : Biocatalyse, Cétoses rares, Transcétolase, Enzyme thermostable, Evolution dirigée, Mutagenèse par 
saturation de site, Test de criblage, Transaminase, D-Aminoacide oxydase, Aldolase, Cascade enzymatique 

Abstract 

Thermostable transketolase from Geobacillus stearothermophilus (TKgst, EC 2.2.1.1) catalyzes efficiently the 

synthesis of D-threo (3S, 4R) ketoses having 4, 5 and 6 carbon atoms, by the stereoselective formation of a new 

C-C bond, from short chain (2R)-α-hydroxylated aldehydes. The aim of this work is to use TKgst at 60°C, in order 

to increase reaction rates and to broad its substrate scope to new donors and acceptors by Directed Evolution, 

according to a semi-rationnal approach, based on site saturation mutagenesis. Thus, the screening of the libraries 

led to TKgst variants (L382D/D470S, L191I, L382F/F435Y, R521Y/H462N and R521V/S385D/H462S) having 

significantly improved specific activities towards (2S)-α-hydroxylated aldehydes and (2R)-α-hydroxylated 

aldehydes having a long polyhydroxylated chain (C5-C6), compared to wild type TKgst (3,3 to 5-fold increased 

activity). Wild-type TKgst as well as these TKgst variants were used, at 60°C, to obtain eleven, including nine L-

erythro (3S, 4S) ketoses having 5 and 6 carbon atoms and D-threo (3S, 4R) ketoses having from 4 to 8 carbon 

atoms of biological interest, with good yields, four being inaccessible using common TK sources. Besides, other 

TKgst variants led to significantly improved activities towards hydrophobic aldehydes and towards a new donor 

substrate, pyruvic acid and derivatives, extending TKgst product scope to 1-deoxyketoses. In addition, a 

multienzymatic innovative and environmentally friendly process, in which TKgst substrates are generated through 

enzymatic pathways, using a transaminase or a D-aminoacid oxidase and an aldolase, from non-expensive and 

natural compounds was developed, in the presence of wild-type TKgst and will be able to be applied to TKgst 

variants, in order to synthesize efficiently and at lower cost, other highly valuable rare ketoses. 

Keywords : Biocatalysis, rare Ketoses, Transketolase, Thermostable enzyme, Screening assay, Directed 
Evolution, Site-saturation mutagenesis, Transaminase, D-Aminoacid oxidase, Aldolase, Enzymatic cascade 


